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Résumé 

L’obésité et ses complications telles le diabète et la stéatose hépatique non alcoolique sont des enjeux de 

santé qui prennent de plus en plus d’ampleur partout sur la planète et la compréhension approfondie des 

mécanismes physiopathologiques impliqués est essentielle pour mieux contrer ces maladies. La protéine 

peroxisome proliferator activated receptor gamma (PPAR) est reconnue pour ses propriétés anti-

inflammatoires, insulino-sensibilisantes et pro-adipogéniques. Des résultats antérieurs ont démontré qu’en 

l’absence de la protéine tyrosine phosphatase Src homology region 2 domain-containing phosphatase-

1 (Shp1), l’activité de PPAR est augmentée. L’activation de PPARpar ses agonistes, les thiazolidinediones 

(TZD), est favorable au contrôle du diabète, mais entraîne certains effets indésirables. Nos recherches ont 

porté sur l’investigation d’une nouvelle voie de régulation de PPAR. Nous avons montré que Shp1 et 

PPARinteragissent et que PPAR est phosphorylé sur ses résidus tyrosine. Les résultats suggèrent que la 

déphosphorylation de PPAR par Shp1 diminue son activité. Des analyses de modélisation moléculaire 

suggèrent que cette interaction entre Shp1 et PPARdépend de la présence de phosphorylation sur un acide 

aminé particulier, la tyrosine 355. Ce même résidu est aussi important dans la liaison avec la rosiglitazone, 

médicament de la classe des TZD. Des expériences de mutagénèse ont montré que l’absence de 

phosphorylation sur la tyrosine 355 diminue grandement l’activité de la protéine et, qu’à l’inverse, la présence 

de phosphorylation tend à augmenter son activité. Bien que plusieurs modifications post-traductionnelles aient 

été décrites dans la littérature, la phosphorylation sur tyrosine de PPARdemeure très peu étudiée. Nos 

résultats suggèrent une nouvelle voie de régulation de PPARqui pourrait mener à l’élaboration de nouveaux 

ligands qui exploitent ce mécanisme afin de favoriser les propriétés bénéfiques de ce facteur transcriptionnel 

pour mieux traiter le diabète de type 2 et diminuer les risques d’effets secondaires.   
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Abstract 

Obesity and its complications such as type 2 diabetes and non-alcoholic fatty liver disease are becoming 

worldwide health concerns and more insights into the underlying physiopathological mechanisms are 

necessary to improve the treatment of these conditions. Peroxisome proliferator activated receptor gamma 

(PPAR) protein is well known for its anti-inflammatory, insulin sensitizing and pro-adipogenic roles. Previous 

results showed that in absence of the protein tyrosine phosphatase Src homology region 2 domain-containing 

phosphatase-1 (Shp1), PPAR activity is increased. PPAR activation by thiazolidinediones (TZD) is used in 

the control of diabetes but is also linked to unwanted side effects. We investigated a new mechanism of 

regulation of PPAR activity. We show that Shp1 and PPAR interact and that PPARis tyrosine 

phosphorylated. Our results suggest that Shp1-mediated dephosphorylation of PPARreduces its activity. 

Molecular modeling analyses further suggest that the interaction between Shp1 and PPAR depends upon the 

phosphorylation of one specific residue, tyrosine 355. This residue is also important for the binding with 

rosiglitazone, a member of the TZD drug class. Mutagenesis experiments showed that the absence of 

phosphorylation on tyrosine residue 355 decreases PPARactivity, while its phosphorylation tends to increase 

it. Despite the fact that many post-translational modifications have been reported in the literature, tyrosine 

phosphorylation of PPARremains mostly unexplored. These results suggest a new PPAR regulating 

mechanism that could be exploited to elaborate new PPAR ligands to improve the treatment of type 2 

diabetes and to limit side effects.  
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Avant-propos 

Ce mémoire débute avec une revue générale des connaissances (Chapitre 1) qui sont les assises du projet 

qui est présenté par la suite (Chapitre 2). Ce projet a mené à la rédaction d’un article qui sera très bientôt 

soumis auprès d’une revue scientifique. Toutes les expérimentations ont été réalisées par moi-même et Marie-

Pier Forest, également étudiante à la maîtrise dans l’équipe Marette. J’ai effectué les expériences dans les 

cellules HepG2 alors que Marie-Pier était responsable d’effectuer celles dans les HEK293T. Nos 

expérimentations ont été supervisées par Kerstin Bellman et Michael Schwab. Une partie des travaux a 

nécessité des collaborations avec l’Institut de Biologie Intégrative et des Systèmes (IBIS) de l’Université Laval 

ainsi qu’avec la plateforme de protéomique du centre de Génomique du CHU de Québec. J’ai réalisé la 

rédaction initiale de l’article ainsi que la création des figures. Le devis expérimental, l’interprétation des 

résultats ainsi que la révision du manuscrit ont été réalisés conjointement par les auteurs. 

Marie-Pier Forest et moi seront premières coauteures de l’article présenté sous la direction d’André Marette.  
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Chapitre 1 : Introduction 

La santé et la maladie sont deux concepts constamment en évolution. Contrairement au début du siècle où les 

maladies produisant le plus de victimes étaient les infections transmissibles, aujourd’hui ce sont les maladies 

chroniques sociétales qui causent le plus de décès 1, 2. Faisant plus que simplement s’adapter à son 

environnement, l’homme a adapté son milieu à son mode de vie avec beaucoup de succès, lui permettant 

ainsi d’avoir accès à d’énormes quantités d’énergie tout en limitant ses propres dépenses énergétiques. 

Toutefois, c’est désormais ce mode de vie qui le rend malade. Le concept de santé s’est aussi transformé au 

fil du temps. Alors que l’évolution a sélectionné les individus capables d’emmagasiner efficacement l’énergie, 

ce qui les protégeait en période de famine, aujourd’hui les individus ayant de telles capacités sont plutôt 

désavantagés considérant l’abondance de sources nutritionnelles d’énergie jumelée à la non-nécessité de 

faire des réserves 3. 

Le métabolisme énergétique des organismes se doit d’être finement régulé pour assurer une gestion optimale 

des apports et des dépenses énergétiques. Les glucides, les lipides et les protéines seront utilisés comme 

sources d’énergie selon les besoins. Facilement mobilisables et pouvant être mis en réserves sous forme de 

glycogène, les glucides sont sans aucun doute les macronutriments énergétiques par excellence. Les sucres 

provenant de l’alimentation sont réduits en monomères par les différentes enzymes digestives. La résultante 

du bolus de glucides ingéré est constituée à 80% de glucose, 10% de fructose et 10% de galactose 4. Le 

glucose correspond ainsi à une part importante des molécules énergétiques qui atteindront les cellules du 

corps. De plus, certaines cellules, dont les cellules neuronales, n’utilisent que le glucose comme source 

d’énergie principale 5. La concentration de glucose plasmatique se doit donc d’être soumise à une fine 

régulation. La glycémie est principalement contrôlée par une balance entre différentes hormones dont les deux 

principales sont l’insuline et le glucagon. Le pancréas exerce un rôle central dans le maintien de la glycémie. 

Le pancréas possède des îlots de cellules endocrines formés de cellules alpha et bêta. Les cellules alpha 

sécrètent le glucagon en situation de jeûne ou lorsque la glycémie diminue. Les cellules bêta produisent 

l’insuline lorsque la glycémie s’élève en situation postprandiale. Plusieurs tissus répondent à la stimulation par 

l’insuline dont le muscle, le tissu adipeux et le foie.  

À cause de leur taille, les molécules de glucose nécessitent des transporteurs spécifiques puisqu’elles ne 

peuvent traverser les membranes cellulaires par diffusion. Une cascade moléculaire, activée par l’insuline, est 

donc nécessaire pour permettre au glucose d’atteindre son transporteur à la membrane cellulaire. L’insuline 

est une hormone anabolique qui, lorsqu’elle se lie à son récepteur (IR), déclenche une cascade moléculaire 

menant à l’internalisation des molécules de glucose et ainsi à la diminution de la glycémie. L’IR est une 

protéine tétramérique transmembranaire 6. Son activation par la fixation de l’insuline cause un changement 
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dans sa conformation qui mène à son auto-phosphorylation par son activité tyrosine kinase 6. La 

phosphorylation des résidus tyrosine permet de créer des nouveaux sites de liaisons pour d’autres protéines. 

Différents substrats du récepteur de l’insuline (IRS) peuvent ainsi se lier au récepteur phosphorylé pour être 

phosphorylés à leur tour sur leurs résidus tyrosine. Ces résidus phosphorylés créent des sites auxquels 

pourront venir se lier différents substrats portant des domaines Scr-homology 2 (SH2) ou des domaines de 

liaison phospho-tyrosine (PTB) 7, 8. Parmi les substrats de l’IRS, se trouve la sous-unité inhibitrice p85 de la 

protéine phosphatidylinositol-3-kinase (PI3K), une kinase ciblant les phospholipides membranaires. En se liant 

avec elle, l’IRS inhibe p85 et permet d’activer la sous-unité p100 de la protéine PI3K. La PI3K activée 

phosphoryle le phosphatidylinositol (4,5)-bisphosphate (PIP2) pour former du phosphatidylinositol (3,4,5)-

trisphosphate (PIP3) 9. Le PIP3 déclenche plusieurs cascades moléculaires dont celle menant au recrutement 

de la protéine sérine-thréonine kinase AKT/protéine kinase B (PKB) à la membrane 10. L’activation d’AKT 

enclenche plusieurs événements qui varient selon le tissu ciblé par l’insuline (figure 1). 

 

Figure 1.1 : Cascade moléculaire déclenchée par la liaison de l’insuline à son récepteur et menant à 

l’activation d’AKT qui entraîne différents processus anaboliques qui varient selon le tissu ciblé. 
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Dans le muscle, l’activation d’AKT entraîne la translocation à la membrane des transporteurs GLUT4 

favorisant ainsi l’entrée du glucose dans les cellules 7. L’insuline augmente la formation de glycogène à la fois 

par la phosphorylation et l’inhibition de la glycogène synthase kinase 3 (GSK3) qui mène à l’activation de la 

glycogène synthase (GS) 7. L’insuline favorise également l’entrée des acides aminés dans les myocytes ainsi 

que la synthèse protéique tout en inhibant la protéolyse. Dans le tissu adipeux, en plus de causer la 

translocation de GLUT4 à la membrane, l’insuline augmente la captation des acides gras. Le glucose capté 

sera transformé en glycérol puis couplé aux acides gras pour former des molécules de triacylglycérol (TG) qui 

permettent de stocker une grande quantité d’énergie dans peu d’espace. L’insuline stimule également la 

lipoprotéine lipase (LPL) ce qui augmente la lipolyse des triglycérides en acides gras et l’entrée de ces 

derniers dans les adipocytes 11. L’insuline favorise ainsi la lipogenèse et le stockage des lipides sous forme de 

triglycérides intracellulaires. Au niveau pancréatique, l’insuline inhibe la production de glucagon par les 

cellules alpha.  

Le foie joue un rôle capital dans le contrôle du métabolisme énergétique. L’insuline a donc de nombreux effets 

sur cet organe. Il faut toutefois noter que le foie ne possède pas de transporteur GLUT4, mais plutôt des 

transporteurs GLUT2 qui sont non régulés par l’insuline et qui ont une affinité moins grande pour le glucose. 

Ceci permet au foie d’agir comme senseur de la glycémie. Dans le foie, tout comme dans le muscle, 

l’activation d’AKT par l’insuline inactive la GSK3 ce qui mène au stockage de glucose sous forme de 

glycogène. L’insuline a aussi pour effet de bloquer la néoglucogénèse et d’inhiber la glycogénolyse 11.  

Il est primordial que la voie de signalisation de l’insuline soit étroitement régulée. Son activation ne doit pas 

perdurer une fois la glycémie normalisée. L’arrêt de la cascade de l’insuline est donc étroitement régulée. 

Diverses protéines phosphatases sont ainsi impliquées dans la terminaison du signal par la déphosphorylation 

des protéines activées 6.  

La régulation métabolique fine et précise permet de répondre aux variations quotidiennes des apports et des 

dépenses énergétiques de façon optimale. Toutefois, la capacité du corps à répondre à ces variations est 

limitée. Ainsi, certaines situations qui entraînent soit des déséquilibres trop importants soit des déséquilibres 

de moindre ampleur, mais qui perdurent dans le temps, peuvent surpasser les mécanismes de régulation 

énergétique. Des débalancements, même très minimes, qu’ils soient intrinsèques en provenant par exemple 

d’un défaut génétique dans une voie métabolique ou extrinsèques par un apport alimentaire favorisant un type 

de nutriment aux dépens d’un autre, peuvent avoir des conséquences importantes sur la santé de l’individu. 
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L’obésité  

Ainsi, face à l’augmentation des aliments à haute densité énergétique conjointement à la diminution des 

niveaux d’activité physique dans les populations, l’obésité est subséquemment devenue un problème 

planétaire. En effet, l’obésité, autrefois réservée aux pays mieux nantis, touche de plus en plus les pays sous-

développés et en développement et se répand sur le globe à grande vitesse 12. L’obésité a presque doublé 

entre 1980 et 2008 où près de 500 millions d’adultes présentaient du surpoids dans le monde (figure 2) 12. De 

plus, le temps nécessaire aux déséquilibres métaboliques pour se mettre en place et causer de l’embonpoint 

semblait favoriser l’apparition de l’obésité chez l’adulte plutôt que chez l’enfant. Toutefois, cette protection ne 

tient plus et les enfants sont désormais touchés de façon très importante par l’obésité et ses complications. En 

effet, selon l’Organisation mondiale de la Santé (OMS) 12, en 2013, dans le monde, plus de 42 millions 

d’enfants âgés de moins de cinq ans étaient en surpoids.  

Figure 1.2 : Prévalence (%) du surpoids chez les adultes (18 ans et plus) selon les données collectées par 

l’Organisation mondiale de la Santé entre 2010 et 2014. Adapté de WHO Overweight and Obesity 13.  

L’obésité est désormais un enjeu prioritaire pour la majorité des sociétés. De nombreuses maladies ont été 

associées à l’obésité tels le diabète de type 2, les maladies cardiovasculaires et même certains cancers 14. 

Chaque année, l’obésité et le surpoids seraient responsables d’environ 2,8 millions de décès 12. L’ampleur de 

ce problème engendre également des coûts importants pour les sociétés. En effet, entre 2 et 7% des budgets 

de santé des pays industrialisés seraient destinés à défrayer les coûts directs et indirects liés à l’obésité 15. Au 

Québec, l’obésité coûterait 3 milliards de dollars par année alors qu’au Canada, il en coûterait 30 milliards par 

an 15. 

La définition de l’obésité comporte également une certaine confusion. En effet, l’évaluation de l’obésité est 

généralement faite par la mesure de l’indice de masse corporelle (IMC) définie par la masse en kilogrammes 

divisée par la taille en mètres carrés. C’est d’ailleurs la mesure préconisée par l’OMS 12. Toutefois, il est bien 
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connu désormais que l’IMC ne permet pas de distinguer les différents types d’obésité qui ont pourtant des 

niveaux de risques différents pour la santé 14. Ainsi, deux types de distribution des graisses ont été décrits : 

soit la forme androïde et la forme gynoïde 16. La forme androïde, retrouvée plus fréquemment chez l’homme et 

la femme post-ménopausée, correspond à une accumulation de tissu adipeux viscéral au niveau abdominal. 

Elle est associée à des risques élevés de maladies 14. La forme gynoïde correspond plutôt à un stockage des 

graisses au niveau des hanches et des fesses dans les dépôts adipeux sous-cutanés et est présente plus 

fréquemment chez la femme pré-ménopausée. Elle est aussi associée à un meilleur profil métabolique et à de 

moins grands risques pour la santé. Étant donné que ces impacts importants de la distribution des graisses 

sur la santé ne peuvent être détectés par l’IMC seul, il a été proposé de coupler la mesure de l’IMC à celle du 

tour de taille 17. Cela permet ainsi de détecter, pour un même IMC, les différents profils de distribution de 

graisses et leur niveau de dangerosité pour la santé.  

Comme mentionné précédemment, les dépôts de gras viscéraux ont été démontrés comme étant plus 

dommageables pour la santé que les dépôts sous-cutanés 18, 19. De plus, il a été proposé que le tissu adipeux 

viscéral soit un marqueur d’un dysfonctionnement du tissu adipeux sous-cutané qui apparaît lorsque ce 

dernier est débordé par les grandes quantités de lipides qui affluent 18, 20. En plus de s’accumuler dans les 

réserves de gras viscéral, ces lipides iront se déposer un peu partout dans l’organisme au niveau des 

vaisseaux et des organes tels les muscles ou le foie. Les lipides de ces dépôts ectopiques sont toxiques et 

altèrent le fonctionnement des organes 21. En présence d’un grand apport en lipides, le tissu adipeux viscéral 

s’hypertrophie 18. Il est moins sensible à l’inhibition de la lipolyse par l’insuline que le tissu adipeux sous-

cutané 22. Il s’ensuit donc un taux de lipolyse élevé 22. Ceci augmente les niveaux d’acides gras circulants. En 

plus des acides gras circulants élevés, les individus ayant un taux élevé de gras viscéral présentent des 

niveaux abaissés de lipoprotéines à haute densité (HDL), des lipoprotéines à basse densité (LDL) petites et 

denses ainsi que des niveaux plus élevés de TG 23. Il a été démontré que la présence anormale d’acides gras 

dans les tissus a un effet pro-inflammatoire 24. Le tissu adipeux viscéral produit davantage de cytokines pro-

inflammatoires tels l’interleukine 1-bêta (IL-1β), l’interleukine 6 (IL-6) et le tumor necrosis factor (TNF) α et 

moins de molécules anti-inflammatoires, comme l’adiponectine et l’interleukine 10 (IL-10) que le tissu adipeux 

sous-cutané 19, 25. De plus, le tissu adipeux viscéral produit une molécule chimio-attractive, la MCP-1, qui attire 

les macrophages qui produiront à leur tour des molécules pro-inflammatoires 26. Ce type d’obésité cause donc 

un état d’inflammation modérée, mais chronique.  

La résistance à l’insuline 

Comme mentionné précédemment, la cascade de signalisation de l’insuline se doit d’être finement régulée. Il 

arrive toutefois que la réponse des organes à l’insuline soit altérée, comme chez les individus possédant des 

mutations des gènes impliqués dans cette voie métabolique. Ces individus développent rapidement une 



 

6 

résistance à l’insuline très sévère 6. Les mutations génétiques ne peuvent toutefois expliquer la présence de 

résistance à l’insuline chez les personnes en surpoids ou obèses 27, 18. Différents mécanismes ont été 

proposés pour tenter d’expliquer la réponse anormale des tissus face à l’insuline dans un environnement 

d’obésité : la lipotoxicité, l’inflammation, l’hyperglycémie et la production d’espèces réactives de l’oxygène 

(ROS) (figure 3).  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.3 : Énumération non exhaustive des mécanismes impliqués dans la mise en place de la résistance à 

l’insuline. L’augmentation des acides gras libres circulants, de la glycémie, des cytokines pro-inflammatoires et 

des radicaux libres participe à la mise en place de la résistance à l’insuline.  

Lorsque le tissu adipeux se retrouve débordé par l’arrivée trop importante d’acides gras libres provenant de 

l’alimentation, ces lipides sont réorientés dans la circulation et se déposent dans des organes non spécialisés 

dans le stockage des lipides tels le foie, le muscle, le cœur et le pancréas 28. Les cellules de ces organes 

peuvent gérer une certaine accumulation de lipides par des mécanismes tels l’exportation hépatique de 

triglycérides ou l’oxydation des acides gras 28. Toutefois, ces mécanismes adaptatifs sont rapidement 

dépassés si l’afflux d’acides gras perdure. L’accumulation d’acides gras non oxydés et de leurs métabolites, 

tels les céramides, dans le muscle, le foie, le cœur et le pancréas diminue la réponse de ces tissus à l’insuline. 

Ces métabolites inhibent la cascade de signalisation de l’insuline, entre autres, en causant l’augmentation de 

la phosphorylation de la sérine 307 du IRS, ce qui diminue sa liaison avec PI3K, ou en diminuant l’activation 

d’AKT 29, 30, 31. L’inflammation chronique et de bas grade présente dans l’obésité participe également à 

diminuer la réponse des tissus à l’insuline notamment en activant des protéines sérine-thréonine kinases qui 

inhibent la transduction du signal de l’insuline 32 et en diminuant directement l’expression d’IRS-1 ou de 

GLUT4 33. D’autres protéines qui sont des régulateurs négatifs du signal de l’insuline ont également été 
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ciblées à cause de leur potentiel à freiner la cascade moléculaire. Ainsi il a été démontré que l’expression de 

certaines phosphatases est augmentée dans la résistance à l’insuline 34, 35. À la longue, la résistance à 

l’insuline cause un état hyperglycémique qui altère, lui aussi, la sensibilité des tissus à l’insuline. Les 

concentrations élevées de glucose causent le phénomène de glycation non enzymatique des protéines. Le 

glucose se lie aux molécules pour créer des produits terminaux de glycation qui sont nocifs pour les cellules 36. 

Il a été démontré que les produits de glycation inhibent l’activation d’AKT 36. L’obésité cause l’augmentation du 

stress oxydatif. Dans l’obésité, les radicaux libres dérivés de l’oxygène sont produits de façon plus abondante 

notamment par la lipolyse plus importante qui en libère de grandes quantité, par l’infiltration du tissus adipeux 

par les macrophages qui produisent aussi des espèces réactives d’oxygène (ROS) et possiblement par les 

mitochondries dont la fonction est altérée dans l’obésité ce qui contribue à l’accumulation des radicaux libres 

37, 38, 39, 40. En plus de la hausse de production de ROS, la capacité oxydante des tissus est diminuée dans 

l’obésité à cause de la baisse d’activité des enzymes oxydantes comme la superoxyde dismutase, la catalase 

et la glutathione peroxydase 41. La hausse des ROS freine le signal intracellulaire déclenché par l’insuline 42. Il 

a aussi été démontré que l’obésité augmente les niveaux d’oxyde nitrique (NO) en haussant l’expression de la 

inducible nitric oxyde synthase (INOS) qui a un effet pro-inflammatoire 43. Les niveaux cellulaires élevés de 

NO engendrent des modifications post-traductionnelles sur des sites protéiques ou lipidiques spécifiques 44. 

Les effets du NO sur les acides aminés sont la nitration des résidus tyrosine et la S-nitrosylation des thiols des 

résidus cystéines des protéines 45. La réaction entre le NO avec les anions superoxydes forme des molécules 

de peroxynitrite (ONOO-) qui sont de puissants agents nitrants 44. Ces modifications post-traductionnelles 

ciblant les résidus tyrosine et cystéine peuvent avoir comme effet d’augmenter ou de diminuer la fonction de la 

molécule ciblée. Au niveau des protéines impliquées dans la cascade de l’insuline, pour lesquelles la 

phosphorylation des résidus tyrosine constitue un important mécanisme de régulation, ces modifications 

interfèrent avec le signal de l’insuline et mènent à la résistance à l’insuline entre autres au niveau du foie et du 

muscle 44, 45, 46.  

Ces altérations de la transduction intracellulaire du signal de l’insuline rendent les tissus insensibles à ce 

signal anabolique. La captation du glucose par le muscle et le tissu adipeux est diminuée, ce qui participe à 

l’augmentation de la glycémie. Le muscle diminue également son utilisation du glucose et la synthèse de 

glycogène 47. Le tissu adipeux réduit aussi la quantité d’acides gras qu’il capte et augmente, au contraire, la 

lipolyse d’acides gras qui seront libérés en plus grande quantité dans la circulation 48. Le foie participe aussi à 

maintenir un état hyperglycémique en augmentant la glycogénolyse ainsi que la néoglucogenèse ce qui libère 

plus de glucose dans la circulation 47. Le foie augmente également sa production de VLDL 20. Le pancréas 

tente de produire de plus grandes quantités d’insuline pour pallier à la perte de sensibilité des tissus à 

l’insuline. Toutefois, au-dessus d’une certaine concentration, les niveaux élevés de glucose sanguin inhibent la 
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production pancréatique d’insuline 49. Les cellules bêta du pancréas finissent par s’épuiser à force de produire 

d’énormes quantités d’insuline 50. De plus, les produits toxiques dérivés des lipides mènent à l’apoptose des 

cellules pancréatiques productrices d’insuline 51. La cascade signalétique déclenchée par l’insuline ne suffit 

plus à maintenir la glycémie dans les valeurs normales et celle-ci s’élève sans toutefois dépasser le seuil 

permettant de poser le diagnostic de diabète; c’est le stade de l’intolérance au glucose (figure 4).  

 

 

 

 

 

Figure 1.4 : Mise en place du diabète en allant d’un fonctionnement normal des cellules bêta du pancréas, à 

l’intolérance au glucose et au diabète. La compensation par les îlots de cellules bêta permet d’abord d’hausser 

la sécrétion d’insuline, mais est suivie par une décompensation des cellules bêta pancréatiques qui mène à la 

diminution de sécrétion d’insuline et aggrave l’hyperglycémie. Inspiré de Notes de Cours SBM-2014 52. 

Diabète 

Le diabète de type 2, aussi appelé diabète sucré ou diabète non insulino dépendant, apparaît lorsque la 

résistance à l’insuline perdure et que la production d’insuline par les cellules bêta du pancréas ne suffit plus à 

maintenir la glycémie et qu’elle s’élève pour égaler ou dépasser 7 mmol/L à jeun. Le glucose s’accumule alors 

dans la circulation sanguine et l’hyperglycémie qui s’ensuit est néfaste pour plusieurs organes.  

La prévalence du diabète est en hausse partout sur la planète à l’instar de celle de l’obésité. Même si tous les 

éléments qui sous-tendent ces deux troubles métaboliques n’ont pas été clairement identifiés, il est désormais 

reconnu que diabète et obésité sont fortement liés 1, 53. Le surpoids et l’obésité ont été identifiés comme étant 

les facteurs de risque principaux pour le développement du diabète 1, 53. Le nombre d’individus atteints de 

diabète a quadruplé entre 1980 et 2014, les pays en voie de développement étant ceux ayant connu la hausse 

la plus marquée 54. Selon l’OMS, en 2014, 422 millions d’individus étaient diabétiques 55. Tout comme 
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l’obésité, le diabète est un fardeau économique et un enjeu de santé planétaire important, entraînant 

directement 1,5 millions de décès en 2012 55. Plusieurs décès s’ajoutent à ce nombre en incluant ceux causés 

par les maladies liées au diabète.  

À long terme, l’élévation constante de la glycémie, combinée à tous les déséquilibres accompagnant la 

résistance à l’insuline détaillés précédemment, est très néfaste pour les organes. Parmi les complications les 

plus courantes du diabète de type 2 se trouvent entre autres les atteintes des petits vaisseaux de la rétine, du 

cœur, du foie, des reins et des extrémités 56, 57, 58, 59, 60. Le diabète de type 2 était la cause de 2,6% des cas de 

cécité dans le monde en 2010 et ce pourcentage est en augmentation dû au vieillissement de la population 56. 

Le diabète augmente également les risques de maladies vasculaires tels la maladie coronarienne et les 

accidents vasculaires cérébraux (AVC) 57. L’atteinte des reins mène éventuellement à l’insuffisance rénale 58. 

Les patients diabétiques peuvent également souffrir d’une perte de sensibilité des extrémités, aussi appelée 

« en gants et chaussettes » 61. La perte de sensibilité couplée à la mauvaise vascularisation augmentent le 

risque de plaies qui ont tendance à s’infecter davantage 59, 54. Le diabète augmente de 10 à 20 fois le risque 

d’amputation 59, 54.  

NAFLD 

Une autre condition associée à la présence de l’obésité et du diabète de type 2 est la stéatose hépatique non 

alcoolique (NAFLD) 62, 63. Même si les mécanismes qui relient la NAFLD et le diabète ne sont toujours pas 

complètement élucidés, des études ont démontré que le diabète augmentait de façon significative le risque et 

la sévérité de la NAFLD 64. L’accumulation anormale de TG au niveau des hépatocytes suite à la présence 

d’une résistance à l’insuline a été identifiée comme cause possible pouvant mener à la stéatose hépatique 

chez les diabétiques 63. Cette accumulation de lipides hépatiques est, entre autres, le résultat d’une 

augmentation de la captation de lipides et de la lipolyse couplées à une diminution de l’oxydation des acides 

gras libres et de l’exportation des TG 65, 60. Les TG qui s’accumulent dans la cellule induisent la production de 

ROS par la mitochondrie menant ainsi à la peroxydation des lipides et à la production de cytokines pro-

inflammatoires 63, 66, 67. La stéatose hépatique est réversible. Toutefois, si l’inflammation s’élève, la stéatose 

hépatique peut entraîner une hépatite 63. Si l’agression cellulaire perdure, la fibrose peut apparaître et 

atteindre l’architecture hépatique pour mener à la cirrhose (figure 5).  

 

 

 



 

10 

 

 

Figure 1.5 : Progression de la stéatose hépatique vers la cirrhose hépatique. Le potentiel de réversibilité de la 

condition hépatique diminue de la gauche vers la droite. 20 à 30 % des patients présentant de la stéatose 

hépatique évolueront vers la NASH et, de ces-derniers, 3% développeront une cirrhose. Adapté de Baffy et 

collaborateurs 68. 

La cirrhose est une pathologie grave, ayant peu de potentiel de réversibilité et pouvant mener au 

dysfonctionnement hépatique. La cirrhose augmente les risques de développement d’hépatocarcinome 69. La 

NAFLD regroupe un spectre de présentations, allant de la simple stéatose à la cirrhose, dont l’évolution est 

très variable. En effet, certains individus verront une amélioration de leur condition alors que d’autres auront 

un état stable ou évolueront plutôt vers la cirrhose hépatique 65. Environ 20 à 30 % des patients présentant de 

la stéatose hépatique évolueront vers la stéatohépatite non alcoolique (NASH) et, de ces-derniers, 3% 

développeront une cirrhose 69, 70, 65. La stéatose hépatique est souvent découverte fortuitement par l’élévation 

des enzymes hépatiques, soit l’alanine aminotransférase et l’aspartate aminotransférase (AST et ALT), chez 

un patient asymptomatique. Les seuls symptômes accompagnateurs présents peuvent être de la fatigue, de la 

léthargie ainsi qu’un inconfort à l’hypochondre droit 63. L’amélioration des habitudes de vie ainsi qu’une 

réduction de l’hypertension, de l’hyperglycémie et de la dyslipidémie se sont révélées être des moyens 

pouvant améliorer l’état des patients présentant de la NASH 60.  

Traitements pharmacologiques du diabète et de la NAFLD 

Plusieurs thérapies ont été mises sur le marché à tour de rôle, chacune comportant ses avantages et ses 

inconvénients. De façon très succincte, voici donc les principales molécules utilisées pour le traitement du 

diabète de type 2 (Tableau 1). Parmi les premières molécules mises sur le marché se trouvent les 

sulfonylurées. En se liant aux cellules bêta du pancréas, ces molécules augmentent la libération d’insuline par 

exocytose 71. Les risques d’hypoglycémies sévères et le gain de poids associé à la prise de ces médicaments 

limitent leur utilisation 72. Le mécanisme d’action des méglitinides est semblable à celui des sulfonylurées, 

c’est-à-dire qu’il augmente la sécrétion d’insuline par le pancréas, mais son action est plus rapide 71. Quoi que 

moindres qu’avec les sulfonylurées, les risques d’hypoglycémies et la prise de poids sont à surveiller chez les 
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patients faisant l’usage des méglitinides 73. Un autre médicament, utilisé depuis les années 50 dans le 

traitement du diabète, est la metformine qui est dérivée du lilas français 71. Ce médicament est souvent utilisé 

en première ligne puisqu’il a différents effets dépendants et indépendants de l’insuline selon la concentration 

de metformine à laquelle sont exposées les cellules ciblées: intestinales, hépatiques, etc. 71, 74. Elle augmente 

entre autres les niveaux de glucagon-like peptide 1 (GLP-1) qui potentialise l’effet des nutriments alimentaires 

sur la sécrétion d’insuline et augmente ainsi de façon très importante sa libération 71. La metformine augmente 

la sensibilité du foie et du muscle à l’insuline. La production de glucose par le foie est ainsi diminuée et la 

captation de glucose par le muscle est augmentée 74. Les risques d’hypoglycémies sont bas, les seuls 

inconvénients étant souvent l’inconfort abdominal que peuvent ressentir certains patients 75. Quelques années 

plus tard, sont apparus sur le marché les inhibiteurs de l’alpha-glucosidase ayant pour rôle de diminuer 

l’absorption du glucose alimentaire en retardant sa digestion dans la lumière intestinale 76. Ayant un faible effet 

sur la baisse de la glycémie, les inhibiteurs de l’alpha-glucosidase sont surtout reconnus pour les inconforts 

abdominaux qu’ils causent 71. Une autre classe de médicaments, les incrétines, incluant les inhibiteurs de la 

dipeptidyl peptidase-4 (DPP-4) et les agonistes du récepteur de GLP-1, ont aussi comme mécanisme d’action 

d’augmenter les niveaux d’insuline par la hausse de GLP-1 71. L’utilisation de ces molécules est associée à 

peu de risque d’hypoglycémie et à une perte de poids 75. Les thiazolidinediones (TZD) sont pour leur part des 

agonistes du peroxisome proliferator activated receptor gamma (PPAR). L’activation de cette protéine, dont 

les rôles seront détaillés plus loin, réduisent la production hépatique de glucose et dirigent les lipides vers les 

dépôts adipeux sous-cutanés ce qui améliore le profil lipidique 77, 78. Les effets secondaires des TZD, tels le 

gain de poids, caractérisé par une redistribution du tissu adipeux viscéral vers le tissu adipeux sous-cutané, 

l’œdème, les troubles cardiaques, les atteintes cardiaques et la hausse du risque de fracture, restreignent 

toutefois leur utilisation 75. Plus récemment sont apparus sur le marché les inhibiteurs du transporteur rénal de 

sodium/glucose 2 (SGLT-2). Ces inhibiteurs bloquent la réabsorption du glucose au niveau du tubule proximal, 

augmentant ainsi le niveau de glucose excrété dans l’urine 71. Les infections urinaires et génitales ainsi que 

l’hypotension sont à surveiller avec ces molécules. Une augmentation du risque de fracture aurait aussi été 

rapportée 75. Puisque ces molécules sont arrivées récemment sur le marché, l’innocuité à long terme demeure 

à être établie. À ces traitements s’ajoute bien sûr l’insuline qui se doit d’être injectée. Aucun de ces traitements 

n’est optimal, c’est pourquoi beaucoup de recherches sont en cours pour mettre au point de nouvelles 

molécules qui pourront être administrées aux patients sur plusieurs années de façon sécuritaire.  
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Tableau 1.1 : Classes de médicaments utilisés dans le traitement du diabète selon le risque d’hypoglycémie 

qu’elles engendrent, leur effet sur le gain ou la perte de poids et leurs effets indésirables. Adapté de 

Traitement pharmacologique du diabète de type 2 : mise à jour intérimaire 2016, Comité d’experts des Lignes 

directrices de pratique clinique de l’Association canadienne du diabète 75. 

Classe   Hypoglycémie Poids   Autres effets secondaires 

Insuline  oui  ↑↑    

Sécrétagogues de l'insuline:          

               Sulfonylurées  oui  ↑    

               Méglitinide  oui  ↑    

Metformine  rare  ↓  Effets gastro‐intestinaux 

Inhibiteur de l'α‐glucosidase  rare  Sans effet à ↓  Effets gastro‐intestinaux 

Incrétines:          

              Inhibiteurs de la DPP‐4  rare  Sans effet à ↓  Effets gastro‐intestinaux 

              Agonistes des récepteurs GLP‐1R  rare  ↓↓  Effets gastro‐intestinaux 

Inhibiteurs du SGLT2 
rare  ↓↓ 

Infections génitales ou urinaires, 
hypotension 

Thiazolidinediones 
rare  ↑↑ 

Œdème, fractures, effets cardiovasculaires 
controversés 

PPAR 

Comme mentionné précédemment, l’utilisation des TZD est désormais restreinte à cause de certains effets 

secondaires indésirables ayant des risques importants pour la santé des patients. Toutefois, ces molécules qui 

sont des agonistes de la protéine PPAR s’étaient révélées être très efficaces pour améliorer la glycémie et le 

bilan lipidique des patients. Plusieurs recherches sont donc en cours pour tenter de créer de nouvelles 

molécules capables de sélectionner uniquement les effets désirables de l’activation de PPAR. 

La famille des peroxisome proliferator activated receptor (PPAR) a été découverte dans les années 90 comme 

étant des senseurs de lipides 79. Trois protéines forment ce groupe de molécules impliquées dans la régulation 

de processus métaboliques : PPAR, PPAR/ et PPAR 80, 81. La première protéine identifiée fut la molécule 

PPARα qui a donné le nom à la famille puisqu’elle stimule la prolifération des peroxisomes 79. Elle est toutefois 

la seule protéine de la famille des PPAR à posséder cette capacité 82. Bien que l’ensemble des PPARs soient 

des récepteurs nucléaires et des facteurs de transcription, leurs distributions tissulaires ainsi que leurs rôles 

sont différents 82. La protéine PPAR, retrouvée principalement au niveau du foie, du muscle et du cœur, joue 

un rôle dans l’oxydation des acides gras surtout en période de jeûne 83, 84. Son activation permet notamment la 

production de corps cétoniques 85. PPAR/ est exprimé de façon ubiquitaire et est plutôt impliqué dans le 

catabolisme des acides gras et dans la thermogénèse 86. PPAR, pour sa part, est principalement retrouvé au 
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niveau des adipocytes, mais est également présent dans les hépatocytes, les entérocytes, les macrophages et 

les cellules musculaires 87, 82, 88. Il existe deux isoformes de PPAR, soit PPAR1 et PPAR2, qui diffèrent par 

leur nombre d’acides aminés et leurs localisations tissulaires. PPAR2 possède 28 acides aminés de plus à 

son extrémité N-terminale 87. PPAR1 et PPAR2 possèdent ainsi 477 et 505 acides aminés respectivement 

87, 84. PPAR1 est plutôt ubiquitaire alors que PPAR2 se retrouve surtout au niveau du tissu adipeux et en 

moindre quantité au niveau du foie, du muscle squelettique et des macrophages 89, 88. 

De sa région N-terminale vers son extrémité C terminale, PPAR possède un domaine d’activation 

indépendant de la liaison au ligand (AF-1), un domaine de liaison à l’ADN (DBD), un domaine de liaison au 

ligand (LBD) et un domaine d’activation dépendant de la liaison du ligand (AF-2) (figure 6) 84.  

 

Figure 1.6 : Structure linéaire de PPAR portant les modifications post-traductionnelles dont le rôle a été 

détaillé dans la littérature. Y: tyrosine, S: serine, P: phosphorylation, AF-1: domaine d’activation indépendant 

de la liaison au ligand, DBD: domaine de liaison à l’ADN, LBD: domaine de liaison au ligand, AF-2: domaine 

d’activation dépendant de la liaison du ligand. Adapté de Choi et collaborateurs 89. 

Pour se lier à l’ADN, PPAR doit former un hétérodimère avec le récepteur X de l’acide rétinoïque (RXR) 90. 

C’est une région contenant plusieurs résidus hydrophobes du LBD qui est impliquée dans la liaison avec le 

RXR 84. Une fois ce complexe assemblé, le domaine de liaison à l’ADN, formé de deux doigts de zinc, 

reconnaît une séquence de six nucléotides (AGGTCA) répétée deux fois et séparée par un ou deux 

nucléotides qui constitue l’élément de réponse à PPAR (PPRE) au niveau du promoteur des différents gènes 

cibles 90. Une fois repliée, PPAR forme 13 hélices α et quatre feuillets bêta 91. La superposition des hélices 

forme le domaine de liaison au ligand qui est une large cavité en forme de « Y » ce qui lui permet de recevoir 

une grande variété de ligands (figure 7) 91. Les acides aminés bordant la cavité de liaison au ligand forment 



 

14 

des liens hydrogènes avec ces derniers (figure 7) 92, 93. La liaison d’un ligand stabiliserait et fixerait PPAR 

dans une conformation lui permettant de recruter ses co-activateurs et de se libérer de ses co-répresseurs 93.  

 

 

 

 

 

 

Figure 1.7 : Structure tertiaire de la protéine PPAR représentant les 13 hélices alpha et les quatre feuillets 

bêta (gauche). Cavité (gris) servant à la liaison au ligand dans le LBD occupée par la rosiglitazone (droite). 

Les traits reliant PPAR à la rosiglitazone représentent des liens hydrogènes. Adapté de Lewis et 

collaborateurs 94 et Iwata et collaborateurs 92.  

PPAR est essentiel et suffisant à l’adipogenèse 95. Dans le tissu adipeux, il est impliqué dans le transport et 

le stockage des acides gras, entre autres, en régulant l’expression des gènes correspondant à des protéines 

responsables du transport des acides gras tels adipocytes protein 2 (aP2), cluster of differentiation 36 (CD36), 

fatty acid synthase (FAS) et fatty acid transport protein 1 (FATP-1) 96, 97, 78. PPAR est aussi impliqué dans la 

réestérification des acides gras en triglycérides pour leur stockage par le biais de la hausse de l’expression ou 

de l’activité protéique de glycérol phosphate acyltransférase (GPAT), acylglycérolphosphate acyltransférase 

(AGPAT) et diacylglycérol acyltransférase (DGAT) 78. PPAR est associé à une redistribution des lipides des 

dépôts ectopiques vers les dépôts sous-cutanés, entre autres, à cause de son effet sur la LPL 96, 78. 

L’activation de PPAR permet ainsi d’améliorer le profil sanguin lipidique en retirant les acides gras de la 

circulation pour les stocker de façon stable et non dommageable dans le tissu adipeux. De plus, PPAR 

possède des effets anti-inflammatoires. Son activation dans le tissu adipeux entraîne la production de 

molécules anti-inflammatoires telles l’adiponectine et diminue les molécules pro-inflammatoires comme le 

tumor necrosis factor (TNF-α) 98, 99. PPAR participe aussi à l’amélioration de la sensibilité à l’insuline ainsi 

qu’au transport du glucose. Dans le tissu adipeux et dans le muscle, son activation favorise la voie de 

signalisation de l’insuline et augmente la captation du glucose par la translocation de GLUT-4 à la membrane, 

100, 101, 102. Même si les niveaux hépatiques de PPAR sont moindres que ceux du tissu adipeux, des effets 
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bénéfiques reliés à l’activation hépatique de PPAR ont été identifiés 103. Toute comme dans le muscle et le 

tissu adipeux, la signalisation de la voie de l’insuline est augmentée suite à l’activation de PPAR 104. De plus, 

il a été démontré que PPAR hausse l’expression de GLUT2 ce qui entraîne la captation et la rétention de 

glucose par le foie 105,  106.  Aussi, l’activité hépatique de PPAR engendre une diminution de la 

gluconéogenèse par le foie 107. Ces deux phénomènes conduisent ainsi à la réduction de la glycémie et 

expliquent, en partie, le potentiel hypoglycémiant des TZD. La sécrétion hépatique de VLDL est également 

réduite à la suite de l’activation de PPAR 108. 

Dans l’optique de déterminer les rôles de PPAR, son invalidation a été testée dans différents tissus. D’abord 

les souris, dans lesquelles une déficience en protéine PPAR est induite peu après leur naissance au niveau 

du tissu adipeux, présentent une diminution de leurs réserves adipeuses, de l’hyperlipidémie, de la stéatose 

hépatique et de la résistance à l’insuline 109. L’absence de PPAR au niveau du muscle des animaux induit de 

la résistance à l’insuline 110. Dans les hépatocytes, l’invalidation de PPAR cause l’élévation des taux 

plasmatiques de lipides, d’insuline et de glucose en plus d’augmenter l’adiposité des animaux 111. La 

résistance à l’insuline est également induite par l’absence de la protéine au niveau des macrophages en plus 

d’une hausse des cytokines pro-inflammatoires IL-6 et IL-1β 88. Ces différents modèles animaux démontrent 

bien que PPAR joue à la fois des rôles dans le métabolisme du glucose, dans la régulation des lipides et 

dans la réduction de l’inflammation et que ces effets, même s’ils ne proviennent que de la délétion de PPAR 

dans un seul type cellulaire, auront un impact sur les autres organes. Chez l’humain, les mutations qui 

diminuent l’activité de PPAR sont associées à la lipodystrophie et au développement de résistance à 

l’insuline sévère 112, 113, 114.  

Régulation de l’activité de PPAR 

Il existe différents mécanismes de régulation de l’activité de PPAR dont la liaison à différents ligands et 

cofacteurs ainsi que les modifications post-traductionnelles. La région AF-2 de PPAR est responsable de la 

liaison avec les coactivateurs et les corépresseurs comme le corépresseur nucléaire NCoR ou le coactivateur 

récepteur de stéroïdes 1 (SRC1) 115, 116. Différents ligands peuvent aussi se lier au LBD pour activer PPAR. 

Plusieurs facteurs endogènes activent, tels certains acides gras, facteurs de croissance, ou inhibent, comme 

l’oxyde nitrique (NO), PPAR 117, 118, 119. Parmi les activateurs exogènes de PPAR, se retrouvent les TZD. 

Comme mentionné précédemment, les TZD sont des activateurs spécifiques de PPAR utilisés dans le 

traitement du diabète, mais dont l’usage est maintenant restreint à cause des effets indésirables rapportés. La 

rosiglitazone est sans aucun doute la mieux connue et la plus étudiée en lien avec son effet agoniste sur 

PPAR. Lorsqu’elle se retrouve dans la cavité servant à lier les ligands au niveau du LBD de PPAR, l’atome 
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d’azote de la rosiglitazone forme des liens hydrogènes avec des acides aminés spécifiques qui en bordent les 

pourtours 92. Certains d’entre eux ont été identifiés comme étant essentiels à la liaison avec la rosiglitazone : 

l’histidine 323, l’histidine 449 et la tyrosine 473. La liaison avec la rosiglitazone entraîne un changement de 

conformation qui mène à la stabilisation de l’hélice α 12 ce qui permet la liaison des co-activateurs et la 

séparation d’avec les co-répresseurs 91, 120.  

 Les modifications post-traductionnelles de plusieurs acides aminés de PPAR se sont aussi révélées comme 

ayant une forte influence sur son activité. Des mécanismes de liaison de small ubiquitin-like modifier (SUMO), 

de phosphorylation sur sérine, d’ubiquitination et de déacétylation ont entre autres été identifiés 89.  

La SUMOylation représente une voie de régulation importante de l’activité de PPAR. La SUMOylation de la 

lysine 107 diminue l’activité de PPAR dans les adipocytes 121. Il a été établi que le facteur de croissance 

fibroblastique 21 (FGF21) pouvait bloquer la SUMOylation de la lysine 107 et ainsi augmenter l’activité de la 

protéine 119. De plus, la SUMOylation de la lysine 107 serait favorisée par la phosphorylation de la sérine 112 

ce qui diminuerait l’activité de la protéine 121, 122. La SUMOylation de la lysine 395 pour sa part diminue la 

transcription des gènes pro-inflammatoires dans les macrophages 123.  

PPAR a une courte demi-vie et il est dégradé par le protéasome 124, 125. L’ubiquitination de PPAR a été 

démontré comme pouvant accélérer cette dégradation par le protéasome 126. Les impacts de l’ubiquitination 

demeurent à être investigués plus en profondeur pour évaluer les impacts des différents états d’ubiquitination 

tels le nombre de molécules d’ubiquitines attachées à la protéine, le type cellulaire et les autres modifications 

post-traductionnelles environnantes 125. L’ubiquitination de la lysine 160 a été rapportée, mais son rôle reste à 

être éclairci 127. 

Des analyses par spectrométrie de masse ont identifié la présence de méthylation sur la thréonine 487, mais 

l’effet de cette modification demande encore à être évalué 127. 

Beaucoup d’études ont documenté le rôle complexe de la phosphorylation de la sérine 112. L’effet de sa 

phosphorylation sur l’activité de la protéine dépend de la molécule effectrice et de la phase du cycle cellulaire. 

En effet, lorsque la phosphorylation de la sérine 112 est effectuée par la mitogen-activated protein kinase 

(MAPK), PPAR voit son activité transcriptionnelle diminuée alors que l’inverse se produit lorsque la 

phosphorylation est produite par la kinase dépendante des cyclines (Cdk) 9 ou Cdk7 128, 129, 130. La 

phosphorylation de la sérine 273 par la Cdk 5 ou par la extracellular signal–regulated kinase (Erk) augmente 

l’expression de gènes pro-adipogéniques 131. L’inhibition de cette phosphorylation, qui peut être faite par les 
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TZD ou par des inhibiteurs de la voie mitogen-activated protein kinase kinase (MEK)-Erk, a un effet anti-

diabétique 131.  

Le groupe de Keshet et collaborateurs a montré que la nonreceptor tyrosine kinase Abelson murine leukemia 

viral oncogene (c-Abl) augmente la stabilité de la protéine PPAR2 en phosphorylant les tyrosines 78 et 102 

localisées dans le domaine AF-1 132. La phosphorylation de ces deux résidus permet à PPAR2 d’échapper à 

l’ubiquitination qui mène à sa dégradation par le protéasome 132. À l’inverse, le groupe de Xu et collaborateurs 

a montré que la phosphorylation de la tyrosine 102 par le récepteur nucléaire du facteur de croissance 

épidermique (EGFR) favorise sa dégradation 133. D’autres ont démontré que la phosphorylation de la tyrosine 

78 par s-Src supprime l’expression des gènes pro-inflammatoires dans les adipocytes 134. 

Il a été démontré que l’expression génique du peroxisome proliferator activated receptor gamma (PPAR) 

ainsi que l’activité de la protéine PPAR sont augmentés dans les hépatocytes en l’absence de la tyrosine 

phosphatase Src homology region 2 domain-containing phosphatase-1 (Shp1) 135. Ces résultats indiquent que 

Shp1 aurait un rôle à jouer dans la régulation de la protéine PPAR qui pourrait être impliqué à la fois dans la 

résistance à l'insuline et dans le développement de la NAFLD.  

Shp1 

La protéine Shp1 a été identifiée dans les années 90 136, 137. Shp1 est une protéine issue du gène tyrosine-

protein phosphatase non-receptor type 6 (PTPN6) ayant une masse de 68 kDa. Shp1 possède deux domaines 

SH2 suivis d’un domaine catalytique tyrosine phosphatase à son extrémité carboxy-terminale 137. La régulation 

de l’activité de la protéine se fait de différentes façons. La phosphorylation de résidus tyrosine et sérine 

augmente ou diminue l’activité de Shp1 selon le résidu ciblé et le type cellulaire 138, 139. Ainsi, la tyrosine kinase 

Lyn augmente l’activité phosphatase de Shp1 en phosphorylant la tyrosine 574 alors que la phosphorylation 

du résidu sérine 591 par la kinase Calpha inhibe l’activité de Shp1 138, 139. Shp1 peut avoir une localisation 

nucléaire ou cytoplasmique selon le type cellulaire et selon son niveau d’activité 140. Shp1 serait localisée dans 

le cytoplasme à l’état basal, mais une séquence de localisation nucléaire située dans sa région carboxy-

terminale lui permettrait d’atteindre le noyau lorsqu’activée 141¸ 142, 143, 144. Comme d’autres PTP, Shp1 peut 

aussi être régulée par l’oxydation qui inhibe son activité catalytique 145, 146. Le mécanisme de régulation de 

Shp1 le mieux connu demeure sans doute son auto-régulation par son domaine N-SH2. À l’état basal, ce 

domaine se replie sur le domaine enzymatique pour l’inhiber. Lorsqu’un substrat portant un résidu tyrosine 

phosphorylé se lie au domaine N-SH2, ce dernier libère le domaine catalytique et la protéine s’ouvre lui 

permettant ainsi d’interagir avec ces différents substrats (figure 8) 147. Le domaine C-SH2, bien qu’il ne se lie 

pas directement au domaine catalytique, serait aussi impliqué dans la régulation de l’activité de Shp1. Ce 
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domaine servirait « d’antenne » liant les peptides phosphorylés ce qui entraînerait un changement de 

conformation permettant de libérer le domaine catalytique du domaine N-SH2 147.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.8 : Conformation de la protéine Shp1 représentant les deux domaines SH2 ainsi que le domaine 

catalytique possédant une activité phosphatase. À l’état basal (a), le domaine N-SH2 se replie pour inhiber le 

domaine catalytique. L’association à un substrat (b) libère le domaine catalytique et active Shp1. Adapté de Xu 

et collaborateurs 148. 

La protéine Shp1 fut d’abord reconnue pour sa présence dans les cellules épithéliales et hématopoïétiques 149, 

150. Elle est impliquée dans la régulation négative de différents processus cellulaires par la déphosphorylation 

de ses substrats. Shp1 inhibe entre autres la transduction intracellulaire des signaux déclenchés par la liaison 

à leurs récepteurs de certains facteurs de croissance, cytokines et stimuli immunitaires 151, 152, 153, 154. Shp1 

bloque également la prolifération cellulaire 143. Plusieurs études ont rapporté les propriétés suppressives de 

tumeurs de Shp1 et une association entre sa dérégulation et certains cancers 155, 156. Shp1 est aussi impliquée 

dans l’inhibition de la voie PI3K par la déphosphorylation de sa sous-unité p85 ce qui bloque l’activation d’AKT 

157, 140, 158. 

Plus récemment, la présence de Shp1 a également été démontrée dans les tissus métaboliques tels le foie, le 

muscle squelettique et le tissu adipeux 140. L’investigation du rôle de Shp1 dans ces tissus a montré que la 

protéine est un régulateur négatif de la sensibilité à l’insuline et de sa clairance 140. Shp1 inhibe l’action de la 

carcinoembryonic antigen-related cell adhesion molecule-1 (CEACAM1), une protéine impliquée dans la 

clairance de l’insuline 159. La déphosphorylation de CEACAM1 par Shp1 a un effet inhibiteur sur la molécule ce 

Substrat 
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qui diminue la clairance de l’insuline et contribue à l’hyperinsulinémie et à la détérioration des voies de 

signalisation métaboliques. Shp1 inhibe également la transduction du signal de l’insuline en déphosphorylant 

l’IR et la sous-unité p85 de PI3K ce qui soutient son action inhibitrice sur le complexe et réduit l’activation 

d’AKT et la translocation de GLUT4 à la membrane 157,  160. En plus de son déplacement à la membrane, 

l’expression de GLUT4 est régulée négativement par Shp1 160. De façon très intéressante, il a été démontré 

que l’obésité augmente l’expression de la protéine Shp1 dans les tissus métaboliques 161. L’augmentation 

d’autres PTP, dont SHP-2 et PTP1B, a aussi été rapportée en lien avec le développement de la résistance à 

l’insuline, 34, 35, 162. Shp1 est donc impliquée dans la mise en place de la résistance à l’insuline en lien avec 

l’obésité 161.  

L’impact métabolique de la protéine Shp1 dans les hépatocytes a été évalué en utilisant des souris ayant un 

knock out (KO) spécifique dans les hépatocytes (PTPN6 H-KO) soumises à une diète riche en gras 161. Malgré 

l’apparition d’obésité suite à cette diète, l’invalidation de Shp1 protège les souris contre le développement de 

la résistance à l’insuline hépatique 161. Conjointement à l’amélioration de l’homéostasie du glucose, les souris 

PTPN6 H-KO présentent toutefois davantage de stéatose hépatique. Chez les souris soumises à une diète riche 

en gras de 16 semaines, l’absence de Shp1 hépatique résulte en un foie dont la masse est plus importante et 

qui est plus riche en triglycérides et en cholestérol. De façon surprenante, l’accumulation de lipides hépatiques 

n’est pas liée à une hausse de l’inflammation. Les souris PTPN6 H-KO obèses présentent moins de dommages 

hépatocellulaires ainsi qu’une réduction des marqueurs inflammatoires hépatiques par rapport aux souris 

servant de contrôle 135. Les souris PTPN6 H-KO ont à la fois des niveaux diminués d’AST et d’ALT circulants et 

une réduction des niveaux d’IL-3, d’IL-6, de chimiokine regulated on activation, normal T cell expressed and 

secreted (RANTES) et de TNF-α hépatiques par rapport aux animaux servant de contrôle après 16 semaines 

de diète riche en gras. Ces résultats indiquent qu’il pourrait exister une dissociation entre inflammation et 

stéatose, deux conditions pourtant considérées comme liées l’une à l’autre dans le développement de la 

NASH (figure 9). 
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Figure 1.9 : Schéma démontrant l’hypothèse selon laquelle l’inflammation et la résistance à l’insuline peuvent 

ne pas aller de pair avec la stéatose hépatique. L’élévation de Shp1 dans l’obésité mène à la résistance 

périphérique à l’insuline. Toutefois, son invalidation dans le foie améliore l’accumulation de lipides hépatiques 

et diminue les marqueurs inflammatoires.  

Hypothèse et objectifs 

Le lien entre la résistance à l’insuline et les désordres hépatiques observés précédemment chez les animaux 

PTPN6 H-KO , invalidés pour la protéine Shp1 spécifiquement dans le foie, a particulièrement attiré l’attention 

de l’équipe du Dr Marette qui s’est par la suite intéressée aux cibles moléculaires de la protéine Shp1. Des 

analyses subséquentes ont démontré que, dans le foie des souris PTPN6 H-KO, l’expression génique de 

PPARg ainsi que son activité transcriptionnelle sont augmentées 135. De plus, le phénotype de ces animaux, 

qui présentent une amélioration du profil inflammatoire associée à une hausse de la stéatose hépatique, 

concorde avec les effets attendus d’une activation hépatique de la protéine PPAR. Ces résultats suggèrent 

l’existence d’une régulation de l’activité de PPAR par Shp1. Comme mentionné précédemment, bien que 

plusieurs modifications post-traductionnelles de PPAR aient été décrites et étudiées, peu de recherches se 

sont intéressées à la phosphorylation sur tyrosine de PPAR jusqu’à maintenant. Nous avons donc émis 

l’hypothèse que Shp1, une protéine tyrosine phosphatase, puisse interagir directement avec PPAR et qu’elle 
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régule négativement son activité en déphosphorylant ses résidus tyrosine. Nous avons donc évalué, en 

premier lieu, s’il existait bel et bien une relation directe entre Shp1 et PPAR et si l’activité de cette dernière 

était dépendante de la phosphorylation de résidus tyrosine. 

Les objectifs spécifiques de mon projet étaient donc de:  

1- Confirmer l’existence d’une interaction directe entre Shp1 et PPAR 

2- Déterminer les sites de liaison de Shp1 sur PPAR 

3- Évaluer si Shp1 est impliquée dans la déphosphorylation des résidus tyrosine de PPAR 

4- Identifier quels sont les résidus tyrosine impliqués  

5- Établir l’impact de la phosphorylation de ces résidus tyrosine sur l’activité de PPAR 
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Résumé 

Le peroxisome proliferator activated receptor gamma (PPAR) contrôle l’adipogénèse et plusieurs voies 

métaboliques. La protéine tyrosine phosphatase Shp1, inhibitrice de la cascade de l’insuline, régule 

négativement PPAR. Nous avons démontré l’existence d’une interaction directe entre Shp1 et PPAR. 

L’invalidation de Shp1 augmente la phosphorylation sur tyrosine de PPAR. Nous avons identifié cinq 

nouveaux sites de phosphorylation sur tyrosine (Y) de PPAR, incluant la Y355, localisée dans le domaine de 

liaison au ligand (LBD). La mutation de la Y355 en phénylalanine, non phosphorylable, diminue la liaison de 

PPARà Shp1 et réduit son activité même en présence de son agoniste la rosiglitazone. La mutation de la 

Y355 en acide aspartique, mimant la phosphorylation, tend à augmenter l’activité de PPAR. Ces mutations 

n’affectent pas la localisation de PPAR. La phosphorylation sur tyrosine localisée dans le LBD serait un 

nouveau mécanisme s’ajoutant aux voies de régulation fines de l’activité de PPAR déjà connues.  
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Abstract 

Peroxisome proliferator activated receptor gamma (PPAR) is a key mediator of adipogenesis and metabolic 

pathways. It has been shown to be negatively regulated by Shp1, a protein tyrosine phosphatase implicated in 

the downregulation of insulin signaling. Here, we show a direct interaction between Shp1 and PPAR. Knock 

down of Shp1 increases PPARphosphorylation. We identified five new tyrosine-phosphorylation sites in 

PPAR including tyrosine 355, which is a central amino acid of the ligand-binding domain. Mutating tyrosine 

355 to non-phosphorylable phenylalanine decreases binding of PPAR to Shp1 and reduces the activity of 

PPAR even in the presence of the PPAR-agonist rosiglitazone, whereas exchanging tyrosine 355 for the 

phosphomimetic aspartic acid tends to increase the activity of PPAR. However, these mutations do not affect 

the nuclear localization of PPAR Our findings indicate that tyrosine phosphorylation of PPAR in the ligand-

binding domain adds a novel regulatory mechanism to the plethora of ways of fine-tuning PPAR-activity. 
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Introduction  

The peroxisome proliferator-activated receptor gamma (PPAR) is known as the main regulator of 

adipogenesis 1, 2, 3, 4. PPAR has two isoforms, PPAR1 and 2, that differ by their tissue distribution and their 

length, PPAR2 having 28 amino acids more in its N-terminal part 5, 6, 7. Highly expressed in adipocytes, 

PPAR is also found in liver, skeletal muscle and macrophages and is implicated in the transport and storage 

of lipids, reduction of inflammation and improvement of glucose homeostasis 6, 7, 8.  

PPAR activity can be regulated in different ways such as ligand binding, cofactor recruitment or post-

translational modifications, 9, 10, 11. PPAR ligands include endogenous molecules like fatty acids or growth 

factors and exogenous molecules like the thiazolidinediones (TZD), antidiabetic drugs that are specific 

agonists of PPAR 9, 12, 13. Patients using TZD present with improved glucose metabolism, low density 

lipoprotein (LDL) distribution, reduction of inflammatory cytokines and accumulation and redistribution of fat in 

subcutaneous fat depots 14, 15, 16, 17. Adipose tissue is rich in PPAR and is the main site of action of TZDs, but 

it has been demonstrated that their therapeutic action also targets other tissues as shown in mice lacking 

PPAR in adipocytes that still present with reduced circulating fatty acids with TZD treatment 18. PPAR is 

found in hepatocytes where its activation decreases gluconeogenesis and glycolysis, increases accumulation 

of fatty acids without promoting inflammation and improves insulin sensitivity 19, 20. TZD, such as rosiglitazone 

and pioglitazone, are antidiabetic drugs but their use is now limited because of secondary effects 21. More 

research efforts are now directed towards finding new selective PPAR modulators (SPPARMs) that would 

possess PPARmediated beneficial effects without causing undesirable side effects 7, 22.  

Recently, the protein tyrosine phosphatase Shp1 has been established as a modulator of PPAR activity in the 

liver 23. Shp1 negatively regulates several metabolic pathways including insulin signaling 24. We have shown 

that Shp1 was increased in metabolic tissues such as liver, adipose tissue and muscle of obese mice 25. Mice 

with a liver-specific Shp1-knock-out presented decreased insulin and plasma glucose levels, but developed 

increased liver steatosis. Surprisingly, these mice had reduced hepatocellular damages and less hepatic 

inflammation, suggesting an uncoupling between lipid accumulation and inflammation. Microarray analyses 

revealed that PPAR expression in hepatocytes was increased in the absence of Shp1. Subsequent 

experiments indicated that PPAR activity was regulated by Shp1 both in vitro and in vivo 23. As mentioned 

earlier, PPAR can be activated or inhibited by post-translational modifications such as serine phosphorylation, 

sumoylation, acetylation, ubiquitination and methylation 26,  27,  28. However, the exact mechanism by which 

Shp1 regulates PPAR activity remains elusive.  
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In this paper we investigate the link between Shp1 and PPAR and the potential role of tyrosine 

phosphorylation on PPAR activity. We confirm the existence of an interaction between Shp1 and PPAR by 

co-immunoprecipitation and by molecular docking studies. We also report that PPAR is tyrosine 

phosphorylated and that this phosphorylation can be modulated by Shp1. Mutagenesis experiments confirm 

the importance of tyrosine phosphorylation for the regulation of PPAR activity and for binding with its ligand 

rosiglitazone. Finally, immunofluorescence studies show that the PPAR mutants, lacking a tyrosine site, do 

not affect PPAR cellular localization. Our results suggest a new way of regulating PPAR activity that may 

eventually lead to the development of specific PPAR modulators, which could be used for the treatment of 

obesity or diabetes with limited side effects. 

Results 

PPAR interacts with Shp1 

We have recently reported that Shp1 negatively regulates PPAR activity 23. Therefore, we wanted to 

investigate whether there was a direct interaction between the two proteins. To do so, Flag-PPARg2 and Shp1 

constructs were co-transfected in HepG2 cells. Co-immunoprecipitation experiments showed that PPAR can 

interact with both the Shp1 wildtype form (WT) and the Shp1 phosphatase inactive substrate-trapping mutant 

C453S (Fig. 1A, B). Shp1 shows some unspecific binding to either the Flag tag or the beads. However, the 

increased precipitation of Shp1 with PPAR strongly suggests the interaction between the two proteins. Similar 

results were obtained in HEK293T cells (Fig. S1).  

Docking analyses were then performed to predict the sites of interaction between Shp1 and PPAR. The 

docking analysis identified a region of PPAR (amino acids 346 to 357 with phosphorylated Y348 and Y355) 

which is predicted to bind to both the Shp1 catalytic domain and the C-SH2 domain (fig. 2A and 2B). Indeed, 

the docking of phosphorylated peptide 346-357 of PPAR into the catalytic and the C-terminal SH2 domain of 

Shp1 indicates that their interaction can only occur if tyrosine 355 is phosphorylated. This result was 

strengthened by the superposition of PPAR phosphorylated peptide 346-357 with tyrosine-phosphorylated 

peptide of tyrosine protein kinase JAK1 (PDB: 4GS0) or tyrosine-phosphorylated peptide of the natural killer 

group 2A (PDB: 2YU7) crystalized with Shp1 (Fig. 2A and 2B) 29. The analysis of the PPAR sequence 

showed an amino acid motif called immunoreceptor tyrosine-based inhibition motif (ITIM) commonly found 

among Shp1 substrates surrounding phosphorylated tyrosine 355 (Fig. 2C) 30. To confirm the importance of 

tyrosine 355 for the binding of PPAR and Shp1, a co-immunoprecipitation experiment was performed in 

HepG2 cells. Cells were transfected with plasmids either expressing Flag-PPARg2 wildtype or Flag-PPARg2 

Y355F where tyrosine has been mutated to the non-phosphorylatable phenylalanine and Shp1 wildtype or 
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Shp1 C453S. Immunoblot analysis showed a reduction in Shp1 interaction with PPAR when Tyr355 was 

mutated to phenylalanine (Fig. 2D, E). The binding was not completely abolished, meaning that other regions 

of the protein might be necessary for the link with Shp1. These results indicate that tyrosine 355 is important 

for the binding of PPAR to Shp1. 

PPAR is Shp1-dependently tyrosine phosphorylated 

The direct interaction between Shp1 and PPAR2 suggests that PPAR is a substrate of the protein-tyrosine 

phosphatase. Therefore, we next tested whether Shp1 could modify PPAR tyrosine phosphorylation. HepG2 

cells were co-transfected with plasmids expressing Flag-PPARg2 and dominant-negative Shp1 C453S. 

Tyrosine phosphorylation of PPAR was slightly increased when the dominant-negative Shp1 C453S construct 

was overexpressed (Fig. 3A). To confirm the effect of Shp1 on PPAR tyrosine phosphorylation, cells were 

transfected with a siRNA targeting Shp1 and co-transfected with Flag-PPARg2. The siRNA treatment reduced 

Shp1 expression in the cells to about 50% leading to an increase in PPAR phosphorylation of almost two fold 

(Fig. 3B). These data suggest that PPAR is a direct substrate of Shp1.  

Identification of novel phospho-tyrosine sites in PPAR 

To detect PPAR tyrosine phosphorylation, HepG2 cells were treated with the general tyrosine phosphatase 

protein inhibitor bpV(HOpic). Flag-PPAR2 protein isolated from these cells showed an increase in molecular 

weight as demonstrated by its molecular shift (Fig. 4A). This retardation was caused by an important increase 

in tyrosine phosphorylation of the protein as shown by western blot using a phospho-tyrosine specific antibody. 

Similar results were obtained in HEK293T cells, primary hepatocytes and 3T3-L1 cells (Fig. S2).  

To determine which tyrosine residues in PPAR were phosphorylated after bpV(HOpic) treatment, samples 

from cells untreated and treated with bpV(HOpic) were analyzed by mass spectrometry. Among the 18 PPAR 

tyrosine residues, five were found to be phosphorylated in these conditions (tyrosine 93, 95,116, 348 and 355) 

(Fig. S3). Three of the residues (Y93, Y95 and Y116) are located in the ligand-independent transcriptional 

activating function domain (AF-1 domain) while two others (Y348 and Y355) are in the ligand-binding domain 

(LBD) (Fig. 4B).  

Mutation of tyrosine residues modulates PPAR activity 

The five identified tyrosine residues were targeted by site-directed mutagenesis on Flag-PPARg2 plasmid to 

modify tyrosine into phenylalanine 29. Because two tyrosine residues, Y93 and Y95, are close to each other a 

double mutant was made to investigate any additive effects of those two residues. Six mutants were thus 

created (Y93F, Y95F, Y93F/Y95F, Y116F, Y348F and Y355F) and tested in functional studies.  
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Each plasmid carrying a different mutant construct was first transfected separately in cells, treated with 

bpV(HOpic) and then immunoprecipitated. Analysis of each of the six mutants showed moderate effect on total 

PPAR2 tyrosine phosphorylation (Fig. 5A, B). Similar but not significant results were obtained in HEK293T 

cells (FigS4A). This could be explained by the fact that only one, or two, tyrosine residues out of 18, of which 

at least 5 might be phosphorylated, were mutated making the possible variations very hard to detect by 

western blot analysis. To investigate the effect of tyrosine phosphorylation of PPAR on its activity, the same 

mutant constructs were used for luciferase assay. Each plasmid was co-transfected in HepG2 cells with a 

PPAR response element (PPRE)-luciferase reporter construct. Cells were treated during the last 16 hours with 

the PPAR agonist rosiglitazone (25 nM) before harvesting to increase PPAR activation. As expected, 

rosiglitazone treatment increased PPAR activity by about three fold (Fig. 5C). The majority of the Y/F mutants 

decreased PPAR activity but only the Y348F and the Y355F mutants reached the level of statistical 

significance. Both mutations also reduced basal PPAR activity (Fig 5B). Similar results were observed in 

HEK293T cells (Fig. S4B). These data suggest that both Y348 and Y355 may play an important role in PPAR 

activation by rosiglitazone.  

The region of PPAR bearing tyrosine residues 348 and 355 was then submitted to modeling analysis. The 

first model presents PPAR agonist rosiglitazone interacting with PPAR ligand binding domain (Fig. 5D). The 

model showed that tyrosine 348 is pointing toward the outside of the binding pocket. This orientation would not 

allow this tyrosine to interact directly with rosiglitazone. Tyrosine 355, on the other hand, is located right inside 

the binding pocket. Further analyses revealed that unphosphorylated tyrosine 355 is located 4.8 Å away from 

rosiglitazone. This atomic distance would be too far to allow hydrogen bonds between the two molecules 31. 

However, phosphorylation of tyrosine 355 would allow to reduce the distance to only 2.8 Å, which would allow 

the binding of rosiglitazone to PPAR through phosphorylated tyrosine 355. 

To pursue the investigation of the role of tyrosine phosphorylation on PPAR activity, a second site-directed 

mutagenesis was performed on Flag-PPARg2 construct. Instead of modifying tyrosine into phenylalanine, 

tyrosine was changed to either aspartic acid or glutamic acid in order to mimic constitutive phosphorylation by 

introducing negatively charged residues 29. Only the sites that showed significant reduction of PPAR activity 

when mutated for phenylalanine (Y348F and Y355F) were tested. Four new mutants were created (Y348D, 

Y348E, Y355D and Y355E). The various mutated constructs were co-transfected in cells with PPRE-luciferase 

reporter construct and treated with rosiglitazone (25 nM) during the last 16 hours before harvesting. Mutations 

in the Y348 position were found to completely inhibit PPAR activity (Fig. 5E). This may be explained by an 

important change in the protein conformation, probably caused by the breaking of the aromatic-aromatic 

interaction between Y348 and Y505. Unexpectedly, the Y355E mutation also decreased PPAR activity to a 
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similar level as Y355F mutation both with and without rosiglitazone treatment as presented in figure 5B 

suggesting a perturbation of the rosiglitazone binding pocket. Interestingly, the Y355D mutation tended to 

increase PPAR activity in the absence of rosiglitazone, but its activity could only marginally be increased by 

rosiglitazone treatment. This implies that the Y355D mutation interferes with rosiglitazone action, but activates 

PPAR maybe by facilitating binding of a natural ligand. Indeed, aspartic acid has a shorter side chain than 

glutamic acid meaning that it is slightly more rigid within protein structures. This gives it a slightly stronger 

preference to be involved in protein active sites. 

Tyrosine 355 mutants do not affect PPAR localization 

Since PPAR is active in the nucleus, immunofluorescence was performed to investigate whether the change 

in its activity when tyrosine 355 is mutated was due to a change in its localization. Cells were transfected with 

the various forms of PPARg2 mutated at tyrosine 355 (WT, Y355F and Y355E) and treated with rosiglitazone 

to compare the activated and inactivated states of PPAR protein. Immunocytochemistry revealed that PPAR 

wildtype was mainly located in the nucleus (Fig. 6A). The nuclear/non-nuclear protein localization ratio did not 

show any change in PPAR localization with rosiglitazone treatment or with any of the mutations. Taken 

together, these data demonstrate that the phosphorylation of tyrosine residues could increase PPAR activity 

without affecting its localization within the cell.  

Discussion 

We have previously shown that Shp1 negatively regulates PPAR activity in the liver 23, but the exact 

mechanism remained to be clarified. In this study, we suggest that Shp1 could interact directly with PPAR to 

dephosphorylate it and reduce its activity.  

Our co-immunoprecipitation experiments first confirm that these two proteins interact in a close environment. 

Molecular docking studies propose that the PPAR ligand-binding domain (LBD) can bind to Shp1 protein. 

Shp1 possesses three different domains: a catalytic domain and two SH2 domains, an N- and a C-terminal, to 

bind to its different interaction partners or substrates. Two of these were predicted to specifically bind to 

PPAR: the catalytic domain and the C-SH2 domain. Furthermore, the binding with the two domains would be 

dependent on the phosphorylation of PPAR tyrosine 355. The amino acid sequence surrounding tyrosine 355 

represents an immunoreceptor tyrosine-based inhibition motif (ITIM) that is common to Shp1 substrates: 

(L/I/V)X1-2pYXX(L/I/V) 30, 32. Shp1 can auto-regulate itself by conformational changes 33, 34. The N-SH2 domain 

folds back on the catalytic domain to inhibit its activity. When Shp1 binds to one of its targets, through either 

the N or the C-SH2 domain, the N-SH2 domain liberates the catalytic domain, the protein unfolds and 
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produces its enzymatic activity on its substrate. The modeling of the dual interaction of phosphorylated 

tyrosine 355 of PPAR with both the C-SH2 and the catalytic domains of Shp1 suggests that PPAR could be 

a substrate of Shp1. Further investigations are needed to confirm the role of PPAR as a target of Shp1. It 

would also be interesting to identify the kinases responsible for the phosphorylation of tyrosine 355.  

Our work then explored the role of PPAR tyrosine phosphorylation. Here we confirmed that PPAR is 

phosphorylated on several tyrosine residues. Moreover, we showed that Shp1 plays a role in the regulation of 

PPAR tyrosine phosphorylation; its invalidation increases tyrosine phosphorylation. Additionally, we 

demonstrated that mutation of some of the tyrosine residues modulated PPAR activity.  

Up to now, very little is known about tyrosine phosphorylation of PPAR. Keshet et al. reported the role of two 

tyrosine residues located in the AF-1 domain in the regulation of PPAR activity 35. The tyrosine residues 78 

and 102 were found to be phosphorylated by the non-receptor tyrosine kinase Abelson murine leukemia viral 

oncogene (c-Abl) to increase PPAR stability and activity to promote adipogenesis. These two tyrosine 

residues were not among the five phosphorylated tyrosine residues identified by our mass spectrometry 

analysis. One explanation may be the different conditions that have been used in their experiment 

(overexpression of c-Abl) compared to ours (bpV(HOpic) treatment). Also, mass spectrometry detects highly 

concentrated peptides. Considering that phosphorylation on tyrosine is labile and our samples may have 

contained a mixture of different modification states, all the phosphorylated tyrosine residues may not have 

been detected in our analyses 36. Keshet et al. also showed that the mutation of the tyrosine residues 78 and 

102 into phenylalanine did not affect PPAR activity in a luciferase assay. Like Keshet et al., we found by 

luciferase assay that the phenylalanine mutants localized in the AF-1 domain (tyrosine residues 93, 95 and 

116) only have a small or no effect on PPAR activity. However, Keshet et al. reported that tyrosine 

phosphorylation in the AF-1 domain does affect the activity of the protein because exchanging tyrosine 78 and 

102 to the phosphomimetic glutamic acid significantly increased protein activity 35. This is an avenue that we 

will test with the tyrosine residues 93, 95 and 116. We also saw that one of the mutants, Y116F, induces an 

important decrease in serine 112 phosphorylation (data not shown). Even if much is known about the function 

of serine 112 phosphorylation, its regulation by tyrosine 116 has never been reported 26, 37, 38. Investigations 

are currently in progress to determine whether this finding constitute a novel mechanism of regulation of 

PPAR.  

In contrast to the other mutations, mutating Y348 and Y355 to phenylalanine decreased PPAR activity 

significantly even in the presence of the agonist rosiglitazone. These two tyrosine residues are located close to 

the binding pocket of the LBD. While tyrosine 348 points away from the binding pocket, tyrosine 355 is located 
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within the binding pocket. When bound to PPAR, agonists such as rosiglitazone are located in the “Y’’ shaped 

binding pocket formed by PPAR alpha-helices number 3, 7 and 10 39. This binding changes PPAR 

conformation and locks the AF-2 domain in its active form to allow the binding of coactivators or the release of 

corepressors 39, 40.  

The nitrogen atom of the rosiglitazone ring makes hydrogen bonds with PPAR specific amino acids. Some 

have been described as being essential for rosiglitazone binding: histidine 323, histidine 449 and tyrosine 473 

(PPAR1) 39, 41, 42. Moreover, a pharmacophore model derived from full PPAR agonists revealed that tyrosine 

327 of PPAR1 (corresponding to tyrosine 355 in PPAR2) can form hydrogen bonds with agonists to 

participate in the stabilization of the protein in its active conformation 41. In our study, molecular interaction 

analysis between PPAR2 and rosiglitazone showed that phosphorylated tyrosine 355 is necessary for binding 

with rosiglitazone. The phosphorylation of this residue reduces the atomic distance between PPAR and 

rosiglitazone to 2.8 Å which is close enough to allow the formation of hydrogen bonds 31. The 

unphosphorylated form of tyrosine 355 remains too far, at 4.8 Å, from the substrate to permit binding. We show 

by luciferase assays that the phosphodead mutant Y355F, but also the phosphomimetic Y355D and Y355E 

mutants, decrease PPAR activitation by rosiglitazone.  

Others have shown that single amino acid mutations of PPAR can reduce or increase ligand specificity for 

PPAR just by changing the position of the ligand in the docking pocket 42. The Y355F as well as the Y355D 

and E mutations could induce a change in rosiglitazone position in the binding pocket and inhibit its agonist 

effect on PPAR. Mutation of tyrosine 348 to aspartic acid or glutamic acid totally abolished PPAR activity 

indicating a more important, general role of this residue for the PPAR structure. More experiments will be 

necessary to confirm the exact role of these amino acids in the regulation of PPAR activity. 

A modification in the localization of the mutated PPAR forms (Y355F and Y355D) does not explain the 

changes in the protein activity as confirmed by immunofluorescence. The three forms of the protein remain 

located in the nucleus where the protein can exert its transcription factor activity. In our experiments, the 

percentage of transfected cells was low, which may not have allowed the detection of small changes in the 

localization of the mutants. Such experiment may require stably transfected cells. It should also be 

investigated whether Shp1, which possesses a nuclear localization sequence in its C-terminal part, could 

colocalize with PPAR in the nucleus 43. 

Interestingly, the phosphomimetic Y355D mutant tended to increase PPAR activity, although to a smaller 

extent than rosiglitazone, a full agonist of PPAR. Many studies are currently trying to identify new selective 



 

32 

PPAR modulators (SPPARMs) that could benefit from only some selective PPAR effects without causing 

undesirable ones 7, 44. Some partial agonists of PPAR have been demonstrated to present the beneficial 

effects of PPAR activation without having the adverse effects of the full agonists 45. Also, PPARg +/- animals 

show improved insulin sensitivity without having higher body weight or higher free fatty acid levels than 

homozygous mice suggesting that partial activation of PPAR can uncouple its effects on insulin sensitization 

and adipogenesis 46. It would be interesting to look at the physiological effect of the Y355D on insulin 

sensitivity and lipid metabolism.  

It has been shown that Shp1 is increased by obesity in metabolic tissues such as muscle, liver and adipose 

tissue and that it may play a role in the development of obesity-linked insulin resistance 25. According to our 

previous studies with hepatocyte specific Shp1 knock out mice, the increased hepatic PPAR activity improves 

the metabolic profile of the animals 23. These high fat diet (HFD)-fed mice were protected from hepatic insulin 

resistance and presented reduced liver inflammation and hepatocellular damages even if they had augmented 

hepatic steatosis 23. Our results suggest that phosphorylation of tyrosine 355, negatively regulated by Shp1, 

leads to an increase in PPAR activity which could explain the beneficial effects in the Shp1 knock-out mice. 

As mentioned previously, hepatic activation of PPAR has anti-inflammatory, insulin-sensitizing and pro-

steatotic effects 19. Activation of hepatic PPAR results in increased IRS and AKT phosphorylation, which 

leads to improvement of insulin signaling 47. Liver PPAR reduces the amount of circulating glucose by 

increasing GLUT2 expression to augment hepatic glucose disposal and by reducing hepatic glucose 

production 48, 49. Activated PPAR in liver also decreases liver VLDL production and is associated with anti-

inflammatory effects such as the reduction of TNF-α and IL-6 50, 51, 52. A reduction of PPAR activity would 

lead to increased inflammation, hepatic insulin resistance and more circulating fatty acids.  Accordingly, 

mutations in human PPARthat decrease its activity are generally associated with lipodystrophy and insulin 

resistance, 4, 29, 53, 54. In an obesity context, an accumulation of Shp1 would lead to the dephosphorylation of 

PPAR and to the reduction of its activity in metabolic tissues. Thus, the PPAR-Shp1 interaction we 

highlighted may partly explain the development of insulin resistance induced by high fat diet.  

Taken together, our work revealed a new mechanism of regulation of PPAR activity. Very little is known about 

the functional consequences of tyrosine phosphorylation of PPAR and to the best of our knowledge this is the 

first time that PPAR and Shp1 are reported to interact directly. In this regard, we demonstrate that, among the 

18 tyrosine residues of PPAR, tyrosine 355 is an interesting target because its phosphorylation regulates 

PPAR activity. It is important for binding to both rosiglitazone and Shp1, and it could be the residue by which 

Shp1 regulates PPAR activity. It is still not known whether there is a competition between Shp1 and 
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rosiglitazone for the interaction with tyrosine 355. Could Shp1 be one of the corepressors of PPAR that are 

released after rosiglitazone binding in the LBD? This avenue still remains to be explored. Also, more 

experiments have to be performed to explore the kinase implicated in tyrosine 355 phosphorylation and the 

physiological effects of the phosphorylation of tyrosine 355. These results could lead to the development of 

new drugs targeting PPAR for the treatment of insulin resistance and diabetes.  

Experimental procedures 

DNA constructs 

To create PPAR2 expression constructs, cDNA of mouse PPARg2 was PCR-amplified and cloned into the 

BamHI-EcoRI-sites of a pcDNA3 vector containing the sequence for an NH2-terminal fusion of a triple Flag-

epitope or a pcDNA3.1 vector containing the sequence for an NH2-terminal fusion of a triple Myc-epitope. 

Amino acid exchanges in PPAR2 were generated by site-directed mutagenesis (QuikChange, Agilent 

Technologies) of the respective codons in the Flag-PPARg2 plasmid using primers listed in Table 1. Shp1-

expression plasmids were made by PCR-amplification and cloning of the open reading frame of mouse Shp1 

or Shp1 C453S into HindIII-XhoI-sites of pcDNA5/FRT/TO (Invitrogen). 

Table 2.1: PPAR2 mutagenesis primers  

 

Cell culture and transfection 

HEK293T cells or HEK293 cells expressing Flag-Shp1 C453S (Xu et al. 2014) were grown in DMEM high 

glucose medium (GIBCO) supplemented with 2 mM glutamine and with 10% (vol/vol) bovine growth serum 

(Thermo Scientific). HepG2 cells were grown in DMEM low glucose medium (GIBCO) supplemented with 10% 

(vol/vol) bovine growth serum (Thermo Scientific). Cells were cultured at 37°C in a humidified incubator with 
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5%(vol/vol) CO2. HEK293T cells were transfected using Polyethylenimine (PEI) 55. HepG2 cells were 

transfected using jetPRIME (Polyplus-transfection, New York, USA) transfection reagent according to the 

manufacturer’s instructions with cell confluence between 60 to 80%. The medium was changed four hours 

after transfection. HepG2 cells were transfected with siRNA targeting Shp1 or an aleatory sequence (scrbl) 

using INTERFERin transfection reagent (Polyplus-transfection, New York, USA). Depending on the 

experiment, the day after the transfection, some cells were treated during the last 16 hours before harvesting 

with rosiglitazone (SynFine 010301) dissolved in DMSO (25 nM). Others were treated two days after 

transfection with bpV(HOpic) (203701Calbiochem) reconstituted in water at 10 μM (HepG2) or 20 μM 

(HEK293T) for 30 minutes before harvesting.  

Immunoprecipitation and western blot  

Cells were homogenized in lysis buffer (20 mM Tris pH 7.5, 150 mM NaCl, 1 mM CaCl2, 1 mM MgCl2, 10% 

glycerol, 1% NP-40, 1mM PMSF, 50 mM NaF, 2 mM Na3VO4, 80 mM β-glycero-phosphate, 5 mM NaPPi, 1x 

dilution of protease inhibitors (Sigma)) . Protein concentrations were determined with a BCA protein assay kit 

(Thermo Scientific Pierce, San Francisco CA, USA). For immunoprecipitation, lysates were incubated for two 

hours with Anti-Flag M2 affinity gel (Sigma) Flag-coated agarose beads. After washes with lysis buffer, beads 

were boiled in Laemmli buffer for 10 minutes. Immunoprecipitates and total lysates samples were run on 

6.75% polyacrylamide gels. Proteins were transferred on nitrocellulose membrane and detected by 

immunoblotting with various antibodies: anti-Flag (F1804 Sigma-Aldrich), anti-Shp1 (Sc287 Santa Cruz 

Biotechnology, CA, USA), anti-phosphotyrosine PY20 (ab10321 Abcam), anti-phosphotyrosine 4G10 (05-321 

Millipore, Germany), anti-eEF2 (2332s Cell Signalig Technology). HRP-conjugated secondary antibodies from 

mouse and rabbit were used from Jackson ImmunoResearch Laboratories (USA). Chemiluminescence agents 

(Millipore, Canada) were used to activate the reaction, which was detected by the EC3 Imaging System with 

Vision Works LS software (UVP, USA). Quantification of densitometry was made using ImageJ Image analysis 

software (U.S. National Institutes of Health, USA).  

Mass spectrometry  

Samples incubated with Anti-Flag M2 affinity gel (Sigma) Flag-coated agarose beads were sent for mass 

spectrometry analysis. The on-beads digest and mass spectrometry experiments were performed by the 

Proteomics platform of the CHU de Quebec Research Center (Quebec, Canada). Proteins on beads were 

washed three times with 50 mM ammonium bicarbonate buffer and kept at -20°C until trypsin digestion. 

Proteins on beads were suspended in 25 µl of 50 mM ammonium bicarbonate and incubated with Trypsin (1 

µg) overnight at 37°C. Trypsin reaction was stopped by acidification with 3% acetonitrile-1% TFA-0.5% acetic 

acid. Beads were removed by centrifugation, the peptides were purified from supernatant on stage tip (C18) 
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and vacuum dried before MS injection. Sample was solubilized into 10 µl of 0.1% formic acid and 5 µl were 

analyzed by mass spectrometry. 

Peptide samples were separated by online reversed-phase (RP) nanoscale capillary liquid chromatography 

(nanoLC) and analyzed by electrospray mass spectrometry (ES MS/MS). Scaffold (version 4.0.1), (Proteome 

Software Inc., Portland, OR) was used to validate MS/MS based peptide and protein identifications.  

Luciferase assay 

HepG2 or HEK293T cells were co-transfected with the analyzed construct (empty Flag vector or Flag-PPARg2 

plasmid or mutated Flag-PPARg2 plasmids) and with a plasmid containing the promoter PPAR response 

element (pGL3-PPRE), a kind gift of Dr. F. Picard (CRIUCPQ, Quebec, Canada), coupled with the luciferase 

gene. Cells were treated with rosiglitazone (25 nM) during the last 16 hours and then lysed. Lysates were 

plated in a 96-well plate. The plate reader injected 195 μl of a buffer containing ATP and luciferin and the 

measure was taken 0.05 ms exactly after the injection. The measures were corrected for the amount of protein 

per well and by western blot for the transfection level (Flag-PPAR2 and eEF2 quantification).  

Immunofluorescence   

Cells were grown on glass coverslips coated with poly-l-lysine. At harvesting, they were fixed in 3.7% 

formaldehyde. Cells were incubated in primary antibody overnight at 4°C and in secondary antibody for one 

hour at room temperature (anti-rabbit 647 (A27040 Thermo Scientific), anti-mouse 488 (A-11001 Invitrogen)). 

Glass coverslips were mounted in glycine mounting medium to prepare microscopy slides. Images were taken 

with a 20x objective on Axio Observer Z1 (Zeiss, Jena, Germany). 

Modeling and docking 

PPAR and Shp1 3D mouse models have been constructed by homology from the human PPAR and Shp1 

structures (PDB id: 3E00_D and 3PS5_A, respectively) using Modeller software 56, 57. In silico phosphorylation 

of tyrosine residues 348 and 355 of PPAR peptide 346-357, was made by CHARMM-GUI software 58. The 

phosphorylated PPAR 346-357 peptide docking into Shp1 C-SH2 and catalytic domains were realized and 

refined by PatchDock and Firedock softwares 59, 60. Images were produced with the software PyMOL 

(http://www.pymol.org). 

Statistics 

Student’s t test and one way ANOVA with post-hoc Dunnett’s test comparing samples to the WT control were 

used to determine statistical significance using Graph Pad Prism 5 software (California, USA). P values were 
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considered significant if less than 0.05. The graphs represent the mean of the values of two to four 

experiments. Error bars indicate the standard error of the mean (SEM).  
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Figures 

Fig. 2.1. 

PPAR interacts with Shp1. (A) HepG2 cells were transfected with the indicated plasmids and analyzed by 

immunoblotting after immunoprecipitation using Flag-specific antibodies. ← Detection of the heavy chain of 

immunoglobulin gamma (50KDa) by the secondary antibody. (B) Quantification of co-precipitated Shp1 using 

immunoprecipitated Flag-PPAR2 as loading control (n=3) (**p ≤ 0.01). 
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Fig. 2.2.  

Tyrosine 355 of PPAR is important for the interaction with Shp1. (A) Left image represents 3D electrostatic 

surface potential (negative and positive charges are shown in red and blue, respectively) of Shp1 catalytic 

domain with docked tyrosine phosphorylated PPAR peptide 346-357 (yellow). The right image shows the 

superposition of peptide 346-357 (yellow) and a tyrosine-phosphorylated peptide from tyrosine protein kinase 

JAK1 (cyan, PDB: 4GS0). (B) Left image represents Shp1 C-terminal SH2 domain with docked PPAR peptide 

346-357 (yellow). The right image shows the superposition of this peptide (yellow) and a tyrosine-

phosphorylated peptide from natural killer group 2A (blue, PDB: 2YU7). Peptides are represented by lines and 

phosphorylated tyrosine by sticks for clarity. (C) ITIM consensus sequence of Shp1 substrates aligned with 

PPAR2 sequence from amino acid 348 to 359. (D) HepG2 cells were co-transfected with the indicated 

plasmids. Lysates were immunoprecipitated with Flag-antibody coated beads and analyzed by western blot. ← 

Detection of the heavy chain of immunoglobulin gamma (50KDa) by the secondary antibody. (E) Quantification 

of co-precipitated Shp1 using immunoprecipitated Flag-PPAR2 as loading control (n=5) (*p˂ 0.05). 
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Fig. 2.3. 

PPAR is Shp1-dependently tyrosine-phosphorylated. (A) Cells were co-transfected with a construct encoding 

for a dominant-negative form of Shp1 (C453S) or the corresponding empty vector (pcDNA5) and either Flag 

empty vector or Flag-PPARg2 plasmid. Lysates were immunoprecipitated with anti-Flag beads and analyzed 

by western blotting. Dotted lines indicate non-contiguous lanes of the same gel. Data are representative of 

three independent experiments. (B) Cells were transfected with control siRNA or siRNA targeting Shp1 and 

with a plasmid coding for Flag-PPARg2 48 hours later. Lysates were immunoprecipitated with anti-Flag beads 

and analyzed by western blot. Data are representative of two independent experiments.  
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Fig. 2.4. 

Identification of novel phosphor-tyrosine sites. (A) HepG2 cells transfected with an empty Flag-vector or a 

Flag-PPARg2 plasmid were treated with bpV(HOpic) (10 μM) during 30 minutes. Lysates were 

immunoprecipitated with anti-Flag beads and analyzed by immunoblot. Dotted lines indicate non-contiguous 

lanes of the same gel. ← Detection of the heavy chain of immunoglobulin gamma (50KDa) by the secondary 

antibody. (B) PPAR2 linear structure. Y: tyrosine, S: serine, P: phosphorylation, AF-1: ligand-independent 

activation function 1, DBD: DNA binding domain, LBD: ligand-binding domain, AF-2: ligand-dependent 

activation function 2.  
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Fig. 2.5. 

Y348 and Y355 mutations affect PPAR activity. (A). HepG2 cells were transfected either with plasmids coding 

for wild type form or mutated form of Flag-PPARg2. Cells were treated with bpV(HOpic) (10 μM) during 30 

minutes before harvesting. Lysates were immunoprecipitated with anti-Flag beads and analyzed by western 

blot. (B) Quantification of PPAR2 tyrosine phosphorylation using immunoprecipitated Flag- PPAR2 as 

loading control. (C) Luciferase assay in HepG2 cells in which the indicated plasmids were co-transfected with 

PPRE-luciferase reporter construct. Cells were treated with rosiglitazone (25 nM) during the last 16 hours 

before harvesting (where indicated) (n=4) (* p ˂ 0.05, ** p ˂ 0.01). (D) 3D structure of mouse PPAR with 

phosphorylated tyrosine residues 348 and 355. Rosiglitazone (yellow) interacts with phosphorylated Y355 (2.8 

Å). (E) Luciferase assay in HepG2 in which the indicated plasmids were co-transfected with PPRE-luciferase 

reporter construct. Cells were treated with rosiglitazone (25 nM) during the last 16 hours before harvesting 

(where indicated) (n=4) (* p ˂ 0.05, ** p ˂ 0.01 ).   
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Fig. 2.6. 

Y355 mutations do not change PPARlocalization. (A) Immunofluorescence assay in HepG2 cells transfected 

with either wild type, Y355F or Y355D Flag-PPARg2 constructs. Cells were treated with rosiglitazone (25 nM) 

during the last 16 hours before fixation (where indicated). Exogenously expressed forms of Flag-PPARg2 were 

detected with a Flag-specific antibody. (B) Quantification of the nuclear localization of PPAR (%). 100-200 

cells were counted per condition (n=2).  
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Supplemental figures 

 

Supp. 2.1.  

PPAR interacts with Shp1. (A) HEK 293 cells expressing Flag-Shp1-C453S were transfected with Myc empty 

vector or Myc-PPARg2 plasmid. Lysates were analyzed by immunoblot after Myc co-immunoprecipitation.  
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Supp. 2.2. 

PPAR can be tyrosine phosphorylated. (A) Transfected HEK293T cells were treated with bpV(HOpic) (20 μM) 

for 30 minutes. The lysates were co-immunoprecipitated with anti-Flag beads and analyzed by immunoblot. ← 

Detection of the heavy chain of immunoglobulin gamma (50KDa) by the secondary antibody. (B) Transfected 

primary hepatocytes were treated with bpV(HOpic) (10 μM) during 30 minutes. The lysates were co-

immunoprecipitated with anti-Flag beads and analyzed by immunoblot. Dotted lines indicate non-contiguous 

lanes of the same gel. (C) 3T3-L1 cells were treated with bpV(HOpic) (20 μM) during 30 minutes. An 

immunoprecipitation has been performed to precipitate endogenous PPAR.  



 

45 

 

Supp. 2.3. 

Identification of phosphorylated tyrosine residues of PPAR by mass spectrometry. (A) Five phospho-tyrosine 

residues were identified in PPAR2 by MS/MS after HepG2 or HEK293T cells have been transfected with 

Flag-PPARg2 and treated with bpV(HOpic) (10 μM) for 30 minutes. MS/MS spectra of PPAR2 protein bearing 

one or two phosphorylated tyrosine residues.  
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Supp. 2.4. 

Y348 and Y355 mutations tend to affect PPAR activity. (A). HEK293T cells were transfected either with 

plasmids coding for wild type form or mutated form of Flag-PPARg2. Cells were treated with bpV(HOpic) (20 

μM) during 30 minutes before harvesting. (B) Luciferase assay in HEK293T in which the indicated plasmids 

were co-transfected with PPRE-luciferase reporter construct. Cells were treated with rosiglitazone (25 nM) 

during the last 16 hours before harvesting (where indicated) (n=4).  
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Chapitre 3 : Conclusion et perspectives 

Dans le but de mieux comprendre les mécanismes moléculaires qui sous-tendent les déséquilibres 

métaboliques tels l’obésité et le diabète de type 2 et suite aux précédents résultats de notre laboratoire ayant 

démontré la régulation négative de PPAR par Shp1, nous avons cherché à caractériser le lien qui existe 

entre ces deux protéines. Nos recherches ont permis de mettre en évidence une nouvelle voie de régulation 

de la protéine PPAR par la protéine tyrosine phosphatase Shp1. C’est la première fois qu’une interaction 

directe entre PPAR et Shp1 est suggérée. Le LBD de PPAR contient une séquence d’acides aminés 

commune aux substrats de Shp1 au cœur de laquelle se trouve la tyrosine 355. Nous avons proposé que 

l’interaction entre Shp1 et PPAR dépende de la phosphorylation de la tyrosine 355, qui permettrait à la fois la 

liaison au domaine C-terminal et au domaine catalytique de Shp1 selon les prévisions obtenues par 

modélisation moléculaire. Cette double affinité de PPAR pour deux domaines de Shp1 démontre que PPAR 

pourrait être un substrat de Shp1. Nous avons d’ailleurs démontré que Shp1 a un rôle à jouer dans la 

régulation de la phosphorylation sur tyrosine de PPAR. En effet, en absence de Shp1, la phosphorylation 

totale de la protéine est augmentée. L’augmentation de Shp1 dans les tissus métaboliques observée chez les 

souris obèses signifierait donc une déphosphorylation plus importante de PPAR ce qui entraînerait une 

réduction de son activité et la diminution de ses effets anti-inflammatoires et insulino-sensibilisants 161. Cette 

interaction Shp1-PPAR pourrait ainsi participer aux déséquilibres métaboliques associés à l’obésité telle la 

résistance à l’insuline soit en favorisant leur mise en place, soit en les exacerbant.  

Nos résultats ont également permis d’approfondir le rôle de la phosphorylation sur tyrosine de PPAR qui 

demeure très peu étudiée jusqu’à maintenant. Nous avons d’abord confirmé que PPAR peut être 

phosphorylé sur plusieurs de ses résidus tyrosine. La mutation de certains des résidus tyrosine pour en 

bloquer la phosphorylation a démontré que la phosphorylation sur tyrosine régule l’activité de PPAR et que 

cet effet varie selon la localisation de la tyrosine mutée. En ce sens, les mutations des résidus tyrosine 

localisés dans le domaine AF-1 ont très peu d’impact sur l’activité de la protéine par rapport aux mutations des 

résidus situés dans le LBD. La tyrosine 355 s’est révélée être un acide aminé particulièrement intéressant. 

Localisée dans le LBD, en plus d’être possiblement impliquée dans l’interaction avec Shp1, la tyrosine 355 

serait aussi essentielle à la liaison avec la rosiglitazone. Selon les prédictions obtenues par modélisation 

moléculaire, lorsqu’elle est phosphorylée, la tyrosine 355 permettrait de réduire la distance entre le LBD et la 

rosiglitazone. En absence de phosphorylation, la distance demeurerait trop grande pour qu’un lien hydrogène 

puisse être établi entre PPAR et son agoniste. De plus, la phosphorylation de la tyrosine 355 module l’activité 

de PPAR autant en l’absence qu’en présence de rosiglitazone: sa déphosphorylation diminue fortement 

l’activité de la protéine alors, qu’à l’inverse, sa phosphorylation tend à l’augmenter.  
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Sachant que la tyrosine 355 est à la fois le résidu clé de l’interaction avec Shp1 et avec la rosiglitazone, il est 

pertinent de se demander s’il existe une compétition entre ces deux molécules pour la liaison avec PPAR. 

Ceci pourrait contribuer à l’effet agoniste de la rosiglitazone qui, en plus d’activer PPAR, pourrait déplacer 

Shp1 et ainsi lever son action inhibitrice. En ce sens, nous avons vérifié si la présence de rosiglitazone affecte 

la liaison entre PPARet Shp1. Les expériences préliminaires effectuées jusqu’à maintenant n’ont pas permis 

de démontrer que la rosiglitazone diminuait significativement l’interaction entre Shp1 et PPAR (Fig. 3.1). 

Toutefois, il est possible que les conditions utilisées n’aient pas permis de détecter de variation dans 

l’interaction entre les deux protéines qui est très rapide et transitoire. D’autres méthodes devront être utilisées 

pour vérifier cette hypothèse avant de pouvoir déterminer s’il existe une compétition entre Shp1 et la 

rosiglitazone pour la liaison avec PPAR. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3.1 Effet de la rosiglitazone sur l’interaction entre PPARet Shp1. (A) Les cellules HepG2 ont été 

transfectées avec les plasmides indiqués et traitées avec différentes concentrations de rosiglitazone durant 16 

heures. Les lysats cellulaires ont été analysés par immunobuvardage après une immunoprécipitation utilisant 

des anticorps anti-Flag. Essai représentatif de trois essais. (B) Quantification de Shp1 avec Flag-PPAR2 

immunoprécipité comme contrôle (n=3).  
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Les TZD sont des molécules très efficaces dans le contrôle de la glycémie des patients diabétiques. Toutefois, 

leurs nombreux effets secondaires ont grandement restreint leur utilisation. Par opposition aux TZD qui sont 

des agonistes complets de la protéine PPAR, plusieurs s’intéressent désormais aux agonistes partiels de la 

protéine. Il a été démontré qu’une activation de faible ampleur de PPAR permet d’activer seulement 

quelques-unes des voies contrôlées par la protéine 163, 164. Plusieurs recherches sont présentement en cours 

pour tenter de développer des agonistes partiels de PPAR permettant de sélectionner seulement les voies 

d’activation de la protéine associées aux effets désirés sans entraîner d’effets nocifs pour la santé. Certains de 

ces agonistes partiels de la molécule sont déjà en train d’être évalués en phase clinique 165. Nos résultats 

soutiennent l’idée que la phosphorylation de la tyrosine 355 permet d’activer PPAR en absence d’agoniste, 

mais à un niveau moindre que l’activation induite par la rosiglitazone. Cet effet est particulièrement intéressant 

puisqu’il rappelle celui des agonistes partiels.  

Pour la suite du projet, il serait intéressant d’évaluer les effets physiologiques entraînés par la phosphorylation 

de la tyrosine 355 en déterminant quelles sont les voies métaboliques contrôlées. Ainsi, il serait d’abord 

nécessaire d’identifier la kinase responsable de cette phosphorylation et de déterminer quels sont les 

mécanismes qui la régulent. Une fois ces conditions déterminées, il faudra évaluer les effets de la 

phosphorylation de la tyrosine 355 en évaluant les modifications dans l’expression génique et les niveaux 

protéiques des cibles de PPAR. Parmi les voies métaboliques à analyser, il faudra, entre autres, investiguer 

les voies régulatrices de l’inflammation, du transport du glucose, de la transduction du signal de l’insuline, du 

transport des lipides et de leur synthèse. À plus long terme, bien sûr, l’objectif de ces expérimentations est de 

pouvoir tester nos observations dans un milieu in vivo, d’abord chez l’animal et, si possible, si les résultats 

sont concluants, chez l’humain. Ces résultats pourraient mener au développement de molécules pouvant 

activer sélectivement certaines voies d’action de PPAR. Étant donné les effets positifs de l’activation de 

PPAR sur la sensibilité à l’insuline, sur la diminution de l’inflammation et sur la redistribution des graisses au 

niveau sous-cutané, les molécules développées pourraient être utilisées dans le traitement ou le contrôle de 

troubles métaboliques tels l’obésité, le diabète de type 2 ou la stéatose hépatique non alcoolique 78, 98, 99, 100, 

101, 105 .  

Notre démarche possède bien sûr quelques limitations qui devront être abordées dans de futures 

expérimentations. Les hépatocytes utilisés proviennent de cellules cancéreuses. Il faut considérer que le 

métabolisme énergétique de ces cellules peut démontrer des divergences avec celui des cellules non 

cancéreuses. Il faut toutefois mentionner que les résultats ont été comparés dans différents types cellulaires 

qui ne proviennent pas uniquement de cellules cancéreuses dont, entre autres, des hépatocytes primaires de 

souris. De plus, les hépatocytes, des cellules HepG2, utilisés pour la majorité des expériences sont d’origine 
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humaine ce qui est en lien avec l’objectif de l’élaboration d’un futur traitement applicable chez l’humain. Les 

protéines étudiées sont le produit de la transfection de plasmides dans les cellules. Les niveaux de 

transfection peuvent varier d’une cellule à l’autre. Ainsi, l’effet de nos traitements a pu être diminué puisque 

nous analysions le mélange formé par ces cellules ayant des niveaux de transfection différents. Le tri des 

cellules transfectées et non transfectées pourrait être utile dans de futures expérimentations. Aussi, la majorité 

des résultats sont le produit de la surexpression des protéines dans les cellules. La confirmation de nos 

observations dans un modèle plus physiologique devra également être faite pour s’assurer que nos résultats 

ne sont pas uniquement le fruit d’interactions forcées par la trop grande abondance des protéines étudiées. 

Les résultats de la modélisation moléculaire n’étant que des probabilités, il faudra démontrer par des 

expériences de co-immunoprécipitation, effectuées avec des segments tronqués de la protéine Shp1, quels 

sont les domaines et les sites précis avec lesquels PPARinteragit. Il serait aussi intéressant de trouver les 

kinases ainsi que les conditions physiologiques favorisant la phosphorylation sur tyrosine de PPAR plutôt que 

d’utiliser le bpV(HOpic) qui est un inhibiteur général des protéines tyrosines phosphatases. Il existe des outils 

permettant de prédire les kinases les plus susceptibles de se lier à une séquence d’acides aminés spécifique. 

Les informations que nous ont fourni ces outils jusqu’à maintenant sont toutefois peu précises et très 

variables. Nous avons donc prévu utiliser des inhibiteurs spécifiques de kinases pour évaluer leur impact sur 

la phosphorylation sur tyrosine de PPAR. Parmi les kinases ciblées, il faudra entre autres s’attarder à celles 

de la famille SRC dont l’interaction avec l’une d’elles, c-Src, et PPARa déjà été démontrée 134. De plus, pour 

identifier les stimuli capables d’engendrer une augmentation de la phosphorylation sur tyrosine de PPAR, 

nous avons déjà effectué quelques investigations préliminaires et testé certaines molécules dont le FGF21, 

l’insuline, le phorbol-myristate-acétate (PMA), l’IL-1, le TNF- et l’interféron gamma (INF). Aucune de ces 

molécules n’a révélé avoir d’effet sur les niveaux de phosphorylation sur tyrosine de la protéine. Bien sûr, 

d’autres molécules devront être testées, dont les acides gras, qui sont des agonistes endogènes de la protéine 

117. Le but de ces expérimentations in vitro est également de pouvoir confirmer nos observations dans un 

environnement plus physiologique en effectuant des investigations in vivo.  

L’obésité et le diabète touchent de plus en plus d’individus partout sur la planète. L’amélioration des habitudes 

de vie demeure, et doit demeurer, la base du traitement de ces désordres métaboliques. Toutefois, c’est une 

modalité de traitement très difficile à mettre en place chez la majorité des patients. Il faut souvent coupler des 

médicaments aux changements des habitudes de vie pour pouvoir améliorer le profil métabolique des 

individus de façon significative. Bien que plusieurs médicaments soient présentement sur le marché pour le 

traitement du diabète, chacun d’entre eux a ses désavantages qui limitent leur utilisation que ce soit leur coût 

ou les effets secondaires qu’ils entraînent. Pour ce qui est de l’obésité, très peu de médicaments sont 

présentement approuvés pour être utilisés dans le traitement de ce déséquilibre métabolique. Ceux qui sont 
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disponibles entraînent d’importants effets secondaires. Le diabète de type 2 et l’obésité étant souvent des 

conditions chroniques, les patients seront sous pharmacothérapie durant plusieurs années de leur vie et 

même durant leur vie entière. Il est donc nécessaire que les médicaments utilisés soient le plus efficaces 

possible, qu’ils soient sécuritaires et qu’ils n’engendrent que peu ou pas d’effets secondaires. Pour toutes ces 

raisons, il est important de développer de nouvelles thérapies ciblant ces troubles métaboliques dans le but 

d’améliorer la qualité de vie des patients et des futurs patients.  
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