
Université de Montréal 

Implication des régions N-terminales des protéines BRAF et KSR1 

dans la formation du dimère BRAF/KSR1 

Par 

Sara Marullo 

Faculté de Médecine, Programmes de biologie moléculaire 

Thèse présentée en vue de l’obtention du grade de Philosophiæ Doctor 

en biologie moléculaire 

Août 2022 

© Sara Marullo, 2022 





 3 

Université de Montréal 

Unité de signalisation intracellulaire, Département de Pathologie cellulaire, 

Faculté de médecine 

Cette thèse intitulée 

Implication des régions N-terminales des protéines BRAF et KSR1 

dans la formation du dimère BRAF/KSR1 

Présenté par 

Sara Marullo 

A été évaluée par un jury composé des personnes suivantes 

Gregory Emery 
Président-rapporteur 

Marc Therrien 
Directeur de recherche 

Audrey Claing 
Membre du jury 

Nathalie Lamarche-Vane 
Examinatrice externe  





 5 

Résumé 
La voie de signalisation RAS-ERK régule la prolifération et la différenciation cellulaire par 

la propagation séquentielle d’un signal jusqu’au noyau, aboutissant à la régulation des gènes cibles. 

Après réception d’un stimulus extracellulaire conduisant à l’activation de la petite GTPase RAS 

(Rat Sarcoma), la transduction du signal s’effectue par les phosphorylations successives de RAF 

(Rapid Accelerated Fibrosarcoma), MEK (MAPK/ERK Kinase 1/2) et ERK (Extracellular signal-

Regulated Kinase 1/2).  

Chez les mammifères, la famille élargie des protéines RAF comprend les trois kinases ARAF, 

BRAF, CRAF et les pseudokinases KSR1, KSR2 pour Kinase Suppressor of Ras 1/2. En l’absence 

de stimuli, les kinases RAF adoptent une forme auto-inhibée où leur région régulatrice N-terminale 

(N-terminal Region ou NTR) inhibe l’activité catalytique de leur domaine kinase (Kinase Domain 

ou KD). L’activation des GTPases RAS ancre les kinases RAF à la membrane plasmique via le 

domaine RBD (Ras Binding Domain) de leur NTR. Ce phénomène favorise la dérépression des 

KD et dévoile leur interface de dimérisation. L’association de deux protéines RAF l’une avec 

l’autre induit l’activation des kinases RAF et la phosphorylation de leur substrat MEK. Bien que 

dénuées d’activité kinase intrinsèque, les pseudokinases KSR sont néanmoins capables de 

dimériser avec les kinases RAF et de les activer.  

Des mutations des protéines clés de la voie RAS-ERK conduisent à son activation anormale 

et sont directement responsables du développement et de la progression tumorale. Notamment, la 

kinase BRAF est altérée dans 7 % des cancers. L’échec des stratégies thérapeutiques permettant 

d’inhiber les kinases RAF a mis en lumière l’importance de la dimérisation dans la régulation de 

leur activité. Ainsi, les processus favorisant la formation d’hétérodimères RAF/KSR ne sont, à ce 

jour, pas bien compris.  

La problématique de la thèse a été d’identifier les mécanismes moléculaires régissant la 

formation spécifique du dimère BRAF/KSR1 aboutissant à la phosphorylation du substrat MEK1. 

Les objectifs de la thèse ont donc été 1) de déterminer ce qui permet au substrat MEK1 de se lier 

aux différentes protéines de la famille RAF, 2) d’identifier les domaines nécessaires à l’interaction 

spécifique de BRAF et KSR1, 3) de développer des stratégies de purification du dimère 

BRAF/KSR1 pour en faire une analyse structurale.  
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Ce travail a dans un premier temps montré que le substrat MEK1 est l’activateur de sa propre 

kinase BRAF, en favorisant sa transactivation par KSR1 via des interactions au niveau des 

domaines kinases. De manière inattendue, nous avons par la suite établi que ce sont les NTR des 

protéines BRAF et KSR1 qui guident leur hétérodimérisation. Le dimère BRAF/KSR1 repose ainsi 

sur l’interaction directe du domaine BRS de BRAF et du domaine CC-SAM de KSR1. Nous avons 

montré que le domaine CRD de BRAF exerce une influence sur l’interaction BRS/CC-SAM et par 

extension, sur la dimerisation de BRAF avec KSR1. Enfin, nous avons testé plusieurs stratégies de 

purification du dimère BRAF/KSR1 qui nous ont permis d’optimiser une technique de purification 

à partir de cellules de mammifères et de générer des constructions pour des cellules d’insectes. 

Ainsi, ce travail nous a permis d’améliorer la compréhension des mécanismes de formation 

de l’hétérodimère BRAF/KSR1 et son lien avec le substrat MEK1. Nous avons découvert des 

nouveaux moyens de régulation de la signalisation RAS-ERK. À terme, les résultats obtenus 

s’avèreront utiles pour le développement de nouvelles stratégies thérapeutiques efficaces pour 

inhiber la voie RAS-ERK dans des contextes pathologiques.  

Mots-clés : cancer, signalisation, kinase, dimérisation, RAF, KSR, structure 
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Abstract 
The RAS-ERK signaling pathway regulates cell proliferation and differentiation by signal 

propagation from the cell surface to the nucleus, resulting in the regulation of targeted genes. After 

receiving an extracellular stimulus leading to the activation of the small GTPase RAS (Rat 

Sarcoma), signal transduction is mediated by the successive phosphorylations of RAF (Rapid 

Accelerated Fibrosarcoma), MEK (MAPK/ERK Kinase 1/2) and ERK (Extracellular signal-

Regulated Kinase 1/2) kinases. 

In mammals, the extended family of RAF proteins is comprised of the three kinases ARAF, 

BRAF, CRAF and the two pseudokinases KSR1, KSR2 from Kinase Suppressor of Ras 1/2. In the 

absence of a stimulus, RAF kinases are in an auto-inhibited conformation wherein their N-terminal 

regulatory region (NTR) inhibits the catalytic activity of their kinase domain (KD). Activation of 

the RAS GTPases anchors RAF kinases to the plasma membrane through binding of the RBD (Ras 

Binding Domain), present in their NTR. This phenomenon induces the release of the KDs and 

unveils their dimerization interfaces. The association of two RAF proteins with each other 

stimulates the activation of RAF kinases and the phosphorylation of their substrate MEK. Although 

lacking an intrinsic kinase activity, KSR pseudokinases are nevertheless able to stimulate RAF 

kinase activity through dimerization and transactivation. 

Mutations of core members of the RAS-ERK pathway led to its abnormal activation and are 

directly responsible for tumor development and progression. In particular, the BRAF isoform is 

mutated in 7 % of cancers. Unsuccessful therapeutic strategies developed to inhibit RAF kinases 

have highlighted the importance of dimerization in the regulation of the catalytic activity of RAF 

kinases. Moreover, the process favoring the formation of RAF/KSR heterodimers is not fully 

understood. 

The focus of this Ph.D. was to identify the molecular mechanisms governing the specific 

formation of the BRAF/KSR1 dimer leading to the phosphorylation of the MEK1 substrate. Our 

main objectives were therefore to 1) determine what allows the substrate MEK1 to bind to the 

different members of the RAF family of proteins, 2) identify the domains necessary for the specific 

interaction of BRAF and KSR1 3) develop a new approach to purify the BRAF/KSR1 dimer for 

structural analysis. 
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This work showed that the substrate MEK1 stimulates the activation of its own kinase, by 

promoting BRAF transactivation by KSR1 through interactions at the kinase domain level. 

Unexpectedly, we subsequently established that the NTRs of BRAF and KSR1 guide their 

heterodimerization. BRAF/KSR1 dimer formation is thus based on direct interaction of the BRS 

domain of BRAF and the CC-SAM domain of KSR1. We then showed that the CRD domain of 

BRAF has an influence on the BRS/CC-SAM interaction which overall modulates the dimerization 

of BRAF with KSR1. Finally, we tested several BRAF/KSR1 dimer purification strategies that 

allowed us to optimize a purification technique from mammalian cells. We also generated 

constructs enhanced for insect cells expression in the hope of successfully stabilizing BRAF/KSR1 

in a signaling complex. 

Thus, this work allowed us to improve the understanding of the mechanisms underlying the 

formation of BRAF/KSR1 heterodimer and its link with its MEK1 substrate. We have discovered 

new ways of regulating the RAS-ERK signaling pathway. Ultimately, theses results will prove 

useful for the development of new effective therapeutic strategies to inhibit the RAS-ERK pathway 

in pathological contexts. 

Keywords: cancer, signalling, kinase, dimerisation, RAF, KSR, structure 
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Avant-Propos  
 

Les chapitres 3 et 4 regroupent l’ensemble des résultats expérimentaux obtenus lors de ce doctorat. 

Le chapitre 3 concerne ma contribution à l’article « MEK drives BRAF activation through allosteric 

control of KSR proteins » paru en 2018 dans la revue Nature (Annexe). Les figures correspondant 

ainsi aux résultats que j’ai obtenus moi-même sauf si explicitement mentionné dans la légende. Il 

s’agit donc de figures directement adaptées de l’article ou de figures originales qui n’ont pas été 

incluses dans la version finale de la publication. Les lecteurs sont invités à consulter l’article mis 

en annexe pour de plus amples informations. Le chapitre 4 présente des résultats non publiés que 

j’ai effectués.  
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Chapitre 1 : Introduction 

1.1 Principes généraux des voies de signalisation 
 La croissance et le renouveau cellulaires doivent s’adapter rapidement à l’environnement 

tissulaire. Les cellules perçoivent et intègrent des stimuli pour conserver une homéostasie optimale, 

que ce soit au cours du développement de l’organisme, lors de la régénération tissulaire (Golfeshan 

et al., 2021) ou en situation de stress (Galluzzi et al., 2018; Kyriakis and Avruch, 2012).  

Le traitement des informations perçues par la cellule s’effectue par la coopération d’un 

ensemble de protéines organisé en une « voie de transduction » transformant un signal 

extracellulaire en une réponse au sein de la cellule. Ces protéines propagent le signal intracellulaire 

par interaction directe, contrôle allostérique ou par le biais de modifications post-traductionnelles. 

Ces changements qui sont extrêmement régulés, interviennent séquentiellement provoquant une 

réaction en chaîne jusqu’à induire une réponse cellulaire. Ce contrôle précis des processus 

biologiques fondamentaux tels que la morphogénèse, la prolifération, ou l’apoptose par ces réseaux 

de signalisation permet de coordonner les réponses cellulaires (Gomperts et al., 2009a) 

1.1.1 Les caractéristiques d’une voie de signalisation  
Bien que les signaux perçus par les cellules soient de nature variable (chimique, physique, 

osmotique, électrique, mécanique) (Valet et al., 2021), leur réception se transforme en une 

information chimique qui se propage au sein de la cellule. La transduction du signal est 

extrêmement sélective notamment grâce à 1) l’affinité des molécules de signalisation pour leur 

récepteurs, 2) le phénomène de coopérativité lors des interactions substrat-récepteur et 3) 

l’amplification du signal par des cascades enzymatiques (Nelson and Cox, 2008).  

Malgré la variabilité des stimuli et des récepteurs des voies de signalisation, les 

caractéristiques générales de la transduction du signal sont communes : le récepteur activé 

provoque une réaction en cascade faisant intervenir des intermédiaires tels que des protéines 

d’échafaudage, des seconds messagers, ou des enzymes. Les signaux extracellulaires sont ainsi 

relayés jusqu’à leurs cibles moléculaires qui, une fois activées, modifient une ou plusieurs 

fonctions de la cellule. L’arrêt de la transduction du signal met en jeu des mécanismes de 

rétrocontrôle négatif, directs ou indirects, ciblant le récepteur ou des protéines à différents niveaux 
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de la cascade de signalisation. Il y a donc un retour à l’état basal, ce qui est essentiel au maintien 

de l’homéostasie cellulaire (Gomperts et al., 2009). La Figure 1 présente l’exemple d’une voie de 

signalisation stimulée par la liaison d’un ligand à son récepteur, entraînant une activation 

séquentielle de plusieurs enzymes pour finalement aboutir à la translocation d’une protéine dans le 

noyau et à la transcription de gènes cibles.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 – Schéma d’une voie de signalisation dite « classique » contrôlant la fonction d’un gène. 

Une voie de signalisation se définit par un ensemble de protéines, en particulier des enzymes (en blanc, 
saumon ou vert) dont la régulation spatio-temporelle et la stimulation en cascade permet l’activation de 
cibles cellulaires spécifiques (ici des gènes en bleu). Après activation, le retour à l’état basal s’effectue par 
des phénomènes de rétrocontrôles négatifs et par l’inactivation des enzymes impliquées (par inhibition, 
dégradation, etc..). 
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La transmission de l’information perçue à la surface cellulaire se déroule en règle générale, 

par la succession d’appariements non covalents entre protéines. Le signal qui déclenche la cascade 

de signalisation doit fonctionner comme un interrupteur moléculaire (« MARCHE/ARRÊT ») pour 

que la réponse en aval du récepteur soit directement proportionnelle au stimulus d’origine (Ferrell, 

1996). La temporalité et la localisation subcellulaire des composantes des voies sont ainsi 

précisément contrôlées pour permettre la formation des complexes de signalisation adéquats 

(Gomperts et al., 2009b).  

Il existe également une signalisation dite « horizontale » où certaines protéines fonctionnent 

comme des pôles d’échanges (des « hubs »), adoptant des rôles distincts au sein de différentes 

voies. Un même signal stimule ainsi plusieurs voies et impacte différents processus cellulaires 

simultanément (Yan et al., 1998), induisant un phénomène d’interdépendance des voies. La 

perturbation d’un composant d’une de ces cascades peut donc avoir une répercussion indirecte sur 

d’autres voies de signalisation contrôlant des processus cellulaires différents, comme par exemple 

le couplage du métabolisme avec la prolifération cellulaire dans les cancers (Cisowski et al., 2016; 

Romeo et al., 2013). 

Ces principales caractéristiques font que les voies de signalisation sont retrouvées dans la 

majorité des types cellulaires (Wortzel and Seger, 2011) dont elles assurent l’intégrité. Ces voies 

sont communes à de nombreux organismes et les protéines qui les composent sont pour la plupart, 

extrêmement conservées entre espèces (Black et al., 2019). Leurs perturbations par des altérations 

génétiques ont de ce fait souvent des conséquences importantes sur les organismes, en particulier 

lorsqu’elles affectent la prolifération ou la différentiation cellulaire (Barbosa et al., 2021). Les 

cellules reçoivent des informations provenant des cellules avoisinantes grâce à des récepteurs 

localisés dans la membrane plasmique.  

Les récepteurs membranaires sont organisés en trois grandes classes selon leur organisation 

et leurs fonctions : les canaux ioniques, les récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) et les 

récepteurs associés à une activité enzymatique. Cette dernière classe regroupe l’ensemble des 

récepteurs transmembranaires possédant une activité enzymatique qui est stimulée par la liaison 

d’un ligand, tels que les récepteurs tyrosine-kinase (Receptor-Tyrosine Kinase; RTK). (Yeagle, 

2016) 
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1.1.2 La signalisation par les RTK 
La liaison du ligand sur la région extracellulaire des RTK entraîne un changement 

conformationnel de celui-ci, sa dimérisation, et la stimulation de son activité tyrosine kinase qui se 

situe dans sa région intracellulaire (Lemmon and Schlessinger, 2010). Il existe une vingtaine de 

classes de RTK groupés selon la nature de leurs ligands (hormones, facteurs de croissances ou 

cytokines) (Bergeron et al., 2015). Les récepteurs de cette famille s’activent par 

autophosphorylation croisée de leurs résidus tyrosines. La phosphorylation déplace une séquence 

autoinhibitrice au niveau de la face cytoplasmique et libère le site actif qui peut s’associer aux 

protéines cibles (Schlessinger et al., 2014).  

L’une des sous-familles de récepteurs RTK les mieux caractérisés est celle des récepteurs de 

l’EGF (ou EGFR, Epidermal Growth Factor Receptor) qui sont impliqués dans la croissance des 

cellules épithéliales (Yarden and Sliwkowski, 2001). Cette famille comprend 4 membres (ErbB-1 

à -4). ErbB-1 (ou EGFR) active au moins 4 voies majeures de signalisation dont la voie EGFR 

(Cohen et al., 1965); ErbB-2 est un oncogène qui joue un rôle dans de nombreux types de tumeurs 

(Olayioye et al., 2000); ErbB-3 et ErbB-4 sont les récepteurs des neurégulines notamment 

impliquées dans le développement du système nerveux central (Ieguchi et al., 2010; Plowman et 

al., 1993). La stimulation de la voie EGFR favorise notamment la motilité et l’adhésion cellulaires, 

qui sont des propriétés participant à la physiopathologie des métastases des cancers (Engebraaten 

et al., 1993; Wells, 1999). L’activation de ces récepteurs faisant suite à la fixation de l’EGF, induit 

la fixation de GRB2 (Growth factor Receptor-Bound protein 2). GRB2 est une protéine adaptatrice 

sans activité catalytique dont le domaine SH2 (de Src Homology 2) reconnaît les résidus tyrosines 

phosphorylés de différents types de récepteurs dont l’EGFR. GRB2 sert ici de plateforme pouvant 

recruter d’autres protéines via ses domaines SH3, qui s’associent à des séquences riches en prolines 

présentes dans de nombreuses enzymes (Lowenstein et al., 1992). L’une d’entre elles, la protéine 

SOS1 (de Son-of-Sevenless 1) de type GEF (Guanine-nucleotide Exchange Factor) interagit avec 

les protéines RAS (de Rat Sarcoma) et favorisent ainsi leur activation (Chardin et al., 1993) 

(Figure 2, p. 36). 
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1.2 La cascade RAS-ERK 
La voie RAS-ERK (ERK : Extracellular signal-Regulated Kinase) ou RAS-MAPK (MAPK : 

Mitogen Activated-Protein Kinase) est capable d’être activée par des « mitogènes », c’est-à-dire 

des éléments qui activent la mitose (Pearson et al., 2001). Elle contrôle principalement la 

prolifération et la différentiation cellulaires (Lavoie et al., 2020; Robinson and Pitcher, 2013) et 

peut être stimulée par des hormones (insuline) ou des facteurs de croissance tels que l’EGF et le 

PDGF, (Morrison et al., 1989) ou des ligands agonistes de certains RCPGs. La voie RAS-ERK est 

extrêmement conservée chez les eucaryotes; des plantes à l’homme (Black et al., 2019; Mulner-

Lorillon et al., 2017; Widmann et al., 1999). Il s’agit de la première voie MAPK canonique qui a 

été identifiée chez les mammifères en réponse à la stimulation par des facteurs de croissance 

(Rubinfeld and Seger, 2005) et son implication dans la survenue de tumeurs a rapidement été 

établie (Hoshino et al., 1999). Pour être activées, toutes les protéines de type MAPK doivent être 

doublement phosphorylés sur une thréonine et une tyrosine (Matsuda et al., 1993). Il existe 7 

MAPK avec leurs cascades, les « classiques » : ERK/MAPK, cJun, p38 et les « atypiques » 

ERK3/4, ERK7 et NLK (Mathien et al., 2021). Ces voies de signalisation « classiques » ont la 

caractéristique principale de posséder un module constitué de trois kinases archétypes que 

sont MAPKKK (MAPK Kinase Kinase), MAPKK (MAPK Kinase) et MAPK, correspondant à leur 

activation séquentielle par des phosphorylations successives (Figure 2).  

Dans le cas de la voie RAS-ERK, ces kinases sont RAF (Rapid Accelerated Fibrosarcoma), 

MEK (MAPK/ERK Kinase) et ERK (Kolch, 2000). Leur activation dépend notamment de la 

stimulation en amont des GTPases RAS. Par la grande diversité de leurs effecteurs (Rodriguez-

Viciana et al., 2004), les protéines RAS contrôlent un grand nombre de cascades de signalisation 

impliquées dans la migration, la survie, la croissance ou encore la morphologie cellulaire. La forme 

activée de RAS permet l’entrée en phase S de la mitose (Stacey and Kung, 1984). L’activation de 

la cascade de signalisation dépend avant tout de l’agrégation (« nanoclustering ») de molécules de 

RAS au niveau de la membrane plasmique conduisant à la stimulation de la voie RAS-ERK (Tian 

et al., 2007).  

Le génome humain comprend 3 gènes RAS (HRAS, KRAS, NRAS) encodant 4 isoformes 

protéiques HRAS, NRAS, KRAS4A et KRAS4B (Harvey et al., 1964; Kirsten and Mayer, 1967). 

L’expression et la fonction des isoformes de RAS sont variables selon les tissus et le stade du 
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développement. Le plus abondant est l’isoforme KRAS4B, présent dans la plupart des tissus et tout 

au long du développement (Castellano and Santos, 2011; Newlaczyl et al., 2017). Des défauts 

d’expression des protéines RAS sont associés à un grand nombre de maladies (Simanshu et al., 

2017) soulignant le rôle central de RAS dans l’homéostasie cellulaire. Les RAS sont des GTPases 

(des enzymes hydrolysant le Guanosine TriPhosphate ou GTP) fonctionnant comme des 

interrupteurs moléculaires de la voie RAS-ERK. Elles possèdent un cycle d’activation/inactivation 

faisant passer l’enzyme d’un état « OFF » inactif à un état « ON » activé. L’état inactif est 

caractérisé par la liaison de RAS au nucléotide GDP (Guanosine DiPhosphate) dans le site 

catalytique. L’échange de GDP en GTP au niveau du site catalytique va permettre à RAS d’être 

activée (Bourne et al., 1991).  

Ces permutations de nucléotides sont facilitées par des protéines GEFs (Guanine-nucleotide 

Exchange Factor) telles que SOS1 qui accélère l’échange GDP en GTP, et des protéines GAPs 

(GTPase-Activating Proteins) telles que NF1 (NeuroFibromin 1) qui augmente l’hydrolyse du 

GTP (Xu et al., 1990). D’un point de vue fonctionnel, les GEFs favorisent l’activation des RAS 

tandis que les GAP induisent sa désactivation (Adari et al., 1988). Dans leurs formes liées au GTP, 

les protéines RAS adoptent une conformation qui expose une région particulière leur permettant 

de s’associer au RBD (Ras-Binding Domain), le domaine de liaison à RAS, présent chez les 

partenaires d’interactions de RAS (Rajalingam et al., 2007). RAS s’associe également à d’autres 

domaines tels que le domaine RA (Ras Association) ou à d’autres éléments structuraux trouvé au 

sein du complexe SHOC2/PP1C (McCormick et al., 2021). 

Les protéines RAS sont, de ce fait, des carrefours signalétiques pouvant activer une douzaine 

de voies de signalisation différentes, dont les voies PI3K/AKT (Phosphoinositide 3-Kinase) 

RalGDS (Ral Guanine Nucleotide Dissociation Stimulator), Rac/PAK (p21-Activated Kinase) ou 

encore RAP1 (Ras-related Protein 1) (pour revue : Kiel et al., 2021). Les effecteurs les mieux 

caractérisés des protéines RAS sont les kinases RAF (Chuang et al., 1994). Les kinases RAF 

possèdent en effet un domaine RBD leur permettant de s’associer aux protéines RAS (Kolch et al., 

1991). Les GTPases RAS sont ancrées à la membrane plasmique grâce à la prenylation de leur 

extrémité C-terminale (Ahearn et al., 2012). L’interaction RAS/RAF permet ainsi l’ancrage 

membranaire des kinases RAF et entraîne leur activation. 
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1.2.1 Le module RAF-MEK-ERK 
Lors de leur découverte, les trois kinases RAF (ARAF, BRAF et CRAF) ont été 

historiquement décrites comme étant les protéines effectrices des GTPases RAS (Vojtek et al., 

1993) et comme pouvant phosphoryler MEK (Alessi et al., 1994). Lorsqu’elles sont actives, les 

kinases RAF s’associent aux protéines MEK, leurs substrats exclusifs comprenant les deux 

isoformes MEK1 et MEK2 qui partagent 80 % d’homologie (Aelst et al., 1993; Denouel-Galy et 

al., 1998). RAF active les protéines MEK par phosphorylation de leur segment d’activation ce qui 

stimule leur activité catalytique (Kyriakis et al., 1992; Zheng and Guan, 1994).  

Les protéines RAF sont des sérine/thréonine kinases (Moelling et al., 1984) qui 

phosphorylent donc leurs substrats sur des résidus sérine et/ou thréonine (Ser-218 et Ser-222 dans 

MEK1; Ser-222 et Ser-226 dans MEK2) (Kolch et al., 2000). Les kinases MEK activées sont des 

kinases dites à double spécificité, car elles sont capables de phosphoryler à la fois des résidus 

sérine/thréonine et des résidus tyrosine (Dhanasekaran and Reddy, 1998). Les substrats des kinases 

MEK sont les kinases ERK1 et ERK2 qui partagent 83 % d’homologie et sont interchangeables 

pour la plupart des fonctions biologiques qui leurs sont associées (Buscà et al., 2016). ERK1 et 

ERK2 sont activées par phosphorylation double de leur résidus thréonine et tyrosine dans leur 

segment d’activation (Dephoure et al., 2008; Sacco et al., 2009). Leur phosphorylation a lieu en 

réponse directe à une stimulation par les facteurs de croissance (Boulton et al., 1991; Canagarajah 

et al., 1997; Crews and Erikson, 1992). Par ailleurs, les phosphorylations additionnelles des résidus 

serines favorisent notamment l’interaction des kinases ERK avec l’importin-7 et leur translocation 

au noyau, leur permettant de réguler la transcription de gènes cibles tels que c-Fos et c-Myc 

(Chuderland et al., 2008).  
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Figure 2 – La voie de signalisation RAS-ERK. 

L’activation de la voie de signalisation RAS-ERK est initiée par la fixation du ligand EGF sur un récepteur 
de type RTK. L’activation et l’autophosphorylation du récepteur permettent l’association de la protéine 
adaptatrice GRB2, favorisant l’activation de la petite GTPase RAS via son association à SOS1. Par la suite, 
l’activation en cascade des kinases RAF, MEK et ERK aboutit à la modulation de gènes spécifiques qui 
contrôlent l’activation des processus cellulaires associés. EGF: Epidermal Growth Factor, 
RTK : Receptor-Tyrosine Kinase, GRB2 : Growth factor Receptor-Bound protein 2, SOS1 : Son-of-
Sevenless 1, RAS : Rat Sarcoma, RAF : Rapid Accelerated Fibrosarcoma, MEK : MAPK/ERK Kinase, 
ERK : Extracellular signal-Regulated Kinase, MAPK : Mitogen Activated-Protein Kinase, MAPKK : MAPK 
Kinase, MAPKKK : MAPK Kinase Kinase 

  



 37 

1.2.2 Les protéines régulatrices de la voie  
Le module RAF-MEK-ERK est l’unité minimale de la voie RAS-ERK. La durée de son 

activation, l’intensité du signal et ses effets biologiques dépendent également de l’interaction de 

ses composants avec des partenaires d’interaction qui concentrent et isolent le signal.  

 

 Les protéines KSR font partie intégrante de la famille des protéines RAF et ont été précocement 

associées à la régulation de la voie RAS-ERK. Elles y ont notamment un double rôle : elles 

fonctionnent comme des protéines d'échafaudage pour colocaliser les kinases du module RAF-

MEK-ERK et modulent l’activation des kinases RAF par allostérie (voir infra : section 1.3.2).  

 
 Les protéines chaperonnes 14-3-3 régulent et interagissent avec de nombreuses enzymes et 

sont conservées chez tous les organismes eucaryotes (Aitken et al., 1992). Elles opèrent en 

dimère (ou en tandem) via un motif de reconnaissance caractéristique R-X-X-S-X-P (où R 

représente un résidu arginine, S une sérine, P une proline et X n’importe quel acide aminé) 

qui est régulé par phosphorylations (Morrison et al., 2009). Dans la voie RAS-ERK, un 

tandem de protéines 14-3-3 se fixe aux protéines RAF par l’intermédiaire de ce motif de 

liaison. L’effet fonctionnel des 14-3-3 est complexe, à la fois inhibiteur, par le maintien de 

RAF dans un état inactivé, et pro-activateur en stabilisant leur forme dimérique activée (Fantl 

et al., 1994; Freed et al., 1994; Irie et al., 1994).  

 

D’autres partenaires d’interaction permettent de circonscrire le module dans des 

compartiments subcellulaires bien spécifiques. Ainsi, les RTK activés et les protéines KSR 

localisées à proximité des récepteurs participent à l’activation de la voie RAS-ERK au niveau de 

la membrane plasmique. Son activation au niveau de l’appareil de Golgi se produit en réponse à la 

stimulation de la PLCγ (PhosphoLipase C gamma) par l’intermédiaire des seconds messagers IP3 

(Inositol trisphosphate) et DAG (Diacylglyécrol) produits par PLCγ, et par le recrutement de la 

protéine d’échafaudage SEF (Similar Expression to FGF genes) (Dhanasekaran et al., 2007). La 

stimulation cytoplasmique de la voie RAS-ERK par les RCPG implique la production d’AMP 

(Adénosine monophosphate) cyclique, activateur de la PKA (Protein Kinase A), en présence de la 

protéine d’échafaudage MORG1 (MAPK organizer 1). En plus de s’associer aux protéines G 

hétérotrimériques, les RCPG s’associent également aux β-arrestines leur permettant de stimuler 
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diverses voies de signalisation telle que la voie RAS/ERK (DeWire et al. 2007). Les complexes 

RCPG- β-arrestines interagissent ainsi avec la kinase CRAF permettant l’activation de la voie 

(Luttrell et al. 2001). Enfin, les RTK peuvent également être activés au niveau des endosomes où 

le module RAF-MEK-ERK est stabilisé par la protéine MP1 (MEK partner 1) (Casar and Crespo, 

2016). 

Certains partenaires protéiques semblent avoir une fonction plus sélective pour certaines 

isoformes de RAF. La protéine HSP90 (Heat-Shock Protein 90) est recrutée par sa co-chaperone 

CDC37 (de Cell Division Cycle 37). Elle favorise le repliement adéquat de la kinase BRAF lors de 

sa synthèse et permet de stabiliser les complexes de signalisation et l’activité kinasique optimale 

de BRAF (Stancato et al., 1993; Wan et al., 2004). Cette propriété fait que les protéines HSP90 ont 

été seléctionnées comme des cibles moléculaires dans le cadre de stratégies thérapeutiques 

développées pour contrer les phénomènes de résistance aux inhibiteurs de BRAF (Paraiso et al., 

2012; Sanchez et al., 2021).  

La fonction de certains partenaires protéiques a pu être identifiée par leur rôle dans la 

tumorigénèse RAS ou RAF dépendante : par exemple, la protéine d’échafaudage IQGAP1 (IQ 

motif-containing ras GTPase-Activating-like Protein) facilite la co-localisation de certaines 

kinases telles que la kinase ERK avec ses effecteurs et de ce fait facilite l’activation de la voie de 

signalisation (Jameson et al., 2013). De nombreux autres partenaires protéiques des protéines RAF 

ont également été identifiés dans des contextes expérimentaux particuliers (Zhang et al., 2019).  

1.2.3 Activation des gènes cibles et modulation des fonctions cellulaires  
La kinase ERK impacte directement la croissance, la prolifération, la différentiation et la 

survie en modulant de nombreux substrats qui affectent l’activité enzymatique, les partenaires 

d’interaction, la localisation cellulaire ou la stabilité de leurs cibles (Lavoie et al., 2020). Par 

exemple, la translocation nucléaire de ERK suite à sa phosphorylation, lui permet notamment 

d’activer la famille des facteurs de transcription TCF (de T-Cell Factor). Cette activation induit 

l’expression de gènes de réponse précoce (appelés Immediate Early Gene ou IEG) tels que les 

gènes c-Fos, c-Jun et c-Myc (Minden et al., 1994) qui, à leur tour, stimulent l’expression des gènes 

de réponse tardive. Plusieurs des protéines issues de l’expression de ces IEG ont des sites d’ancrage 

à la kinase ERK leur permettant de focaliser son activité kinase et, en conséquence, de favoriser la 

transcription prolongée de ces gènes (Murphy et al., 2004). La kinase ERK a plusieurs centaines 
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de substrats différents (Ünal et al., 2017) et cette diversité explique en partie comment la voie RAS-

ERK, par la modulation de sa cinétique et de son amplitude, peut influencer des processus 

cellulaires aussi nombreux que variés (Marshall et al., 1995). Les rôles variés des facteurs de 

transcription contrôlés par ERK sur le métabolisme cellulaire et leur lien direct avec l’activation 

de la voie RAS-ERK font de ces facteurs de parfaits oncogènes potentiels dont c-myc en est le 

parfait exemple (Dhillon et al., 2007; Morrish et al., 2008). 

1.2.4 Les cancers causés par une suractivation de la voie RAS-ERK 
La voie RAS-ERK est une des voies principales de l’oncogenèse et est associée à plus de 

50 % de tous les cancers humains (Davies et al., 2002). Il existe différents types de perturbations 

génétiques responsables de la survenue de cancers liés à la voie RAS-ERK, mais la majorité sont 

des mutations activatrices qui désolidarisent la voie de son système d’interrupteur « ON/OFF ». 

Chaque cancer est généralement associé à l’activation oncogénique d’un seul acteur de la voie de 

signalisation car la co-activation simultanée de plusieurs oncogènes aurait pour conséquence la 

sénescence accélérée des cellules. Les oncogènes de la voie RAS-ERK sont de ce fait mutuellement 

exclusifs (Jaroslaw Cisowski and Bergo, 2016).  

Du fait de leurs rôles prépondérants dans la prolifération et la survie cellulaire, ainsi que dans 

la résistance aux inhibiteurs, les gènes RAS sont les plus communément mutés (Fernandez-Medarde 

and Santos, 2011). Ces mutations représentent plus de 30 % de l’ensemble des cancers. La protéine 

KRAS est la plus fréquemment atteinte et est souvent porteuse d’une mutation activatrice. 

(Santarpia et al., 2012). À elle seule, KRAS est par exemple mutée dans 90 % des cancers du 

pancréas, 50 % des cancers colorectaux, 22 % des cancers du poumon de type adénocarcinome et 

5 % des carcinomes urothélial de la vessie (Mukhopadhyay et al., 2021). Les mutations qui 

l’affectent inhibent généralement son activité GTPase intrinsèque ou bloque l’action des GAP, la 

rendant activée en permanence. Par exemple, les codons 12, 13 ou 61 des protéines RAS sont les 

plus fréquemment mutées, les allèles G12D, G12V ou Q61L étant retrouvés dans de nombreux 

cancers (McCormick et al., 2021). Dans des conditions non mutées, l’activité GTPasique des 

protéines RAS est stimulée par des protéines GAP telles que la protéine NF1 qui joue ainsi le rôle 

de suppresseur de tumeur. Lorsque NF1 est mutée et rendue non fonctionnelle, elle est responsable 

de la neurofibromatose et prédispose à la survenue de cancers (Ratner and Miller, 2015). Il est 
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important de noter qu’aucune mutation ou protéine fusionnée en lien direct avec les cancers n’a 

encore été détectée pour les protéines KSR (Tate et al., 2019). 

L’incidence des altérations génétiques de la voie RAS-ERK diminue à mesure que l’on 

progresse en aval dans la cascade de signalisation. Ainsi, les mutations des gènes RAS représentent 

30 % de toutes les tumeurs, celles de BRAF 7 %, celles de MEK moins de 1 %, les mutations des 

gènes ERK étant exceptionnelles. Plus le composant qui stimule la voie se situe en amont de la 

voie, plus il est susceptible d’être contrebalancé par un système de rétrocontrôle négatif situé en 

aval. Ainsi, les perturbations en aval de la voie RAS-ERK, n’ayant pas ou peu de rétrocontrôles 

négatifs, ont des effets davantage prononcés et délétères. Ces mutations sont par conséquent plus 

rares puisqu’elles provoquent un désavantage évolutif lors de leur survenue (Yaeger and Corcoran, 

2019). 

1.3 La famille des protéines RAF 

1.3.1 Les kinases RAF  

1.3.1.1 Découverte et évolution 

La première protéine découverte de la famille des protéines RAF est la kinase RAF-1 

(renommée CRAF), les deux autres isoformes BRAF et ARAF ayant été caractérisées plus 

tardivement (Roskoski et al., 2010). Bien que tout au long de ce manuscrit le terme « d’isoforme » 

soit utilisé, elles sont en fait encodées par trois gènes distincts : ARAF, BRAF et CRAF. La 

caractérisation de ces protéines a débuté lors de l’étude d’un rétrovirus oncogénique provoquant la 

transformation des fibroblastes de rat en cellules cancéreuses. Le gène responsable de ce phénotype 

a alors été baptisé « Virus-induced Rapidly Accelerated Fibrosarcoma » ou encore v-raf. Une 

analyse génomique a permis l’identification d’un gène homologue chez les souris qui a été nommé 

« C-raf » pour « Cellular-raf » pour le distinguer de son homologue transmis par voie virale 

(Kozak et al., 1984; Rapp et al., 1983). Des orthologues de CRAF ont été identifiés par la suite 

chez Drosophila melanogaster (D-Raf) et Caenorhabditis elegans (lin-45), ainsi que deux 

paralogues additionnels chez les mammifères – ARAF et BRAF – (Beck et al., 1987; Huleihel et 

al., 1986; Ikawa et al., 1988). Pour certains auteurs, BRAF est plus proche des orthologues D-Raf 

et lin-45 que des gènes ARAF et CRAF, ce qui suggère une origine commune entre BRAF et ses 
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paralogues ; CRAF et ARAF étant issus d’évènements de duplication génique (Matallanas et al., 

2011). À la différence des kinases MEK ou ERK dont les isoformes sont relativement proches 

(> 70 %), les trois isoformes de RAF ne partagent que 39 % d’homologie (Baljuls et al., 2009). 

1.3.1.2 Rôles des kinases RAF dans le développement et spécificité des isoformes 

La voie RAS-ERK comprend plusieurs isoformes d’enzymes, ce qui confère à la cascade de 

signalisation une très grande plasticité. Cependant, chaque isoforme peut détenir un rôle 

physiologique bien spécifique selon le contexte cellulaire (Braicu et al., 2019). Bien que les trois 

isoformes de RAF aient toutes la capacité d’activer MEK1/2 par phosphorylation, des études 

comparatives ont mis en évidence que BRAF est l’activateur le plus fort de la voie RAS-ERK alors 

qu’ARAF est le plus faible (Wellbrock et al., 2004). Ce phénomène s’explique par le fait que BRAF 

a une plus grande activité catalytique, mais aussi par l’implication de mécanismes d’activation et 

de régulation différents (Desideri et al., 2015; O’Neill and Kolch, 2004). Pour être actives, les 

kinases RAF doivent dimériser en homo- ou en hétérodimère, l’hétérodimère BRAF/CRAF étant 

la paire la plus efficace pour l’activation des protéines MEK1/2. La dimérisation dépend de 

l’activation des GTPases RAS lors de l’association RAS/RAF et de l’ancrage des kinases RAF à 

la membrane plasmique (Garnett et al., 2005; J. Hu et al., 2013; Rushworth et al., 2006). La 

dimérisation s’effectue au niveau de leur domaine kinase et est essentielle à leur activation (Farrar 

et al., 1996; Weber et al., 2001).  

La suppression simultanée des trois gènes RAF étant délétère pour le développement, des 

études d’invalidation génique séquentielle chez la souris ont permis de hiérarchiser 

fonctionnellement les isoformes les unes par rapport aux autres (Blasco et al., 2011). La double 

délétion BRAF -/- provoque la mort in utero des embryons par un déficit de croissance et une 

atteinte neuronale sévère. Ces phénotypes sont corrélés à un faible taux d’activation MEK/ERK 

dans les tissus embryonnaires impactés. Les embryons CRAF -/- meurent par apoptose hépatique, 

atrophie placentaire et faible développement du système hématopoïétique sans pour autant que les 

niveaux d’activation de MEK ne diminuent (Galabova-Kovacs et al., 2006; Mikula et al., 2001; 

Wojnowski et al., 2000). Ces effets proviennent de la combinaison de plusieurs des fonctions de 

l’isoforme CRAF. La kinase CRAF s’associe spécifiquement à la kinase ROKα (Rho-associated 

Kinase α) et régule son activité. Elle s’oppose en outre aux effets pro-apoptotiques de la kinase 

ASK1 (Apoptosis Signal-regulating Kinase 1) (Yamaguchi et al., 2004) Finalement, CRAF inhibe 
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la voie Hippo en se liant à MST2 (Mammalian STE20-like protein kinase 2) (Nguyen et al., 2015). 

Les souris ARAF -/- naissent à terme mais succombent après 3 semaines de vie en raison d’atteintes 

neurologiques et intestinales (Pritchard et al., 1996). Il n’y a donc pas de phénomène de 

compensation dans les modèles murins d’invalidation de RAF.  

D’autres modèles d’invalidation génique ont également mis en lumière les interventions 

successives mais bien distinctes des kinases RAF dans le développement de cellules de l’épiderme 

et des nevi en lien avec les mélanomes (Valluet et al., 2012). Dans le contexte des cancers liés à 

des mutations de KRAS ou de TP53 (Tumor Protein 53), seule l’ablation de CRAF provoque la 

régression de certaines tumeurs (Blasco et al., 2019; Sanclemente et al., 2018). L’expression 

tissulaire est également responsable des variabilités fonctionnelles entre les isoformes. BRAF est 

par exemple, la seule des protéines RAF qui possède des produits issus de l’épissage alternatif à 

activité catalytique variable. Certains de ces produits peuvent ainsi être dans un état suractivé 

(Barnier et al., 1995) d’autres, au contraire, se stabilisent dans leur état auto-inhibé, restreignant 

l’activité catalytique (Hmitou et al., 2007).  

Les isoformes RAF ont des fonctions distinctes au cours du développement, malgré leur 

capacité conservée d’être activatrices de MEK. Des différences entre isoformes s’observent 

également dans leurs modes de régulation. Bien que pouvant être activée par BRAF, ARAF ne peut 

pas se substituer à CRAF pour atteindre un niveau comparable d’activation des protéines MEK. 

Les dimères de ARAF sont moins actifs que les dimères BRAF/CRAF (Freeman et al. 2013). La 

fonction d’ARAF se rapproche de celle d’une protéine d’échafaudage puisque ARAF participe à 

la stabilisation de l’hétérodimère BRAF/CRAF par un processus encore inconnu (Rebocho and 

Marais, 2013). Les isoformes ARAF et CRAF sont fortement stimulés par l’activation oncogénique 

de SRC contrairement à BRAF qui est plus fortement stimulée par des mutations activatrices au 

niveau de RAS (Marais et al., 1997). Ce phénomène s’explique par le fait que les isoformes ARAF 

et CRAF ont un potentiel d’activation plus bas que BRAF et requièrent des phosphorylations 

additionnelles pour être pleinement actives (Baljuls et al., 2008). Dans un contexte pathologique, 

en particulier dans les cancers, ces caractéristiques spécifiques des isoformes, en lien ou non avec 

leur activité catalytique expliquent la grande hétérogénéité des effets causés par des altérations 

géniques associées à RAF et la prédominance de certaines mutations.  
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1.3.1.3 La boucle de rétrocontrôle négatif  

Plusieurs niveaux de rétrocontrôle négatif se mettent en place pour limiter la durée de la 

stimulation de la voie RAS-ERK (Mathien et al., 2021). L’inactivation de la voie RAS-ERK 

s’opère, par exemple, par la déphosphorylation de ses composantes. Lors de la stimulation de la 

voie RAS-ERK, l’activation de la kinase MEK entraîne la phosphorylation de la kinase ERK. Les 

protéines RAF deviennent alors des substrats de la kinase ERK activée. En s’associant aux 

protéines RAF, ERK activée phosphoryle des résidus sérine/thréonine spécifiques ce qui perturbe 

la formation des dimères de RAF et les dissocie de la membrane plasmique (McKay et al., 2009). 

Par exemple, l’hyper-phosphorylation de CRAF par ERK dissocie le dimère CRAF/BRAF et 

inhibe son activité (Dougherty et al., 2005). Les phosphorylations inhibitrices de BRAF par ERK 

influencent également la demi-vie de BRAF (Eisenhardt et al., 2016; Hernandez et al., 2016). La 

forme active de la kinase ERK phosphoryle et inhibe de nombreux composants en amont dans la 

voie RAS-ERK, tels que les EGFRs (Avraham and Yarden, 2011), le facteur d’échange SOS1 (ce 

qui diminue l’activité des protéines RAS (Chen et al., 1996) ou encore la kinase MEK1 (Eblen et 

al., 2004).  

L’ensemble de ces évènements de régulation négative dépendant de l’activation de ERK 

contribue à l’atténuation du signal RAS-ERK (Shin et al., 2009). La boucle de rétrocontrôle négatif 

met un terme à la signalisation « verticale » déclenchée à la suite de la stimulation des récepteurs 

membranaires. Il existe par ailleurs une signalisation dite « horizontale » où certaines protéines de 

la voie RAS-ERK fonctionnent comme des pôles d’échanges (des « hubs »), impactant ainsi 

différents processus cellulaires simultanément. Les phosphatases telles que les DUSP (Dual-

Specificity Phosphatase) et PP2A (Phosphatase 2A) exercent un contrôle négatif de la voie 

RAS/ERK notamment au niveau de la kinase ERK (Kidger and Keyse, 2016). Le complexe 

SHOC2/MRAS/PP1C a quant à lui un rôle activateur, en favorisant la déphosphorylation de la 

phospho-sérine inhibitrice située dans la région N-terminale des protéines RAF (Kwon et al., 2022). 

1.3.1.4 Rôles indépendants de la voie RAS-ERK 

Il existe de nombreux évènements d’activations croisées (ou « cross-talks ») entre la voie 

RAS-ERK et d’autres voies de signalisation. Par exemple, la voie mTOR régule la voie RAS-ERK 

à différents niveaux dans la cascade (Mendoza et al., 2011; Saxton and Sabatini, 2017), tout en 

étant elle-même contrôlée par la signalisation RAS-ERK. Cette régulation s’exerce notamment par 
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les protéines ERK (Carriere et al., 2011) mais également par l’intermédiaire des protéines 14-3-3 

qui sont communes à ces deux voies de signalisation (Gwinn et al., 2008).  

Les kinases RAF se distinguent les unes des autres par des propriétés spécifiques, notamment 

dans le contexte des activations croisées (Desideri et al., 2015). Ainsi CRAF et ARAF peuvent 

contrôler la mort cellulaire programmée en interagissant avec des membres de la famille de 

protéines Bcl-2, protéines régulatrices de l’apoptose qui peuvent relocaliser CRAF à la membrane 

mitochondriale (Salomoni et al., 1998; Wang et al., 1996). Par ailleurs, en inhibant l’activation des 

caspases, BRAF possède également une activité anti-apoptotique (Erhardt et al., 1999). Des rôles 

indépendants de la voie ont également été établis entre la signalisation Rho et Hippo (Matallanas 

et al., 2011) et avec l’activation des RCPG (Bourquard et al., 2015; Zang et al., 2021). Bien 

qu’indirectement associé au processus de cancérisation, ces liens peuvent être responsables d’effets 

secondaires indésirables « off-target » lors de l’utilisation d’inhibiteurs de RAF, via par exemple 

l’association de la protéine d’échafaudage β-arrestin à différents composants de la voie RAS-ERK 

(Bagnato and Rosanò, 2019; Qu et al., 2021) 

1.3.2 Les protéines KSR 

1.3.2.1 Découverte des protéines KSR en lien avec la voie RAS-ERK 

La famille des protéines RAF se compose des kinases RAF et comporte également les 

pseudokinases KSR 1/2 (Wellbrock et al., 2004). Les deux isoformes KSR1 et KSR2 (« Kinase 

Suppressor of Ras ») tirent leur appellation de leur découverte dans des cribles génétiques. Ces 

cribles, de type « perte de fonction », ont été motivés par l’identification de partenaires 

d’interactions essentiels à la signalisation RAS-ERK chez des organismes modèles tels que 

C. elegans (Kornfeld et al., 1995; Sundaram and Han, 1995). D’un point de vue fonctionnel, la 

perte de la protéine KSR « supprime » la signalisation RAS et chez la drosophile, la délétion de 

l’unique isoforme de KSR est létale (Therrien et al., 1995). Les isoformes de KSR chez C. elegans 

peuvent se compenser par leurs rôles redondants dans la régulation de la voie RAS-ERK (Ohmachi 

et al., 2002). Chez la souris, la déplétion génique KSR1 -/- n’a aucun impact notoire sur le 

développement ou la survie. (Lozano et al., 2003). 

Les souris KSR1 -/- présentent cependant une atténuation de la signalisation ERK-

dépendante, suffisante pour bloquer l’activation des cellules T (Nguyen et al., 2002). Par son lien 
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avec la voie RAS-ERK, KSR1 induit également la stimulation des cytokines pro-inflammatoires et 

le stress cellulaire (Kortum et al., 2006). De nombreuses autres études ont rapporté le rôle de KSR1 

dans les cancers dépendants de l’activation de RAS (Clapéron and Therrien, 2007; Joneson et al., 

1998; Kortum et al., 2006). La protéine KSR1 est ainsi indispensable à la tumorigénèse dans un 

modèle murin porteur de la mutation activatrice de RAS (RASG12V) (Lozano et al., 2003). Le 

pouvoir transformant de cette forme oncogénique de RAS est atténué par la déplétion de KSR1 

dans des fibroblastes de souris mais n’inhibe pas le développement tumoral (Germino et al., 2018; 

Kortum and Lewis, 2004).  

1.3.2.2 Rôle des protéines KSR dans les cancers, indépendamment de la voie RAS-ERK 

KSR1 a aussi un impact direct sur l’homéostasie du glucose (Klutho et al., 2011) en régulant 

notamment le coactivateur transcriptionnel PGC-1 (de Peroxisome proliferator-activated receptor 

Gamma Coactivator 1). Cette protéine est spécifiquement exprimée dans le tissu adipeux brun, le 

foie et le pancréas, et contrôle les métabolismes énergétique et glucidique. Cette régulation de 

PGC-1 par KSR1 favorise la survie cellulaire dans des tumeurs de cancers du côlon (McCall et al., 

2016). Cette survie passe par la régulation de la kinase AMPK qui augmente les capacités 

métaboliques des cellules tumorales en leur permettant d’avoir un avantage sélectif dans des 

conditions de stress (Fisher et al., 2015). KSR1 promeut également la survie des cellules de cancer 

colorectal en induisant la traduction de certains ARN messagers (ARNm) spécifiques favorables à 

ces cellules (McCall et al., 2016). De façon similaire, KSR1 induit la traduction de l’ARNm du 

gène EPSTI1 qui participe à la transition épithélio-mésenchymateuse (TEM ou EMT en anglais), 

processus central des cellules métastatiques (Rao et al., 2021). À l’inverse, l’ubiquitination de 

KSR1 et sa dégradation dans des cellules gastriques cancéreuses inhibent la prolifération cellulaire 

et la progression tumorale in vivo (Zhao et al., 2021).  

La protéine KSR2 est quant à elle plus spécifiquement associée à des troubles homéostatiques 

dont celui du métabolisme du glucose. Les souris KSR2 -/- sont infertiles, deviennent obèses et 

développent un diabète ainsi que de l’hypertension (Costanzo-Garvey et al., 2009; Revelli et al., 

2011). Des mutations ou des troncations du domaine pseudo-kinase de KSR2 sont directement 

associées à des formes d’obésité et d’insulino-résistance. (Pearce et al., 2013). La régulation du 

glucose dans le cerveau est également dépendante des niveaux de KSR2 (Guo et al., 2016). Comme 
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pour KSR1, la transformation des cellules tumorales dépendrait également de KSR2 et ce via la 

signalisation par l’AMPK (Dougherty et al., 2009; Fernandez et al., 2012) 

1.3.2.3 Les protéines KSR font partie de la famille des protéines RAF 

Les protéines KSR jouent un rôle central dans la régulation de la voie RAS-ERK : elles 

favorisent la phosphorylation de MEK par les kinases RAF (Michaud et al., 1997), elles peuvent 

se lier aux protéines MEK (Denouel-Galy et al., 1998) et moduler leur localisation et leur activité 

(Stewart et al., 1999). Enfin, les protéines KSR comportent également un site de liaison à ERK qui 

dépend de la stimulation de RAS (Jacobs et al., 1999; Therrien et al., 1996). Les protéines KSR 

ont donc été considérées comme des protéines d’échafaudage permettant un contrôle spatio-

temporel de MEK, RAF et ERK en régulant leur localisation subcellaire (Nguyen et al., 2002; Roy 

et al., 2002). En effet, l’impact des protéines d’échafaudage sur la durée et l’intensité du signal est 

directement corrélé à leur concentration (Levchenko et al., 2000). Les protéines KSR impactent 

l’activité RAS-ERK de façon dose-dépendante. L’augmentation de l’expression de KSR1 stimule 

la prolifération cellulaire par son rôle dans de la voie RAS-ERK (Kortum and Lewis, 2004). La 

fonction des protéines KSR au sein des cellules de mammifères, est cependant plus complexe, en 

particulier via leur lien avec les kinases RAF. 

L’analyse génétique des protéines KSR a montré qu’elles possèdent une forte homologie de 

séquence avec les kinases RAF (Therrien et al., 1995), homologie confirmée par des études 

structurales du domaine kinase (Brennan et al., 2011). Elles possèdent notamment une interface de 

dimérisation leur permettant de dimériser en homodimères (KSR/KSR) ou en hétérodimères 

(KSR/RAF) avec les kinases RAF (Rajakulendran et al., 2009). En effet, la similitude structurale 

des domaines kinases des protéines KSR et des kinases RAF leur permet de s’associer (Freeman et 

al., 2013a; Rajakulendran et al., 2009).  

En conséquence, il existerait jusqu’à 15 dimères différents de protéines RAF formés 

d’homodimères ou d’hétérodimères de RAF et KSR. La formation in vitro de certains de ces 

dimères a effectivement été rapportée, tel que le dimère BRAF/CRAF qui a directement été associé 

à l’activation de MEK (Lavoie et al., 2013; Cope et al., 2018). D’autres, au contraire, n’ont jusqu’à 

ce jour jamais été détectés et leurs fonctions restent inconnues. La capacité des protéines RAF à 

former un nombre conséquent de dimères participerait à la grande plasticité de la voie RAS-ERK 

où les fonctionnalités propres à chacun des isoformes seraient à mettre en lien avec les variabilités 
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de leur séquence. D’un point de vue structural, les mécanismes favorisant la formation de dimères 

spécifiques restent cependant inconnus (Figure 3).  

 

 

Figure 3 – La diversité des dimères de RAF. 

La dimérisation des kinases RAF est essentielle à leur activité catalytique. Les trois kinases RAF (bleu) et 
les deux protéines KSR (rouge) possèdent une interface de dimérisation similaire au niveau de leur domaine 
kinase leur permettant de s’associer. En théorie, 15 dimères différents pourraient se former dans les cellules 
de mammifères. RTK : Receptor-Tyrosine Kinase, RAS : Rat Sarcoma, A/B/C/RAF : Rapid Accelerated 
Fibrosarcoma, KSR1/2 : Kinase Suppressor of Ras, MEK : MAPK/ERK Kinase, ERK : Extracellular signal-
Regulated Kinase.  
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1.4 Organisation structurale des protéines RAF et mode d’activation  

1.4.1 Les domaines des kinases RAF 
L’organisation des kinases RAF comprend 3 « régions conservées » (Conserved-Region ; 

CR). La portion N-terminale des protéines, appelée la N-Terminal Region (NTR), comporte la CR1 

qui se compose des domaines RBD (Ras Binding Protein) et du CRD (Cysteinee-Rich Domain) 

ainsi que la CR2 qui est une courte séquence comportant des sites clés de phosphorylation. La 

portion C-terminale des kinases est quant à elle constituée de la CR3 qui comprend le domaine 

kinase (Kinase Domain ; KD) siège de l’activité catalytique. Les kinases RAF comportent 

également plusieurs sites de phosphorylations qui se concentrent sur les sites d’ancrage des 

protéines 14-3-3, sur la boucle d’activation (BA) du KD et sur la NtA (N-terminal Acidic 

region également appelée la N-region) du KD (Figure 4).  

 

Figure 4 – Organisation structurale des kinases RAF. 

Les kinases A-, B- et CRAF possèdent un domaine kinase (KD) en C-terminal. La région NTR des 
kinases RAF se compose du Ras-Binding Domain (RBD), du Cysteine-Rich Domain (CRD) et d’une 
séquence riche en Sérine/Thréonine (S/T rich). BRAF est l’unique isoforme qui possède une extension N-
terminal comportant le BRAF-specific Sequence (BRS). Les protéines 14-3-3 se lient aux kinases RAF sur 
deux résidus phosphorylés : le premier en N-terminal (rouge) dans la séquence S/T est inhibiteur, le 
deuxième en C-terminal (vert) dans la région C3 est activateur. Un 3ème site de phosphorylation (rouge pâle) 
présent uniquement dans les isoformes BRAF et CRAF permet également la liaison des protéines 14-3-3.  
L’activation des kinases requiert également des phosphorylations activatrices dans la N-terminal Acidic 
region (NtA) et dans le site boucle d’activation (BA). La numérotation correspond aux positions des acides 
aminés phosphorylés dans chacune des isoformes des kinases RAF. 
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Les kinases A-, B- et CRAF possèdent un domaine kinase (KD) en C-terminal. La région 

NTR des kinases RAF se compose du Ras-Binding Domain (RBD), du Cysteine-Rich Domain 

(CRD) et d’une séquence riche en Sérine/Thréonine (S/T rich). BRAF est l’unique isoforme qui 

possède une extension N-terminal comportant le BRAF-specific Sequence (BRS). Les protéines 

14-3-3 se lient aux kinases RAF sur deux résidus phosphorylés : le premier en N-terminal (rouge) 

dans la séquence S/T est inhibiteur, le deuxième en C-terminal (vert) dans la région C3 est 

activateur. Un 3ème site de phosphorylation (rouge pâle) présent uniquement dans les isoformes 

BRAF et CRAF permet également la liaison des protéines 14-3-3. L’activation des kinases requiert 

également des phosphorylations activatrices dans la N-terminal Acidic region (NtA) et dans le site 

boucle d’activation (BA). La numérotation correspond aux positions des acides aminés 

phosphorylés dans chacune des isoformes des kinases RAF. 

Les kinases RAF adoptent deux états principaux lors de leur cycle d’activation : un état auto-

inhibé monomérique et un état dimérique activé (Dougherty et al., 2005; Ritt et al., 2010). Cette 

transition d’un état à un autre est le fait de plusieurs évènements simultanés lors de la stimulation 

de la voie RAS-ERK : 1) l’adressage de kinases RAF à la membrane plasmique via la NTR, 2) la 

liaison d’un tandem de protéines 14-3-3 et 3) la conformation du domaine kinase.  

1.4.1.1 La région N-terminale régulatrice (NTR) 

En l’absence de stimuli extracellulaires et de l’activation de RAS, la NTR est associée au KD 

réprimant ainsi l’activité catalytique des kinases par auto-inhibition (Chong and Guan, 2003). Lors 

de la stimulation de la voie RAS-ERK, le désengagement de la NTR du KD et son association à 

RAS ainsi qu’à la membrane plasmique, permettent aux kinases RAF d’adopter un état dimérique 

(Figure 5).  
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Figure 5 – Modèle d’activation des kinases RAF. 

Dans des cellules quiescentes, les kinases A-, B- et CRAF sont dans une conformation monomérique 
où le KD (turquoise) est inhibé par la région NTR qui comprend le RBD (gris) et le CRD (or). Cette 
conformation est stabilisée par la liaison d’un tandem de protéines 14-3-3 (bleu foncé) sur les sites N-
terminal (rouges) et C-terminal (vert). À la suite de l’activation de RAS, la région NTR se désengage du KD 
et ancre RAF à la membrane plasmique. Cette désinhibition libère l’interface de dimérisation des KD 
(cercle transparent) facilitant la formation de dimères. L’état dimérique est stabilisé par le tandem de 
protéines 14-3-3 qui se lie aux deux protomères de RAF via leur site C-terminal (vert) respectif. En 
parallèle, le KD subi des modifications conformationnelles favorisant son activation par phosphorylation 
de sa BA. 
KD : Domaine kinase, RBD : Ras-Binding Domain, CRD : Cysteine-Rich Domain, 14-3-3 : protéines 14-3-
3, MEK : MAPK/ERK Kinase, BA : Boucle d’Activation, NtA : N-terminal Acidic region, P : site de 
phosphorylation. 

 

Dans des cellules quiescentes, les kinases A-, B- et CRAF sont dans une conformation 

monomérique où le KD (turquoise) est inhibé par la région NTR qui comprend le RBD (gris) et le 

CRD (or). Cette conformation est stabilisée par la liaison d’un tandem de protéines 14-3-3 (bleu 

foncé) sur les sites N-terminal (rouges) et C-terminal (vert). À la suite de l’activation de RAS et à 
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la déphosphorylation de la phospho-sérine N-terminale permettant la dissociation d'un des deux 

protomères de 14-3-3, la région NTR se désengage du KD et ancre RAF à la membrane plasmique. 

Cette désinhibition libère l’interface de dimérisation des KD (cercle transparent) facilitant la 

formation de dimères. L’état dimérique est stabilisé par le tandem de protéines 14-3-3 qui se lie 

aux deux protomères de RAF via leur site C-terminal (vert) respectif. En parallèle, le KD subi des 

modifications conformationnelles favorisant son activation par phosphorylation de sa BA. 

La NTR est essentielle pour permettre la répression de l’activité catalytique puisque son 

absence dans des formes tronquées de RAF est associée à une activité oncogénique (Ikawa et al., 

1988; Stanton and Cooper, 1987). La surexpression de la NTR (domaines RBD et CRD 

uniquement) est suffisante pour complètement réprimer l’activité kinase de RAF (Chong et al., 

2001; Cutler et al., 1998). L’ancrage membranaire des kinases RAF est essentiel à leur l’activation 

(Leevers et al., 1994; Stokoe et al., 1994). Lors de la stimulation de la voie RAS-ERK, les kinases 

RAF sont ancrées à la membrane plasmique par 1) leur association aux protéines RAS (Morrison 

et al., 1988) et 2) l’interaction directe avec les phospholipides (Bondeva et al., 2002; Li et al., 2018; 

Luo et al., 1997).  

L’interface RAS/RBD est essentielle pour stabiliser les kinases RAF à la membrane 

plasmique et induire leur activation. La forme mutée RASQ61L reste ainsi liée au GTP de façon plus 

durable que la forme sauvage, via son interaction avec le domaine RBD de RAF, prolongeant ainsi 

l’activation de RAS (Buhrman et al., 2007; Fetics et al., 2015). C’est notamment par ce contact, 

que l’oligomérisation de RAS à la membrane plasmique (ou « nanoclustering ») facilite la 

dimérisation des kinases RAF. De façon réciproque, la dimérisation des kinases RAF favorise 

l’agrégation des protéines RAS. La coopérativité de ces évènements participe à l’amplification du 

signal RAS-ERK (Nan et al., 2015; Santos, 2014). L’association des kinases RAF aux protéines 

RAS s’effectue principalement par leur domaine RBD (Chuang et al., 1994) mais implique 

également le domaine CRD qui lui est juxtaposé (Drugan et al., 1996; Ghosh et al., 1994). 

Le CRD appartient à la famille des domaines C1 atypiques retrouvés dans plusieurs familles 

de protéines telles que les PKC (Colón-González and Kazanietz, 2006) et comporte un motif de 

liaison au zinc composé de résidus histidines et cystéines qui assurent le repliement global du 

domaine (Mott et al., 1996). La structure globulaire du CRD lui permet de s’associer directement 

aux protéines RAS (Brtva et al., 1995; Hu et al., 1995) mais également à la membrane plasmique 
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(Cookis and Mattos, 2020; Fang et al., 2020; Travers et al., 2020). Cette interaction implique 

spécifiquement les phosphatidyl-sérines (Ghosh et al., 1996) mais pas les phorbol-esters ni le 

diacylglycérol (Kazanietz et al., 1994). Cet ancrage direct aux lipides dépend également de la 

présence de radeaux lipidiques qui faciliteraient l’ancrage membranaire des kinases RAF (Ghosh 

et al., 1996, 2003; Improta-Brears et al., 1999). Il a par ailleurs été suggéré qu’une fraction de 

molécules de kinases RAF se trouverait dans un état « pré-associé » à la membrane plasmique, 

favorisé par la présence de cholestérol et des céramides, ce qui participerait à l’amplification du 

signal reçu par les RTK (Hekman et al., 2002). Le domaine CRD contribue à l’association des 

kinases RAF aux protéines RAS, à l’ancrage membranaire des kinases RAF et, par extension, à 

leur activation. Plusieurs auteurs ont également souligné l’importance du domaine CRD dans 

l’auto-inhibition des kinases RAF. Le domaine CRD est ainsi essentiel pour réprimer l’activité 

catalytique (Tran et al., 2005). Cette répression s’effectue par contact direct avec le domaine KD, 

masquant l’interface de dimérisation des kinases RAF (Figure 5). La liaison du domaine CRD aux 

protéines RAS favoriserait la dé-répression du KD et leur dimérisation. La perturbation du 

repliement du domaine CRD est donc suffisante pour lever l’inhibition de l’activité kinase de RAF 

(Cutler et al., 1998).  

Les isoformes des kinases RAF partagent plus de 96 % d’homologie de séquence au niveau 

de leur KD mais seulement 60 % pour leur NTR (Baljuls et al., 2009). Par exemple, bien que les 

domaines CRD des différentes isoformes possèdent des structures similaires, la nature de leurs 

acides aminés influencent directement leur interaction aux protéines de la famille des RAS 

GTPases (Okada et al., 1999). Plus encore, l’isoforme BRAF a également la particularité de 

posséder une extension N-terminale de la CR1 (Figure 4, p. 48) qui comporte un domaine unique 

à cette isoforme : le BRS pour « BRAF Specific domain » (Terai and Matsuda, 2006), et qui est 

également retrouvé chez la drosophile où il contribue à l’interaction de D-RAF avec RAS (Ding et 

al., 2010).  

De façon plus générale, le désengagement de la NTR du KD des kinases RAF assure leur 

transition d’un état monomérique à état dimérique. Cette transition s’accompagne également de 

déplacement des protéines 14-3-3 qui stabilisent les différents états par leurs liaisons à des sites 

spécifiques. 
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1.4.1.2 Les sites de liaison des protéines 14-3-3 

Des évènements de phosphorylation stabilisent les kinases RAF dans leur état monomérique 

ou dimérique. Ces modifications post-traductionnelles contrôlent notamment l’interaction des 

protéines RAF avec leurs partenaires (Wimmer and Baccarini, 2010). Avant toute dimérisation, les 

protéines d’échafaudage 14-3-3 maintiennent BRAF (et par analogie, ARAF et CRAF) dans sa 

forme auto-inhibée, où la NTR est associée au KD (Figure 5). Un tandem de protéines 14-3-3 

interagit avec chaque protéine RAF via deux sites de reconnaissance qui sont phosphorylés sur une 

sérine centrale (R-X-X-pS-X-P) (Michaud et al., 1995; Muslin et al., 1996). Le premier site, situé 

dans la CR2 (Ser-259 dans CRAF) (Rommel et al., 1996), est phosphorylé par la PKA (Protein 

Kinase A), la PKB (Protéine Kinase B aussi appelée AKT) ou la protéine LATS1 (Large Tumor 

Suppressor kinase 1) lorsque les kinases sont sous forme inactive dans des cellules quiescentes 

(Cook and McCormick, 1993; Romano et al., 2014; Zimmermann and Moelling, 1999). La 

déphosphorylation de ce site inhibiteur par les phosphatases PP2A (Protein Phosphatase 2A) ou 

PP1 (Protein Phosphatase 1) (Dhillon et al., 2002) est une des étapes de l’activation des RAF 

(Light et al., 2002). Le tandem de protéines 14-3-3 se désengage alors de ce premier site mais reste 

lié aux kinases RAF par son deuxième site de liaison localisé à l’extrémité C-terminale (Ser621) 

de la CR3. Cette dissociation partielle favorise l’ancrage de RAF à la membrane plasmique, où 

l’accumulation de RAS dans des radeaux lipidiques accompagne la dimérisation et l’activation des 

RAF (Santos et al., 2014). La liaison des protéines 14-3-3 aux kinases RAF est essentielle à leur 

activation (Tzivion et al., 1998) ; par cette association, elles participent activement à la stabilisation 

des dimères de RAF (Kondo et al., 2019; Weber et al., 2001).  

Il existe un 3ème site d’ancrage pour les protéines 14-3-3 (Ser-233) ou appelé aussi « site 

cryptique », car les protéines 14-3-3 s’y ancrent avec une faible affinité. Ce point d’ancrage présent 

uniquement dans BRAF et CRAF est situé en C-terminal du domaine CRD et fonctionne en 

synergie avec le site (Ser-259) pour stabiliser l’inhibition des kinases RAF (Molzan and Ottmann, 

2012). Parallèlement à ces évènements de phosphorylation, le domaine kinase subit également de 

nombreux réarrangements structuraux, en particulier au niveau du site actif.  
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1.4.1.3 Le domaine kinase  

1.4.1.3.1 Les différentes conformations du domaine kinase  

Comme pour la plupart des sérines-thréonines kinases, le KD est composé de deux lobes 

connectés par une région charnière extrêmement mobile (Wellbrock et al., 2004). Il contient un 

lobe N-terminal (N-lobe) riche en feuillets β et un lobe C-terminal (C-lobe) constitué d’hélices α. 

Lors de l’activation des kinases, l’accès au site actif est influencé par les mouvements des deux 

lobes l’un par rapport à l’autre. Ce site actif se situe dans une fente catalytique créée par l’interface 

entre le N-lobe et le C-lobe et adopte différentes conformations selon l’état d’activation de la kinase 

(Kornev and Taylor, 2010). Le site actif se compose d’éléments structuraux provenant des deux 

lobes dont les mouvements permettant à la fois l’accès du substrat à la fente et le bon déroulement 

des différentes étapes de la catalyse (liaison de l’ATP, du substrat, et phospho-transfert entre autres) 

(Ubersax and Ferrell, 2007). Le premier de ces éléments structuraux, appelée l’hélice αC, adopte 

une conformation « IN » ou « OUT » qui définit l’état d’activation de la kinase. Le deuxième 

élément est la boucle d’activation (BA) située dans le C-lobe, et plus spécifiquement le motif DFG 

(Asp594-Phe595-Gly596) qui se déplace selon les mouvements des lobes (Figure 6). 

Le domaine kinase des protéines RAF comprend deux lobes (N-lobe et C-lobe) présentant 

des éléments structuraux mobiles dont la conformation dicte l’état d’activation des kinases. 

Lorsque le KD est dans l’état monomérique inactif, la boucle d’activation est repliée sous forme 

d’hélice (AS-H1) et l’hélice αC du C-lobe est dans une conformation dite « OUT » (Taylor et al., 

2004). Dans l’état dimérique, la boucle d’activation est déployée permettant sa double 

phosphorylation (T599/S602 dans BRAF). Ce déploiement entraîne l’exposition du motif DFG (en 

« IN ») qui est nécessaire à la liaison de l’ATP (Lavoie et al., 2015). L’hélice αC se place également 

en positon « IN » pour bloquer la poche catalytique en forme active. Ce mouvement de l’hélice est 

par ailleurs favorable à la dimérisation des KD via le motif RKTR situé dans l’interface de 

dimérisation qui comporte notamment l’arginine 509 (R509) par lesquels les protomères se 

contactent directement. Entre ces deux états actif/inactif, le KD adopte des états intermédiaires 

inactifs où seul l’un ou l’autre des éléments mobiles s’est déplacé (Kornev et al., 2006).  
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Figure 6 – Les structures du domaine kinase de RAF. 

Le domaine kinase des protéines R AF comprend deux lobes (N-lobe et C-lobe) présentant des 
éléments structuraux mobiles dont la conformation dicte l’état d’activation des kinases. Lorsque le KD est 
dans l’état monomérique inactif, la boucle d’activation est repliée sous forme d’hélice (AS-H1) et l’hélice 
αC du C-lobe est dans une conformation dite « OUT ». Dans l’état dimérique, la boucle d’activation est 
déployée permettant sa double phosphorylation (T599/S602 dans BRAF). Ce déploiement entraîne 
l’exposition du motif DFG (en «IN ») qui est nécessaire à la liaison de l’ATP. L’hélice αC se place 
également en positon « IN » pour bloquer la poche catalytique en forme active. Ce mouvement de l’hélice 
est par ailleurs favorable à la dimérisation des KD via le motif RKTR situé dans l’interface de dimérisation 
qui comporte notamment l’arginine 509 (R509) par lesquels les protomères se contactent directement. Entre 
ces deux états actif/inactif, le KD adopte des états intermédiaires inactifs où seul l’un ou l’autre des éléments 
mobiles s’est déplacé.  
KD : Domaine kinase, BA : Boucle d’Activation, AS-H1 : Activation Segment Helix 1, P : site de 
phosphorylation, RKTR : Arg-Lys-Thr-Arg. 

 

Dans son état inactif non phosphorylé, la boucle d’activation est repliée en une forme 

hélicoïdale appelée AS-H1 (Activation Segment Helix 1) qui comporte les résidus phosphorylables 

(Thr599 et Ser602). Lorsque les kinases RAF sont phosphorylées sur ces résidus, l’AS-H1 se 

déploie complètement et entraîne avec elle le motif DFG dans la conformation « IN » qui peut 
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désormais lier l’ATP (Thevakumaran et al., 2015). Dans la forme active, l’hélice αC et le motif 

DFG sont donc en position « IN » pour stabiliser la fente catalytique et fixer l’ATP. Par ailleurs, la 

réorientation de l’hélice αC lui permet d’exposer son motif RKTR (Arg506-Lys507-Thr508-

Arg509) situé à son extrémité C-terminale. Ce motif constitue le centre de l’interface de 

dimérisation des kinases RAF et leur permet de stabiliser leur KD dans une conformation fermée 

active en dimérisant. Il existe ainsi un couplage entre la position de l’hélice αC et l’interface de 

dimérisation par le biais d’une modification structurale de la boucle d’activation. En dimérisant, 

les résidus du motif RKTR, en particulier l’arginine (R509 dans BRAF) bloquerait l’hélice αC dans 

la conformation « IN » (Rajakulendran et al., 2009). Cette série de changements conformationnels 

provoquée par la double phosphorylation sur la Thr-599 et la Ser-602 induit 1) le passage des 

kinases RAF d’une forme monomérique à une forme dimérique (Freeman et al., 2013a; Wan et al., 

2004) et 2) rendent les kinases RAF catalytiquement actives (Chong et al., 2001; Köhler et al., 

2016; Zhang and Guan, 2000). Dans sa forme hélicoïdale AS-H1 (non déployée), la boucle 

d’activation inhibe le mouvement de l’hélice αC, ce qui bloque l’accès au site actif et maintient 

ainsi RAF dans une forme monomérique inactive (Figure 6).  

1.4.1.3.2 La N-terminal Acidic region ou NtA 

La CR3 comporte la NtA qui est située en N-terminal du KD. Cette courte région de 4 acides 

aminés diffère entre les protéines RAF et est à l’origine des différences dans leur régulation (Marais 

et al., 1995). Ainsi, dans les isoformes ARAF et CRAF, cette région se compose de 3 ou 4 résidus 

phosphorylables (SSYY/SGYY : Ser-Ser-Tyr-Tyr/Ser-Gly-Tyr-Tyr) (Figure 4, p. 48). La 

phosphorylation du premier (Ser) et du dernier résidu (Tyr) de ce motif est particulièrement critique 

pour que les kinases soient catalytiquement actives (Diaz et al., 1997). Les évènements de 

phosphorylations ont lieu séquentiellement. À la suite de l’activation de la PI3K, le résidu Tyr est 

d’abord phosphorylé par des tyrosine kinases de la famille SFK (SRC Family Kinases) (Cleghon 

and Morrison, 1994; Fabian et al., 1993), permettant la phosphorylation secondaire de la première 

sérine par les kinases PAK (P21‑Activated protein Kinases). Le premier résidu Ser est également 

la cible de la kinase CK2 (Casein Kinase 2), qui y reconnaitrait un site consensus (Ritt et al., 2007). 

Dans BRAF, les deux résidus tyrosines présents dans les autres isoformes sont remplacés par deux 

résidus aspartate (SSDD: Ser-Ser-Asp-Asp). Ces résidus dits phosphomimétiques fournissent les 

charges négatives nécessaires à l’activation en place et lieu des tyrosines phosphorylées (Marais et 

al., 1997; Mason et al., 1999). Étant donné la présence de ces résidus, l’activation de BRAF 
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nécessite moins d’évènements de phosphorylations que les autres isoformes. Lors de l’activation 

de la voie RAS-ERK, BRAF est en effet activée par RAS seul, alors que A- et CRAF requièrent 

également la phosphorylation par une kinase de la famille SRC sur les résidus tyrosine. L’activité 

enzymatique basale de BRAF est donc supérieure à celle des autres kinases RAF (Roskoski et al., 

2010).  

L’importance de la NtA a été mis en avant lorsque l’état de phosphorylation du « motif 

phosphorylable » a été mis en relation avec le phénomène dit de « transactivation asymétrique des 

dimères ». Il a été postulé qu’au sein des dimères de RAF, chaque protomère constituant les 

dimères de RAF a un rôle spécifique avec un protomère « activateur » stimulant le protomère 

« receveur » par activation allostérique (Hu et al., 2013). Ce phénomène a été illustré par les 

propriétés des mutants de BRAF sans activité catalytique (« kinase-dead »). Ces mutants sont 

toujours capables de stimuler l’activation de MEK en dimérisant avec un autre protomère de RAF 

et en le transactivant (Poulikakos et al., 2011). La phosphorylation de la NtA participerait à cette 

transactivation allostérique lors de la dimérisation. Structurellement, la phosphorylation de la NtA 

stabilise les dimères en permettant l’établissement d’un pont électrostatique entre la NtA d’un 

premier protomère et le motif RTKR de l’hélice αC du second protomère (Jambrina et al., 2014, 

2016). Les différents éléments structuraux et les conformations que les kinases RAF adoptent lors 

de la catalyse ont été identifiées dans de nombreuses études structurales et sont communes aux 

kinases RAF et aux pseudokinases KSR (Shaw et al., 2014). 

1.4.2 Spécificités des protéines KSR  
Les protéines KSR ont une organisation similaire à celles des kinases RAF, mais elles se 

distinguent cependant des kinases RAF par l’organisation de leur région NTR. Elles sont 

subdivisées en 5 « zones conservées » (Conserved Area; CA). Leur portion N-terminale, appelée 

la N-Terminal Region (NTR) se compose des zones conservées CA1 à CA4 (Therrien et al., 1995) 

. La CA1 comprend le domaine CC-SAM (Coiled Coil-Sterile Alpha Motif), qui est spécifique aux 

protéines KSR. La CA2 est une répétition de résidus proline de fonction inconnue. La CA3 

correspond à un domaine CRD (Cysteine-Rich Domain) similaire à celui retrouvé chez les kinases 

RAF. La CA4 est une région riche en Ser/Thr qui comporte le motif de liaison à ERK, et qui 

ressemble à la CR2 des RAF. Enfin, la portion C-terminale des KSR est constituée de la CA5 qui 

comprend le domaine kinase (Kinase Domain ; KD) (Figure 7). 
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Figure 7 – Organisation structurale des pseudokinases KSR. 

Les protéines KSR se composent de 5 Conserved Areas (CA). Un domaine similaire au KD des kinases RAF 
est retrouvé chez les protéines KSR mais aucune activité catalytique n’y a été associée. La région NTR des 
protéines se compose comme chez les kinases RAF du Cysteine-Rich Domain (CRD) et d’une séquence riche 
en Sérine/Thréonine (S/T rich). Les séquences riches en prolines (PPP) et le Coiled-Coil Sterile Alpha Motif 
(CC-SAM) sont spécifiquement retrouvés dans les protéines KSR. Les protéines KSR possèdent des sites 
potentiels de phosphorylations similaires à ceux retrouver dans les kinases RAF notamment les sites des 
liaisons aux 14-3-3 et les sites de la NtA. Seul le site N-ter (souligné) a été validé de façon expérimentale. 
NtA : N-terminal Acidic region ; BA : Boucle d’activation. 

 

1.4.2.1 La région NTR des protéines KSR  

Le domaine CC-SAM, présent dans la CA1, favorise l’association de KSR1 à la membrane 

plasmique et est essentiel au rôle de KSR1 dans la signalisation RAS-ERK (Koveal et al., 2012). 

Ce domaine est extrêmement conservé et chez la drosophile permet à KSR d’interagir avec RAF. 

De façon similaire, le CC-SAM de KSR1 est requis pour l’interaction de KSR1 avec BRAF 

(McKay et al., 2009; Roy et al., 2002). La CA3, qui comprend le domaine CRD, permet l’ancrage 

de KSR1 aux phospholipides membranaires. Sa structure, bien que très proche de celle des CRD 

des kinases RAF, ne lui permet ni de s’associer aux phorbol-esters ni aux protéines RAS (Michaud 

et al., 1997; Zhou et al., 2002). KSR1 possède également un site de liaison à ERK dans la CA4 qui 

favorise l’atténuation de la signalisation RAS-ERK par un phénomène de rétrocontrôle négatif 

(Jacobs et al., 1999; Therrien et al., 1996). 

1.4.2.2 Les protéines KSR sont des pseudokinases 

Lors de leur découverte, les protéines KSR ont été rapprochées des kinases RAF sur la base 

d’une similarité de séquence de leur domaine kinase (Therrien et al., 1995). Ce domaine a une 
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organisation en deux lobes, caractéristique des sérine-thréonine kinases et son repliement protéique 

général est très proche de celui du KD des kinases RAF. Il présente également une boucle 

d’activation composé de résidus caractéristiques des kinases, avec la présence d’un site actif 

potentiel de liaison de l’ATP (Brennan et al., 2011). Bien que les protéines KSR soient 

effectivement capables de lier l’ATP et qu’une faible activité ait pu être détectée dans des 

conditions expérimentales particulières (Brennan et al., 2011; Goettel et al., 2011; Hu et al., 2011), 

elles ne sont pas considérées comme des kinases actives in vivo. Elles sont ainsi classées dans un 

sous-groupe émergent dit de « pseudokinases ».  

D’un point de vue structural, l’activité enzymatique des kinases dépend de la présence de 

résidus spécifiques dans leur site actif (Manning et al., 2002). Les protéines KSR se caractérisent 

par la substitution de l’arginine en position 639 (R639) qui est remplacée à la même position par 

une lysine. Cette substitution est défavorable au bon positionnement de l’ATP et est caractéristique 

du sous-groupe des pseudokinases. Cette substitution ainsi que d’autres divergences structurales 

encore non identifiées, pourraient expliquer l’absence d’activité catalytique chez les protéines KSR 

(Byrne et al., 2017; Carrera et al., 1993). Ainsi, bien qu’ayant tous les attributs structuraux des 

sérine-thréonine kinases, les protéines KSR sont catalytiquement inactives. Pour preuve, la 

perturbation du site actif des protéines KSR (ou mutation dite « kinase-dead ») n’a aucun impact 

sur l’activation de la kinase MEK (Lavoie et al., 2018). Comme vu précédemment (Figure 3, p. 

47), les protéines KSR ont néanmoins la capacité de former des dimères avec les kinases RAF les 

rendant catalytiquement actives pour la phosphorylation de MEK (Freeman et al., 2013a; 

Rajakulendran et al., 2009).  

Les protéines KSR possèdent par ailleurs plusieurs sites de phosphorylation dans des 

séquences hautement conservées, dont des sites d’ancrage des protéines 14-3-3 similaires à ceux 

des kinases RAF (Jagemann et al., 2008; Ory et al., 2003). Bien que la phosphorylation de ces sites 

ait été détectée par spectrométrie de masse (PhosphoSitePlus : (Hornbeck et al., 2015)), seul le site 

N-terminal d’ancrage des 14-3-3, phosphorylé par la kinase MARK3 (MAP/microtubule Affinity-

Regulating Kinase 3 ou CTAK1), a été formellement identifié (Müller et al., 2000). Aussi, le 

domaine pseudo-kinase des protéines KSR possède également une région analogue à la NtA des 

kinases RAF, qui serait soumise aux mêmes évènements de phosphorylations. Globalement, les 

protéines KSR ont un mode de régulation de leur KD similaire à celui des kinases RAF (Lavoie 
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and Therrien, 2015; Shaw et al., 2014). En particulier, leur région NTR s’associe également à leur 

domaine KD, imitant en cela la forme auto-inhibée des kinases RAF (Jin et al., 2017). Les protéines 

KSR possèdent des états intermédiaires entre leur état inhibé et leur association à MEK1, rappelant 

les conformations adoptées par les kinases RAF (Dhawan et al., 2016). 

Néanmoins, l’absence d’un domaine de liaison aux protéines RAS actives ne leur permet pas 

de désengager le NTR de leur KD directement par RAS. Le domaine kinase des protéines KSR a 

cependant la capacité de s’associer aux kinases MEK de façon constitutive aussi bien dans des 

cellules quiescentes que dans des cellules stimulées. L’affinité de MEK pour les protéines KSR est 

donc plus élevée que pour les kinases RAF (Cacace et al., 1999; Müller et al., 2000). Les protéines 

KSR ne possédant pas de RBD, leur association avec MEK pourrait permettre aux protéines KSR 

de libérer leur NTR. Le mécanisme permettant à MEK de s’associer spécifiquement aux domaines 

kinases des protéines KSR n’est cependant pas connu. 

1.4.2.3 Interactions entre les kinases RAF, les protéines KSR et les protéines MEK 

Comme mentionné plus haut, lors de son interaction avec les kinases RAF, MEK1 est 

phosphorylée sur les sérines Ser218 et Ser222 de sa boucle d’activation, ce qui la rend 

catalytiquement active (Zheng and Guan, 1994). De façon générale, le domaine kinase doit être 

bien positionné par rapport au substrat afin que ce dernier ait accès à la fente catalytique et que 

l'activité kinase résultante soit optimale. (Ubersax and Ferrell, 2007). Les complexes BRAF 

KD/MEK1KD (Haling et al., 2014), RAFKD/KSRKD(Rajakulendran et al., 2009) et 

KSR2KD/MEK1KD(Brennan et al., 2011) obtenus par cristallographie aux rayons X ou par 

modélisation, ont permis d’identifier les éléments structuraux permettant à MEK d’interagir avec 

les protéines de la famille RAF (Figure 8). La résolution structurale de ces complexes a 

notamment mis en lumière les points de contacts essentiels impliqués dans ces interactions 

protéiques. 
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Figure 8 – Structures des complexes BRAFKD/MEK1KD, KSR2KD/MEK1KD et BRAFKD/KSR1KD 

 
A) À gauche : structure de BRAFKD en interaction avec MEK1KD. L’interface d’interaction de MEK1KD 
(saumon) avec BRAFKD (turquoise) est très similaire à l’interaction de MEK1KD avec KSR2KD (rouge) à 
droite (PDB: 2Y4I, Brennan et al. 2011). Les domaines kinases de chaque protéine se font face. Ces 
interactions reposent principalement sur un contact direct entre leurs hélices 𝛼𝛼G et leurs boucles 
d’activation respectives. (PDB: 4MNE, (Haling et al., 2014). Ces éléments ont été agrandis dans les 
encadrés en pointillés. En bas : À partir du complexe BRAFKD/BRAFKD (PDB : 1UWH, Wan et al. 2004), la 
structure de KSR1KD (rouge) a été alignée (PDB: 7JUW, (Khan et al., 2020) avec un des monomères de 

B) 

A) 
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BRAF (turquoise) pour reconstituer artificiellement l’interface BRAFKD/KSR1KD. L’arginine à la position 
509 (Arg509) de BRAFKD et l’arginine à la position 666 (Arg666) de KSR1KDpositionnées à l’extrémité de 
leur hélice 𝛼𝛼C participent à l’interaction BRAFKD/KSR1KD. Dans cette représentation, les KD de BRAF et 
KSR1 sont « tête-bêche » où le N-lobe de BRAF contact le C-lobe de KSR1 et inversement. 
B) Schéma illustrant les modes d’interaction des protéines RAF, KSR et MEK. Par analogie entre les 
isoformes, nous considérons dans cette schématisation que « RAF » représente les kinase RAF, « KSR » les 
protéines KSR et « MEK » les kinases MEK. Le rendu des structures protéiques a été réalisé avec le logiciel 
CHIMERA (Pettersen et al., 2004). 
KD : Kinase Domain, BA : Boucle d’Activation, 𝛼𝛼G : Hélice 𝛼𝛼G, 𝛼𝛼C : Hélice 𝛼𝛼C. 

 

La résolution de la structure du complexe RAFKD/MEKKD (Figure 8.B, structure 1) révèle 

une interaction « face-à-face » qui implique deux points de contacts; un premier entre les hélices 

αG présentes dans les lobes C des KD et un second entre les boucles d’activation (Haling et al., 

2014). Le mode d’interaction illustré par la structure de RAFKD/KSRKD souligne la similitude 

d’interaction qui existe entre les dimères des kinases RAF (RAF/RAF) et les dimères de RAF avec 

KSR (RAF/KSR). Cette interface de type « côte-à-côte » (par rapport à un modèle d’interaction 

« face à face »), repose sur le contact direct des résidus arginine (Figure 6, p. 55) également 

présents dans les protéines KSR (Rajakulendran et al., 2009). Enfin, le complexe KSRKD/MEKKD 

se forme avec une interface très similaire à celle de MEKKD/RAFKD, via les mêmes deux points de 

contact (Brennan et al., 2011).  

À partir de ces trois complexes, Brennan et collaborateurs ont élaboré un modèle englobant 

le trio BRAF, MEK1et KSR2 en se focalisant uniquement sur les interactions des domaines kinases 

(Figure 9). Le but de ce modèle a été de comprendre le mécanisme permettant aux protéines KSR 

de stimuler la phosphorylation des protéines MEK par le biais des kinases RAF, comme proposé 

précédemment (Michaud et al., 1997; Therrien et al., 1996). Notamment, le phénomène de 

transactivation de RAFKD par KSRKD observé chez la drosophile n’est observable qu’avec la co-

surexpression simultanée de MEKKD et KSR KD (Rajakulendran et al., 2009). Le modèle doit tenir 

compte de la stœchiométrie des protéines impliquées ainsi que de la succession des interactions 

intervenant au sein du complexe de signalisation BRAF/MEK1/KSR2 permettant à BRAF 

d’activer MEK1 par l’intermédiaire de KSR2 (Figure 9). 
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Figure 9 – Schéma du modèle d’interaction de Brennan et al. 

Dans ce modèle, KSR2KD (rouge) existerait dans un état pré-associé à MEK1KD (saumon) sous forme 
« d’hétérotétramère » (deux complexes MEK1KD/KSR2KD). Une molécule BRAFKD « régulatrice » 
(turquoise) s’associerait à KSR2KD à la place d’un des complexes MEK1KD/KSR2KD. Cette dimérisation 
induirait un changement conformationnel des hélices αC de BRAFKD et KSR2KD illustré ici par une flèche 
noire. Chez KSR2, ce mouvement provoquerait un déploiement de sa boucle d’activation et sa dissociation 
de la boucle d’activation de MEK1KD. MEK1KD pourrait ainsi exposer les sérines Ser218 et Ser222 de sa 
boucle d’activation. Un dimère de de BRAFKD « activatrices » interviendrait alors pour phosphoryler MEK1 
sur ces résidus sérine (lettre P entourée).  

 

Néanmoins, ce modèle ne tient pas compte de plusieurs observations. Les protéines KSR ont une 

forte affinité pour les kinases MEK, comparativement à l’interaction RAF/MEK. L’interaction 

KSR2KD /MEK1KD est de ce fait, stable et peu dissociable (Roy et al., 2002). Le mode d’interaction 

« côte-à-côte » de BRAF et KSR2 ne semble pas suffisant pour provoquer un changement 

conformationnel suffisant pour libérer la boucle d’activation de MEK1. Il serait donc peu probable 

que BRAFKD seule puisse induire un déplacement de la boucle d’activation de MEK1KD alors 

qu’elle est déjà engagée et stabilisée par KSR2KD. Une compréhension approfondie de ces 

interactions est donc nécessaire pour proposer un modèle plus en adéquation avec les données de 

la littérature. Les enjeux liés à la compréhension de ce complexe de signalisation est d’autant plus 



 64 

important que la structure protéique des kinases a permis de faire le lien entre des 

dysfonctionnement de la voie RAS-ERK et la survenue de maladies. 

1.5 Implication de la structure des protéines RAF en pathologie 

humaine 

1.5.1 Les Rasopathies : des maladies génétiques liées à RAF  
Des mutations de la voie RAS-ERK sont retrouvées fréquemment dans un ensemble de 

maladies génétiques dénommées « Rasopathies ». Il s’agit de mutations germinales qui provoquent 

des syndromes développementaux caractéristiques, tels que les syndromes de Noonan, de Costello, 

de type CFC (de Cardio-Facio- Cutaneous) ou de type LEOPARD (acronyme résumant l’ensemble 

des signes cliniques du syndrome : multiple Lentigines, Electrocardiographic conduction 

abnormalities, Ocular hypertelorism, Pulmonary stenosis, Abnormal genitalia, Retardation of 

growth, sensorineural Deafness) (Aoki et al., 2008). La plupart de ces mutations sont associées à 

une stimulation excessive de la voie RAS-ERK (Rauen et al., 2013). L’excès de stimulation de la 

signalisation RAS-ERK induirait, entre autres, une insensibilité partielle aux facteurs de croissance 

et serait responsable de troubles du développement (Malaquias and Jorge, 2020). La sévérité du 

phénotype observé chez les patients est corrélée à la position de la protéine mutée au sein de la 

cascade RAS-ERK. L’augmentation de signal est directement causée par des mutations de type 

« gain-de-fonction ». Parmi les kinases RAF celles qui affectent l’isoforme BRAF sont plus 

souvent associées au syndrome CFC (Niihori et al., 2006; Rodriguez-Viciana et al., 2006) alors 

que celles de l’isoforme CRAF sont plus fréquemment observées dans les syndromes de Noonan 

ou LEOPARD (Kobayashi et al., 2010; Pandit et al., 2007; Razzaque et al., 2007).  

Les mutations pathologiques sont principalement localisées au niveau du domaine kinase 

dans BRAF et dans CRAF, conduisant ainsi à une augmentation de l’activité catalytique. Comme 

pour les cancers, certaines mutations de CRAF abolissent la fonction de la kinase, mais favorisent 

sa dimérisation avec BRAF, provoquant l’activation de la voie RAS-ERK (Wu et al., 2012). Par 

ailleurs, des mutations de CRAF se retrouvent en cluster au niveau du site N-terminal de liaison 

aux protéines 14-3-3, perturbant leur ancrage et leur fonction inhibitrice, ce qui constitue un autre 

mécanisme d’hyperactivation de la kinase (Molzan et al., 2010). Ces deux « hotspots » de 

mutations sont uniquement présents dans les isoformes CRAF et BRAF. Les formes mutées de 
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BRAF et CRAF se lient moins efficacement aux protéines 14-3-3 conduisant à des kinases dé-

réprimées (Molzan et al., 2010) 

Il existe un autre site de mutations de BRAF au niveau de son domaine CRD (Rodriguez-

Viciana et al., 2006). Bien qu’éloigné d’une centaine de résidus du site d’ancrage des protéines 14-

3-3, ces mutations du CRD déstabilisent la structure auto-inhibée de BRAF, favorisant la 

dissociation NTR/KD, l’ancrage membranaire du CRD (Spencer-Smith et al., 2021) et la 

dissociation des 14-3-3. Il a également été observé que certains patients atteints de Rasopathie, en 

particulier ceux ayant le syndrome de Costello, développaient des prédispositions à certains cancers 

tels que les neuroblastomes ou les carcinomes des voies urinaires (Niihori et al., 2006). Ces patients 

sont également plus à risque de développer des cancers infantiles (Tidyman and Rauen, 2016). Les 

mutations causant les Rasopathies surviennent précocement au cours du développement 

embryonnaire alors que la majorité des mutations des composants de la voie RAS-ERK ont été 

mises en lien avec des formes de cancers chez l’adulte et surviennent plus tardivement au cours de 

la vie. 

1.5.2 Cancers et mutations ponctuelles des kinases RAF 
Les kinases RAF sont sujettes à un nombre important de mutations dans le contexte de 

l’oncogenèse. BRAF est muté dans près de 7 % de tous les cancers (Davies et al., 2002) avec une 

fréquence de mutations particulièrement élevée dans les mélanomes, les cancers colorectaux, 

ovariens et thyroïdiens (Fransén et al., 2004; Santarpia et al., 2012). Dans certains cas plus rares, 

le gène BRAF peut subir des évènements de délétion génique ou s’hybrider avec un autre gène 

aboutissant à des protéines BRAF tronquées ou fusionnées. La fusion KIAA1549:BRAF en est le 

meilleur exemple et est retrouvée dans 80 % des astrocytomes pylocytiques, de rares tumeurs de 

l’enfant peu infiltrantes et de croissance lente (Jones et al., 2012). Dans ces formes, la protéine 

BRAF fusionnée est dépourvue de sa NTR auto-inhibitrice et seul le domaine KD est présent. Ces 

fusions de BRAF sont activatrices, démontrant l’importance de la régulation par la NTR (Ross et 

al., 2016).  

1.5.2.1 Les mutants de BRAF de type « kinase-dead »  

La majorité des altérations géniques de BRAF est cependant représentée par des mutations 

ponctuelles, notamment des substitutions. Les mutations ponctuelles de BRAF ont été classées 
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selon les éléments structuraux affectés (tels que le motif DFG ou l’hélice AS-H1) et les 

conséquences de ces mutations sur l’activité enzymatique de BRAF. Ainsi, des mutants de BRAF 

sans activité catalytique dits « kinase-dead » sont toujours capables de stimuler l’activité 

catalytique de CRAF par hétéro-dimérisation. Lorsque ce phénomène survient en concomitance de 

mutations activatrices des protéines RAS, l’activation incontrôlée des protéines RAS potentialise 

la dimérisation des mutants BRAF « kinase-dead », favorisant l’apparition de tumeurs (Heidorn et 

al., 2010; Wan et al., 2004). L’interface de dimérisation de cette forme de BRAF est intacte et lui 

permet de transactiver CRAF en réponse à la stimulation des protéines RAS (Freeman et al., 

2013a). Un phénomène de transactivation similaire de BRAF par une kinase CRAF 

catalytiquement inactive a également été retrouvé chez des patients atteints du syndrome de 

Noonan (Wu et al., 2012). 

1.5.2.2 Les mutations activatrices : l’exemple de BRAFV600E 

Environ 98 % des mutations de BRAF sont localisées au niveau de la boucle d’activation de 

son domaine KD (Forbes et al., 2011). En particulier, les substitutions de type « gain de fonction », 

qui rendent BRAF constitutivement active, se concentrent au niveau de l’hélice AS-H1 à 

l’extrémité N-terminale de la boucle d’activation (Haling et al., 2014). En réarrangeant certains 

ponts salins et des liaisons hydrogènes, ces mutations imitent l’environnement provoqué par la 

double phosphorylation des résidus Thr-599 et Ser-602 (pTVKpS) et favorisent la conformation 

active dimérique de BRAF.  

Une autre forme d’activation pathogène provient de la substitution V600E dans BRAF, où un 

résidu glutamate remplace la valine en position 600. Elle est présente dans plus de 60 % des 

mélanomes, ainsi que dans les cancers thyroïdiens ou certains cancers du poumon et représente 

plus de 97 % de toutes les mutations de BRAF (Greenman et al., 2007). Au cours de la formation 

des mélanomes, BRAFV600E est une mutation fondatrice qui s’acquiert précocement, puisque qu’elle 

est présente dans les nævi précancéreux atypiques et dans près de 80 % des nevi dont l’apparence 

clinique n’a pas évolué pendant plusieurs années. La mutation stimule la formation de ces nævi et 

active la senescence des mélanocytes (Michaloglou et al., 2005; Pollock et al., 2003). Elle participe 

par la suite, à la progression des mélanomes lorsque l’étape de sénescence est dépassée et que la 

prolifération cellulaire reprend (Dhomen et al., 2009). La mutation seule ne provoque pas la 

survenue de mélanomes, mais nécessite la stimulation complémentaire de l’activité PI3K/AKT 
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(Silva et al., 2014). Les cellules tumorales porteuses de mutations de BRAF telles que la V600E, 

deviennent dépendantes à la signalisation RAS-ERK, contrairement aux cellules saines. D’un point 

de vue structural, la mutation V600E provoque un phénomène unique : contrairement à sa forme 

sauvage, la protéine BRAFV600E adopte une conformation monomérique dans sa forme active 

(Röring et al., 2012). Son activité catalytique est indépendante de l’activation des protéines RAS 

en amont. BRAFV600E ne nécessite plus la dimérisation pour activer MEK (Karoulia et al., 2017).  

1.5.2.3 Les mutations de CRAF et d’ARAF 

De façon intrigante, il existe peu de mutations correspondantes à celles de BRAF dans ARAF 

ou CRAF. Les mutations activatrices de ces isoformes sont exceptionnelles, et doivent 

généralement être au moins deux pour rendre la kinase constitutivement active (Dhomen and 

Marais, 2007). Par exemple, dans ARAF, une seule occurrence de mutation ponctuelle 

transformante a été rapportée (Imielinski et al., 2014). Contrairement à la majorité des mutations 

de BRAF, les mutants de ARAF et CRAF ont une activité kinase moins importante en raison de la 

différente composition en acides aminés de leurs NtA (voir section 1.4.1.3.2). L’activité basale de 

BRAF est donc plus élevée que CRAF et ARAF (Emuss et al., 2005; Fransén et al., 2004).  

Comme pour BRAF, il existe des fusions des KD de ARAF (Diamond et al., 2016; Li et al., 

2019) et des KD de CRAF (Jain et al., 2017). De manière générale, BRAF est une cible plus 

fréquente des mutations pathogènes, du fait de son activité basale plus élevée et parce qu’elle 

requiert moins de modifications post-traductionnelles pour être activée. En cas de mutation, BRAF 

est donc plus susceptible d’induire une activation oncogénique. Ces mécanismes d’activation ont 

notamment pu être mis en évidence lors du développement d’inhibiteurs thérapeutiques de RAF. 

L’utilisation de ces composés a mis à jour des évènements inattendus tels que le phénomène 

d’activation paradoxale (voir p. 69) (Hatzivassiliou et al., 2010; Heidorn et al., 2010; Poulikakos 

et al., 2010). 
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1.5.3 Les inhibiteurs de la voie RAS-ERK 

1.5.3.1 Généralités  

Plusieurs niveaux de la voie RAS-ERK ont été explorés comme cibles potentielles dans le 

cadre du développement de molécules inhibitrices antiprolifératives, pouvant être utilisées dans le 

traitement de cancers tels que les mélanomes. (Yaeger and Corcoran, 2019). Les protéines RAS 

ont longtemps représenté la cible principale pour le développement de ces inhibiteurs en raison de 

leur position d’amont dans la voie RAS-ERK. Diverses stratégies ont successivement été utilisées 

pour cibler les différents mécanismes d’activation connus de ces protéines (Papke and Der, 2017). 

Ainsi, des molécules ont été développées ciblant le transfert du groupement farnésyl permettant 

aux protéines RAS d’être insérées dans la bicouche lipidique des membranes cellulaires. 

Cependant, en présence de ces inhibiteurs, un phénomène compensatoire de prénylation se 

développe, faisant en sorte que ces molécules deviennent inopérantes voire stimulatrices, à cause 

de l’ancrage membranaire constitutif de KRAS et NRAS (Fiordalisi et al., 2003). La 

compréhension de plus en plus en fine de la structure des mutants de l’isoforme KRAS, l’oncogène 

le plus fréquent de la voie, a récemment permis le développement d’inhibiteurs efficaces et 

prometteurs (Canon et al., 2019; Janes et al., 2018). Cependant, en se basant sur les observations 

antérieures, plusieurs auteurs prévoient déjà la survenue de résistances à ces inhibiteurs lors de leur 

administration prolongée aux patients (Moore and Malek, 2021). Comme pour les protéines RAS, 

les cibles des inhibiteurs et leurs mécanismes d’action ont évolué au fur et à mesure que la structure 

et la régulation des protéines RAF se sont précisées (Heppner and Eck, 2021). 

Ces phénomènes de résistance avec mécanismes compensatoires ont mis un frein à de 

nombreuses études expérimentales et cliniques ciblant l’inhibition de la voie RAS-ERK. Lors du 

développement d’inhibiteurs ciblant les kinases RAF, des effets cliniques inattendus ont en 

particulier contrecarré la mise au point de stratégies thérapeutiques. Seuls quelques éléments clés 

de ces modes d’inhibition sont présentés ici, en particulier ceux qui ont mis en lumière des aspects 

insoupçonnés de la régulation de ces kinases, tels que les propriétés activatrices de certains 

inhibiteurs (pour revues : Hymowitz and Malek, 2018; Karoulia et al., 2017; Kidger et al., 2018).  
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1.5.3.2 Inhibition du mutant BRAFV600E 

Les premiers inhibiteurs développés contre les kinases RAF ont eu pour but de cibler la forme 

BRAFV600E monomérique du fait de sa prévalence chez les patients, notamment ceux atteints de 

mélanomes. Différents mécanismes d’inhibition ont été envisagés dans ce contexte pathologique. 

Certains inhibiteurs ont été développés pour entrer en compétition avec l’ATP au niveau du site 

actif de la kinase : ils sont dits « ATP-compétitifs ». Seuls trois inhibiteurs de RAF ont reçu 

l’approbation de la FDA (Food and Drug Administration) pour le traitement des patients atteints 

de mélanome provoqué par le mutant BRAFV600E (Hauschild et al., 2012). Parmi eux, le 

Vemurafenib (de V600E mutant of RAF inhibitor) produit une réponse clinique initiale favorable 

chez plus de 70 % des patients.  

Le mécanisme d’action de cet inhibiteur repose sur sa capacité de se fixer au niveau du KD 

de BRAF afin de bloquer la kinase dans sa forme inactive, avec l’hélice αC en position « OUT ». 

Cette spécificité est théoriquement idéale pour une utilisation thérapeutique (Wang and Kim, 

2012). Du point de vue mécanistique, la fixation de l’inhibiteur est favorisée par, l’absence 

d'activité RAS en amont dans la voie RAS/ERK dans les mélanomes métastatiques porteurs de la 

mutation BRAFV600E. Dans ces conditions, la protéine BRAFV600E est principalement 

monomérique et est fortement inhibée par le Vemurafenib. Dans la forme sauvage au contraire, 

suite à l’activation de RAS, l’hélice αC du KD de BRAF est bloquée dans sa position « IN » lors 

de la dimérisation ce qui empêche la fixation des molécules inhibitrices. Malgré les résultats 

encourageants en début d’administration, la majorité des patients développe des résistances avec 

apparition de cancers secondaires métastatiques, majoritairement au niveau du système nerveux 

central, souvent mortels après 6 mois de traitement (Sosman et al., 2012). 

1.5.3.3 L’activation paradoxale 

Bien qu’elle soit efficace dans les cellules cancéreuses BRAFV600E, la fixation des inhibiteurs 

sur le KD induit la dimérisation de la kinase sauvage dans les cellules où l’activité des protéines 

RAS est fortement stimulée. Ces inibiteurs de RAF ont ainsi la capacité d’activer la voie RAS-

ERK par un phénomène baptisé « activation paradoxale ». À une concentration thérapeutique 

cliniquement tolérable, une molécule d’inhibiteur ne s’associe qu’à un seul protomère des dimères 

BRAF/BRAF ou BRAF/CRAF. Le protomère inactivé est toujours capable de dimériser, 

permettant la transactivation allostérique de l’autre protomère après changement conformationnel, 



 70 

activant ainsi la voie RAS-ERK. Seules des doses d’inhibiteur dépassant le seuil de toxicité peuvent 

bloquer simultanément les deux protomères de kinases RAF (Hatzivassiliou et al., 2010; Heidorn 

et al., 2010; Poulikakos et al., 2010). La liaison d’une molécule inhibitrice induit une rigidification 

du protomère dans sa forme fermée, et dévoile l’interface de dimérisation (Lavoie et al., 2013). À 

partir de ces observations, une deuxième génération d’inhibiteurs a vu le jour, basée sur leur 

capacité de « casser » les dimères issus de l’activation paradoxale (« paradox breakers ») (Yu et 

al., 2015).  

Une kinase BRAF « kinase-dead » et une kinase BRAF liée à une molécule inhibitrice ont 

en commun la capacité à activer un autre protomère par transactivation (Figure 10) ce qui tend à 

confirmer le postulat qu’il existe au sein d’un dimère de kinases RAF, une kinase « activatrice » et 

une kinase « réceptrice » (Hu et al., 2013). 

 

 

Figure 10 – Le rôle central de la dimérisation dans l’activation des kinases RAF.  

Dans sa forme sauvage (à gauche), la dimérisation de la kinase RAF dépend notamment du mouvement de 
son hélice αC dont la position est directement liée à la capacité des kinases à dimériser. Des mutants 
« kinase-dead » ayant perdu leur activité catalytique ont toujours la capacité d’activer un autre protomère 
de RAF sauvage (milieu). La liaison d’une molécule inhibitrice sur une protomère sauvage provoque 
également un phénomène d’activation. 
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GTP : Guanosine TriPhosphate, RBD: Ras-Binding Domain, CRD: Cysteine-Rich Domain, 14-3-3: 
proteins 14-3-3, MEK: MAPK/ERK Kinase, BA: Boucle d’Activation, P: site de phosphorylation. 

 

En plus de leur action au niveau des dimères de kinases RAF, les inhibiteurs de première génération 

induisent également la formation du dimère BRAF/KSR1 (McKay, Ritt, et al., 2011). Dans un 

contexte oncogénique il a ainsi été proposé de stimuler la formation du dimère BRAF/KSR1 aux 

dépens du dimère BRAF/CRAF, dans le but de séquestrer BRAF et de diminuer le phénomène de 

l’activation paradoxale, avec des niveaux KSR1 stoechiométriquement favorables (McKay,  

Freeman, et al., 2011).  

1.6 Problématique et objectifs de la thèse  
L’étude de la régulation de la signalisation RAS-ERK a dévoilé la complexité de cette voie 

de signalisation et montré que certains mécanismes modulant son activation demeurent méconnus. 

La longue liste des échecs thérapeutiques des inhibiteurs de la voie RAS-ERK justifie la poursuite 

d’une exploration approfondie des mécanismes moléculaires mis en jeu lors des phénomènes 

d’oncogenèse. Ces revers ont néanmoins grandement contribué à la compréhension des 

mécanismes de régulation de la voie physiologique et à l’identification de nouvelles cibles 

thérapeutiques potentielles dans le cadre du traitement des cancers. 

Dans des cellules saines non mutées, la liaison d’une molécule inhibitrice à BRAFWT favorise 

la formation du dimère BRAF/CRAF au sein duquel, bien qu’inhibée, BRAFWT devient un 

transactivateur plus efficace pour CRAF (Lavoie et al., 2013). De façon similaire, des formes 

mutées de BRAF qui abrogent son activité catalytique conduisent à des dimères CRAF/BRAF 

constitutivement liés, provoquant une activation dérégulée de la voie RAS-ERK (Heidorn et al., 

2010). La dimérisation des kinases RAF est apparue comme un des aspects centraux des 

mécanismes d’évasion et de résistance des cancers lors de leur inhibition par des traitement chimio-

thérapeutiques (Poulikakos et al., 2011). La compréhension des éléments qui régulent la formation 

de dimères spécifiques est notamment devenue un axe primordial dans le développement des 

inhibiteurs de RAF efficaces (Zhang et al., 2015).  

Dans ce contexte, le rôle fonctionnel des protéines KSR dans la voie de signalisation RAS 

physiologique et pathologique est apparue comme un élément essentiel à comprendre. 
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Chez la drosophile, KSR est un partenaire d’interaction de RA F essentiel à la signalisation 

RAS-ERK et la délétion de son unique isoforme est létale (Therrien et al., 1995). En plus de 

s’associer à la majorité des composants de la voie RAS-ERK et d’influencer la transmission du 

signal, chez l’humain, les pseudokinases KSR pourraient moduler la transformation cancéreuses 

des cellules porteuses d’une mutation oncogénique de RAS (Kortum et al., 2006) Elles sont 

évolutivement proches de kinases RAF, forment des dimères KSR/RAF et ont la particularité d’être 

constitutivement associées aux protéines MEK (Cacace et al., 1999). Au sein des dimères 

RAF/KSR, les protéines KSR sont des transactivateurs allostériques permettant aux kinases RAF 

d’être activées et de phosphoryler leur substrat MEK (Rajakulendran et al., 2009).  

En dépit de ces avancées scientifiques, les mécanismes permettant aux dimères RAF/KSR de 

phosphoryler les protéines MEK restent difficile à cerner, notamment en raison de la pluralité des 

isoformes de KSR et de RAF. Ce travail de thèse s’est focalisé sur la formation du dimère 

particulier BRAF/KSR1 notamment sur l’hypothèse qu’il existe des éléments structuraux et 

régulateurs régissant sa formation. Dans un premier temps, nous nous sommes intéressés aux 

mécanismes permettant aux protéines MEK de se lier avec plus d’affinité aux protéines KSR plutôt 

qu’aux kinases RAF. Pour cela, nous avons étudié les interactions des domaines kinases de MEK1, 

BRAF, CRAF et KSR1 afin de déterminer les éléments structuraux permettant à MEK1 de 

discriminer ses partenaires d’interaction.  

Dans un second temps, nous avons cherché à identifier les domaines permettant à BRAF et 

à KSR1 d’interagir spécifiquement. Pour cela, nous avons analysé les régions N-terminales 

respectives de BRAF et KSR1 afin de délimiter les interfaces d’interaction de ces deux protéines.  

Nous avons par la suite mené un crible visant à moduler cette interaction pour comprendre le rôle 

des autres domaines présents dans les NTRs. En parallèle, nous avons exploré plusieurs approches 

expérimentales pour obtenir des données structurales sur le dimère BRAF/KSR1 seul, ou au sein 

d’un complexe multiprotéique. 

Les résultats des travaux expérimentaux sont détaillés ci-après ; certains d’entre eux ont été 

inclus dans un article publié et joint en annexe (Lavoie et al., 2018). 
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Chapitre 2 : Matériel et méthodes 

2.1 Lignées cellulaires et transfection 
Toutes les expériences en cellule de mammifère ont été réalisées dans la lignée 293T (Sigma-

Aldrich; cat. number 12022001-1VL). Les cellules ont été cultivées à 37 °C avec 5 % de CO2 dans 

du milieu DMEM (Sigma-Aldrich) contenant du glucose, du pyruvate et de la L-glutamine 

additionné de 5 % de sérum bovin fœtal (FBS) (Wisent). Les cellules ont été régulièrement testées 

pour évaluer leur éventuelle contamination par des mycoplasmes et maintenues par passage bi-

hebdomadaire lorsque la confluence atteignait 80 %. Pour les expériences de surexpression et de 

co-IP, les cellules ont été ensemencées à une confluence de 10 % dans des boîtes 15 mm ou 10 mm 

et transfectées le lendemain en utilisant du polyéthylènimine (PEI) à 25 μg/mL (Boussif et al., 

1995).  

2.2 Génération des plasmides d’expression  

2.2.1 Étapes du clonage 
Pour l’essai de double-hybride, les ADN codant pour formes tronquées des protéines KSR1, 

BRAF ou CRAF ont été clonées sous forme de fusions avec l’ADN complémentaire (ADNc) 

codant pour le domaine d’activation (GAL4_AD) ou celui de liaison à l’ADN (GAL4_BD) de 

GAL4 dans les vecteurs pGAD-T7 ou pGBK-T7 (Clontech). Pour les essais de surexpression et de 

co-IP en cellules 293T, les ADNc des protéines BRAF, CRAF, KSR1 ou MEK1 ont été intégrés 

au plasmide d’expression pcDNA 3.1-hygro (Invitrogen). Pour la purification de protéines, des 

fragments géniques ont été insérés dans les plasmides pGEX-4T1, pProEX-HTA ou pET2.a (voir 

Tableau XX pour consulter la liste des constructions).  

Les constructions ont été générées par clonage classique, mutagénèse dirigée et PCR ou par 

sous-clonage à partir d’autres vecteurs d’expression existants dans le laboratoire. Pour toutes les 

manipulations de plasmides en cellules bactériennes (clonage, mutagénèse dirigée, amplification 

plasmidique, etc.), la souche DH5α a été utilisée. Ces bactéries ont été rendues chimiocompétentes 

par la technique du chlorure de calcium (Sambrook and Russell, 2006) puis transformées par un 

choc thermique de 45 secondes. Les cellules ont ensuite été resuspendues à 37 °C en milieu 

Lysogeny Broth (LB; 25 g/L) liquide pendant 1 h puis étalées sur des boites de Pétri comprenant la 
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sélection appropriée sur la nuit à 37 °C. Le lendemain, des clones bactériens ayant intégré les 

plasmides ont été sélectionnées et amplifiés. Les plasmides porteurs des mutations ont été extraits 

des bactéries par lyse chimique (QiaGEN) et séquencés par la technique de Sanger à la plateforme 

de séquençage à haut débit de l’Institut de Recherche en Cancérologie et Immunologie (IRIC) de 

l’Université de Montréal. 

2.2.2 Clonage classique 
Pour chaque construction, la séquence d’intérêt a d’abord été amplifié par PCR avec la 

polymérase Q5 (New England Biolabs). Les amorces ont été désignées à l’aide du logiciel 

CloneManager © et de façon à contenir les sites de restriction adéquats pour l’intégration dans le 

plasmide de destination.  

2.2.3 Mutagénèse dirigée 
L’introduction de mutations ponctuelles a été réalisée en utilisant la technique de mutagenèse 

dirigée sur des matrices sauvages dans les plasmides précédemment décrits. Cette mutagenèse a 

été réalisée en utilisant des amorces conçues en respectant les indications du protocole 

QuikChange® Site-Directed Mutagenesis Kit (Agilent). La mutagenèse a été effectuée grâce à la 

polymérase Q5 (New England Biolabs) et le cycle de PCR associé. Les produits de PCR ont par la 

suite été digérés par l’enzyme DpnI pendant 1 h afin d’en éliminer le plasmide matrice. Après 

digestion, les plasmides ont ensuite été transformés dans des bactéries DH5alpha chimio-

compétentes pour amplification. 

2.2.4 Technique de Gibson 
Des plasmides d’expression pour cellules d’insectes permettant la co-expression de plusieurs 

protéines d’un même complexe de signalisation ont été générés (Weissmann et al., 2016) Pour 

produire les plasmides, les gènes d’intérêt ont d’abord été intégrés dans le plasmide pLIB par 

clonage classique pour doter chaque gène individuel d’un promoteur et d’un terminateur. Ces 

séquences (promoteur + gène + terminateur) ont ensuite été amplifiées par PCR avec des 

oligonucléotides porteurs de bras d’homologies spécifiques. Les différentes séquences ont ensuite 

été assemblées en un seul plasmide polygénique dans le vecteur pBIGBAC1a grâce à une version 

optimisée de la technique de Gibson. Les bras d’homologies ont permis de réaliser cet assemblage 
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en une seule étape en excluant la possibilité d’insérer plusieurs fois le même fragment (Weissmann 

and Peters, 2018). 

2.3 Mesure des interactions protéiques  

2.3.1 Co-immunoprécipitation et Western Blot 
Après transfection au PEI, les cellules 293T ont été incubées pendant 72 h à 37 °C. Pour 

préparer les lysats cellulaires, les cellules ont d’abord été lavées dans du tampon phosphate salin 

froid (PBS) puis lysées par ajout de 1 mL de tampon de lyse froid (Triton 0,2 %, 20 mM Tris à pH 

8.0, 137 mM NaCl, 2 mM EDTA, cocktail d’inhibiteurs de phosphatases 1X (Sigma-Aldrich), 

1 mM de vanadate de sodium, 20 μM leupeptine, aprotinine (0,15 U/ml) et 1 mM de fluorure de 

phenylmethylsulfonyl (PMSF)). Les cellules en cours de lyse ont été incubées pendant 10 min à 

4 °C avec agitation, puis centrifugées à 14000 x g, à 4 °C pendant 10 min pour éliminer les débris 

cellulaires. Les lysats ont ensuite été quantifiés par la technique de Bradford et pour chaque 

condition, l’équivalent de 100 μg de protéines ont été maintenus dans la glace pour la suite de 

l’expérience. Pour la co-immunoprécipitation, des anticorps primaires ont été ajoutés au restant des 

lysats et incubés pendant 2h à 4°C. Des billes d’agarose enrobées de protéines A/G (Calbiochem) 

ont ensuite été ajoutées sous rotation à 4 °C pendant 1 h additionnelle. Les protéines 

immunoprecipitées ont ensuite été lavées à trois reprises avec du tampon de lyse froid. Les lysats 

et les co-IP ont ensuite été bouillis pendant 5 min dans du tampon de charge Laemmli 5X.  

Les protéines des lysats et les protéines immunoprecipitées ont ensuite été séparées par 

électrophorèse SDS-PAGE (gels de 7 %, 8 % ou 10 %), puis transférées du gel sur des membranes 

de nitrocellulose (Pall Corporation) ou de PVDF (GE Healthcare) pendant 1h. Les membranes ont 

été rincées à l’eau distillée, colorées temporairement au rouge Ponceau puis découpées selon le 

poids moléculaire attendu des protéines. Les membranes ont ensuite été incubées 1h dans du 

tampon Tris salin (TBS) additionné de 5 % de lait à température ambiante sous agitation. Les 

anticorps primaires appropriés préalablement dilués dans du TBS + 0,2 % Tween ont été ajoutés 

aux membranes correspondantes et incubés pendant la nuit à 4 °C sous agitation. Le lendemain, les 

membranes ont été lavées trois fois pendant 5 min avec agitation dans du TBS + 0,2 % Tween puis 

incubées 2 h à température ambiante et sous agitation avec les anticorps secondaires appropriés 
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dilués dans du TBS + 0,2 % Tween. Les protéines ont été détectées par chimioluminescence après 

incubation avec de l’ECL préparé dans le laboratoire. 

Des lysats ou des protéines purifiées ont également été analysés sur gel de polyacrylamide 

après marquage au SilverStain ou au bleu de Coomassie suivant les protocoles précédemment 

établis (Walker et al., 2009). Les échantillons envoyés en spectrométrie de masse ont été 

directement extraits des gels de polyacrylamide.  

 

Tableau 1 – Anticorps utilisés lors des expériences. 

Anticorps Dilution Source Numéro de catalogue 

Phospho-MEK 1/1000 Cell Signaling Technology 9121 

MEK1/2 1/1000 Cell Signaling Technology 9122 

Phospho-ERK 1/2000 Sigma-Aldrich M8159 

ERK1/2 1/2000 Cell Signaling Technology 4695 

BRAF 1/2000 Santa Cruz sc-9002 

CRAF 1/2000 BD-Millipore 610152 

KSR1 1/2000 Abcam ab68483 

MEK1 1/2000 BD-Millipore 610121 

Ras 1/2000 Abcam ab108602 

HSP90 1/2000 New England Biolabs 4877 

CDC37 1/2000 Santa Cruz sc-13129 

pan-14-3-3 1/2000 Cell Signaling Technology 8312 

Flag M2 1/50000 Sigma-Aldrich F1804 

Myc (9G10) 1/10 Surnageant (Hybridome) N/A 

Pyo 1/10 Surnageant (Hybridome) N/A 

 

Les anticorps secondaires conjugués à l'enzyme HRP (Horseradish Peroxidase), ont été 

utilisés pour reconnaître les anticorps primaires listés dans le tableau ci-dessus : l’anticorps anti-

souris-HRP (Jackson Immunoresearch Labs; 115-035-146 ou 115-035-174); Dilution 1/10000 et 

l’anticorps anti-lapin-HRP (Jackson Immunoresearch Labs; 111-035-144); Dilution 1/20000. 
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2.3.2 Essai de double-hybride en levure (Y2H) 

2.3.2.1 Principe 

L’essai Y2H évalue l’interaction entre deux protéines grâce à la reconstitution du facteur de 

transcription GAL4. Des hybrides sont donc générés par génie génétique. Une protéine d’intérêt A 

est fusionnée au domaine d’activation de GAL 4 (GAL4 Activation Domain ; GAL4_AD par 

clonage de son ADNc dans le plasmide pGADT7. La protéine B est quant à elle fusionnée au 

domaine de liaison à l’ADN de GAL4 (GAL4 Binding Domain ; GAL4_BD) par clonage de son 

ADNc dans le vecteur pGBKT7. La souche de levures Saccharomyces cerevisiae PJ69 (James et 

al., 1996) est auxotrophe aux acides aminée suivants : tryptophane, leucine, histidine, adénine et 

uracile. Des levures haploïdes de type sexuel différent ont été transformées par chacune des 

constructions: les plasmides pGADT7 porteurs du marqueur de sélection leu2 (L) dans la souche 

PJ69-4a et les plasmides pGBKT7 porteurs du gène trp1 (T) dans PJ69-4α. Après croisement des 

levures sur milieu riche YPD (1 % d’extrait de levure, 2 % de peptone, 2 % de dextrose), les 

cellules diploïdes résultantes possèdent les deux plasmides et sont donc sélectionnées sur du milieu 

Synthetic Dextrose (0,67 % de « Yeast Nitrogen Base », 2 % de glucose, mix « Drop-out » d’acides 

aminées appropriés) ici dépourvu de T et de L (SD-TL). Après expression et interaction, la 

reconstitution de GAL4 active la transcription de gènes permettant la survie des levures 

auxotrophes. En l’absence de l’un ou l’autre de ses domaines, GAL4 ne peut pas induire seul la 

transcription. Pour évaluer le degré d’interaction des deux protéines, les gènes his3 et ade2 sont 

utilisés comme rapporteurs mis sous le contrôle de deux promoteurs différents pouvant chacun être 

activé par GAL4. Grâce à des milieux appropriés (SD-TLH et SD-TLA), on peut donc aisément 

corréler la force de l’interaction protéique avec la croissance de levures.  

La croissance des levures diploïdes après croisements des levures haploïdes ayant incorporés 

les plasmides d’intérêt est analysée sur les milieux sélectifs. Des levures comportant des plasmides 

vides n’exprimant que le domaine d’activation (Activation Domain, AD) ou seulement le domaine 

de liaison à l’ADN (Binding Domain, BD) de GAL4 ont également été croisées et ont été utilisées 

comme contrôles négatifs des expériences de Y2H. Ainsi, les interactions de MEK1 avec BRAF, 

CRAF ou KSR1 ont été validées par la croissance des levures diploïdes sur milieux sélectifs 

comparativement aux conditions contrôles (données non présentées). Lors des cribles, une des 
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protéines fusionnées à GAL4 sert « d’appât » (par exemple : KSR1NTR) vis-à-vis d’une collection 

de mutants « proies » (par exemple : les mutants de BRAFNTR). 

2.3.2.2 Transformation et croisement de levures PJ69 

Les levures ont été préalablement cultivées en milieu riche YPD à 30 °C pendant la nuit. 

Elles ont ensuite été lavées avec de l’eau stérile puis centrifugées à 4000 rpm. Le culot a été 

resuspendu dans du PEG 3500 (50 %), de l’acétate de lithium (1.0 M) et de l’ADN de hareng 

(2 mg/mL). Après homogénéisation, 100 μL de ce mélange ont été ajoutés à 10 μL d’ADN 

plasmidique (1 ng/μL). Les levures ont ensuite subi un choc thermique de 42 °C pendant 1 h. Après 

dilution dans 100 μL d’eau stérile, 50 μL de culture de levures ont été étalés sur des milieux 

sélectifs puis incubés pendant 3 jours à 30 °C. Les milieux de sélection suivants ont été utilisés : 

SD-L (-Leu) et SD-T (-Trp). Pour chaque condition, une colonie de levure a été repiquée, striée sur 

une nouvelle boîte de sélection et incubée 48 h à 30 °C. À partir de la strie, une « ligne » de levures 

a été ensemencée sur une nouvelle boîte de sélection et incubée 48 h à 30 °C. Des velours 

autoclavés ont ensuite été utilisés pour créer un quadrillage de croisement sur milieu YPD en 

conditions stériles. Les boîtes YPD ont été incubées entre 24 h à 30 °C. Le lendemain, les velours 

ont été utilisés pour réaliser des empreintes des boîtes YPD sur les boîtes de sélection SD-TL (-

Trp, -Leu) et sur les milieux d’interaction SD-TLH (-Trp, -Leu, -His) et SD-TLA (-Trp, -Leu, -

Ade). Les levures ont été incubées entre 48 h et 72 h à 30 °C. La présence ou non d’une interaction 

protéique a été visualisée sur les milieux SD-TLH et SD-TLA au niveau des jonctions des lignes 

du quadrillage. Pour confirmer ces résultats, la croissance des diploïdes a été réévaluée par « Spot 

Assay ». Un échantillon des levures diploïdes obtenues a été transféré́ dans un milieu sélectif SD-

TL liquide et cultivé 48 h à 30 °C avec agitation. Les levures ont ensuite été culotées et lavées trois 

fois avec de l'eau stérile. Une concentration identique de levures mesurée a été isolée pour chaque 

condition (Seidel et al., 2000) puis diluée par un facteur 10, 100 puis 1000 et ensemencées sur des 

boîtes SD-TL, SD-TLH et SD-TLA. Les figures ont été réalisées à l’aide du logiciel SPOT 

AdvancedTM, Adobe Illustrator ® et Affinity Designer ® (Figure 11). 
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Figure 11 – Principe du Y2H : exemple de l’interaction KSR1KD/MEK1KD. 

Le plasmide pGADT7-KSR1KD porteurs du marqueur de sélection leu2 a été transformé dans la souche 
PJ69-4a. Le plasmide pGBKT7-MEK1KD porteurs du gène trp1 dans PJ69-4α. Les transformants ont été 
sélectionnés sur les milieux SD appropriés : SD-L pour le plasmide pGADT7-KSR1KD et SD-T pour le 
plasmide pGBKT7-MEK1KD. À partir de ces milieux, un clone a été amplifié et strié en une ligne sur une 
nouvelle boite de Pétri. Les interactions étant testées en simultanée, chaque ligne correspond à une protéine 
exprimée par Y2H (par exemple à gauche, la 2ème ligne correspond à MEK1KD, la 3ème ligne pourrait 
correspondre à BRAFKD). Après croisement des levures sur milieu riche YPD, des empreintes des 
croisements ont été effectuées sur les boîtes de sélection : SD-TL (milieu de sélection non-stringent des 
transformants possédant les deux plasmides), SD-TLH (milieu de sélection de niveau de stringence 
modérée) et SD-TLA (milieu de sélection de niveau de stringence élevée). Pour évaluer plus aisément la 
force des interactions, la croissance des diploïdes a été réévaluée par « Spot Assay ». À partir du milieu 
SD-TL, les diploïdes ont été ensemencés à une concentration identique qui a également été diluée par un 
facteur 10, 100 puis 1000 sur des boites SD-TL, SD-TLH et SD-TLA 



 80 

2.3.2.3 Cribles par PCR à erreurs ou par mutagénèse saturante  

Pour les cribles de double-hybride dans la levure, deux types d’approches ont été utilisées 

pour obtenir les librairies de mutants. Afin de faciliter le procédé expérimental, les deux types de 

plasmides (pGBKT7 et pGADT7) ont été co-transformés dans une seule et même souche de levures 

(PJ69-4a). Les sélections et l’analyse de l’interaction ont donc été réalisées sur des organismes 

haploïdes. La première approche par mutagénèse aléatoire par PCR à erreurs (« Error-prone 

PCR ») a été utilisée lorsque les mutations ciblaient l’ensemble d’un domaine ou d’une région de 

façon aléatoire (par exemple : crible de la NTR de BRAF dans la section 4.1.2.1). La souche PJ69-

4a a été transformée avec la construction pGBKT7-KSR1NTR. En parallèle, des mutations aléatoires 

ont été introduites dans BRAFNTR par PCR en présence de la polymérase Taq et de dITP (Spee et 

al., 1993). Le plasmide pGADT7 a été linéarisé par digestion enzymatique. Les levures PJ69-4a 

comportant pGBKT7-KSR1NTR ont ensuite été transformées avec le plasmide pGADT7 ainsi que 

les produits de PCR BRAFNTR
 mutés qui se sont intégrés à pGADT7 in vivo par recombinaison 

homologue. Pour obtenir toutes les mutations possibles pour chaque acide aminé 

(BRAFNTR
 comprend 434 acides aminées : Nombre de mutations possibles = 4*4*4*434 = 27776 

possibilités), environ 1000 clones par boîte ont été ensemencé sur 40 boîtes SD-TL puis incubées 

72 h à 30 °C. Toutes les boîtes ont par la suite été répliquées sur les boîtes SD-TLH et SD-TLA et 

incubées 48 h. Les colonies apparues sur les milieux SD-TLH et/ou SD-TLA ont été striées sur 

milieu SD-TL puis leur phénotype a été confirmé par « Spot Assay ». Les plasmides des mutants 

ainsi obtenus ont été extraits par lyse mécanique avec des billes de verre (Sigma Aldrich) couplée 

à un protocole d’extraction d’ADN plasmidique (Qiagen). Les plasmides récupérés ont ensuite été 

amplifiés en bactérie avant d’être analysés par séquençage.  

La seconde approche par mutagénèse saturante (Zheng et al., 2004) a ciblé une courte 

séquence de 3 acides aminés de MEK1KD dans le but d’en obtenir toutes les permutations possibles 

(section 3.1.3). Une bibliothèque de mutants de MEK1 a été réalisée sur le motif MAN de la boucle 

d’activation (résidus 219 à 221) permettant de tester toutes les mutations possibles du motif. Dans 

ce but, un oligonucléotide « dégénéré » TCC- NNK-NNK-NNK-TCC (N=A, T, G ou C ; K = G ou 

C) a été utilisé pour remplacer la séquence codante du motif MAN. Les produits de PCR obtenus 

ont été intégrés au plasmide pGBKT7 lors de la transformation de la souche pJ694-a comportant 

la « proie » appropriée (pGADT7-KSR1KD W831R, pGADT7-BRAFKD
 ou pGADT7-CRAFKD). Les 
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mutants de MEK1KD
 ont été sélectionnées puis les plasmides isolés selon la technique 

précédemment décrite.  

2.3.3 Purification des protéines  
Pour la purification des différents domaines, les constructions pGEX-4T1 ou pProEX-HTA 

ont été transformées la veille dans des bactéries BL21-CodonPlus DE3-RIL (Agilent Technologies) 

rendues chimiocompétentes. Une colonie a ensuite été ensemencée dans 25 mL de LB liquide 

contenant l’antibiotique de sélection adéquat, puis incubée o/n à 37 °C avec agitation. Le 

lendemain, 10 mL de la préculture ont été transférés dans 1 L de LB, de Terrific Broth (TB) 

supplémenté en tampon potassium (KH2PO4 /K2HPO4), ou de milieu minimal M9 (Goyal et al., 

2015) supplémenté de [15N]NH4Cl (Cambridge Isotopes) pour les expériences de RMN, dans des 

fioles Erlenmeyer à chicanes. Pour les expériences en milieu minimal, la préculture a été 

préalablement lavée dans de l’eau stérile pour éviter le transfert d’azote non marquée. Les cultures 

ont été incubées à 37 °C avec agitation jusqu’à atteindre leur phase de croissance logarithmique 

puis induites avec 1 mM d’IPTG et incubées 15 h supplémentaires à 18 °C. Après incubation, les 

cultures ont été culotées par centrifugation puis congelés dans de l’azote liquide pour faciliter la 

lyse des bactéries. Les culots ont été re-suspendus dans les tampons de lyse appropriés. Les lysats 

ont par la suite été homogénéisés par sonication, épurés par centrifugation à 20000 rpm pendant 

30 min à 4 °C. En parallèle, des résines de glutathione (GE Healthcare) ou de Ni-NTA (Nickel-

Nitrilotriacetic acid) (Qiagen) ont été équilibrées avec de l’eau stérile puis du tampon de lyse. Les 

lysats ont été mis au contact des résines (pour plus d’efficacité certains lysats ont été préalablement 

filtrés) puis drainés par gravité. Les résines ont été lavées 3 fois avec des tampons de lavage. Les 

protéines fixées à la résine ont soit été directement éluées par clivage sur résine grâce à la protéase 

TEV (produite dans le laboratoire) soit élués par excès de glutathione (25 mM) ou ajout 

d’imidazole 250 mM pour la résine Ni-NTA lors de la purification de protéines peu solubles. Dans 

ce second cas, le clivage à la TEV a été effectuée pendant la nuit à 4 °C lors de la dialyse des 

protéines après récolte des éluats. Les protéines clivées ont ensuite été concentrées avec des filtres 

à centrifuger (Amicon) puis purifiées par chromatographie d’exclusion (Size Exclusion 

Chromatography; SEC) avec une colonne Superdex75 24 mL (GE Healthcare). Lors de la SEC, 

les protéines ont été équilibrées dans un tampon adapté aux expériences de RMN (20 mM tampon 

phosphate, 100 mM NaCl, 0,5 mM TCEP, pH 6.5). Les fractions de SEC comportant la protéine 

d’intérêt ont été concentrées, congelées dans l’azote liquide et conservées à -80 °C. Chaque étape 
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de la purification ainsi que la pureté finale des protéines ont été évaluées sur gel polyacrylamide 

après coloration au bleu de Coomassie alors que la concentration des échantillons a été estimée par 

mesure spectroscopique de l’absorbance UV à la longueur d’onde de 280 nm avec un 

spectrophotomètre NanoDrop (Thermo-Fisher Scientific) et le calcul des coefficients d’extinction 

(Gasteiger et al., 2005). Le domaine BRS a été lysé dans 10 mM Tris-HCl, pH 7.5, 150 mM NaCl, 

1 mM PMSF, 5 mM 2-βmercaptoéthanol, 10 μg/mL de DNase I (Sigma Aldrich). Le CC-SAM a 

été purifié suivant le protocole précédemment décrit (Koveal et al., 2011) et lysé dans un tampon 

adapté (50 mM HEPES pH 7.5, 500 mM NaCl, 1 mM PMSF, 20 mM d’imidazole et 5 mM 2-β-

mercaptoéthanol)  

Le BRS a également été analysé par dichroïsme circulaire (Circular Dichroism, CD) pour 

confirmer les résultats de bio-informatique indiquant la présence d’une structure en coiled-coil. 

Cette technique permet notamment de mesurer le contenu en feuillets β et en hélices α par la 

diffraction des protéines. Pour cela, le BRS a été purifié à partir du vecteur pGEX-4T1 suivant le 

protocole précédemment décrit. Un échantillon du domaine purifié a ensuite été dilué puis analysé 

avec un spectropolarimètre Jasco J-810 par le Dr. Laurent Volpon. 
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Chapitre 3 : Éléments structuraux impliqués dans le 

complexe protéique MEK1/BRAF/KSR1 

3.1 Le domaine kinase de MEK1 possède des structures secondaires 

lui permettant de discriminer ses partenaires d’interaction  

3.1.1 Contexte  
Le premier objectif de ce travail de thèse a été de mieux comprendre la contribution des 

éléments structuraux qui unissent MEK1 aux différentes protéines de la famille RAF. À partir de 

ces informations, des versions mutées de chaque protéine (MEK1, BRAF ou KSR1) ont été 

utilisées comme outils moléculaires afin de parvenir à un modèle d’interactions en adéquation avec 

les données de la littérature.  

Dans ce but, la totalité du kinome humain a été criblé pour identifier des protéines 

régulatrices des dimères BRAF/KSR. De façon inattendue, seules les kinases MEK1/2 stimulent la 

formation des dimères BRAF/KSR1 et BRAF/KSR2 (Lavoie et al., 2018 : Figure 1.a et Extended 

Data Figure 1.a). Notre objectif a donc été la caractérisation de la formation du complexe 

BRAF/KSR1/MEK1 et principalement d’identifier les éléments structuraux permettant à MEK de 

discriminer ses différents partenaires.  

Nous nous sommes focalisés sur les domaines kinases (Kinase Domain, KD) des protéines 

MEK1, BRAF, CRAF et KSR1. La mention de ces protéines fera donc uniquement référence aux 

domaines KD et non aux formes pleine longueur sauf indication contraire. Les séquences en acides 

aminés des KD de KSR1 et KSR2 sont très proches. La superposition structurale des KD a montré 

que ces domaines sont de structures comparables (Khan et al., 2020). Par souci de simplification 

des analyses, nous avons donc fait le choix d’intégrer une seule des protéines KSR à notre étude, 

l’isoforme KSR1. 

En raison de l’analogie entre les KD des KSR et des RAF, nous avons fait l’hypothèse que 

BRAF et CRAF pourraient former des complexes similaires au complexe MEK1/KSR2, où BRAF 

et CRAF se lieraient à MEK1 via des surfaces homologues à celles de KSR2. Nous nous sommes 

proposés de valider cette hypothèse par des expériences de double hybride en levure (« yeast two-
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hybrid », Y2H). Cette technique nous a permis de tester les interactions entre le KD de MEK1 et 

les KD de BRAF, CRAF ou KSR1, sauvages ou mutées.  

3.1.2 Effets de mutations des structures secondaires sur les interactions de 

MEK1 à BRAF, CRAF et KSR1  
Le principe du Y2H repose sur la reconstitution du facteur de transcription Gal4 qui a été 

scindé en deux domaines : le domaine d’activation (Activation Domain, AD) et le domaine de 

liaison à l’ADN (Binding Domain, BD). Chacun de ces domaines est fusionnés aux protéines dont 

on veut évaluer l’interaction. La force de l’interaction protéique considérée est directement corrélée 

à la croissance de levures sur les milieux de sélection. Tous les résultats de Y2H sont présentés 

sous forme de « Spot assay » c’est-à-dire, une dilution sériée de levures diploïdes où une 

concentration décroissante de cellules a été ensemencée du haut vers le bas. La présence de colonies 

de levures à la concentration la plus faible témoigne d’une interaction robuste. Cet agencement 

nous permet de comparer avec plus de nuances, les interactions des différentes protéines (voir le 

chapitre « Matériel et méthodes » pour plus de détails). 

La robustesse de l’essai de double-hybride a été préalablement établie par la reproduction 

des interactions connues de MEK1 avec les protéines RAF (non montré). Après validation de ces 

interactions, nous avons voulu déterminer avec précision les éléments structuraux permettant à 

MEK1 d’interagir avec ses partenaires. Les données de cristallographie par rayons X du complexe 

MEK1/KSR2 ont montré que les hélices αG et les boucles d’activations permettent à ces deux 

protéines d’interagir (Brennan et al., 2011). Des mutants ciblant spécifiquement ces structures ont 

donc été générés dans MEK1 et dans les protéines RAF. L’impact de ces mutations sur l’interaction 

de MEK1 avec les protéines RAF a ensuite été évalué par Y2H.  

3.1.2.1 Une mutation de l’hélice αG de MEK1 perturbe son interaction avec ses partenaires 

Nous nous sommes tout d’abord intéressés aux mutations affectant la protéine MEK1. La 

mutation (F311S) de l’hélice αG présente dans le lobe C de MEK1, a été caractérisée lors 

d’expériences précédentes visant à impacter l’association de MEK1 avec KSR1 (Figure 12.A en 

haut). Cette mutation F311S induit à elle seule la perte d’interaction de MEK1 avec KSR1. Comme 

pour l’interaction de MEK1 avec KSR2, il est apparu que l’interaction de MEK1 avec KSR1 

dépend également de l’hélice αG de MEK1. Nous avons pu reproduire cette expérience de perte 
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d’interaction de MEK1 vis-à-vis de KSR1 avec succès comme en témoigne l’absence de croissance 

de levures (Figure 12.B, comparez la colonne 1 à la colonne 2 du panneau SD-TLH).  

 

Figure 12 – Mesure des interactions de MEK1, sauvage ou mutée avec KSR1, BRAF ou CRAF. 

A) Schéma replaçant la mutation F311S de MEK1 dans les complexes KSR1/MEK1 et MEK1/BRAF ou 
CRAF et qui a été utilisée dans cette expérience. 
B) Interactions de KSR1KD, BRAFKD et CRAFKD avec MEK1KD ou MEK1 F311S (mutation de l’hélice αG). Les 
KD de KSR1, BRAF ou CRAF ont été fusionnées au domaine activateur de GAL4 (AD). Le KD de MEK1 a 
été fusionné au domaine liant l’ADN de GAL4 (BD). SD-TL : milieu de sélection non-stringent des 
transformants ; SD-TLH : milieu de sélection de niveau de stringence modérée ; Aucune interaction n’a été 
détectée sur le milieu de stringence le plus élevé (SD-TLA, non présenté).  
WT : forme sauvage, F311S : résidu Phe à la position 311 muté en Ser, KD : Kinase Domain, BA : Boucle 
d’Activation, 𝛼𝛼G : Hélice 𝛼𝛼G. Figure 12.B adaptée de Lavoie et al. 2018, Extended Data Figure 2.c 
 

Les protéines KSR font partie de la famille des protéines RAF car elles présentent une forte 

homologie de séquence avec les kinases RAF. En nous basant sur les similitudes structurales entre 

KSR1 et les kinases BRAF et CRAF, nous avons supposé que la mutation F311S de MEK1 pourrait 

également perturber les interactions MEK1/BRAF et MEK1/CRAF (Figure 12.A en bas). Nos 

expériences de Y2H confirment que le mutant MEK1F311S n’est plus capable d’interagir avec les 

protéines BRAF et CRAF (Figure 12.B). L’introduction d’une mutation unique au niveau du point 

de contact de l’hélice αG de MEK1 avec l’hélice αG de BRAF ou CRAF est suffisante pour 

complètement abroger les interactions MEK1/BRAF et MEK1/CRAF. Nous avons ainsi démontré 

que, comme pour KSR1, MEK1 engage son hélice αG pour interagir avec BRAF et CRAF. De 

A) B) 
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façon réciproque, nous avons voulu déterminer si les protéines RAF engagent elles aussi leurs 

hélices αG lors de leur interaction avec MEK1. Nous avons dans un premier temps, évalué l’impact 

de ces mutations sur les fonctions des protéines RAF. 

3.1.2.2 Les mutations des hélice αG n’impactent pas le repliement global du domaine: exemple 

de KSR1W831R  

Dans le complexe MEK1/KSR2, les hélices αG de chacune des deux protéines établissent un 

point de contact permettant à MEK1 et KSR2 d’interagir (Brennan et al., 2011). Nous avons voulu 

corroborer ces données et déterminer si l’hélice αG de KSR1 était pareillement engagée avec 

l’hélice αG de MEK1. Une mutation permettant d’abroger l’interaction MEK1/KSR a été isolée 

par crible génétique (Lavoie et al., 2018 : Extended Data Figure 2). Comme pour le mutant de 

MEKF311S précédemment décrit, la mutation KSR1W831R est également localisée dans l’hélice αG, 

soutenant l’hypothèse que pour chacune de ses interactions (MEK1/KSR1, MEK1/CRAF et 

MEK1/BRAF), MEK1 engage son hélice αG par un contact direct avec l’hélice αG de son 

partenaire d’interaction. Contrairement à KSR1 qui est constitutivement liée à MEK1, KSR1W831R 

n’interagit plus avec MEK1.  

L’introduction de mutations ponctuelles pour modifier la nature d’un acide aminé peut avoir 

des répercussions inattendues sur la structure et la fonction d’une protéine. Il a de ce fait, été 

important de s’assurer que les mutations des hélices αG (telle que MEKF311S ou KSR1W831R) 

n’impactaient que l’interaction MEK/KSR et n’avaient pas d’effets délétères sur les autres 

interactions de MEK ou de KSR1 (Lavoie et al., 2018 : Extended Data Figure 3). En particulier, 

la capacité de KSR1W831R à lier l’ensemble de ses partenaires d’interaction a été évaluée. La 

mutation W831R qui induit la perte d’interaction avec MEK1, a été introduite dans une protéine 

KSR1 pleine longueur (KSR1FL) et ses interactions protéiques ont été analysées par Western Blot 

et par spectrométrie de masse (Figure 13).  

 

 

 



 87 

 

Figure 13 – Analyse des interacteurs de KSR1W831R. 

Purification de Flag-KSR1FL sauvage ou muté par immunoprécipitation après transfection en cellules 
humaines 293T. La détection des interacteurs des Flag-KSR1 a été réalisée par spectrométrie de masse 
après migration sur un gel SDS-PAGE et coloration au nitrate d’argent (A) ou par immunobuvardage de 
type Western et utilisation des anticorps appropriés (B). Les protéines contaminantes sont indiquées par 
une étoile. IP : Immunoprécipitation, « - » / « + » : contrôles expérimentaux 
Figure adaptée de Lavoie et al. 2018, Extended Data Figure 3.d et 3.e 
 

Les résultats de ces expériences indiquent que la mutation W831R n’affecte pas l’interaction 

de KSR1 avec 14-3-3, CDC37 ou encore HSP90 (Oughtred et al., 2021; Stewart et al., 1999), 

comparativement à sa forme sauvage (à l’exception attendue de l’interaction avec MEK1). On peut 

donc raisonnablement supposer que la substitution n’a pas d’impact majeur sur la structure globale 

de KSR1 qui conserve ses fonctions d’interaction. Cependant, seule une étude structurale 

approfondie de KSR1 et de sa forme mutée soit par RMN, soit par cristallographie aux rayons X, 

pourrait évaluer avec précision l’impact réel de cette substitution sur le repliement de KSR.  

A) B) 
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Après avoir caractérisé la mutation KSR1W831R, des substitutions similaires ont été 

introduites dans BRAF et CRAF pour en étudier les effets.  

3.1.2.3 L’hélice αG et la boucle d’activation des protéines RAF sont requises pour leur interaction 

avec MEK1  

Les mutations MEKF311S et KSR1W831R ont permis de valider les données de cristallographie 

par rayons X: comme pour l’interaction MEK1/KSR2, MEK1 et KSR1 se font face via leur hélices 

αG respectives. Ainsi, l’introduction de la mutation W831R dans l’hélice αG de KSR1 (Figure 

14.A en haut) conduit bien à une perte d’interaction par Y2H comme l’indique l’absence de 

croissance (Figure 14.B : comparer les colonnes 1 et 2). 

 
Figure 14 – Mesure des interactions de MEK1KD avec KSR1KD, BRAFKD ou CRAFKD sauvages ou 

mutées. 

A) Schéma replaçant les mutations des protéines KSR1 et BRAF dans les complexes KSR/MEK et MEK/RAF 
et qui ont été utilisées dans cette expérience. Les mutations de CRAF sont localisées dans des localisations 
similaires à celles de BRAF.  
B) Interactions des KD de MEK1KD avec KSR1KD, BRAFKD et CRAFKD sauvages (*); mutés dans leur hélice 
αG (△) ou mutés dans leurs boucles d’activation (○). Les peptides correspondants aux KD fusionnés au 
domaine activateur de GAL4 (AD) ou au domaine liant l’ADN de GAL4 (BD) sont indiqués ; SD-TL : milieu 
de sélection non-stringent des transformants ; SD-TLH : milieu de sélection de niveau de stringence 
modérée ; SD-TLA : milieu de sélection de niveau de stringence élevée. 
KD : Kinase Domain, BA : Boucle d’Activation, 𝛼𝛼G : Hélice 𝛼𝛼G. 

B) A) 
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Par analogie structurale avec KSR1, nous avons émis l’hypothèse que les kinases BRAF et 

CRAF pourraient elles aussi interagir avec MEK1 via leurs hélices αG respectives. Nous avons 

introduit des mutations dans les hélices αG et les boucles d’activation des protéines RAF (BRAF 

et CRAF) pour en étudier les effets sur les interactions avec MEK1/BRAF et MEK1/CRAF.  

Les protéines RAF étant des sérine-thréonine kinases, elles interagissent donc avec leur 

substrat par leurs boucles d’activation (BA), ce qui a été confirmé par cristallographie aux rayons 

X (Haling et al., 2014). Afin de valider l’implication potentielle de ces éléments structuraux de 

BRAF et de CRAF dans leur interaction avec MEK1, des mutants des hélices αG d’une part et des 

mutations de résidus localisés dans les boucles d’activation (BRAF : résidus 666 à 670 ; CRAF : 

résidu 557) d’autre part, ont été générés par mutagenèse dirigée (Figure 14.A en bas) puis testés 

par Y2H. Lors de la réalisation de cette expérience, un milieu de stringence plus élevé (SD-TLA) 

a également été utilisé pour observer des interactions protéiques plus fortes. Ainsi, il est intéressant 

de noter que le KD de la kinase MEK1 interagit plus fortement avec le KD de KSR1 qu’avec les 

KD des kinases RAF, confirmant la plus grande affinité de MEK1 pour les protéines KSR (Roy et 

al., 2002) (Figure 14.B : comparer les colonnes surmontées par *). Pour les interactions 

MEK1/BRAF et MEK1/CRAF, l’analyse des pertes d’interactions a uniquement pu être effectuée 

sur le milieu de stringence minimal (SD-TLH). 

Tous les mutants de BRAF et CRAF, à l’exception de BRAFM668R, abrogent ou réduisent 

l’interaction avec la forme sauvage MEK1 (Figure 14.B). Les hélices αG de BRAF et de CRAF 

ainsi que leurs boucles d’activations sont donc nécessaires à leur interaction avec le domaine kinase 

de MEK1. Ces expériences ont permis d’isoler des mutants de type « perte de fonction » 

(KSR1W831R, BRAFI666R et CRAFI557R) qui ont été utilisés par la suite (Figure 16, p. 94). 

Il est intéressant de noter que pour BRAF, seuls deux mutations (I666R et G670R) permettent 

de complètement inhiber l’interaction MEK1/BRAF. Ces résultats suggèrent que les boucles 

d’activation de MEK1 et de BRAF établissent un point de contact extrêmement précis que ne peut 

être perturbé qu’en ciblant les acides aminés spécifiquement engagés dans l’interaction. 

Contrairement aux autres mutations de BRAF, la mutation BRAFM668R n’est donc, à elle seule, pas 

suffisante pour perturber l’interaction MEK1/BRAF qui repose sur deux points de contact : 1) via 

leurs hélices αG et 2) via leurs boucles d’activation. 

Il est donc bien nécessaire pour MEK1 d’engager son hélice αG ainsi que sa boucle 

d’activation avec l’hélice αG et la boucle d’activation de son partenaire d’interaction. En 
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corrélation avec les données structurales (Figure 8, p. 61), ces résultats démontrent donc bien que 

les interactions MEK1/BRAF et MEK1/CRAF impliquent les mêmes structures que l’interaction 

MEK1/KSR1 et MEK1/KSR2.  

3.1.3 Identification des substitutions capables de moduler l’affinité de MEK1 

pour BRAF, CRAF et KSR1 
Dans le but de pouvoir isoler spécifiquement les complexes MEK1/BRAF, MEK1/CRAF ou 

MEK1/KSR1 les uns des autres, nous avons isolé des mutants de MEK1 ayant des affinités 

différentes selon les partenaires d’interaction considérés. 

Il a été postulé que chacune des interactions de MEK1 (MEK1/BRAF, MEK1/CRAF ou 

MEK1/KSR1) pourrait être renforcée par l’introduction de mutations spécifiques dans MEK1; 

chaque mutant de MEK1 ainsi généré s’associant de façon préférentielle à BRAF, CRAF ou KSR1. 

Pour cela, un système de crible en Y2H a été élaboré permettant d’identifier et isoler ces mutants 

de MEK1. 

Dans un premier temps, un crible préliminaire de MEK1 a été élaboré à partir de l’interaction 

MEK1/KSR1. Comme mentionné précédemment, l’interaction MEK1/KSR1 est la seule qui est 

détectée sur les deux milieux de stringence de Y2H, du fait de l’affinité élevée de MEK1 pour 

KSR1. Dans ce contexte, il est donc impossible de faire la distinction entre une mutation 

provoquant un gain d’interaction et l’interaction des protéines sauvages. Le mutant « perte de 

fonction » KSR1W831R qui n’interagit plus avec MEK1 (Figure 14.B : colonnes 1 et 2, comparez 

KSR1WT et KSR1W831R) a donc été choisi pour cette expérience.  

En utilisant KSR1W831R comme appât, la totalité de la protéine MEK1 a été criblée par 

mutagénèse aléatoire par PCR à erreurs (« Error-prone PCR ») lors d’une expérience réalisée par 

le Dr. Lavoie. Des mutants de MEK1 de plus forte affinité pour KSR1W831R ont ainsi pu être isolés. 

Cette expérience a ainsi permis de sélectionner des mutations de MEK1 pouvant restaurer 

l’interaction avec KSR1W831R. Logiquement, ces mutants de MEK1 interagissent aussi plus 

fortement avec la forme sauvage de KSR1. Il a été observé que les mutations possédant ces 

propriétés sont exclusivement localisées dans le KD de MEK1, plus particulièrement au niveau de 

sa boucle d’activation et du motif M219-A220-N221 (Met, Ala et Asp), situé entre les sérines 

phosphorylables de MEK1 (voir Introduction). Ainsi, les substitutions uniques M219V ou N221Y 
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permettent de rétablir l’interaction de MEK1 avec KSR1W831R. Il a été conclu que le motif M219-

A220-N221 est important pour l’interaction de MEK1 avec KSR1.  

À la suite de ce crible préliminaire, chacune des interactions (MEK1/KSR1W831R, 

MEK1/BRAF et MEK1/CRAF) a subi un crible génétique ciblant spécifiquement les résidus 219 

à 221 de MEK1 afin d’identifier des mutations capables d’augmenter l’affinité de MEK1 pour ses 

partenaires d’interaction. D’un point de vue expérimental, une mutagénèse aléatoire et saturante a 

été privilégiée afin d’obtenir toutes les combinaisons possibles de codons à la place des trois acides 

aminés ciblés (Figure 15.A). En comparant les gains d’interaction provoqués par ces mutations, 

cet essai mis au point dans le laboratoire, a eu pour but de découvrir les résidus permettant à MEK1 

de discriminer ses différents partenaires d’interaction au cours de la formation des complexes 

protéiques. 

3.1.3.1 L’interaction de MEK1 avec ses partenaires est influencée par la nature des résidus de sa 

boucle d’activation 

Plus de 300 mutants provoquant un gain d’interaction de MEK1 pour ses partenaires, ont été 

sélectionnés puis séquencés pour l’ensemble des trois cribles. Les différents acides aminés 

retrouvés aux positions 219, 220 et 221 de la boucle d’activation de MEK1 ont ensuite été 

rassemblés sous forme de logos dont la taille est fonction de leur fréquence d’apparition (Figure 

15.B). 
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Figure 15 – Nature et fréquence des substitutions du motif M219-A220-N221 de MEK1 lors de son 

criblage avec KSR1W831R, BRAF ou CRAF. 

 
A) Schéma représentant les trois cribles effectués sur MEK1 sélectionnant des mutants induisant des 
phénotypes de « gain d’interaction ». La nature des acides aminés aux positions 219, 220 et 221 est 
déterminé de façon randomisée par mutagénèse aléatoire. 
B) Acides aminés enrichis en 219, 220 et 221. La position de l’acide aminé muté du motif M219-A220-N221 de 
MEK1 est indiquée dans un encadré gris en haut. La nature des acides aminées est indiquée par une couleur 
déterminée (bleu: résidus basiques; rouge: résidus acides; noir: résidus hydrophobes, violet: résidus 
amidiques vert: résidus polaires). La taille de chaque lettre représente la fréquence d’apparition de l’acide 
aminé. La protéine « appât » utilisée pour chaque crible est indiquée en bas. Par exemple, dans le crible de 
MEK1 contre KSR1W831R, la majorité des mutants de MEK1 qui ont été isolés possède une substitution de 
l’alanine 221 en une tyrosine. (Logos générés via le site web http://weblogo.berkeley.edu/)  
 

B) 

A) 

http://weblogo.berkeley.edu/
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KD : Kinase Domain, BA : Boucle d’Activation, 𝛼𝛼G : Hélice 𝛼𝛼G. Figure adaptée de Lavoie et al. 2018,  
Extended Data Figure 5.a. 
 

Ces résultats démontrent que la distribution des acides aminés n’est pas aléatoire. Ainsi, on 

observe un enrichissement des substitutions M219R, A220L et N221L de MEK1 (abrégées en 

MEK1RLL) lors des cribles réalisés avec BRAF ou CRAF. Comparativement au résidu méthionine 

(M) à la position 219 de la forme sauvage de MEK 219, l’arginine (R) impose un encombrement 

stérique plus important du fait du groupe guanidine chargé de sa chaîne latérale (Sneath et al., 

1966). Des études structurales de ces permutations sont nécessaires pour déterminer l’impact de 

ces substitutions sur la capacité d’interaction de MEK. Hormis l’arginine (en position 219), la 

position 220 comprend principalement des résidus hydrophobes (L, V, A, M, I) alors que la position 

221 comporte une part proportionnellement plus importante d’acides aminés hydrophiles (N, Q, E, 

H, K, R). La combinaison de ce type de résidus à ces positions particulières permettent donc à 

MEK1 d’augmenter la force de son interaction avec BRAF et CRAF.  

Lors du crible réalisé avec KSR1W831R, le mutant MEK1VLY a été isolé le plus fréquemment. 

À l’inverse des deux autres cribles, ici c’est le résidu à la 3ème position du motif qui est remplacé 

par un résidu aromatique (une tyrosine), stériquement plus contraignant. Ces résultats font échos 

au crible préliminaire effectué sur l’interaction MEK1/KSR1 où les mutants MEK1VAN 

(substitution unique d’une valine à la place de la méthionine) et MEK1MAY comportent également 

une tyrosine à la 3ème position. Un résidu aromatique à la place de l’alanine (A) dans le motif M-

A-N de MEK1 peut donc spécifiquement renforcer l’interaction MEK1/KSR1. Il est donc possible 

d’isoler des mutants de MEK1 interagissant spécifiquement avec l’un ou l’autre de ses partenaires. 

Pour confirmer cette hypothèse, la force et la spécificité des mutants de MEK1 a été évaluée par la 

technique du double hybride.  

3.1.3.2 Évaluation de la force et de la spécificité des mutants de MEK1 

Une analyse comparative a été effectuée sur neuf mutants de MEK1 issus des trois cribles. 

Un schéma des différentes interactions testées pour le mutant MEK1RLL, est illustré comme 

exemple dans la Figure 16. Ce mutant est issu du crible de MEK1 avec BRAF (Figure 16.A) et 

comprend une triple mutation du motif M-A-N (M219R, A220L et N221L). MEK1RLL a donc été 

comparé à des mutants comportant des substitutions uniques (tel que le mutant MEK1VAN). Nous 

avons supposé qu’une triple mutation sélectionnée de façon aléatoire conduirait à une interaction 

MEK1/BRAF plus forte qu’une substitution unique (Figure 16.B). MEK1RLL et MEK1VAN ont 
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également été testés en interaction avec BRAFI666R (Figure 16.C et D) Cette forme mutée de BRAF 

a été isolée précédemment (Figure 14.B, p. 88) car elle conduit à une perte de l’interaction 

MEK1/BRAF. Si la mutation R-L-L dans MEK1 induit un gain suffisant, l’interaction 

MEK1/BRAF pourrait être renforcée avec BRAF sauvage et restaurée avec BRAFI666R.  

 

 
 

Figure 16 – Exemples d’interactions testées entre des mutants de MEK1 et de BRAF. 

A) Interaction MEK1RLL/BRAF correspondant à la colonne 5 de la Figure 17.B en haut. 
B) Interaction MEK1VAN/BRAF correspondant à la colonne 2 de la Figure 17.B en haut.  
C) Interaction MEK1RLL/BRAFI666R correspondant à la colonne 5 de la Figure 17.B en bas. 
D) Interaction MEK1VAN/BRAFI666R correspondant à la colonne 2 de la Figure 17.B en bas. 
KD: Kinase Domain, BA: Boucle d’Activation, 𝛼𝛼G: Hélice 𝛼𝛼G. 

 

Pour déterminer la spécificité de la mutation R-L-L, les interactions MEK1RLL/CRAF, 

MEK1RLL/CRAFI557R, MEK1RLL/KSR1 et MEK1RLL/KSR1W831R ont également été testées. Chaque 

mutant de MEK1 a ainsi été évalué en interaction avec différents partenaires pour 1) évaluer la 

force du gain d’interaction apportés par ces mutations et 2) déterminer leurs spécificités vis-à-vis 

de KSR1, BRAF ou CRAF. Le but de cette expérience a été de discriminer les mutants de MEK1 

par leur capacité d’interaction en identifiant les interactions les plus fortes et, si possible, les 

interactions sélectives.  
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Figure 17 – Sélectivité des mutants de MEK1 pour KSR1, BRAF et CRAF sauvages ou mutées. 

A) Interactions des mutants de MEK1 avec KSR1 (en haut) ou KSR1W831R (en bas) ;  
B) Interactions des mutants de MEK1 avec BRAF (en haut) ou BRAFI666R (en bas) ;  
C) Interactions des mutants de MEK1 avec CRAF (en haut) ou CRAFI557R (en bas).  
Les mutations de MEK1 aux positions 219 à 221 de sa BA issues des cribles sont indiquées dans l’encadré 
rose. La forme sauvage MEK1WT (résidus « M-A-N » en gras) est présente dans chaque expérience sur la 
première colonne de chaque panneau, suivi des différents mutants de MEK1. Les mutants de MEK1 indiqués 
en rouge (« V-A-N » et « M-A-Y ») correspondent à des substitutions uniques où seul un des trois acides 
aminés du motif M-A-N a été permuté. 
 

 

À l’exception des interactions comprenant KSR1 sauvage, la force de chacune des 

interactions peut être évaluée sur les deux milieux de sélection (SD-TLH et SD-TLA). Sept mutants 

de MEK1 augmentent significativement l’interaction de MEK1 avec BRAFWT comme l’indique la 

présence de levures sur milieu de stringence le plus élevée (SD-TLA). Parmi elles, la mutation W-

R-R est la plus forte puisque des colonies de levures sont observées à toutes les concentrations 

d’ensemencement (Figure 17.B, colonne 11, en haut). La mutation W-R-R induit un gain 

B) A) C) 
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d’interaction suffisant pour restaurer l’interaction de MEK1 avec BRAFI666R. Un gain similaire est 

observé pour la mutation W-L-N mais est en contradiction avec l’absence d’interaction observée 

avec BRAFWT (Figure 17.B, colonnes 11 et 12, en bas). 6 mutants de MEK1 augmentent 

significativement l’interaction MEK1/CRAF. Parmi eux, les mutants R-V-L et R-V-R ont le plus 

d’impact sur l’interaction puisqu’une interaction est détectée avec CRAF ainsi qu’avec le mutant 

CRAFI557R « perte d’interaction » (Figure 17.C, colonnes 6 et 8). Il est intéressant de noter qu’il 

semble y avoir une spécificité d’interaction dans la mesure où le mutant R-V-L de MEK1 se lie 

avec plus d’affinité à CRAF qu’à BRAF. Plus globalement, les triples mutations apportent des 

gains d’interaction plus important comparativement aux substitutions simples (Figure 17.B et C, 

colonnes 2 et 3).  

Comme mentionné plus haut, l’affinité de MEK1 est plus importante vis-à-vis des protéines 

KSR que vis-à-vis des kinases (Roy et al., 2002), l’interaction MEK1/KSR est donc plus forte que 

les interactions MEK1/BRAF et MEK1/CRAF. Cette interaction est telle, qu’elle se situe au-delà 

des limites de détection de l’essai de Y2H et sature le milieu de stringence le plus élevé. Ainsi, un 

gain d’interaction ne peut pas être évalué dans ces conditions (Figure 17.A, haut). De ce fait, la 

comparaison des mutants a n’a pu être réalisée qu’en utilisant le mutant KSR1W831R « perte 

d’interaction ». Dix mutants de MEK1 augmentent significativement l’interaction MEK1/ 

KSR1W831R. Parmi eux, les mutants W-L-N et M-T-W présentent la plus forte interaction (Figure 

17.A, bas, colonnes 10 et 12) 

Le récapitulatif des résultats (Figure 18) permet d’identifier des mutants de MEK1 

spécifiques d’un partenaire. Ainsi, il met en avant la spécificité du mutant MEK1RVL pour CRAF 

(sauvage et muté) au détriment des interactions MEK1/BRAF et MEK1/KSR1. Ce mutant 

particulier constitue donc un outil avantageux pour étudier le dimère MEK1/CRAF de manière 

ciblée. Par ailleurs, la double substitution W-L-N a la capacité de restaurer l’interaction de MEK1 

avec les mutants « perte d’interaction » de KSR1 et BRAF (KSR1W831R et BRAFI666R). Le gain 

apporté par ce mutant est donc supérieur à celui du mutant V-L-Y qui n’apporte un gain qu’à 

l’interaction de MEK1 avec BRAF sauvage. 
 



 97 

Figure 18 – Résumé des résultats de la Figure 16. 

Les mutants de MEK1 induisant un gain d’interaction avec un des partenaires d’interaction de MEK1 sont 
indiqués par une case colorée. Les cases rouges indiquent un gain d’interaction avec KSR1 sauvage ou 
mutée, les cases vertes avec BRAF sauvage ou mutée, les bleues avec CRAF sauvage ou mutée.  
 

 

Les mutants décrits ci-dessus ont eu une importance considérable dans l’étude du complexe 

MEK1/BRAF/KSR1, notamment pour élucider la dualité de MEK1 jouant ici à la fois le rôle de 

substrat et celui d’activateur allostérique de BRAF. 

Par la suite, les mutants MEK1WLN, KSR1W831R, BRAF I666R ont été introduits dans les formes 

pleines longueurs des protéines correspondantes et exprimés dans des cellules humaines. Des 

expériences, de co-surexpressions et de co-immunoprécipitations, qui ne sont pas présentées dans 

cette thèse, ont permis de confirmer les résultats obtenus par Y2H et d’analyser l’impact de ces 

mutations sur l’activation de MEK dans un contexte de protéines pleines longueurs. Ces résultats 

combinés à l’utilisation d’autres outils moléculaires ont permis de disséquer les interactions 

BRAF/KSR1, MEK1/KSR1 et MEK1/BRAF aboutissant à un nouveau modèle qui illustre le rôle 

de MEK1 sur la formation du dimère BRAF/KSR1. 

3.1.4 Conclusions et perspectives 
Dans cette première partie, nous nous sommes focalisés sur l’étude de l’interaction des 

domaines kinase des protéines BRAF et KSR1 avec MEK1. Nous avons montré que l’interaction 

de MEK1 et de ses partenaires passe par une interface impliquant des structures secondaires 

spécifiques : leur hélice αG et leur boucle d’activation. La perturbation de l’une ou l’autre de ces 

structures est suffisante pour impacter significativement l’interaction des protéines RAF avec 

MEK1. Nous avons également déterminé que la nature des acides aminés de la boucle d’activation 
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de MEK1 avait un impact non négligeable sur ces interactions. En modulant la séquence en acide 

amines M-A-N (positions 219, 220 et 221), nous avons modifié la force d’interaction de MEK1 

avec l’une ou l’autre des protéines RAF.  

Ces mutants de MEK1 ont été utilisés comme outils moléculaires dans de nombreuses 

expériences complémentaires, notamment pour moduler la formation des interactions 

MEK1/KSR1, MEK1/BRAF et BRAF/KSR1. Grâce à cela, un nouveau modèle d’interaction 

mettant en jeu les domaines kinases des protéines MEK1/BRAF/KSR1 a été proposé. Ce modèle 

représente une version alternative du modèle existant (Brennan et al., 2011), en particulier vis-à-

vis de la « directionnalité » des évènements aboutissant à la phosphorylation de MEK1.  

Ce modèle repose principalement sur l’observation que BRAF phosphoryle 

préférentiellement des molécules MEK1 « libres », non liées à KSR1. Il existerait ainsi deux 

« pools » de molécules de MEK1 dans les cellules. Le premier pool serait constitué de molécules 

de MEK1 pré-associées à KSR1 (ou « MEK1 activatrices »). Le second pool se composerait de 

molécules de MEK1 libres (ou « MEK1 substrats »). Dans la situation où la voie RAS-ERK est 

activée, le pool de « MEK1 activatrices » présenterait KSR1 à BRAF et provoquerait la formation 

du dimère BRAF/KSR1. En conséquence, KSR1 transactiverait BRAF qui phosphorylait les 

molécules « MEK1 substrats ». Ici, BRAF est donc activée allostériquement par son propre substrat 

MEK1. Il est important de noter que « MEK1 activatrice », c’est-à-dire liée à KSR1, n’a pas besoin 

d’être activée pour stimuler BRAF. On peut donc supposer que MEK1 participe à sa propre 

activation par un phénomène d’auto-amplification lorsque la voie RAS-ERK est activée via le 

complexe MEK1/KSR1/BRAF (Figure 19). 
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Figure 19 – Modèle des interactions du complexe BRAFKD/KSR1KD/MEK1KD. 

 
Comparativement au modèle de Brennan et collaborateurs (en haut), le complexe MEK1KD/KSR1KD (en 
saumon et rouge respectivement) sert ici d’unité d’activation pour BRAF. Dans sa forme désinhibée, 
l’interface de dimérisation du KD de BRAF (bleu) est disponible pour dimériser avec le KD de KSR1. Cette 
compétition déplace un des complexe MEK1/KSR1 permettant à BRAF d’être transactivée par KSR1 qui est 
amenée dans ce contexte par une molécule MEK1 « activatrice ». Une fois activée, BRAF phosphoryle une 
molécule de MEK1 appartenant au pool « substrat » disponible dans la cellule et non associée à KSR1. Ce 
schéma a été adapté à partir de l’article Lavoie et al. 2018. La structure de BRAFKD/KSR1KD n’étant pas 
disponible, nous avons choisi de représenter cette interaction « tête-bêche » ; les mouvements des hélices 
𝛼𝛼C sont hypothétiques.  
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Dans cette partie, nous nous sommes focalisés sur l’étude de l’interaction des domaines 

kinase des protéines BRAF, KSR1 avec MEK1. Le modèle dévoile un nouveau mode de régulation 

allostérique de MEK1 sur la formation du dimère BRAF/KSR1 mais qui ne tient pas compte des 

régions NTR. À partir de ces résultats, nous pouvons supposer que ce modèle d’interaction est 

également valable pour le complexe MEK1/KSR1/CRAF où MEK1 servirait également 

d’activateur allostérique à CRAF. Aucun élément ne nous permet d’expliquer ce qui permet à la 

protéine KSR1 de discriminer les isoformes des kinases RAF les unes des autres. Il a ainsi été 

important d’évaluer l’impact des régions N-terminales régulatrices des protéines RAF et KSR sur 

la formation des hétérodimères RAF/KSR.  

3.2 Le domaine BRS de BRAF est essentiel à l’interaction 

BRAF/KSR1 
3.2.1 Contexte  

Le cycle d’activation des kinases RAF se compose de plusieurs évènements séquentiels, 

essentiels pour leur activation. Lors de son interaction avec la protéine RAS, la région N-terminale 

régulatrice (NTR) de RAF libère le domaine kinase (KD) exposant ainsi une surface d’interaction 

hautement conservée lui permettant d’atteindre un état actif par dimérisation (Lavoie and Therrien, 

2015). Cet évènement de dimérisation exerce une grande influence sur l’efficacité de transduction. 

Les cinq membres de la famille de protéines RAF possèdent tous une interface de dimérisation 

« côte-à-côte » extrêmement conservée dans le KD (Rajakulendran et al., 2009). La conservation 

de cette interface suppose l’existence de jusqu’à 15 dimères différents dans les cellules humaines 

contrairement aux cellules de drosophile chez qui il n’existe qu’une seule protéine RAF et qu’une 

seule protéine KSR.  

Plusieurs études ont rapporté l’existence de différents dimères de RAF se formant en 

conditions physiologiques tels que BRAF/ARAF, BRAF/CRAF et BRAF/KSR1, pouvant chacune 

participer à l’activation de la voie RAS-ERK (Freeman et al., 2013b; Rajakulendran et al., 2009). 

Il est à noter que pour les hétérodimères de kinases RAF (tels que BRAF/CRAF), il est nécessaire 

de stimuler la voie par l’activation en amont des protéines RAS pour induire la phosphorylation de 

MEK. Les hétérodimères formés d’une kinase RAF et d’une protéine KSR dépendent aussi de 

l’activation des protéines RAS lors du phénomène de transactivation où la protéine KSR stimule 

l’activité catalytique de RAF comme chez la drosophile (Roy et al., 2002). Cependant, dans des 
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conditions de surexpressions non physiologiques, l’hétérodimère BRAF/KSR1 peut se former 

indépendamment de la présence ou non de la protéine RAS. Chez l’homme, KSR1 pourrait en 

théorie, transactiver trois isoformes de kinases RAF (ARAF, BRAF ou CRAF) pour induire la 

phosphorylation de MEK. Nous avons voulu déterminer si l’activation de MEK par un dimère 

RAF/KSR est possible quelle que soit l’isoforme des kinases RAF utilisées.  

Nous avons donc modulé les quantités de kinases BRAF et CRAF exprimées en pleine 

longueur dans les cellules, en co-surexpression avec KSR1. Les résultats montrent que c’est en 

présence des protéines BRAF et KSR1 que l’activation de MEK1 est la plus forte (Figure 20.A : 

panneau « anti-pMEK »). Nous constatons aussi que cette activation est directement corrélée aux 

quantités de BRAF et de KSR1 transfectées dans les cellules. Une expérience de co-

immunoprécipitation a été réalisée pour déterminer si la phosphorylation de MEK est liée à la 

formation du dimère BRAF/KSR1. Cette expérience montre ainsi que le dimère de BRAF/KSR1 

se forme préférentiellement au dimère CRAF/KSR1 (Figure 20.B : comparer les colonnes 3 et 5, 

panneau « anti-Pyo »). Cette association est potentialisée par la présence de la protéine MEK1 

(Figure 20.B : comparer les colonnes 2 et 3, panneau « anti-Pyo »).  
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Figure 20 – Activation de MEK1 après co-expression des protéines KSR1, BRAF ou CRAF et 

formation de dimères. 

A) Les protéines KSR1, BRAF ou CRAF portant l’étiquette « Flag » ont été co-surexprimées avec la 
protéine Flag-MEK1 selon différentes conditions dans des cellules HEK293T. L‘activation de MEK1 a été 
évalués en mesurant les niveaux de pMEK1 par Western Blot. Trois quantités différentes de plasmides ont 
été testées pour chacune des protéines RAF (triangles noires).  
B) Les protéines BRAF ou CRAF ont été immunoprécipitées à l’aide de leur étiquette Flag. La protéine 
KSR1 porte l’étiquette Pyo ce qui permet de suivre son association à BRAF ou CRAF.  
Les anticorps utilisés sont indiqués sur la droite. pMEK : MEK phosphorylée. Ces expériences ont été 
publiées dans l’article Lavoie et al. 2018 (Figure 3.a et Extended Data Figure 6.a) et ont été réalisées par 
M. Sahmi.  
 

 

Comme vu précédemment (Figure 19, p. 99), la formation du dimère BRAF/KSR1 est 

favorisée par le substrat MEK1 lui-même au niveau de leur domaine kinase. Les kinases BRAF et 

CRAF possèdent une interface de dimérisation similaire dans leur KD dont les séquences sont 

conservées à 96 %. Aucun mécanisme n’explique à ce jour pourquoi KSR1 s’associe davantage à 

l’isoforme BRAF que l’isoforme CRAF.  

Pour rappel, l’auto-inhibition des kinases RAF repose sur le repliement de la région NTR sur 

le KD. Cette auto-inhibition est impossible si les régions NTR de CRAF et BRAF sont interverties, 

corroborant leur degré moyen de conservation (60 %) et une différence importante dans leur 

fonctionnalité (Tran et al., 2005). Nous avons donc proposé que ce sont les différences entre les 

A) B) 
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NTR de BRAF et CRAF qui favorisent l’association de BRAF avec KSR1 par rapport à celle de 

CRAF avec KSR1. 

3.2.2 La spécificité d’interaction des régions NTR 
3.2.2.1 BRAFNTR interagit spécifiquement avec KSR1NTR 

Nous nous sommes ainsi focalisés sur l’étude des régions N-terminales des protéines BRAF, 

CRAF et KSR1 et des domaines qui les composent. Afin de tester les interactions entre les régions 

NTR des protéines RAF, des expériences en double hybride dans la levure ont été réalisées. Dans 

un premier temps, les NTR de BRAF, CRAF, et KSR1 ont été clonés dans les plasmides pGADT7 

et pGBKT7 pour évaluer leur interaction en Y2H. Le niveau de croissance relatif des levures 

montre que le dimère KSR1NTR/BRAFNTR se forme préférentiellement au dimère 

KSR1NTR/CRAFNTR (Figure 21). 

 

 

 

 

Figure 21 – Mesure des interactions de KSR1NTR avec BRAFNTR, CRAFNTR ou KSR1NTR.  

Les séquences correspondants aux NTR de BRAF, CRAF ou KSR1 ont été fusionnées au domaine activateur 
de GAL4 (AD) ou au domaine liant l’ADN de GAL4 (BD); SD-TL : milieu de sélection non-stringent des 
transformants ; SD-TLH : milieu de sélection de niveau de stringence modérée ; Les conditions 1 à 5 sont 
des contrôles expérimentaux. Ces expériences ont été publiées dans l’article Lavoie et al. 2018. La version 
originale, non modifiée de ces résultats est présentée dans cette thèse.  
 

 



 104 

Ainsi, en isolant les régions N-terminales (NTR) de leur domaine kinase, nous avons constaté 

que la spécificité de KSR1 pour BRAF est indépendante de leur domaine kinase respectif. Il est 

intéressant de noter que l’homodimère KSR1NTR/KSR1NTR est également détecté en Y2H. Ces 

résultats ont successivement été confirmés par BRET et co-IP dont la sensibilité accrue a montré 

que l’association KSR1/KSR1 est la plus forte. L’étude particulière de l’homodimérisation de 

KSR1 a fait l’objet d’un autre projet de doctorat et sera brièvement abordé dans la discussion.  

De manière intéressante, BRAF est l’isoforme partageant le plus d’homologie de séquence 

avec son orthologue chez la drosophile, RAF, où l’on retrouve une extension d’une centaine 

d’acides aminés au niveau de son extrémité N-terminale. Une analyse de prédiction des structures 

secondaires de cette extension dans RAF a révélé la présence probable de deux hélices α, résultat 

qui a été confirmé par dichroïsme circulaire, suggérant que cette extension est structurée en un 

domaine (Ding et al., 2010). En alignant la séquence en acides aminés de ce domaine chez une 

dizaine d’autres espèces de métazoaires, il a été observé que ce domaine est extrêmement conservé 

et possède une répétition de résidus hydrophobes organisés en motif (voir Annexe 1 : Extended 

Data Figure 7.b). Ce type de répétition est habituellement rencontré dans des motifs structuraux de 

type « coiled-coil » (Gromiha and Parry, 2004). Ainsi, chez l’Homme, BRAF possède également 

une extension d’une centaine d’acides aminés (Terai and Matsuda, 2006), absent des isoformes 

ARAF et CRAF. Ce domaine spécifique à BRAF a donc été nommé le BRS (« BRAF Specific 

domain »).  

Ces données ont abouti aux hypothèses suivantes : 1) ce domaine pourrait être nécessaire à 

l’interaction de KSR1 avec BRAF, 2) sa présence dans BRAF expliquerait la spécificité 

d’interaction de BRAF avec KSR1 et 3) ce domaine serait composé d’un motif hélicoïdal en 

épingle à cheveux. 

3.2.2.2 Le BRS est nécessaire à l’interaction de BRAFNTR avec KSR1NTR  

Dans un premier temps, nous avons déterminé la séquence précise nécessaire à l’interaction 

KSR1NTR/ BRAFNTR. Dans ce but, des expériences de co-immunoprécipitation entre KSR1NTR et 

des formes tronquées de BRAFNTR ou entre KSR1NTR et des formes tronquées de BRAFNTR ont été 

testées (Figure 22). Ces expériences ont montré que la délétion du domaines BRS ou de celle du 

domaine CRD (ou CRDBRAF) déstabilise l’interaction KSR1NTR/ BRAFNTR. Du coté de KSR1, 

l’interaction est impactée par la délétion du CC-SAM et également du domaine (ou CRDKSR1) 
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(Lavoie et al., 2018 : Extended Data Figure 6.d). La délétion du domaine CC-SAM a un impact 

plus modéré sur l’interaction de BRAFNTR/KSR1NTR. 

 

 
Figure 22 – Les domaines des régions NTR de BRAF, CRAF et KSR1.  

Afin de déterminer les éléments guidant la spécificité d’interaction de BRAF et KSR1, seules les régions 
NTR de BRAF, CRAF et KSR1 ont été conservées. La kinase BRAF se distingue de l’isoforme CRAF par la 
présence d’un domaine additionnel, le BRS (bleu foncé). KSR1 possède un domaine CC-SAM qui est unique 
aux protéines KSR.  
BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif, S/T : Serine/Threonine rich sequence, PPP : Proline rich sequence, KD : 
Kinase Domain.  
 

Afin de valider ce résultat par une méthode supplémentaire, cette forme tronquée de 

BRAFNTR ou « BRAFNTR∆BRS » a également été évaluée par le système de double hybride de 

levure. Plusieurs mutations du BRS qui ont des effets moins délétères sur la structure du NTR que 

l’ablation complète du domaine BRS ont également été testées. Il s’agit de mutants avec doubles 

ou triples substitutions de résidus conservés et jugés essentiels à l’interaction du BRS avec KSR1. 

Ces résidus ont été ciblés à partir de leur degré de conservation au sein dans les domaines BRS des 

autres eucaryotes. Enfin dans KSR1, le mutant LGRS (L56G/R57S) a été précédemment 

caractérisé comme perturbant l’interaction de KSR1 avec BRAF (McKay et al., 2009). Ce mutant 

a donc également été intégré à notre essai. Ce mutant, découvert à l’origine dans un crible génétique 

dépendant de RAS (Therrien et al.,1995) est localisé dans le domaine CC-SAM, uniquement 

retrouvé dans les protéines KSR (Figure 23.A).  
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Comparativement à son interaction avec la protéine BRAFNTR sauvage (Figure 23.B, 

colonne 4), KSR1NTR n’interagit plus avec les formes mutées ou tronquée de BRAFNTR. Le 

domaine BRS est donc bien nécessaire à l’interaction de BRAFNTR avec KSR1NTR, puisque sa 

troncation ou la perturbation de son repliement, impactent cette interaction. Dans le cas où 

KSR1NTR est mutée (mutant LGRS du CC-SAM), l’interaction KSR1NTR /BRAFNTR est également 

impactée confirmant l’importance du domaine CC-SAM dans l’interaction KSR1/BRAF (McKay 

et al., 2009; Roy et al., 2002). À l’inverse de la co-immunoprécipitation dont les partenaires sont 

principalement cytoplasmiques, l’interaction KSR1NTR/BRAFNTR observée en Y2H est nucléaire. 

Cette localisation subcellulaire différente modifie l’environnement immédiat des protéines 

(présence de membranes cellulaires et interactions avec les protéines RAS entre autres).  

 

 

 

 

A) B) 
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Figure 23 – Effet de la mutation/déplétion du BRS ou de la mutation du CC-SAM sur l’interaction 

de BRAFNTR avec KSR1NTR.  

A) Schéma indiquant la localisation des mutations et la troncation générées dans cette expérience.  
B) Les conditions 1 à 3 sont des contrôles expérimentaux. La condition 4 mesure l’interaction des formes 
sauvages de BRAFNTR et KSR1NTR. Expérience de Y2H réalisée de la même façon que dans l’expérience 
précédente.  
BRSmut 1 à BRSmu3 : mutants du domaine BRS de BRAFNTR; ΔBRS : délétion du domaine BRS de BRAFNTR; 
CC-SAMmut1 : mutation du domaine CC-SAM de KSR1NTR. 
 

Nous avons également testé l’interaction des formes mutées ou tronquées de BRAFNTR avec 

CRAFNTR et avec KSR2NTR afin de s’assurer de la spécificité des effets observés précédemment. 

L’interaction CRAFNTR /BRAFNTR n’est pas détectable en Y2H (Figure 24.A) ce qui confirme les 

résultats précédents indiquant qu’en l’absence de l’activation préalable des protéines RAS, le 

dimère CRAF/BRAF ne se forme pas (Figure 20, p. 102). De façon plus surprenante, BRAFNTR 

n’interagit pas avec KSR2NTR qui possède également un CC-SAM (Figure 24.B). La différence de 

séquence entre les deux isoformes KSR1 et KSR2 pourrait expliquer l’absence d’interaction entre 

BRAFNTRet KSR2NTR. Comme pour les conditions avec BRAFNTR sauvage, les mutations du BRS 

ou sa délétion ne permettent aucune interaction avec CRAFNTR ou avec KSR2NTR. Il y a donc bien 

une spécificité d’interaction de BRAFNTR pour KSR1NTR. 

 

 

 

A) B) 
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Figure 24 – Effet de mutations ou de la déplétion du BRS sur l’interaction de BRAFNTR avec 

CRAFNTR ou KSR2NTR.  

Les conditions 1 à 3 de chaque panneau sont des contrôles expérimentaux. La condition 4 mesure 
l’interaction BRAFNTR/CRAFNTR sauvage dans le panneau A) et BRAFNTR/KSR2NTR dans le panneau B). Pour 
chaque expérience, l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR (condition 9) a également été testée.  
BRSmut 1 à BRSmu3 : mutants du domaine BRS de BRAFNTR ; ΔBRS : délétion du domaine BRS de BRAFNTR ; 
CC-SAMmut1 : mutation du domaine CC-SAM de KSR1NTR. 
 
 

Les résultats impliquant la protéines KSR1 ont également été démontrés par co-IP et par 

BRET dans ces cellules de mammifères (Lavoie et al., 2018 : Figure 3.b et Extended Data Figure 

6.b). Nous avons poursuivi l’étude du dimère KSR1NTR /BRAFNTR pour déterminer quels sont les 

éléments de ces isoformes, responsables de leur spécificité d’interaction. Nous avons ainsi cherché 

à démontrer que la spécificité d’interaction de BRAFNTR proviendrait de la présence du domaine 

BRS, absent des autres isoformes de RAF. Pour cela, une protéine chimère issue de la fusion du 

domaine BRS de BRAF avec CRAFNTR a été générée. L’interaction de la chimère a été comparée 

aux formes sauvages de BRAFNTR et de CRAFNTR. La mutation du BRS (BRSmut1) qui impacte 

l’interaction BRS/CC-SAM, a également été introduite dans la chimère (Figure 25.A). 
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Figure 25 – Effet de l’ajout du domaine BRS à CRAFNTR sur l’interaction de CRAFNTR avec 

KSR1NTR.  

A) Schéma indiquant la localisation des mutations et des fusions générées dans cette expérience.  
B) Les conditions 1 à 3 sont des contrôles expérimentaux. La condition 4 mesure l’interaction des formes 
sauvages de CRAFNTR et KSR1NTR. 
+BRS : addition du domaine BRS; BRSmut1 : mutation du domaine BRS. 
 

Alors qu’il n’y a pas d’interaction entre KSR1NTR et CRAFNTR, l’ajout du BRS à CRAF est 

suffisant pour permettre son interaction avec KSR1 (Figure 25.B). De plus, l’interaction 

CRAFNTR+BRS/KSR1NTR peut être affectée par l’introduction d’une mutation du domaine BRS, 

indiquant que c’est via ce domaine que l’interaction a lieu. Cette interaction 

CRAFNTR+BRS/KSR1NTR a également été démontrée en co-IP avec des constructions similaires 

(uniquement les NTR), mais aussi avec les protéines pleines longueurs (FL pour Full Length). Dans 

ce contexte, l’interaction CRAFFL+BRS/ KSR1FL conduit également à l’activation de MEK, 

indiquant que KSR1 a transactivé CRAFFL+BRS. L’addition du BRS est suffisante pour que CRAF 

acquiert la même fonctionnalité que BRAF : CRAF est activable par KSR1 pour stimuler la voie 

RAS-ERK (Lavoie et al., 2018 : Figure 3.C et Extended Data Figure 7.g). BRAF interagit donc 

A) B) 
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spécifiquement avec KSR1 par le biais du BRS. Au vu de ces résultats, nous avons par la suite 

voulu déterminer avec quel domaine de KSR1 interagit le BRS et si cette interaction est directe ou 

si elle nécessite une protéine intermédiaire.  

3.2.3 Le domaine BRS et le domaine CC-SAM interagissent directement  
3.2.3.1 Le BRS interagit avec le CC-SAM lorsque ces domaines sont exprimés isolément 

Nous avons souhaité déterminer les points de contact qui s’établissent lors de l’interaction de 

KSR1NTR avec BRAFNTR. Pour ce faire, chaque domaine qui constitue les NTR de BRAF et de 

KSR1 a été cloné et exprimé en levure. À la différence des précédentes expériences en Y2H, les 

résultats obtenus ne sont pas présentés sous forme de dilutions sériées de levures (où une seule 

interaction correspond à 4 « spots » verticaux tels que dans la Figure 25.B). Dans cette expérience, 

chaque « spot » correspond à une interaction protéique spécifique nous permettant de comparer 25 

interactions en parallèle. Pour en simplifier la lecture, nous avons attribué un nom à chacune de ces 

interactions en fonction de son emplacement (Figure 26.A).  

L’interaction KSR1NTR/ BRAFNTR déjà détectée précédemment (Figure 21.B, 6ème colonne) 

sert ici de contrôle expérimental, l’interaction étant détectée sur le milieu de stringence faible (SD-

TLH) uniquement (Figure 26.B : carrés pointillés). Contrairement à un essai de co-IP (données 

non présentées), le domaine BRS de BRAF interagit avec le domaine CC-SAM de KSR1 même 

lorsque ces domaines ont été isolées de leur NTR respective. Cette interaction est de niveau 

comparable voire légèrement supérieure à l’interaction BRAFNTR /KSR1NTR car seules quelques 

colonies sont présentes sur le milieu de stringence supérieure (Figure 26.B, SD-TLA : B2). Une 

expérience de BRET a également confirmé la détection d’une interaction entre le domaine BRS et 

le domaine CC-SAM (Lavoie et al., 2018 : Figure 3.C et Extended Data Figure 7.e). L’absence 

d’interaction des domaines BRS et CC-SAM respectivement isolés de BRAF et KSR1, en co-IP 

peut être justifiée de deux façons. L’interaction mesurée a une affinité trop faible pour permettre 

sa détection par cette technique.  de cette interaction. Les techniques de BRET et le Y2H utilisent 

des fusions de protéines (Rluc et YFP pour le BRET ; GAL4 pour le Y2H) qui ont l’avantage de 

de stabiliser les domaines et/ou de les protéger de la dégradation.  
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Au vu des résultats précédemment décrits suggérant que les CRD participent à l’interaction 

KSR1NTR/ BRAFNTR, nous avons donc testé l’interaction des CRD l’un avec l’autre. Dans cet essai, 

les domaines CRD de BRAF et de KSR1 n’interagissent pas. Nous avons envisagé que ces 

domaines globulaires pouvaient être dénaturés ou moins stables lorsque exprimés en un domaine 

isolé (Zhou et al., 2002). Des fusions de domaines ont donc été générées entre soit le BRS et le 

domaine CRDBRAF (BRS+ CRDBRAF) pour BRAF soit le domaine CC-SAM et le domaine CRDKSR1 

(CC-SAM+ CRDKSR1) pour KSR1. De façon surprenante, les constructions BRS+CRDBRAF et CC-

SAM+ CRDKSR1 interagissent fortement avec les autres domaines, à l’exception des CRD isolés 

(Figure 26.B, C3). En effet, contrairement aux interactions BRS/CC-SAM ou KSR1NTR/ 

BRAFNTR, ces interactions sont détectées sur le milieu de stringence élevé (SD-TLA). 

 
Figure 26 – Matrice d’interaction des domaines de BRAFNTR et KSR1NTR 

 A) Schéma représentant les interactions de différents domaines de KSR1NTR et de BRAFNTR testées en Y2H. 
Pour en simplifier la lecture, chaque interaction a reçu un code composé d’une lettre (pour la ligne) et d’un 
chiffre (pour la colonne). Cette matrice a été testée sur les trois milieux de sélection : SD-TL, SD-TLH et 
SD-TLA.  
B) La ligne (A) et les colonnes (1) sont des contrôles expérimentaux. Chaque « spot » correspondant à une 
croisement de levures haploïdes, c’est-à-dire à une interaction.  
BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif. 
 
 

A) B) 
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Il est intéressant de noter que la fusion BRS+CRDBRAF interagit fortement avec le CC-SAM 

isolé (Figure 26.B, SD-TLA : B4) et la fusion CC-SAM+CRDKSR1 interagit fortement avec le BRS 

isolé (Figure 26.B, SD-TLA : D2). Ces résultats suggèrent que les domaines CRD respectifs de 

BRAF et de KSR1 renforcent l’interaction CC-SAM/BRS. En utilisant ces formes fusionnées 

artificielles (BRS+CRDBRAF et CC-SAM+CRDKSR1) des zones d’interaction seraient démasquées, 

notamment par l’absence du domaine RBD dans BRAFNTR. Ces zones d’interaction pourraient être 

soit intermoléculaires (ex : un contact direct entre le domaine BRS de BRAF et le domaine CRD 

de KSR1) soit intramoléculaires (ex : un contact direct entre le domaine BRS de BRAF et le 

domaine CRD de BRAF). Des expériences de co-IP avec des formes tronquées de KSR1NTR et 

BRAF NTR ont confirmé l’importance des CRD dans l’interaction KSR1NTR/ BRAFNTR (Lavoie et 

al., 2018 : Extended Data Fig.6d). Les formes de BRAF ou KSR1 ne possédant plus de CRD 

n’interagissent plus ensemble, suggérant un rôle important de ce domaine dans l’interaction 

KSR1/BRAF.  

Les résultats de Y2H et de BRET démontrant l’interaction BRS/CC-SAM n’indiquent en 

aucun cas une interaction directe mais ont permis la détection d’une interaction faible entre deux 

domaines qui n’avait jusqu’alors pas été identifiée par co-IP. Nous avons supposé que le domaine 

CC-SAM comporte une surface d’interaction lui permettant d’interagir directement avec BRS et 

inversement. Nous avons ensuite réalisé une étude structurale approfondie de chacun des domaines. 

3.2.3.2 Purification du BRS et analyse structurale de l’interaction BRS/CC-SAM 

Le domaine BRS n’ayant jamais été résolu par cristallographie aux rayons X ou en RMN, il 

a donc été exprimé puis purifié dans un système bactérien avec un rendement élevé et en l’absence 

de contaminations majeures (Figure 27.A).  
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Figure 27 – Analyse du domaine BRS de BRAF. 

A) Purification du domaine BRS de BRAF. Marquage au bleu de Coomassie des échantillons de chaque 
étape de la purification du BRS après migration sur gel SDS-PAGE. 
B) Analyse du BRS par dichroïsme circulaire par L.Volpon. La répartition spectrale a pu être décomposée 
en les trois composantes structurales caractéristiques des protéines. 

 

Chez la drosophile, le domaine BRS de dRAF a été analysé par dichroïsme circulaire révélant 

un spectre caractéristique « bilobé », indiquant la présence d’un domaine structuré ayant un 

contenu en hélices α de 77 % (Ding et al., 2010). Nous avons effectué une analyse similaire avec 

le domaine BRS issu de BRAF. Nous avons obtenu un profil spectral similaire ainsi qu’un contenu 

en hélices α proche de celui précédemment rapporté (80 %) (Figure 27.B). Ce résultat a donc 

corroboré l’hypothèse que le BRS est un domaine dont la structure est conservée entre espèces et 

possède un arrangement de type coiled-coil comme l’ont suggéré les analyses de bio-informatique. 

La structure du CC-SAM a montré que ce domaine se compose d’un motif globulaire (SAM) 

et d’un motif « coiled-coil » d’hélices α (CC). Le domaine CC-SAM a également été purifié en 

suivant la méthodologie préalablement établie (Koveal et al., 2012). L’interaction in vitro du 

domaine BRS avec le domaine CC-SAM a été testé par RMN par l’équipe du Pr. Frank Sicheri à 

Toronto. Les domaines interagissent directement l’un avec l’autre avec une affinité faible (∼ 100 à 

200 μM) en faisant intervenir le motif « coiled-coil » du CC-SAM (Lavoie et al., 2018 : Extended 

Data Figure 8.a-g). La structure du domaine BRS a ensuite été résolue par cristallographie aux 

rayons X, confirmant un repliement en deux hélices α antiparallèle en épingle à cheveux. Chacun 

des domaines ayant désormais une structure résolue, nous avons voulu identifier les résidus 

A) B) 
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directement impliqués dans l’interaction BRS/CC-SAM pour définir leur surface d’interaction. 

Pour surmonter la faible affinité des deux domaines l’un pour l’autre, le domaine BRS a été 

directement lié au domaine CC-SAM via un « linker » flexible composé d’une répétition de 

glycines et de sérines (GS). Chaque duplex de domaines a permis d’augmenter la probabilité 

d’interaction sans toutefois en entraver la dynamique de repliement. Ainsi un cristal composé de 

deux duplex a été obtenu. Les interactions BRS/CC-SAM sont en trans : le BRS du premier duplex 

interagissant avec le CC-SAM du second duplex et inversement (Figure 28.A). Cette structure a 

confirmé les résultats de RMN : le domaine CC-SAM engage les hélices de son motif « CC » (α1-

2 et α3-4) qui sont stabilisées par un contact direct avec les hélices α antiparallèles (α1 et α2) du 

domaine BRS. (Figure 28.B).  

 

 

Figure 28 – Interaction du domaine CC-SAM de KSR1 avec le domaine BRS de BRAF 

 A) Schéma représentant les duplex CC-SAM-BRS qui ont été produits pour faciliter l’interaction CC-
SAM/BRS.  
B) Représentation de l’interaction CC-SAM/BRS d’après les données de cristallographie aux rayons X 
(Lavoie et al., 2018). Le domaine CC-SAM se compose d’un motif Coiled-coil (CC) constitué des hélices 
α1-2 et α3-4, et d’un motif SAM. Le domaine BRS est formé de deux hélices α1 et α2. 
BRS : BRAF specific Sequence; CC-SAM : Coiled-Coil Sterile Alpha Motif. 
 

A) B) 
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Ces données de cristallographie ont par ailleurs été validées par l’introduction de mutations 

ponctuelles ciblant l’interface d’interaction entre les hélices α. Ces mutations ont pour effet 

d’impacter significativement l’interaction de BRAF et de KSR1 indiquant que l’interaction 

BRS/CC-SAM est essentielle pour le dimère BRAF/KSR1. Cette diminution d’interaction a 

également été couplé à une baisse des niveaux de pMEK indiquant que la transduction du signal 

qui découle du dimère BRAF/KSR1 est directement impactée (Lavoie et al., 2018 : Figure 3.e 

et f). 

3.2.4 Conclusions et perspectives 
Nous avons observé que le dimère BRAF/KSR1 se forme préférentiellement au dimère 

CRAF/KSR1. Nous avons voulu déterminer quels éléments de BRAF lui permettent de 

sélectivement interagir avec KSR1. Nous avons pu déterminer que la spécificité d’interaction de 

l’isoforme BRAF avec KSR1 repose sur leurs régions N-terminales respectives. L’isoforme BRAF 

a la particularité de posséder une extension contenant un domaine unique : le domaine BRS. Ce 

domaine permet à lui seul de forcer une interaction entre CRAF et KSR1, démontrant que c’est la 

présence de ce domaine dans BRAF qui lui donne sa spécificité d’interaction avec KSR1. Du côté 

de KSR1, nous avons montré que le domaine CC-SAM interagit avec le domaine BRS et ce, même 

en étant isolé du reste de KSR1. Nous avons pu en obtenir pour la première fois la structure du 

BRS et démontrer qu’il existe un contact direct entre le domaine BRS de BRAF et le domaine CC-

SAM de KSR1. Cependant, cette interaction n’a été démontrée qu’à partir de domaines isolés et il 

n’existe aucune structure permettant de prendre en compte l’ensemble des domaines de la NTR. 

Ainsi, l’impact des domaines CRD sur l’interaction BRS/CC-SAM n’est pas intégré dans le 

contexte « intermoléculaire » de l’interaction BRAF/KSR1 (ex : influence du domaine RBD de 

BRAF sur le domaine CC-SAM de KSR1), ni dans un contexte « intramoléculaire » (ex : influence 

du domaine CRDKSR1 sur le domaine CC-SAM). Comme l’ensemble des protéines de la famille 

RAF, BRAF et KSR1 interagissent directement par leur domaine kinase, ce qui favorise la 

transactivation de BRAF par KSR1 (Lavoie et al., 2013; Rajakulendran et al., 2009; Thevakumaran 

et al., 2015). L’interaction BRS/CC-SAM constitue de ce fait un second point de contact direct 

qu’il est nécessaire, comme pour l’interaction KD/KD, de remettre dans le contexte global du 

dimère BRAF/KSR1 dont la structure complète reste à ce jour méconnue.  
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Chapitre 4 :  Stabilisation du dimère BRAF/KSR1 en vue 

d’en obtenir la structure 

4.1 Le rôle inattendu du CRD dans la formation du dimère 

BRAF/KSR1 

4.1.1 Contexte 
La découverte de la nouvelle interaction BRS/CC-SAM a mis à jour le rôle essentiel des 

régions NTR dans la sélectivité de l’isoforme BRAF pour la protéine KSR1. Dans le but de 

comprendre le rôle des autres domaines de la NTR de BRAF sur cette interaction, nous avons 

développé un crible de BRAFNTR. La présence d’autres domaines, tels que le domaine RBD ou 

CRDBRAF suppose qu’il existe des interfaces entre les domaines pouvant influencer l’interaction 

BRS/CC-SAM. Pour ce faire, l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR observée en double hybride dans la 

levure a été utilisée comme point de départ au crible. Cette interaction modérée n’est visible que 

sur le milieu de stringence faible, il n’est donc pas techniquement possible d’identifier avec la 

même approche des interactions encore plus faibles. Le crible a donc été optimisé pour sélectionner 

des mutations de type « gain d’interaction » qui augmentent l’affinité de BRAFNTR pour KSR1NTR 

(Figure 29.A). Par ce crible, nous avons cherché à révéler des interfaces inhibitrices dont la 

déstabilisation peut favoriser l’interaction BRS/CC-SAM. L’approche a consisté à identifier des 

mutations pouvant renforcer l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR et par extension, le dimère 

BRAF/KSR1. Ces mutations pourraient, de plus, être exploitées pour stabiliser artificiellement le 

dimère BRAF/KSR1 à des fins de purification. De façon surprenante, nous avons constaté que la 

majorité des mutations ayant la propriété recherchée identifiées et isolées lors du crible se 

concentrent dans le domaine CRD de BRAF. 

Le CRD (Cysteine-Rich Domain) est un domaine commun aux 5 membres des protéines 

RAF. Sa caractéristique principale est la présence d’un motif de liaison au zinc composé de résidus 

histidines et cystéines qui est essentiel à son repliement (Mott et al., 1996). Il a été démontré que 

ce domaine joue un rôle dans l’ancrage membranaire des protéines RAF (Ghosh et al., 1996), soit 

par association directe aux lipides membranaires soit par stabilisation de l’interaction RAS/RAF 

(Tran et al., 2021). Les études de cryo-EM ont par ailleurs démontré que le CRD sert de point 
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d’ancrage pour les protéines 14-3-3 lors de leur liaison à BRAF et joue donc un rôle central dans 

la forme auto-inhibée inactive de BRAF. 

 

Figure 29 – Crible du domaine NTR de BRAF. 

A) Représentation du crible de la librairie des mutants de BRAFNTR. 
B) Séquence numérotée des acides aminés du CRD de BRAF. En haut : les résidus en orange constituent le 
motif de liaison au zinc dont la séquence consensus est représentée en dessous. En bas : structure du 
domaine CRD de BRAF (PDB: 6Q0T) avec les ions zinc schématisés par des sphères grises et les chaînes 
latérales des résidus qui assurent leur coordination (orange).  
BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif. 

 

Il est intéressant de rappeler que d’un point de vue clinique, des mutations congénitales du 

CRD ont été mises en lien avec un groupe de troubles du développement appelé « Rasopathies ». 

Bien que certaines de ces mutations impactent l’activité catalytique de BRAF, les conséquences de 

ces mutations sur la structure de BRAF ne sont pas connues (Tidyman and Rauen, 2016). Dans le 

chapitre précédent lorsque les domaines nécessaires à l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR ont été 

identifiés, nous avons démontré que la délétion du CRD de BRAF diminue l’interaction de 

BRAFNTR avec KSR1NTR. De même, les résultats présentés dans la Figure 26.B (p. 110) montrent 

que l’addition du domaine CRD permet de renforcer l’interaction du domaine BRS avec le domaine 

B) A) 
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CC-SAM. Nous avons émis l’hypothèse que le CRD jouerait un rôle déterminant sur l’interaction 

BRAFNTR/KSR1NTR. 

Ici, les résultats du crible suggèrent que l’introduction de mutations dans le domaine CRD, 

qui potentiellement perturbent ses interactions avec les autres domaines, renforce l’interaction 

BRAFNTR/KSR1NTR. Ces observations étant en contradiction avec ce que nous avons 

précédemment observé, nous avons souhaité les caractériser davantage.  

4.1.2 La voie Ras/MAPK est activée par des mutations du domaine CRD de 

BRAF 

4.1.2.1 Des mutations du CRD augmentent l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR 

Le crible nous a permis d’identifier 38 clones avec gain d’interaction et qui comportent au 

moins une mutation dans le domaine CRD de BRAF. Chaque substitution faux-sens identifiée par 

séquençage a été réintroduite individuellement nous permettant d’éliminer les mutations non 

causales ou les faux positifs. Nous avons isolé les mutants correspondant à des substitutions 

uniques dans le domaine CRD (Figure 30.A) Un nombre important de substitutions non-sens 

aboutissant à des formes tronquées de BRAFNTR a également été isolé (7/38). Ces mutants avec 

codon STOP prématurés n’ont pas été pris en compte dans la suite des expériences et seront 

discutés plus en détails dans la discussion. Après validation, nous avons confirmé le gain 

d’interaction provoqué par chacune de ces substitutions sur l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR 

(Figure 30.B) La croissance des diploïdes est visible sur le milieu de stringence le plus élevé (SD-

TLA) comparativement à l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR sauvage. Certaines mutations ont été 

identifiées chez plusieurs clones différents (ex : le mutant H269Y a été sélectionné 4 fois) pour 

d’autres, la nature de la substitution est variable d’un clone à l’autre (ex : l’acide aminé C251 a été 

permuté soit en R soit en Y). Les variations en acides aminés dans une même position n’ont pas 

été toutes présentées puisqu’elles aboutissent au même gain d’interaction (Figure 30.C).  
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Figure 30 – Résultats du crible de « gain d’interaction » entre BRAFNTR et KSR1NTR. 

A) Seules les substituions uniques dans le domaine CRD de BRAF isolées à partir du crible ont été étudiées.  
B) Les conditions 1 à 3 sont des contrôles expérimentaux. La condition 4 mesure l’interaction des formes 
sauvages de BRAFNTR et KSR1NTR. Des mutations individuelles du CRD de BRAF induisent un gain 
d’interaction entre BRAFNTR et KSR1NTR. C) Des variations en acides aminés d’un même résidu provoquent 
des effets similaires sur l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR.  
BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif. 

 

A) 

B) C) 



 120 

Il est intéressant de constater que la majorité des acides aminés concernés par les mutations 

gain d’interaction, sont des cystéines et des histidines qui appartiennent au motif de liaison au zinc 

(Figure 29.B) permettant la coordination des ions de zinc. En outre, l’équivalent du résidu L255 

présent dans l’isoforme CRAF a été identifié comme faisant partie du cœur hydrophobe du CRD 

et donc essentiel à sa structure (Daub et al., 1998). Nous pouvons supposer que les mutations issues 

du crible ont un impact important sur l’intégrité du domaine CRD de BRAF, bien qu’aucune 

structure comportant naturellement ce type de mutation n’ait été obtenue. Cependant, dans CRAF, 

une double mutation des cystéines du CRD (le mutant « C2S » : Cys165Ser et Cys168Ser) 

augmente l’activité catalytique de CRAF (Cutler and Morrison, 1997; Michaud et al., 1995). Dans 

CRAF, cette mutation perturbe l’association de la NTR avec le KD qui est essentiel à l’inhibition 

de l’activité catalytique. De ce fait, CRAFC2S est dans un état dé-reprimée et possède une activité 

kinase plus importante que sa forme sauvage (Cutler et al., 1998). 

De façon surprenante, les mutations du motif de liaison au zinc de BRAF obtenues dans cette 

étude, proviennent d’un crible entre BRAFNTR et KSR1NTR qui sont des formes tronquées de BRAF 

et KSR1, dépourvues de leur KD. Nous avons évalué l’effet de la mutation C2S sur l’interaction 

BRAFNTR/KSR1NTR. Pour cela nous avons introduit des mutations équivalentes dans BRAFNTR 

(C248S et C251S) (Figure 31.A). La mutation C2S provoque un gain d’interaction similaire à celui 

des mutations issues du crible permettant de détecter l’interaction sur le milieu de stringence élevée 

(non montré). Ce gain est également visible sur le milieu de stringence plus faible, notamment à la 

concentration plus faible de levures (Figure 31.B : comparer colonne 4 et 5, deux derniers 

spots). Pour comprendre l’effet de cette mutation C2S en lien avec l’interaction BRS/CC-SAM 

précédemment caractérisée (voir Section 3.2), nous avons muté le domaine CC-SAM de façon à 

moduler cette interaction : la forme CC-SAMmut abolit l’effet de la mutation C2S dans BRAF. 

Ainsi, le gain d’interaction provoqué par C2S nécessite une interaction BRS/CC-SAM intacte.  
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Figure 31 – Effet de la mutation C2S sur l’interaction BRAFNTR /KSR1NTR. 

A) Schéma indiquant la localisation des mutations et des fusions générées dans cette expérience. 
B) Les conditions 1 à 3 sont des contrôles expérimentaux. La condition 4 mesure l’interaction des formes 
sauvages de BRAFNTR et KSR1NTR. La double mutation (C248S et C251S ou C2S) a été insérée dans le CRD 
de BRAFNTR. CC-SAMmut1 : mutation du domaine CC-SAM de KSR1NTR.  
BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif. 

  

Pour confirmer le rôle fonctionnel de l’interaction BRS/CC-SAM, nous avons évalué l’effet 

de la mutation C2S sur l’interaction BRAFNTR/CRAFNTR et sur l’interaction BRAFNTR/KSR2NTR 

Ces interactions ne sont pas détectables avec les formes sauvages (Figure 32.A et B : colonne 5). 

La mutation C2S a un impact minime sur l’interaction BRAFNTR/CRAFNTR (Figure 32.A : colonne 

4). Cependant, cette mutation provoque un gain d’interaction très net entre BRAFNTR et KSR2 NTR 

(Figure 32.B: colonne 4). Le domaine CC-SAM de KSR2 a une séquence similaire au domaine 

CC-SAM de KSR1. L’interaction BRAFNTR/KSR2NTR n’est pas visible dans ce système de double 

hybride mais a cependant été détectée par co-IP (données du laboratoire non présentées). La 

mutation C2S potentialise l’interaction BRAFNTR/KSR2NTR. Ces résultats suggèrent que 

l’interaction BRS/CC-SAM est nécessaire pour observer l’effet des mutations du CRD de BRAF. 

B) A) 
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Figure 32 – Effet de la mutation C2S sur l’interaction BRAFNTR /CRAFNTR et BRAFNTR /KSR2NTR 

Pour A) et B), les conditions 1 à 3 sont des contrôles expérimentaux réalisés au moment de l’expérience. 
La condition 7 mesure l’interaction des formes sauvages de BRAFNTR avec KSR1NTR. La double mutation 
(C248S et C251S ou C2S) a été insérée dans le CRD de BRAFNTR.  

 

Deux des mutations du CRD de BRAF isolées par le crible (H235P et C251Y) correspondent 

à des variants naturels dans les bases de données COSMIC (Tate et al., 2019) et le réseau TCGA 

(https://www.cancer.gov/tcga) qui regroupent des cohortes de patients atteints de cancers. 

Cependant, à ce jour, aucun lien de causalité entre la présence de ces mutations et la pathologie des 

patients n’a été établi. Inspirés par ces observations, nous avons voulu évaluer l’effet des 

substitutions isolées par le crible sur l’activité catalytique de BRAF, et par extension, sur 

l’activation de la voie RAS-ERK.  

B) A) 

https://www.cancer.gov/tcga
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4.1.2.2 Les mutations du CRD de BRAF activent la voie RAS-ERK  

Quatre substitutions issues du crible ont été intégrées à la forme pleine longueur de BRAF 

(Figure 33.A). Ces formes mutées munies d’une étiquette Flag ont été surexprimées en cellules de 

mammifères (HEK293T). L’impact de ces mutations sur la signalisation RAS-ERK a été évalué 

par la mesure des niveaux de pMEK et de pERK (où ERK est le substrat de pMEK). À l’état basal, 

la forme sauvage de BRAF ne provoque qu’une faible activation de la voie RAS-ERK, comme 

l’indiquent les niveaux de pMEK et de pERK. Cependant, aux mêmes niveaux d’expression, tous 

les mutants testés induisent une augmentation importante des niveaux de phosphorylation de MEK 

et ERK comparativement à la forme sauvage (Figure 33.B). 

 

Figure 33 – Les mutations du domaine CRD de BRAF induisent l’activation de la voie RAS-ERK. 

A) Les mutations issues du crible ont été introduites dans la forme pleine longueur de BRAF et surexprimées dans des 
cellules HEK293T.  
B) L’effet de chaque mutation sur l’activation de la voie RAS-ERK est mesuré en comparant les niveaux de pMEK et 
de pERK comparativement à Flag-BRAF-WT par Western Blot. La condition 1 est un contrôle expérimental. La 
condition 2 correspond à la surexpression de la forme sauvage de BRAF pleine longueur.  
BRAFF L: BRAF Full-Length. BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich 
Domain; KD: Kinase Domain. 

 

Ces résultats corroborent les effets de mutations du CRD de CRAF sur son activité kinase, 

qui ont été rapportés dans la littérature (Cutler and Morrison, 1997; Michaud et al., 1995). Ce gain 

de fonction est comparable à celui causé par la substitution V600E (Figure 33.B : condition 7) qui 

A) B) 
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est la mutation la plus fréquemment observée chez les patients atteints de cancers dépendants de 

BRAF (Davies et al., 2002). La mutation V600E du domaine kinase de BRAF conduit à une forme 

monomérique suractivée de la protéine via notamment, une augmentation de son activité 

catalytique intrinsèque (Patton et al., 2005; Vakiani and Solit, 2011). En revanche, les mutations 

du crible qui induisent une activation similaire de la voie RAS-ERK, ont été isolées à partir de 

l’interaction de BRAFNTR et de KSR1NTR. Cela suggère un effet sur la dimérisation et non sur 

l’activité intrinsèque de la kinase BRAF puisque les formes tronquées BRAFNTR et KSR1NTR sont 

dépourvues de domaine kinase. L’activation de la voie RAS-ERK par ces mutations pourrait être 

ainsi provoquée par une dimérisation accrue de BRAF, en particulier avec KSR1. Pour vérifier 

cette hypothèse, nous avons déterminé l’impact de ces mutations sur l’association de BRAF avec 

KSR1 dans un contexte de cellules de mammifères. 

4.1.3 Les mutations du CRD de BRAF ont une incidence sur la formation du 

dimère BRAF/KSR1 

4.1.3.1 Les mutations du CRD de BRAF favorisent la formation du dimère BRAF/ KSR1 

Nous avons testé l’effet des mutations du CRD sur deux interactions : l’interaction BRAF/ 

KSR1NTR et l’interaction BRAF/KSR1 pleine longueur (Figure 34.A). Pour cela, l’étiquette Flag 

a été accolée aux protéines BRAFFL sauvage ou mutée et l’étiquette Pyo à KSR1NTR ou KSR1FL. 

Les protéines BRAFFL et les formes de KSR1 ont été co-exprimées et leur association a été 

déterminée par co-IP. Seules les mutations H235P et C251Y du CRD de BRAF, répertoriées dans 

les bases de données et trouvées dans le crible, ont été utilisées pour ces expérience. Comme 

observé précédemment, l’expression des mutations H235P ou C251Y isolément conduisent bien à 

une augmentation des niveaux de pMEK et pERK. Chacun de ces mutants est suffisant pour 

stimuler l’activation de la voie RAS-ERK. (Figure 34.B : comparer condition 2 aux conditions 

3 et 4). 
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Figure 34 – Effets des mutations du CRD de BRAF sur son association à KSR1NTR ou KSR1 FL. 

A) L’effet de la mutation H235P (ou C251R) dans BRAF FL a été testée sur l’interaction de BRAF FL avec KSR1NTR ou 
KSR1FL. 
B) Expérience de co-immunoprécipitation entre Flag-BRAF sauvage ou mutée avec Pyo-KSR1NTR ou Pyo-KSR1FL. La 
condition 1 est un contrôle expérimental. Les anticorps utilisés lors de la détection des niveaux protéiques par Western 
blot sont indiqués à droite. pMEK et de pERK sont précédés de leurs formes non phosphorylées (MEK1/2 et ERK 1/2) 
pour comparer les niveaux protéiques. La protéine HSP90 est utilisée comme témoin de charge.  
FL : Full Length NTR: N-terminal Region, IP : Immunoprecipitation, « + » : forme sauvage de Flag-BRAFFL. BRS : 
BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : Coiled-Coil Sterile 
Alpha Moti, KD : Kinase Domain. 

 

Lors de la co-expression avec KSR1 tronquée (NTR) ou pleine longueur (FL), une interaction 

est détectée avec BRAF sauvage comme rapporté précédemment (McKay et al., 2009). En 

comparaison à la forme sauvage de BRAF, les mutations H235P et C251Y provoquent un 

important gain d’interaction avec KSR1FL et KSR1NTR (Figure 34.B : comparer la condition 5 

aux conditions 6 et 7 et la condition 8 aux conditions 9 et 10). Ces données confirment le gain 

d’interaction observé entre KSR1NTR et BRAFNTR suite aux mutations de son domaine CRD 

(Figure 30, p. 118). 

Nous avons également évalué l’association de ces mutants de BRAF avec la protéine KSR1 

endogène. Dans ce contexte, nous avons également observé un gain d’interaction entre KSR1 et 

A) 

B) 
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les formes mutées de BRAF, comparativement à sa forme sauvage. Comme pour les expériences 

de co-expression (Figure 31.B, p. 120), l’expression des mutants de BRAF est également associée 

à une stimulation de la voie RAS-ERK, comme l’indiquent les niveaux de pMEK et de pERK.  

 

Figure 35 – Interaction des formes mutées de BRAF FL avec KSR1 FL endogène. 

Expérience de co-immunoprécipitation entre Flag-BRAF sauvage ou mutée avec KSR1FL endogène. La 
condition 1 correspond à l’expression de Flag-BRAF sauvage. Les anticorps utilisés lors de la détection 
des niveaux protéiques par Western blot sont indiqués à droite.  

 

Nous avons ensuite déterminé s’il existait une corrélation entre la stimulation de la voie RAS-

ERK et le gain d’interaction de KSR1 avec BRAF provoqué par les mutations de son CRD.  

4.1.3.2 Lien entre dimérisation de BRAF/KSR1 et activation de la voie RAS-ERK  

L’activation de la voie RAS-ERK découle notamment de la dimérisation des protéines RAF. 

La dimérisation de BRAF dépend notamment du désengagement de sa NTR du domaine kinase 

pour permettre son association au KD d’un autre protomère. Les mutations du domaine CRD de 

BRAF, touchent les acides aminés du motif de liaison au zinc (Figure 29.B, p. 116). Bien 

qu’aucune étude structurale n’ait été entreprise avec ces mutations, nous pouvons raisonnablement 

supposer qu’elles perturbent le repliement du domaine en affectant la coordination au zinc. Des 

mutations semblables caractérisées dans CRAF, ont un effet sur la liaison aux protéines 14-3-3 et 

aux protéines RAS (Heidecker et al., 1990; Rapp et al., 1988). Ces mutations conduisent également 

à une augmentation de l’activité kinase de CRAF et ce, de façon indépendante de leur liaison aux 
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protéines RAS (Michaud et al., 1995). Nous pouvons supposer que dans un contexte de protéine 

pleine longueur, les mutations du CRD favorisent la désinhibition de BRAF en dissociant la NTR 

du KD.  

Toutes les protéines de la famille RAF ont une interface de dimérisation commune localisée 

dans le domaine kinase. La kinase BRAF forme des homodimères et des hétérodimères avec la 

plupart des membres de la famille de protéines RAF (Rajakulendran et al., 2009). Compte tenu de 

ces observations, nous avons voulu étudier le lien entre l’activation accrue de la voie RAS-ERK et 

plus spécifiquement, l’augmentation de la dimérisation de BRAF avec KSR1. À partir de l’étude 

de l’interface de dimérisation située dans les KD, l’arginine 509 a été identifiée comme étant 

centrale pour l’interaction des KD des deux protomères. La mutation R509H a de ce fait, été utilisée 

comme outil pour inhiber la formation des dimères de RAF démontrant que l’association de deux 

domaines kinases est nécessaire pour la phosphorylation de MEK. (Röring et al., 2012). Nous avons 

donc évalué la combinaison des mutations du CRD (H235P ou C251Y ou les BRAFCRDmut) avec la 

mutation R509H sur la dimérisation et l’activation de la voie RAS-ERK (Figure 36.A).  

Pour cette expérience, la protéine MEK1 a également été surexprimée pour induire des 

niveaux de pMEK permettant une détection satisfaisante par Western Blot avec les quantités 

d’ADN transfectées. Les résultats indiquent que la mutation R509H inhibe complètement 

l’activation de la voie RAS-ERK comme le montrent les niveaux de pMEK (Figure 36.B : 

comparer « pMEK » pour les conditions 1 et 2). L’interaction BRAF/KSR1 n’est détectable qu’à 

partir d’une quantité seuil de protéines exprimées, qui n’est pas atteinte dans cette expérience 

(Figure 36.B : « panneau anti-Pyo » condition 1). De ce fait, bien que l’effet de la mutation 

R509H est constatée (i-e. la perte du signal de pMEK), la perte d’interaction qu’elle provoque ne 

peut pas être observée dans ce contexte Figure 36.B : « panneau anti-Pyo » comparer condition 

1 et 2). 

L’introduction des mutations BRAFCRDmut provoque 1) une augmentation des niveaux de 

pMEK et 2) un gain d’interaction avec KSR1 en comparaison à BRAF sauvage, comme vu 

précédemment. Dans ce contexte de BRAFCRDmut, la mutation R509H provoque également 

l’inhibition complète de la voie RAS-ERK. Cette mutation R509H est également suffisante pour 

complétement abroger l’effet de gain d’activation des BRAFCRDmut (Figure 36.B : comparer 

« pMEK » pour les conditions 3 et 4 ou 5 et 6). Cependant, nous n’observons qu’une perte 
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partielle de l’association de KSR1 avec cette forme doublement mutée de BRAF. Il existerait donc 

bien un corollaire entre le gain d’association des BRAFCRDmut et le gain d’activation de la voie 

RAS-ERK.  

 

Figure 36 – Effet de la perturbation de l’interface de dimérisation de BRAF. 

A) L’effet de la mutation H235P (ou C251R) en combinaison avec la mutation R509H dans BRAF FL a été testée sur 
l’interaction FL/KSR1FL. 
B) Expérience de co-immunoprécipitation entre Flag-BRAF sauvage ou mutée avec Pyo-KSR1FL en présence de Myc-
MEK1. Les anticorps utilisés lors de la détection des niveaux protéiques par Western blot sont indiqués. 
FL : Full length, IP : Immunoprécipitation, + : forme sauvage de Pyo-KSR1FL, Flag-BRAFFLou Myc-MEK1. RH : 
R509H, H235P-RH : H235P-R509H; C251Y-RH : C251Y-R509H. BRS : BRAF specific Sequence ; RBD : Ras-Binding 
Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : Coiled-Coil Sterile Alpha Moti, KD : Kinase Domain. 

 

D’après ces résultats, nous pouvons donc conclure que l’activation de la voie RAS-ERK 

observée, après mutation du CRD, n’est probablement pas due à une augmentation générale de la 

dimérisation de BRAF, mais à une facilitation de la formation du dimère BRAFCRDmut/KSR1. Des 

expériences complémentaires sont nécessaires pour confirmer cette hypothèse. 

  

A) 
B) 
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4.1.4 Conclusions et Perspectives 
Dans cette partie, nos travaux nous ont permis d’isoler des mutations qui stimulent 

l’association de BRAFNTR avec KSR1NTR. Ces mutations se concentrent principalement dans le 

domaine CRD de BRAF, notamment au niveau du motif de liaison au zinc qui assure le repliement 

du domaine. Le gain d’interaction provoqué par ces mutations, nécessite l’interface BRS/CC-SAM 

et la présence du BRS. Lorsqu’elles ont été introduites dans BRAFFL, ces mutations ont provoqué 

une augmentation de l’activation de la voie RAS-ERK. Elles induisent également une plus forte 

interaction de BRAF avec KSR1 exogène ou endogène. Enfin, la perturbation de l’interface de 

dimérisation du dimère BRAFCRDmut / KSR1 n’est pas suffisante pour complètement dissocier le 

dimère, malgré la perte de phosphorylation de MEK1. Nous pouvons donc supposer que c’est bien 

l’augmentation spécifique de l’association de BRAFCRDmut avec KSR1 qui conduit à une 

augmentation de l’activation de la voie RAS-ERK. Il semblerait donc que la mutation du domaine 

CRD ait un impact important sur l’interaction BRS/CC-SAM et, par extension, sur la formation du 

dimère BRAF/KSR1. Au vu de ces résultats, nous pouvons supposer qu’il existe une ou plusieurs 

interface(s) d’interaction entre le domaine CRD de BRAF et les autres domaines des NTRs de 

BRAF et/ou de KSR1.  

4.2 Études structurales des protéines BRAF et KSR1 

4.2.1 Contexte 
Le dernier axe de ce travail de thèse s’est consacré aux études structurales des protéines 

BRAF et KSR1. Malgré la présence d’un nombre conséquent de structures du domaine kinase de 

BRAF résolues par cristallographie aux rayons X ou par RMN (Thevakumaran et al., 2015), les 

données structurales de la région NTR de BRAF restent parcellaires. De plus les études structurales 

réalisés se sont souvent focalisées sur un domaine isolé de cette région et ont été majoritairement 

effectuées à partir de l’isoforme CRAF (Athuluri-Divakar et al., 2016; Emerson et al., 1995; Mott 

et al., 1996). La régions NTR de BRAF est extrêmement dynamique et difficile à stabiliser du fait 

de la présence de longues séquences déstructurées entre les domaines (Källberg et al., 2012). De 

ce fait, la structure globale de la NTR et en particulier la relation des domaines les uns par rapport 

aux autres ne sont pas connues. La situation est encore similaire pour la protéine KSR1 (Koveal et 
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al., 2012; Zhou et al., 2002). Au vu de l’importance de l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR pour la 

formation du dimère BRAF/KSR1, il serait essentiel d’en obtenir une structure plus complète.  

Il serait également intéressant d’intégrer les données structurales de l’interaction 

BRAFNTR/KSR1NTR au dimère BRAF/KSR1 pris dans sa totalité. En effet les domaines kinases, 

qui sont absents des formes BRAFNTR et KSR1NTR, interagissent via l’interface de dimérisation et 

participent à l’association de BRAF avec KSR1. Par ailleurs, la présence de partenaires 

d’interaction tels que le substrat MEK1 ou les protéines 14-3-3, stabilise le dimère BRAF/KSR1. 

L’obtention d’une structure globale intégrant des protéines pleine longueur permettrait d’obtenir 

des informations inédites sur le complexe de signalisation BRAF/KSR1/MEK1. Nous avons 

envisagé différentes techniques pour stabiliser spécifiquement ce complexe à partir de cellules 

bactériennes ou de cellules eucaryotes.  

Les différentes techniques utilisées et les problématiques qui y sont associées, sont présentées 

dans ce chapitre. La plupart des stratégies présentées dans cette section n’ont finalement pas abouti 

à la résolution de nouvelles structures mais ont permis d’éliminer les méthodes jugées peu efficaces 

ou pas assez informatives. 

4.2.2 Étude des interactions des domaines des protéines RAF 

4.2.2.1 Interactions des domaines des NTRs de BRAF et KSR1  

 Les NTRs de BRAF et KSR1 sont composés de domaines déterminants pour la fonction de 

ces protéines. C’est notamment le cas du domaine RBD de BRAF, qui favorise sa liaison aux 

protéines RAS, ou de son CRD qui permet l’ancrage à la membrane plasmique (Bondeva et al., 

2002). Nous avons précédemment déterminé que la spécificité de formation du dimère 

BRAF/KSR1 dépend tout particulièrement de l’interaction directe des domaines BRS et CC-SAM. 

Le CRD de BRAF semble également être impliqué dans l’interaction BRS/CC-SAM (voir section 

4.1), d’autant que, le rôle du CRD de KSR1 sur cette interaction n’est pas connu à ce jour. En nous 

basant sur ces observations et d’après l’agencement général des domaines des NTRs (Figure 37.A), 

nous avons souhaité cartographier les différentes surfaces d’interactions qui existent entre 

BRAFNTR et KSR1NTR. La purification des NTR de BRAF et de KSR1 ne donnant pas un rendement 

satisfaisant, nous avons analysé les interactions de chacun de ces domaines les uns avec les autres. 

Pour cela, nous avons essayé de reconstituer ces interactions in vitro pour les analyser par RMN. 
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Chacun des domaines BRAFNTR et KSR1NTR a été exprimé et purifié selon une procédure établie 

précédemment (Goyal et al., 2015).  

 

Figure 37 – Purification des domaines de BRAFNTR et de KSR1NTR. 

A) Schéma des domaines qui composent les NTR de BRAF et KSR1.  
B) Coloration au bleu de Coomassie des échantillons de protéines séparées sur gel SDS-PAGE après 
expression et purification en présence de [15N]NH4Cl. Le domaine BRS ayant perdu sa coloration au bleu 
de Coomassie dans le gel de polyacrylamide, un nouvel échantillon a donc été coloré puis fixé au 
formaldéhyde. 
BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Moti, KD : Kinase Domain. 
 

Nous n’avons malheureusement pas pu obtenir le domaine CRD de BRAF. Afin de pallier 

ce problème, nous avons fait le choix d’utiliser le domaine CRD de CRAF (non montré) qui 

présente une forte homologie de séquence avec celui de BRAF et dont la structure a déjà été résolue 

(Mott et al., 1996).  

Nous avons étudié une combinaison d’interactions intermoléculaires (entre un domaine de 

BRAFNTR et un domaine de KSR1NTR) et intramoléculaires (entre deux domaines de KSR1NTR l’un 

avec l’autre ou entre deux domaines de BRAFNTR l’un avec l’autre) par Heteronuclear Single 

Quantum Correlation (HSQC). Les expériences HSQC mesurent les apparitions et disparations de 

pics d’hydrogène. En bref, le marquage isotopique de l’azote (15N) permet de corréler chaque pic 

observé à un résidu spécifique de la protéine considérée. Chaque protéine possède ainsi un spectre 

A) 
B) 
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HSQC qui lui est propre. Lorsque l’expérience est réalisée en présence d’un partenaire 

d’interaction, les apparitions et disparations de pics d’hydrogène du spectre témoignent de 

mouvements d’acides aminés qui sont provoqués à la suite d’une interaction protéique (Doucleff 

et al., 2011).  

Nous avons évalué par HSQC les variations du spectre du domaine CC-SAM de KSR1 

lorsqu’il est seul ou en présence de partenaires putatifs. Ainsi le spectre du domaine CC-SAM seul 

(Figure 38.A : en noir) ne se superpose pas avec celui de ce même domaine CC-SAM en présence 

du domaine BRS (Figure 38.A : en vert). Cette expérience, qui a déjà été utilisée pour déterminer 

l’interface BRS/CC-SAM (Lavoie et al., 2018 : Extended data Figure 8), constitue ici le contrôle 

expérimental. Les spectres du CC-SAM seul et du CC-SAM avec le CRDCRAF présentent de légères 

variations, témoignant d’une interaction très faible (Figure 38.B : comparer le noir au rouge). 

De la même façon, une légère interaction est détectée entre le CC-SAM de KSR1 et son domaine 

CRDKSR1 (Figure 38.D : comparer le noir au violet). En revanche, les spectres du CC-SAM seul 

(Figure 38.C : en noir) ou en présence du RBD de BRAF (Figure 38.C : en orange) se 

superposent parfaitement, indiquant qu’aucune perturbation n’a été mesurée. Il n’y a donc pas 

d’interaction entre le domaine CC-SAM de KSR1 et le domaine RBD de BRAF. Seules une partie 

des différentes combinaisons testées sont présentées, la plupart ne présentant pas ou très peu 

d’interaction.  



 133 

 

Figure 38 – Évaluation des interactions entre le domaine CC-SAM de KSR1 et les domaines 

CRDCRAF, RBD et CRDKSR1. 

Superposition du spectre [1H–15N] HSQC du domaine [15N]CC-SAM de KSR1 seul (noir) et du spectre 
[15N]CC-SAM en présence soit du domaine BRS de BRAF (A) vert), soit du domaine CRD de BRAF (B) 
rouge), soit du domaine RBD de BRAF (C) orange), soit du domaine CRD de KSR1 (D) en violet). Ces 
mesures d’interaction des différents domaines ont été évaluées par RMN par l’équipe du Pr. F. Sicheri à 
Toronto.  
Ppm : parts per million. BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich 
Domain; CC-SAM : Coiled-Coil Sterile Alpha Moti, KD : Kinase Domain. 

  

A) B) 

C) D) 
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Ces données préliminaires ont donc permis l’identification de trois interactions potentielles : 

CC-SAM/CRDCRAF, CC-SAM/CRDKSR1 et BRS/CRDKSR1. Cependant, le faible niveau de 

fluctuation observé laisse supposer qu’elles sont soit causées par des interactions de très faible 

affinité, soit provoquées par un artefact expérimental. Il est apparu peu utile d’en faire une étude 

plus approfondie, car les interfaces précises d’interaction auraient été trop difficiles à établir dans 

ces conditions. 

En parallèle à cette expérience de RMN, nous avons testé des outils nous permettant de 

spécifiquement isoler le dimère BRAF/KSR1 à partir de cellules bactériennes.  

4.2.2.2 Stabilisation de l’interaction BRAF/ KSR1 par leurs domaines kinases 

Il existe différents systèmes pour isoler des complexes protéiques spécifiques. Notamment le 

système de protéines de fusion FRB-FKBP a déjà été adapté avec succès pour analyser des 

oligomères (Inobe and Nukina, 2016). Son utilisation a permis, en particulier, l’étude de la 

dimérisation des domaines kinases dans l’hétérodimère RAF/KSR de drosophile (Rajakulendran 

et al., 2009). Dans le but de ne pas utiliser un système dépendant de l’ajout de rapamycine 

nécessaire dans le système FRB-FKBP, nous avons opté pour les peptides SYNZIP pour enrichir 

artificiellement le dimère BRAF/KSR1. Les SYNZIP sont des peptides synthétiques formés de 

courtes hélices α qui ont été élaborés dans le but de faciliter la formation de complexes 

oligomériques de protéines. Ces peptides présentes également l’avantage théorique de provoquer 

un encombrement stérique plus faible que celui existant dans le système de protéines de fusion 

FRB-FKBP (Thompson et al., 2012). 

Nous avons donc utilisé des SYNZIP adaptés pour la formation d’homo- ou d’hétéro-dimères 

(SYNZIP14). Ces peptides ont été pour cela fusionnés aux extrémités des domaines kinases de 

BRAF et de KSR1 avec pour objectif d’améliorer la stabilité du dimère BRAF/KSR1. Le 

SYNZIP14 a ainsi été fusionné à l’extrémité C-terminale du KD de BRAF (KDSYNZIP14) pour 

évaluer son effet sur la dimérisation du KD. Le domaine KD de BRAF seul ou comprenant le 

SYNZIP14 ont été purifiés et leur profil d’élution analysé par chromatographie d’exclusion (SEC) 

comparativement à une courbe standard (Figure 39.A).  

Le domaine KD de BRAF a un poids moléculaire de 35 kDa ce qui correspondant à un 

volume d’élution de 15,8 mL selon l’échelle moléculaire (Figure 39.B) et la méthodologie utilisée 
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dans le laboratoire (Lavoie et al., 2013). Les volumes d’élution en deçà de 13 mL correspondent à 

des agrégats ou à des contaminants. Le profil du KDSYNZIP14 montre deux pics principaux entre 13 

et 17 mL d’élution. Le pic à 13,8 mL, selon l’échelle de poids moléculaire de la Superdex200 

(Figure 39.A), est nettement supérieur à 35 kDA, et pourrait donc correspondre à un dimère de 

KDSYNZIP14 (2*35 kDa = 70 kDa). Le second pic, plus élevé, correspond vraisemblablement au 

monomère potentiel de KDSYNZIP14 mais montre également des contaminants autour de 25 kDA. 

(Figure 39. B : gel de Coomassie à droite).  

Figure 39 – Impact du peptide SYNZIP14 sur la dimérisation du domaine KD de BRAF 

A) Courbe standard de chromatographie d’exclusion avec la colonne Superdex 200 10/300 G 
(http://www.gelifesciences.com/protein-purification).  
B) En haut : Profils d’élution du domaine kinase de BRAF seul (en bleu) ou fusionné au SYNZIP14 (en 
violet) en chromatographie d’exclusion. En bas : les fractions récoltées ont été déposées sur des gels SDS-
PAGE qui ont été colorés par Coomassie. 
mAU : milli Absorbance Unit, KD : Kinase Domain 

A) 

B) 
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La présence d’une quantité importante de contaminants lors de la purification peut 

compliquer l’isolation spécifique du dimère. Dans ce contexte, le chevauchement partiel du pic 

« monomère » et du pic « dimère » ne permet pas une séparation idéale de ces deux formes. De 

plus, la fusion d’un peptide à l’extrémité C-terminale du KD pourrait perturber l’interaction des 

protéines 14-3-3 au dimère BRAF/KSR1 et perturber la stabilité du complexe (Rushworth et al., 

2006). Nous avons donc conclu que cette stratégie n’était pas optimale et que la purification à partir 

de bactéries n’était pas adaptée à nos objectifs. Nous avons donc décidé de purifier le dimère 

BRAF/KSR1 à partir cellules eucaryotes pour favoriser la formation de complexes plus 

physiologiques.  

4.2.3 Vers l’obtention d’un complexe multiprotéique à partir de cellules 

eucaryotes 
Lors de la réalisation de ces travaux de doctorat, il n’existait aucune structure de la forme 

pleine longueur d’une protéine de la famille RAF, du fait des problèmes de purification due à la 

solubilité, la pureté, ou la stœchiométrie de complexes d’intérêt. La stratégie la plus prometteuse 

de purification a semblé s’orienter vers les systèmes eucaryotes (cellules humains ou d’insectes) 

qui ont l’avantage d’exprimer naturellement certains des partenaires d’interaction essentiels à la 

stabilité des complexes. En particulier, la stabilisation des dimères de RAF nécessite la liaison à 

des partenaires d’interaction spécifiques tels que les protéines 14-3-3 (Adariani et al., 2018). De 

plus, MEK1 joue un rôle déterminant sur la formation du complexe BRAF/KSR1 comme nous 

l’avons vu dans le chapitre 1. De ce fait, le dimère BRAF/KSR1 pourrait exister sous forme d’un 

complexe multiprotéique constitué minimalement de 5 protéines : BRAF, KSR1, MEK1 et un 

tandem de protéines 14-3-3. L’obtention d’un complexe purifié aussi grand (environ 300 kDa) et 

dans des quantités suffisantes pour son analyse par cristallographie aux rayons X est difficilement 

envisageable. La technique de cryo-microscopie électronique (ou Cryo-EM) permet, quant à elle, 

l’analyse de complexes multiprotéiques de haut poids moléculaires à partir d’une plus faible 

quantité d’échantillon.  
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La cryogénisation rapide de l’échantillon après purification permet de conserver la 

conformation des protéines et de pallier les problèmes de dénaturation et de changements 

conformationnels liés à la cristallographie. Une fois l’échantillon figé dans de la glace vitrifiée (i-

e. sans cristaux), des images ou « photomicrographies » des macromolécules sont générées après 

acquisition en microscopie électronique. L’échantillon est composé de milliers de particules 

correspondant au complexe immobilisé dans une orientation aléatoire. La classification de ces 

orientations permet la reconstitution tridimensionnelle des complexes par traitement informatique 

(Figure 40) (Nogales and Scheres, 2015). 

 

Figure 40 – Analyse d’un complexe protéique en Cryo-EM.  

A) Les complexes purifiés sont soumis à un rayon d’électrons pour l’acquisition de photomicrographies. 
Chaque photomicrographie correspond à une projection 2D des particules présentent dans l’échantillon. 
B) Chaque particule est ensuite classée selon l’orientation prise par le complexe au moment de la 
cryogénisation. La compilation de ces collections de photomicrographies permet de reconstituer la 
structure tridimensionnelle du complexe protéique. Adapté de https://people.csail.mit.edu/gdp/cryoem.html 
- Laboratoire de Greg Pintilie. 

  

Rayons d’électrons A) 

B) 

https://people.csail.mit.edu/gdp/cryoem.html
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Le succès de la reconstitution 3D repose notamment sur la superposition, par des algorithmes, 

des structures existantes des différentes protéines du complexe. Ainsi, le grand nombre de 

structures déjà résolues des domaines isolés de NTR de BRAF et KSR1, de leur domaines kinases, 

de MEK1 et des protéines 14-3-3 constitue un avantage non négligeable pour l’analyse et la 

reconstitution 3D finale du complexe multiprotéique (Carroni and Saibil, 2016).  

Dans un premier temps, nous avons défini les conditions optimales de purification pour isoler 

le complexe BRAF/KSR1/MEK1/14-3-3. Nous avons opté pour une technique de purification en 

cellules de mammifères (HEK293T) permettant de conserver les modifications post-

traductionnelles des protéines et de s’assurer de la liaison des protéines 14-3-3 stabilisant le 

complexe.  

Les 5 protéines RAF (ARAF, BRAF, CRAF, KSR1 et KSR2) sont présentes de façon 

endogène dans les cellules de mammifères. Afin de privilégier la formation du dimère BRAF/KSR1 

au dépend des autres dimères de RAF tels que BRAF/CRAF ou BRAF/BRAF, les protéines BRAF 

et KSR1 ont été co-exprimées à l’aide de plasmides d’expression. Au vu de son rôle de stabilisateur, 

le substrat MEK1 a également été exprimé en combinaison avec BRAF et KSR1. En se fixant sur 

le KD, les premières inhibiteurs pharmacologiques des kinases RAF stimulent la voie RAS-ERK 

par « activation paradoxale » en induisant la dimérisation des protéines de la voie (Hatzivassiliou 

et al., 2010; Heidorn et al., 2010; Poulikakos et al., 2010). Nous avons tiré avantage de ce 

phénomène et favoriser la formation du dimère BRAF/KSR1 en ajoutant un inhibiteur de RAF qui 

induit cet effet au procédé de purification. Plusieurs conditions d’élution ont également été testées 

et chaque produit de purification a été analysé sur gel après coloration au bleu de Coomassie. Les 

bandes de plus forte intensité ont été analysées par spectrométrie de masse (Figure 41). 

La combinaison de ces paramètres nous a permis d’éluer avec succès BRAF avec KSR1 et 

MEK1, dans des conditions proches de ce que nous supposons être la stœchiométrie idéale (1 

molécule de BRAF pour 1 molécule de KSR1). Par ailleurs, des protéines 14-3-3 endogènes ont 

également été détectées dans toutes les conditions et sont constituées d’un mélange des 7 isoformes 

présents en cellule de mammifère (Aitken et al., 2006). L’ajout de l’inhibiteur nous a ainsi permis 

de purifier une quantité plus importante de dimères BRAF/KSR1 (Figure 41 : comparer 

condition 2 et 3). Pour purifier les complexes par immunoprécipitation, une étiquette Flag a été 

ajoutée à la protéine BRAF. Ainsi, la protéine BRAF et ses partenaires d’interaction ont été fixés 
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sur une résine reconnaissant l’étiquette Flag (Anti-FLAG M2 resin, GE Healthcare). Deux 

conditions d’élution du complexe ont été testées. La première repose sur la compétition d’un 

peptide-Flag « libre » ajouté en excès, permettant le décrochage de BRAF et de ses protéines 

d’interaction de la résine (Figure 41 : conditions 3 à 8). La deuxième condition d’élution a été 

utilisé en combinaison avec la forme Flag-TEV-BRAF. Le site « TEV » est une séquence d’acides 

aminés reconnue par la protéase TEV, qui provoque l’élution du complexe par clivage (Figure 41 : 

conditions 9 à 13). Différentes concentrations de peptide-Flag ou de protéases TEV ont ainsi été 

évaluées pour la meilleure condition d’élution. De même, le volume idéal de résine M2 a également 

été déterminé pour s’assurer de capturer une quantité importante de protéines sans pour autant fixer 

de contaminants additionnels (Figure 41 : conditions 14 à 16). La protéase TEV est une enzyme 

aisée à produire en quantité importante. Par ailleurs, la technique d’élution par clivage à la TEV 

permet d’obtenir une quantité équivalente de protéines comparativement à l’élution par excès de 

peptide-Flag (Figure 41 : comparer conditions 3 et 9). En plaçant le site de clivage entre 

l’étiquette Flag et la protéine BRAF, le clivage présente l’avantage d’ôter l’étiquette qui pourrait 

être un obstacle à la reconstitution 3D. Les conditions 9 et 15 et la présence d’un inhibiteur de 

BRAF ont donc été considérées comme optimale pour réaliser l’expériences de purification du 

complexe. 



 140 

  

Figure 41 – Évaluation des conditions de purification du dimère KSR1/BRAF. 

Les protéines pyo-KSR1, Flag-BRAF, Flag-TEV-BRAF ont été co-exprimées en cellules HEK293T dans 
plusieurs conditions. Les éluats des purifications ont été déposés sur gel SDS-PAGE et colorés par 
Coomassie. La condition 1 correspond à un contrôle expérimental. Les protéines indiquées par des flèches 
ont été identifiées par spectrométrie de masse après extraction de la bande correspondante.  

 

Pour obtenir des photomicrographies optimales, il est nécessaire de s’assurer de la pureté et 

de l’homogénéité de l’échantillon. D’une part, la présence de contaminants peut créer un bruit de 

fond, rendant l’acquisition des images plus difficile. Ces contaminants peuvent également se lier 

non spécifiquement aux protéines d’intérêt et créer, de ce fait, un nouveau type artéfactuel de 
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complexe protéique. Aussi, un échantillon hétérogène composé de plusieurs types de complexes 

complique la classification des particules et, par extension, nuit à la reconstitution 3D. D’autre part, 

l’homogénéité dépend également de la stabilité des interactions des protéines d’intérêt: la 

dissociation de l’un des membres du complexe peut également conduire à différents sous-types de 

complexe (Glaeser et al. 2016).  

La chromatographie d’exclusion (SEC) a été utilisée pour purifier le complexe 

BRAF/KSR1/MEK1/14-3-3. Malheureusement, le profil d’élution a révélé un échantillon 

hétérogène présentant des agrégats de haut poids moléculaire et une dissociation du complexe 

(présence de protéines individualisées). La quantité de complexe BRAF/KSR1/MEK1/14-3-3 

obtenue dans ces conditions n’est pas suffisante pour envisager une analyse par cryo-EM, ce qui a 

été confirmé par les premières étapes d’analyse en microscopie électronique (données non 

montrées).  

L’utilisation de formes mutantes de BRAF, KSR, ou MEK1 couplées à la présence d’un 

inhibiteur de MEK1 a été envisagée comme solution pour stabiliser le complexe. La co-expression 

des protéines a également été adaptée à des cellules de mammifères en suspension (HEK293F) 

pour augmenter le rendement du complexe et faciliter le procédé de transfection. Ces expériences 

sont en cours d’optimisation pour aboutir à un échantillon homogène. Une approche de purification 

similaire de l’homodimère BRAF/BRAF a démontré que, bien qu’isolé in vitro, ce complexe 

conserve une activité kinase (Cope et al., 2018). Un autre projet du laboratoire s’est par ailleurs 

focalisé sur l’optimisation des conditions de stabilisation d’un autre complexe de BRAF plus 

prometteur (la forme auto-inhibée de BRAF en présence d’un tandem de protéines 14-3-3 et/ou de 

MEK1). 

Ces résultats nous confortent dans l’idée que cette approche en cellules de mammifères est 

un système prometteur pour aboutir à la purification d’un complexe BRAF/KSR1/MEK1 natif 

proche des conditions physiologiques. L’abondance relative des protéines au sein des cellules de 

mammifères, telles que les cellules HEK293, a une grande influence sur le succès d’une 

purification, notamment pour atteindre un rendement suffisant (Geiger et al., 2012).  

Dans l’éventualité où ce système ne serait finalement pas adéquat pour la technique de Cryo-

EM, la purification à partir de cellules d’insectes Sf9 a également été envisagée en parallèle. Ces 

cellules sont plus aisées à manipuler et possèdent un rendement protéique plus important. Ce 
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modèle eucaryote à l’avantage d’être proche des cellules de mammifères, notamment par la 

présence des analogues des protéines 14-3-3 pouvant se fixer aux complexes de protéines humaines 

(Fu et al., 1994). En particulier, de nombreuses études ont utilisé le système de vecteur de 

baculovirus pour exprimer et purifier des complexes protéiques de haut poids moléculaire 

(Fitzgerald et al., 2006). Dans ce système, chaque cassette d’expression contient un gène 

accompagné d’un promoteur et d’un terminateur, permettant l’expression conjointe de tous les 

partenaires d’un même complexe (Weissmann et al., 2016).  

Nous avons donc utilisé cette technique pour générer des vecteurs d’expression comportant 

différents complexes de protéines RAF dont le dimère BRAF/KSR1. Les gènes de BRAF, KSR1, 

MEK1, 14-3-3 et/ou HRAS ont chacun été incorporés à des cassettes d’expression contenues dans 

un plasmide d’expression. Bien que des protéines 14-3-3 analogues soient présentes de façon 

endogène, nous avons choisi d’exprimer des isoformes humaines pour obtenir des complexes 

homogènes. Des formes mutées de certains gènes ont été utilisées pour favoriser la formation de 

complexes spécifiques. Ainsi, le gène HRAS contenant la mutation activatrice G12V a été choisi 

dans le but de stabiliser un homodimère de BRAF. Nous avons également intégré la forme mutée 

MEK1WLN, isolée précédemment permettant à MEK1 de se lier de façon préférentielle à KSR1 

(voir section 3.1.3.2), pour privilégier le complexe BRAF/KSR1/MEK1. Chaque construction a été 

séquencée et digérée par des enzymes de restriction pour confirmer la présence des gènes d’intérêt. 

Les produits de digestion ont été analysés sur un gel d’agarose (Figure 42). Les patrons de 

migration des produits de digestions ainsi que les résultats du séquençage nous ont permis de 

confirmer six constructions, contenant les gènes suivants : (1) Flag-TEV-BRAF/Myc-

MEK1/HRASG12V, (2) Flag-TEV-BRAF, (3) HIS-TEV-KSR1/Flag-TEV-BRAF/Myc-MEK1, (4) 

HIS-TEV-KSR1/Flag-TEV-BRAF/MEK1WLN, (5) KSR1/BRAF/MEK1WLN/14-3-3β et (6) 

KSR1/BRAF/MEK1WLN/14-3-3ε.  
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Figure 42 – Plasmides d’expressions pour l’expression de complexes de BRAF/KSR1.  

Gel d’agarose 1 % après marquage au RedSafe. Chacune des constructions (1 à 6) comporte plusieurs 
gènes intégrés à un plasmide par clonage. Les protéines encodées par ces gènes sont indiquées sur la droite.  

 

L’expression de ces complexes protéiques devra être évaluée en cellules d’insecte. Par la 

suite, si la purification permet l’isolement d’un complexe BRAF/KSR1/MEK1 en quantité 

suffisante, une analyse par la technique de cryo-EM pourra être enfin envisagée.  

4.2.4 Conclusions et perspectives 
Dans cette deuxième partie, nous nous sommes focalisés sur l’étude des interactions entre les 

différents domaines qui composent les NTRs de BRAF et de KSR1. Ces expériences nous ont 

permis de conclure qu’une approche par isolement des domaines seuls n’est pas envisageable du 

fait de la faible affinité de ces interactions. Nous avons également évalué des techniques pour 

purifier le dimère BRAF/KSR1 afin d’en obtenir la structure. L’utilisation d’outils moléculaires 

tels que les SYNZIP pour isoler le dimère BRAF/KSR1 à partir de bactéries ne nous a pas semblé 

être une approche réaliste du fait du faible rendement protéique et de la présence importante de 

contaminants. Par ailleurs, des difficultés rencontrées lors de la purification ont mis à jour les 

problèmes de solubilité inhérents à BRAF. Ceux-ci sont visibles aussi bien au niveau de domaines 

(le CRD) qu’à l’échelle du dimère (formation d’agrégats). En parallèle, nous nous sommes 
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également intéressés à l’isolement du dimère BRAF/KSR1 à partir d’un système eucaryote plus 

adapté à la purification de protéines humaines.  

Les avantages de la technique de cryo-EM, nous ont conduit à favoriser l’isolement d’un 

complexe multiprotéique plutôt que le seul dimère BRAF/KSR1. Nous avons ainsi optimisé la 

purification du complexe BRAF/KSR1/MEK1 et, en particulier, son élution à partir de cellules de 

mammifères HEK293T. Nous avons obtenu des niveaux d’expression protéique satisfaisants et 

vraisemblablement stœchiométriques. Nous avons par ailleurs constaté la formation d’un complexe 

physiologique validé par la présence de partenaires d’interaction spécifiques (les protéines 14-3-3) 

et présents de façon endogène dans les cellules utilisées pour la purification. Les problèmes de 

stabilité et d’agrégation du complexe nous ont conduit à envisager la purification à partir de cellules 

d’insectes en tirant avantage d’un système d’expression multigénique. Nous avons obtenu plusieurs 

constructions prometteuses dont l’expression reste encore à tester.  

L’optimisation de ces approches en cellules eucaryotes favorisera l’établissement d’une 

stratégie de purification idéale pour isoler des complexes de signalisation. Parmi eux, nous 

pourrions obtenir celui mettant en jeu le dimère BRAF/KSR1. L’étude de la relation 

structure/fonction permettra à terme d’améliorer notre compréhension du mode de fonctionnement 

de ce dimère. 
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Chapitre 5 : Discussion  
La voie RAS-ERK est devenue l’archétype des voies de signalisation. Elle a été décrite chez 

de nombreuses espèces et de multiples fonctions lui ont été associées, notamment dans les cancers 

humains (pour revues : (Degirmenci et al., 2020; Simanshu et al., 2017; Yaeger and Corcoran, 

2019).  Bien que les prémices de sa découverte aient eu lieu il y a près de 40 ans, certains aspects 

de son fonctionnement restent encore à élucider. 

La schématisation simplifiée de la voie RAS-ERK en une cascade linéaire et séquentielle ne 

reflète pas la complexité des mécanismes de régulation contrôlant l’activité des kinases (Roberts 

and Der, 2007). Un excellent exemple est celui de la transmission du signal au niveau des kinases 

RAF. En effet, celles-ci nécessitent une combinaison d’interactions protéiques, d’épisodes de (dé-

) phosphorylations et de modifications structurales pour être catalytiquement compétentes. Chacun 

de ces évènements est nécessaire à l’activation des kinases et constitue de ce fait, un moyen 

indépendant de régulation de l’activité kinasique (Lavoie and Therrien, 2015).  

La dimérisation des kinases RAF joue un rôle central dans leur fonction catalytique (Garnett 

et al., 2005; Hu et al., 2013; Rushworth et al., 2006). Les pseudokinases KSR, évolutivement 

proches des kinases RAF, peuvent dimériser avec ces dernières. Ce phénomène aboutit à un 

hétérodimère RAF/KSR catalytiquement actif capable d’activer les kinases MEK (Brennan et al., 

2011; McKay et al., 2009; Rajakulendran et al., 2009). 

Les protéines KSR sont indispensables à la signalisation RAS-ERK chez C. elegans et 

D. melanogaster (Kornfeld et al., 1995; Therrien et al., 1995). Chez les mammifères, la délétion de 

l’isoforme KSR2 provoque d’importants troubles métaboliques (Costanzo-Garvey et al., 2009) 

tandis que celle de l’isoforme KSR1 attenue la transformation oncogénique des cellules suite à la 

mutation activatrice RAS (Lozano et al., 2003). Au sein de la voie RAS-ERK, les protéines KSR 

qui co-localisent avec les différents acteurs de la cascade et sont principalement des activateurs 

allostériques des kinases RAF (Kortum and Lewis, 2004; Roy et al., 2002). Cette propriété repose 

notamment sur l’établissement de plusieurs interactions clés entre les protéines RAF et KSR ainsi 

qu’avec la protéine MEK1, interactions que nous avons contribué à mettre à jour au cours de ce 

travail de thèse. Nos efforts se sont plus focalisés sur l’analyse du dimère BRAF/KSR1, notamment 

en raison de la place de BRAF dans le développement de cancers et de l’implication de KSR1 dans 

les phénomènes de résistance aux inhibiteurs (McKay, Ritt, et al., 2011).  
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Au cours de cette analyse, nous avons découvert trois processus importants qui interviennent 

dans la formation spécifique du dimère BRAF/KSR1. Premièrement, MEK1 est activateur de sa 

propre kinase, en amenant KSR1 à dimériser avec BRAF et en induisant la phosphorylation d’une 

autre molécule de MEK1. Deuxièmement, nous avons déterminé qu’il existe une interaction 

spécifique au sein du dimère BRAF/KSR1 entre le domaine BRS de BRAF et le domaine CC-SAM 

de KSR1. Pour finir, nous avons observé que le domaine CRD de BRAF influence la dimérisation 

de BRAF avec KSR1 par un mécanisme qui reste encore à déterminer. 

5.1 Comment le domaine CRD de BRAF impacte-t-il l’interaction 

BRS/CC-SAM ? 
Le domaine CRD est un domaine de liaison au zinc présent chez les cinq membres de la 

famille des protéines RAF dans leur région NTR (Ghosh et al., 1994; Mott et al., 1996). Ce domaine 

participe à l’ancrage membranaire des kinases RAF lors de leur association aux protéines RAS 

(Bondeva et al., 2002). Les protéines KSR ne possèdent pas de domaines pouvant s’associer à 

RAS; en revanche elles peuvent se lier aux phosphatidyl-sérines présentes dans la membrane 

plasmique par le biais de leur CRD (Zhou et al., 2002).  

Au cours de nos travaux, nous avons mis à jour une interface d’interaction inédite entre les 

protéines BRAF et KSR1. Nos résultats ont ensuite suggéré à plusieurs reprises que ce domaine 

pourrait également jouer un rôle important dans la formation du dimère BRAF/KSR1 en impactant 

cette interaction.  

La kinase BRAF établit en effet un point de contact direct avec la protéine KSR1 via 

l’interaction des domaines BRS et CC-SAM (Figure 43.A, p. 149). Cette interaction est unique et 

spécifique au dimère BRAF/KSR1 et elle est nécessaire à sa formation. En effet, la mutation de 

cette interface nuit à l’association de BRAFNTR avec KSR1NTR (Figure 23, p. 106) et diminue la 

capacité de KSR1 à transactiver BRAF (Lavoie et al., 2018 : Figure 3 e et f). 

En outre, nous avons déterminé que la délétion du domaine CRDBRAF diminue l’interaction 

de BRAFNTR avec KSR1NTR (Lavoie et al., 2018 : Extended Data Figure 6.d), laissant supposer 

que le domaine CRDBRAF pourrait stabiliser l’association de BRAF avec KSR1. Cette stabilisation 

pourrait être la conséquence d’une interaction directe entre le domaine CRDBRAF et le domaine 

CRDKSR1. Aucune interaction CRDBRAF /CRD KSR1 n’a cependant été détectée lors de nos 
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expériences de double hybride (Figure 26, C3, p. 110), ou de co-IP (données non présentées). De 

la même façon, nos données préliminaires de RMN n’ont fait état d’aucune d’interaction 

homotypique CRDCRAF/CRDKSR1 (Figure 38, p. 132). Si elle existe, il est possible que cette 

interaction soit trop faible pour être détectée dans nos conditions expérimentales.  

Afin d’étudier particulièrement les domaines NTR, nous avons créé une matrice 

d’interactions en Y2H, l’objectif étant de comprendre les interactions existant entre les différents 

domaines de BRAFNTR et KSR1NTR. De façon surprenante, les plus fortes interactions ont été 

détectées avec des fusions de domaines (BRS+CRDBRAF et CC-SAM+CRDKSR1 : Figure 26, 

colonne 4 et ligne D, p. 110). Toutes ces interactions ont un point commun : leur formation repose 

minimalement sur la présence de l’interaction BRS/CC-SAM. Par exemple, une forte interaction 

est détectée entre le domaine CC-SAM seul et BRS+CRDBRAF où le BRS pourrait effectivement 

interagir avec le domaine CC-SAM. Aucune interaction n’est détectée entre le domaine CRDKSR1 

seul et BRS+CRDBRAF, le domaine BRS ne pouvant pas établir de contact avec le domaine CC-

SAM dans cette condition. Puisque la force de ces interactions est supérieure à celle de l’interaction 

BRS/CC-SAM, il est possible d’imaginer que dans ces configurations artificielles, le CRDBRAF est 

positionné de façon à stabiliser l’interaction BRS/CC-SAM (Figure 43.B).  

Dans les conditions physiologiques, BRAF s’associe aux protéines RAS lorsqu’elle est 

activée. Des données structurales récentes ont montré qu’il existe une collaboration du domaine 

CRD avec le domaine RBD pour permettre l’ancrage de CRAF aux protéines RAS et à la 

membrane plasmique (Cookis and Mattos, 2021; Tran et al., 2021). Si ces observations sont 

également valides pour l’isoforme BRAF, le domaine CRDBRAF doit alors s’ancrer à deux endroits : 

à RAS et à la membrane plasmique. Dans ce contexte, le domaine CRDBRAF serait bloqué dans une 

conformation spécifique unique lui permettant une faible interaction avec les autres domaines de 

la NTR (Figure 43.C).  

L’équipe de Mariano Barbacid a récemment étudié l’héterodimérisation de BRAF et de 

KSR1 dans des cellules « RAS-less », c’est-à-dire dépourvues de protéines RAS après déplétions 

géniques (Paniagua et al., 2022). Dans leur modèle, seul l’ancrage à la membrane plasmique de 

KSR1 et/ou de BRAF est requis pour permettre la transactivation de BRAF de façon indépendante 

des protéines RAS. L’adressage dépendrait alors uniquement des domaines CRD respectifs de 

BRAF et KSR1 (Zhou et al., 2002). En l’absence de RAS, on peut supposer que le domaine 
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CRDBRAF pourrait stabiliser l’interaction BRS/CC-SAM ce qui serait en accord avec nos 

expériences en levures (Figure 43.D). En effet, puisque les interactions observées en Y2H ont lieu 

dans le noyau (voir le principe du Y2H dans le chapitre 2), l’association de BRAFNTR avec 

KSR1NTR s’effectue donc théoriquement en absence de protéines RAS (Figure 23, p. 106). De 

façon similaire, les expériences de surexpression de BRAF et KSR1 en cellules de mammifères ont 

été réalisées sans avoir recours à un stimulus induisant l’activation des protéines RAS, tels que 

l’ajout d’EGF ou à l’utilisation d’une forme suractivée de RAS (Figure 20, p. 102). Dans des 

conditions spécifiques d’expression, le dimère BRAF/KSR1 se formerait donc en l’absence de 

protéines RAS activées (i.-e. GTP-liées).  

Lors de son association à la membrane plasmique, les mêmes auteurs mentionnent également 

que l’ancrage membranaire de KSR1, s’effectue par les hélices du motif « CC » du domaine CC-

SAM (Koveal et al., 2012; Paniagua et al., 2022). La structure de l’interface BRS/CC-SAM montre 

que ces hélices du motif CC sont essentielles à l’interaction du CC-SAM avec le domaine BRS 

(Lavoie et al., 2018 : Figure 3.e et 3.f). Dans le contexte de la dimérisation de BRAF avec KSR1, 

il est donc peu probable que l’interaction BRS/CC-SAM ait lieu de façon simultanée à l’ancrage 

de KSR1 à la membrane plasmique par ce même domaine CC-SAM. 
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Figure 43 – Modèles de l’implication du domaine CRDBRAF sur l’interaction BRS/-CC-SAM. 

A) L’interaction BRS/CC-SAM engage les hélices du BRS et le motif « CC » du CC-SAM. B) Les fusions de 
domaines BRS+CRDBRAF et CC-SAM+CRDKSR1 (indiquées par des pointillés) positionnent les domaines 
CRD de façon à stabiliser l’interaction BRS/CC-SAM. C) Dans un contexte où BRAF est ancrée à la 
membrane plasmique après activation de RAS, le CRDBRAF est séquestré par association à la membrane 
plasmique et à la protéine RAS. D) L’ancrage des domaines CRD à la membrane plasmique stabilise 
l’interaction BRS/CC-SAM.  

BRS: BRAF specific Sequence; RBD: Ras-Binding Domain; CRD: Cysteine-Rich Domain; CC-
SAM: Coiled-Coil Sterile Alpha Motif.  

 

5.2 Quel est le rôle du domaine CRD dans l’activation des kinases 

RAF? 
Pour rappel, la kinase BRAF adopte deux états principaux lors son cycle d’activation : un 

état monomérique auto-inhibé et un état dimérique activé. Le domaine CRDBRAF a depuis 

longtemps été reconnu comme essentiel à l’auto-inhibition de BRAF puisqu’il s’associe aux 

protéines 14-3-3 (Cutler et al., 1998; Freeman and Morrison, 2011; Guan et al., 2000). La résolution 

récente de la structure de la forme auto-inhibée de BRAF pleine longueur a étayé ces résultats, 

démontrant l’importance du CRDBRAF dans cette conformation. Dans cette structure, le domaine 

CRDBRAF est emboité au sein du tandem de protéines 14-3-3 à qui il sert de support pour stabiliser 

la forme inactive monomérique de BRAF. Dans cette conformation, le domaine CRDBRAF interagit 

donc directement avec le KD et bloque l’accès à son interface de dimérisation (Park et al., 2019).  

La formation de l’hétérodimère BRAF/CRAF est assujettie à la stimulation des protéines 

RAS (Freeman et al., 2013b; Rushworth et al., 2006). L’association des kinases RAF aux protéines 
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RAS activées induit en effet « l’ouverture » des kinases RAF c’est-à-dire la dissociation des 

régions NTR d’avec les KD, rendant les kinases catalytiquement actives (Vojtek et al., 1993; Zhang 

et al., 1993) (Figure 44.A). Des mutations du domaine CRDBRAF facilitent cette dissociation accrue 

de la NTR et contribuent à la formation du dimère BRAF/CRAF (Spencer-Smith et al., 2021). Le 

domaine CRDBRAF est en effet la cible de mutations congénitales, responsables de Rasopathies qui 

sont un ensemble de maladies liées à des troubles du développement. Moléculairement, ces 

mutations induisent notamment une augmentation de l’activation de la voie RAS-ERK (Niihori et 

al., 2006; Rodriguez-Viciana et al., 2006). Plus précisément, elles influencent l’activité catalytique 

de BRAF, cependant les conséquences structurales de ces mutations de BRAF ne sont pas encore 

connues (Tidyman and Rauen, 2016).  

Le domaine CRDBRAF se caractérise par la présence de deux boucles pouvant s’insérer dans 

la bicouche lipidique (Medkova and Cho, 1999; Xu et al., 1997). L’intégrité structurale de ces 

boucles est assurée par un motif de liaison du zinc où des résidus cystéines et histidines 

coordonnent deux ions métalliques qui se situent à la surface du domaine (Mott et al., 1996) et 

Figure 29, p. 116). Dans ce cas, les Rasopathies sont provoquées par des mutations de surface qui 

ne perturberaient probablement pas ou peu le repliement du domaine CRDBRAF. Ces mutations 

provoquent en revanche une dissociation accrue de la NTR d’avec le domaine kinase. Elles 

induisent également un ancrage plus important de BRAF aux phosphatidyl-sérines de la membrane 

plasmique et une plus grande association aux protéines RAS. Dans ce contexte, les auteurs 

postulent que ces mutations identifiées dans les Rasopathies favoriseraient la formation du dimère 

BRAF/CRAF (Spencer-Smith et al., 2021). 

Pour le dimère BRAF/KSR1, ce serait l’action conjointe de MEK1et l’association à RAS 

activée qui favoriserait l’ouverture de KSR1 et de BRAF respectivement.  Ce modèle implique que 

l’activation de RAS induirait le recrutement de BRAF qui en retour, favoriserait le recrutement 

membranaire de KSR1 (Figure 44.B) (Lavoie et al., 2018). Il existerait ainsi un lien direct entre 

l’activation de RAS et la localisation de KSR1 à la membrane plasmique (Frodyma et al., 2017; 

Neilsen et al., 2017). 

 Dans le cas où la formation du dimère BRAF/KSR1 serait indépendante de l’activation des 

protéines RAS, un autre mécanisme devrait permettre l’ouverture de BRAF et son association à la 

membrane plasmique (Figure 44.C). L’indépendance de la dimérisation de BRAF avec KSR1 par 
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rapport aux protéines RAS modifie complètement la façon d’envisager le mécanisme régulateur 

permettant d’activer BRAF. Il est possible que l’ouverture de BRAF et son association 

membranaire ne soient pas provoquées par un signal spécifique d’adressage mais à partir d’une 

quantité seuil de KSR1 liée à MEK1. La formation du dimère BRAF/KSR1 aurait alors lieu 

spontanément par simple effet de proximité entre BRAF et KSR1. L’ancrage membranaire ne 

dépendrait donc que des domaines CRD de BRAF et KSR1. 

 

 

Figure 44 – Modèle de la formation des hétérodimères BRAF/CRAF et BRAF/KSR1. 

A) La formation du dimère BRAF/CRAF repose sur l’interaction des domaines RBD avec les protéines RAS 
activées ce qui favorise la dissociation de la NTR (composée des domaines BRS, RBD et CRD chez BRAF) 
d’avec le KD. B) L’association de BRAF à RAS-GTP favorise sa désinhibition et son ancrage à la membrane 
plasmique via son domaine CRD. L’association de MEK1 avec KSR1 permet d’ouvrir KSR1 qui est recrutée 
à la membrane plasmique par BRAF induisant la formation du dimère BRAF/KSR1. C) En l’absence de 
protéines RAS, l’interaction MEK1/KSR1 est suffisante pour ouvrir BRAF et recruter BRAF à la membrane 
plasmique indépendamment de RAS et uniquement via l’ancrage des domaines CRD. Pour simplifier les 
schémas, les tandems de protéines 14-3-3 qui s’associent aux dimères n’ont pas été représentés. 
BRS: BRAF specific Sequence; RBD: Ras-Binding Domain; CRD: Cysteine-Rich Domain; CC-SAM: 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif, KD: Kinase Domain.  
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5.3 Que provoquent les mutations du domaine CRD de BRAF, 

découvertes par le crible ? 
Lors de nos travaux, nous avons utilisé l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR comme point de 

départ d’un crible visant à identifier des mutations de type « gain d’interaction ». Les mutations 

identifiées se sont principalement concentrées dans le domaine CRDBRAF et notamment au niveau 

du motif de liaison au zinc qui assure le repliement du domaine (Figure 29, p. 116). Nous avons 

constaté que le gain d’interaction de BRAFNTR avec KSR1NTR provoqué par ces mutations nécessite 

une interface BRS/CC-SAM intacte (Figure 31.B, p. 120). Ces résultats nous confortent dans 

l’idée que le domaine CRDBRAF stabiliserait l’interaction BRS/CC-SAM.  

Des mutations similaires dans les domaines CRD de CRAF et KSR1 ont déjà été rapportées 

dans la littérature sous le nom de mutations « CRM » (de « Cysteine-Rich Motif ») (Michaud et al., 

1995; Michaud et al., 1997). D’après les études structurales du domaine CRD de l’isoforme CRAF, 

ces mutations CRM affectent probablement le repliement général du domaine, contrairement aux 

mutations de surface liées aux Rasopathies (Cutler et al., 1998; Winkler et al., 1998). Les tentatives 

de purification du domaine CRDBRAF n’ont abouti qu’à la précipitation du domaine, suggérant que 

même en l’absence de mutations le domaine est peu soluble et nécessite la présence obligatoire de 

zinc lors de l’expérience (Figure 37, p.130). De ce fait, la forme mutée CRM du domaine CRDBRAF 

ne pourrait ni s’insérer dans la membrane plasmique, ni se lier aux protéines RAS. En ce sens, il a 

été montré que l’introduction de mutations CRM dans domaine CRDKSR1 ne permettent plus à 

KSR1 d’être ancrée dans la bicouche lipidique (Michaud et al., 1997). Dans ce contexte, ils 

observent qu’en ne pouvant plus s’ancrer à la membrane plasmique, KSR1 ne peut plus 

« répondre » à l’effet stimulateur de RAS. Ces résultats sont en accord avec le modèle de formation 

du dimère BRAF/KSR1 dépendant de la présence de RAS proposé plus haut (Figure 45.A). Le 

dimère BRAF/KSR1 pourrait également se former et être catalytiquement actif même en l’absence 

de RAS, lorsque la concentration de KSR1 est suffisamment importante (Figure 45.B).  

Dans nos travaux, les mutations CRM du domaine CRDBRAF ont provoqué une augmentation 

de l’activation de la voie RAS-ERK lorsqu’elles ont été introduites dans BRAFFL et ce, en l’absence 

d’une forme suractivée de RAS (Figure 33.B, p. 122). Dans ce contexte, le domaine CRD BRAF ne 

serait ni ancré à la membrane plasmique, ni associé aux protéines RAS au vu des effets 

déstructurants des mutations CRM. Nous pouvons aussi supposer que les mutations CRM dans le 
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domaine CRD BRAF induisent l’ouverture de BRAF en facilitant la dissociation de la NTR d’avec 

le KD (Spencer-Smith et al., 2021). Par ailleurs, en déstructurant le domaine CRDBRAF, ces 

mutations mettraient à jour des résidus habituellement enfouis, qui stabiliseraient l’interaction 

BRS/CC-SAM en établissant un contact « collant » avec les deux domaines Cette hypothèse 

expliquerait la présence du nombre important dans notre crible de l’interaction BRAFNTR/KSR1NTR 

de formes tronquées de BRAFNTR présentant des codons STOP prématurés dans le domaine CRD 

(voir Chapitre 4).  

L’association de BRAFCRM avec KSR1 pourrait: 1) être stabilisée par le domaine CRDBRAF 

déstructuré et 2) s’effectuer de façon indépendante de RAS. Le dimère BRAFCRM/KSR1 s’ancrerait 

alors à la membrane uniquement via le domaine CRDKSR1 (Figure 45.C) qui contribue également 

à l’interaction de BRAF avec KSR1 (Lavoie et al., 2018 : Extended Data Figure 6.d et Figure 26, 

p. 110). La phosphorylation de MEK serait donc bien provoquée par une l’augmentation spécifique 

de l’interaction BRAFCRM/KSR1. Des expériences complémentaires de co-IP pourraient être 

envisagées pour nous assurer que le gain d’activation est directement dû à la stabilisation du dimère 

BRAF/KSR1. Nous aurions ainsi la certitude que l’activation de la voie découle uniquement de la 

dimérisation accrue de BRAF avec KSR1, et non des autres dimères comprenant BRAF 

(BRAF/BRAF, BRAF/CRAF, BRAF/ARAF et BRAF/KSR2). 
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Figure 45 – Modèles d’activation du dimère BRAF/KSR1 et effets des mutations du CRD de BRAF. 

Dans les trois modèles, MEK1 favoriserait l’ouverture de KSR1. A) En présence de RAS activée, 
l’association conjointe du domaine RBD et CRD à RAS favoriserait l’ouverture de BRAF qui recruterait 
KSR1 à la membrane plasmique. L’ancrage membranaire des deux domaines CRD stabiliserait le dimère 
BRAF/KSR1. B) En l’absence de RAS activée, l’ancrage membranaire de BRAF et KSR1 permettrait son 
ouverture et serait indépendant de RAS en s’effectuant uniquement par les domaines CRD à partir d’une 
concentration seuil de KSR1. C) Dans ce même contexte, la mutation CRM du CRD de BRAF faciliterait 
l’ouverture de BRAF et aurait un stabilisateur sur l’interaction BRS/CC-SAM et l’ancrage membranaire 
dépendrait uniquement de CRDKSR1. 
BRS : BRAF specific Sequence; RBD : Ras-Binding Domain; CRD : Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif, KD : Kinase Domain.  

 

Certaines mutations CRM que nous avons isolées dans le crible (Figure 30, p. 118) 

correspondent à des variants naturels recensés dans les bases de données de patients atteints de 

cancers : COSMIC (Tate et al., 2019) et le réseau TCGA (https://www.cancer.gov/tcga). Il n’existe 

à ce jour aucun lien de corrélation entre les mutations CRM et les cancers. Nous pouvons 

néanmoins supposer que des mutations CRM pourraient participer à la survenue ou à la progression 

https://www.cancer.gov/tcga
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tumorale au vu des effets qu’elles engendreraient sur la régulation de BRAF. Cependant, en raison 

du faible nombre de cas rapportée de patients porteurs de ces mutations, il est probable que ces 

mutations aient un impact trop important sur la viabilité cellulaire ou que les effets des CRM soient 

compensés par un autre mécanisme. 

Les résultats présentés jusqu’ici soutiennent l’idée que le domaine CRDBRAF pourrait 

favoriser la dimérisation BRAF/KSR1 en stabilisant l’interaction BRS/CC-SAM de façon 

indépendante de RAS et que les domaines CRD jouent un rôle régulateur essentiel sur la formation 

spécifique du dimère. Des études structurales en ce sens seraient nécessaires pour valider ou 

infirmer cette hypothèse. L’influence des protéines RAS sur la formation ou la stabilisation de 

l’interaction BRAFNTR et KSR1NTR pourrait être démontrée par des expériences de colocalisation 

en présence ou non des protéines RAS par FLIM-FRET (Parkkola et al., 2021). Ainsi en l’absence 

d’un signal spécifique d’adressage membranaire par les protéines RAS, l’accès à la membrane 

plasmique pourrait être régulé par la séquestration des protéines KSR1. Ce mécanisme empêcherait 

par exemple l’interaction BRS/CC-SAM de se former ou permettrait de masquer le domaine 

CRDKSR1 en régulant négativement la formation du dimère BRAF/KSR1. 

5.4 Quels sont les mécanismes de régulation de l’interaction 

BRAF/KSR1 ? 
Dans la forme auto-inhibée de BRAF pleine longueur; le domaine CRDBRAF est séquestré par 

un tandem de protéines 14-3-3 stabilisant la forme inactive monomérique de BRAF (Figure 46.A). 

Dans cette conformation, ni le domaine CRDBRAF, ni le domaine RBD ne peuvent s’associer à RAS 

ou s’ancrer à la membrane plasmique (Park et al., 2019). Nous pouvons supposer qu’il existe un 

mécanisme semblable pour KSR1.  

Il existe différentes protéines qui interagissent avec KSR1 au niveau de sa région NTR et qui 

pourraient notamment impacter l’interaction BRS/CC-SAM. La protéine IMP (Impedes Mitogenic 

signal Propagation) est une E3 ligase qui régule négativement le signal RAS-ERK. IMP s’associe 

au complexe KSR/MEK et participe à sa séquestration en s’associant directement à la NTR de 

KSR. En réponse à la stimulation des protéines RAS activées, IMP est auto-ubiquitinylée et libère 

KSR (Chen et al., 2008; Matheny et al., 2004). Il a été proposé que dans le contexte où les protéines 

RAS sont absentes, une quantité suffisamment importante de KSR1 pourrait saturer l’effet 
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inhibiteur d’IMP. KSR1 serait ainsi disponible pour dimériser avec BRAF et la recruter à la 

membrane plasmique (Paniagua et al., 2022). Il est possible que l’interaction de la protéine IMP 

avec KSR1 s’effectue via son domaine CC-SAM, l’empêchant de s’associer avec le domaine BRS 

de BRAF. En parallèle, un mécanisme similaire pourrait s’opérer avec les protéines 14-3-3 qui 

inhibent KSR1 en s’associant au domaine CRDKSR1 (Cacace et al., 1999; Müller et al., 2001; 

Razidlo et al., 2009). En s’associant à ce domaine, les protéines 14-3-3 contribueraient à 

l’inhibition de l’interaction BRAF/KSR1 en masquant les surfaces d’interactions du domaine 

CRDKSR1 avec la membrane plasmique (Figure 46.B).  

Une étude plus générale de la capacité des NTR à interagir avec d’autres partenaires 

d’interactions est donc essentielle puisqu’elle pourrait donner lieu à la caractérisation d’autant de 

moyens supplémentaires de régulation de la voie de signalisation. Une stratégie expérimentale 

basée sur le BioID ainsi que les approches dérivées (Turbo-ID ou APEX), pourrait être mise au 

point pour déterminer ces partenaires d’interaction (Cho et al., 2020; Roux et al., 2012). 

L’obtention de la structure de KSR1 pleine longueur dans sa forme inactivée contribuerait 

également à parfaire nos connaissances des interactions établies par KSR1 au niveau de sa NTR.  

En complément de la séquestration de la protéine KSR1, des évènements de phosphorylations 

au niveau du domaine CC-SAM de KSR1 pourraient également inhiber la formation du dimère 

BRAF/KSR1. Nous avons donc voulu déterminer si des évènements de phosphorylation pouvaient 

par exemple perturber l’interaction BRS/CC-SAM. Une analyse des séquences protéiques du BRS 

et du CC-SAM a révélé la présence de sites putatifs de phosphorylation (Peri et al., 2004). Lors de 

la purification du dimère BRAF/KSR1, nous avons effectivement détecté en spectrométrie de 

masse des peptides phosphorylés du CC-SAM, en accord avec les bases de données répertoriant 

les évènements de phosphorylations détectés par MS/MS (Hornbeck et al., 2012).  

Parmi ces peptides se trouve un motif putatif de phosphorylation « S/T-x-x-E/D/pY/pS/ pT » 

de la Casein-Kinase II (CK2) (Meggio and Pinna, 2003). Ce motif est localisé dans la région « CC » 

du CC-SAM (51SIGS54) qui est en interaction directe avec le domaine BRS (Figure 28, p. 113). La 

kinase CK2 est par ailleurs un interacteur connu de KSR1 (Ritt et al., 2007). La présence de ce 

motif putatif de phosphorylation pourrait ainsi être responsable de la régulation négative de 

l’interaction BRS/CC-SAM via ce, ou plusieurs, site(s) de phosphorylations présent(s) dans le 

domaine CC-SAM (Figure 46.C).  
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Figure 46 – Régulation de l’interaction BRS/CC-SAM. 

A) Dans sa forme auto-inhibée la kinase BRAF est dans une conformation monomérique où le KD est inhibé 
par la région NTR. Cette conformation est stabilisée par la liaison d’un tandem de protéines 14-3-3 qui 
s’ancrent via des sites de phosphorylations médié par un contact direct avec le CRDBRAF. B) Par analogie, 
un système équivalent pourrait contribuer à l’inhibition de KSR1 qui possède également des sites de 
reconnaissance de protéines 14-3-3. Une régulation supplémentaire pourrait exister au niveau du domaine 
CC-SAM. : soit par la liaison de la protéine IMP (B), soit par un évènement de phosphorylation par la 
kinase CK2.  

BRS: BRAF specific Sequence; RBD: Ras-Binding Domain; CRD: Cysteine-Rich Domain; CC-SAM : 
Coiled-Coil Sterile Alpha Motif, KD : Kinase Domain, IMP: Impedes Mitogenic signal Propagation, 
CK2: Casein-Kinase 2  

 

Par ailleurs, nous avons également constaté une association KSR1NTR / KSR1NTR par Y2H 

(Figure 21, p. 103). En utilisant la technique de BRET, la mesure de cette association est plus 

importante que celle de BRAFNTR/KSR1NTR (Lavoie et al., 2018 : Extended Data Figure 6.b). Ces 

données suggèrent que le domaine CC-SAM présent dans KSR1NTR pourrait former une interaction 

homotypique CC-SAM/CC-SAM, favorisant des homodimères stables de KSR1. Dans ce sens il a 

été montré que l’interaction KSR1/MEK1 est de forte affinité et que les complexes KSRKD/ 

MEK1KD cristallisés sont majoritairement présents sous forme d’hétérotétramères 

MEK1/KSR1/KSR1/MEK1 (Brennan et al., 2011; Dhawan et al., 2016; Khan et al., 2020).  

Les fonctions des homodimères, KSR1/KSR1 ou KSR2/KSR2, et de l’hétérodimère 

KSR1/KSR2 ne sont jusqu’à présent pas connue bien que chacun de ces dimères puisse se former 
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in vitro (données du laboratoire issues d’un autre projet de recherche). Ces dimères pourraient 

réguler la formation des dimères BRAF/KSR1 dans un contexte oncogénique. Il existe ainsi 

différentes stratégies visant à cibler les protéines KSR au vu de leur importance dans la régulation 

d’un signal de RAS oncogénique (Kortum and Lewis, 2004; Lozano et al., 2003). L’une d’entre 

elles repose sur le développment d’une molécule inhibitrice qui stabiliserait le complexe 

KSR2/MEK1 dans un état inactif avec afin de diminuer l’activation RAS-dépendante du dimère 

BRAF/KSR1 (Chow et al., 2022; Dhawan et al., 2016).  

5.5 Conclusion générale et perspectives 
Au cours de ce travail de thèse nous avons mis en évidence un tout nouveau mécanisme 

pouvant expliquer la formation spécifique du BRAF/KSR1. Nous avons également élucidé le 

système permettant à KSR1 de transactiver la kinase BRAF par un phénomène d’activation 

allostérique stimulé par MEK1. Par ailleurs, la découverte de l’interaction BRS/CC-SAM nous 

conduit à envisager que nous pourrions disposer d’un mode inédit de régulation sélective du dimère 

BRAF/KSR1, ouvrant la voie vers de nouvelles perspectives thérapeutiques.  

La protéine KSR2 est principalement exprimée dans le système nerveux central et est 

relativement peu présentes dans les autres tissus du corps (mise à part dans le tissu adipeux brun, 

le foie et le pancréas). En revanche, la protéine KSR1 a une expression ubiquitaire. Des études des 

niveaux d’expression et de demi-vie de KSR1 dans les cellules cancéreuses permettraient d’évaluer 

l’effet de la dégradation de KSR1 au cours du temps sur la formation du dimère BRAF/KSR1 et 

sur la signalisation RAS-ERK. Il a notamment déjà été rapporté qu’il y a une régulation des niveaux 

de KSR1 par protéolyse suite à son ubiquitinylation par praja2 influençant la signalisation RAS-

ERK qui en découle (Rinaldi et al., 2016). La régulation spatio-temporel de KSR1 jouerait ainsi un 

rôle essentiel dans la formation du dimère BRAF/KSR1. 

La découverte du rôle prépondérant des NTR des protéines de la famille RAF ouvre un 

nouveau champ de régulation encore peu exploré sur les modes de formation des dimères 

RAF/RAF ou RAF/KSR. La variabilité des différents NTR influencerait directement les fonctions 

propres à chacune des isoformes de kinases RAF. Ainsi les isoformes de RAF n’interagissent pas 

de la même façon avec les différentes isoformes de RAS ce qui moduleraient dans un contexte 

oncogénique leurs réponses aux protéines RAS (Terrell et al., 2019). De la même façon, la protéine 

suppresseur de tumeur DiRas3, membre de la famille des GTPase RAS, influence la formation 
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spécifique d’hétérodimères CRAF/KSR1 par association directe avec la NTR de KSR1 empêchant 

ainsi la formation du dimère BRAF/CRAF plus actif (Baljuls et al., 2016). L’absence de 

l’interaction BRAF/KSR2 dans nos travaux tend également à confirmer que la variabilité entre les 

NTR de KSR1 et KSR2 est suffisante pour influencer la spécificité de formation des dimères 

RAF/KSR. Cependant, ces résultats sont en contradiction avec des expériences de co-

immunoprécipitation qui détecte une interaction stable entre BRAF et KSR2.  

Des composants d’autres voies de signalisation exerce également une influence l’activation 

de la voie RAS-ERK en interagissant spécifiquement avec la région NTR des isoformes. Ainsi un 

complexe composé de la protéine β-arrestine et d’un RCPG stimule spécifiquement l’activation de 

CRAF et probablement sa dimérisation en interagissant directement avec sa NTR (Zang et al., 

2021). Il serait donc indispensable de déterminer l’interactome des différentes NTR et d’établir 

avec précision les différentes surfaces d’interaction qui régissent ces associations.   

Nous avons démontré que l’interaction entre les domaines des NTR de BRAF et KSR1 exerce 

une influence considérable sur la formation du dimère BRAF/KSR1 et par extension sur son 

activation. Bien que très prometteuse, il est important de réintégrer l’interaction BRS/CC-SAM 

dans le cadre plus large des protéines pleines longueurs, notamment pour intégrer le rôle des 

domaines CRD sur cette interaction. Il est ainsi primordial d’isoler le dimère BRAF/KSR1 dans le 

but d’en obtenir des informations structurales, en particulier au regard de l’importance de ce dimère 

dans la signalisation RAS-ERK. Au vu de l’influence de l’ancrage membranaire des domaines 

CRD sur la formation du dimère, il serait particulièrement intéressant de purifier le dimère 

BRAF/KSR1 en présence de nanodisques imitant la bicouche lipidique de la membrane plasmique. 

Cette approche a été utilisée avec succès pour étudier l’interaction des domaines RBD et CRD de 

CRAF avec la protéine KRAS et a révélé l’influence de la nature des lipides choisis sur la stabilité 

de cette interaction (Denisov and Sligar, 2016; Fang et al., 2020). 

La compréhension globale de la dynamique des interactions des protéines de la famille RAF 

reposera principalement sur l’obtention des structures des différents complexes protéiques 

composés des isoformes de RAF et de leurs interacteurs. La résolution de ces structures nous 

apportera des informations considérables sur les différentes étapes d’activation et d’inhibition des 

protéines RAF et KSR. À terme, dans le contexte de la recherche menée contre des cancers issus 
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de dérégulations de la voie de signalisation RAS-ERK, ces données pourraient apporter des 

solutions aux conséquences inattendues apparues à la suite de traitements anticancéreux.  
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