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Préface 
 

L’introduction de cette thèse se compose de 8 chapitres présentant d’abord quelques 

généralités concernant les cancers, leurs caractéristiques et les différents traitements 

disponibles ainsi que des résistances connues. Le microenvironnement tumoral est ensuite 

décrit de manière générale avant de passer sur un chapitre discutant plus en détail la 

problématique de l’hypoxie dans les cancers. Nous détaillons plus amplement les acides gras 

en insistant sur le stockage des lipides et leurs utilisations. Les gouttelettes lipidiques sont 

ensuite décrites pour discuter leur biogenèse, leurs partenaires protéiques, leurs fonctions et 

leurs interactions. Le chapitre suivant se concentre sur la modification post-traductionnelle 

transitoire qu’est l’acétylation, en abordant sa régulation, ses rôles et ses mécanismes 

fonctionnels. Le dernier chapitre concerne la nucléophosmine (NPM1), une protéine 

multifonctionnelle, au sujet de sa structure, de ses nombreux rôles et des effets de son 

acétylation, notamment dans les cancers.  

 

La présentation des objectifs est suivie des résultats regroupés dans un papier actuellement 

soumis. Ce papier reprend 3 axes principaux : (1) une étude des effets de l’hypoxie sur 

l’expression de la Périlipine 2 (PLIN2) et de la Stéaroyl-CoA Desaturase 1 (SCD1) et leurs 

conséquences sur la prolifération tumorale in vitro et in vivo ainsi que l’effet de l’inhibition de 

PLIN2 sur l’oxydation des acides gras ; (2) une étude de l’inhibition de PLIN2 et SCD1 sur la 

synthèse des lipides et l’acétylation des protéines et s’intéressant aux interactions exercées 

par SCD1 sur NPM1 et l’HDAC2 et (3) une étude de l’effet combiné d’une inhibition de SCD1 

et des désacétylases dans la progression tumorale. Des résultats supplémentaires sont décrits 

dans les Supplemental data du papier où l’on peut retrouver une étude sur la relation entre 

PLIN2 et SCD1, l’expression de marqueurs de mort cellulaire dans des tumeurs en absence de 

PLIN2 ou SCD1 ainsi que des informations supplémentaires sur les résultats des analyses des 

acétylomes.  

 
Ce manuscrit se termine par une discussion, des perspectives et une conclusion du travail. 
 
Je vous souhaite d’avance une agréable lecture.   



 8 

Introduction 
 

Chapitre 1 : Le Cancer 
 

Généralités 
 
L’appellation « cancer » nous vient d’Hippocrate (400 av. J-C) qui a comparé l’aspect de 

tumeurs du sein avec la forme d’un crabe, dit cancer en latin.  

 

Les cancers représentent l’une des causes majeures de mortalité, en étant notamment 

responsables de près de 10 millions de décès dans le monde en 2020. Ils constituent en réalité 

un large groupe de maladies caractérisées par une propagation non contrôlée de cellules 

anormales, dites tumorales. Ces cellules peuvent survenir de diverses façons au cours du 

temps. Elles ont généralement subi plusieurs lésions successives les conduisant à échapper 

aux différents mécanismes de contrôle de l’organisme. Ces lésions peuvent provenir de causes 

externes comme d’autres maladies, le mode de vie de l’individu ou l’environnement mais des 

causes internes sont également à considérer. Certaines mutations génétiques sont connues 

pour augmenter le risque de développer un cancer et se transmettent donc de génération en 

génération sans pour autant déclencher la maladie 1. Les processus liés au dysfonctionnement 

cellulaire sont causés par une accumulation d’erreurs lors de la réplication de l’ADN. L’absence 

de mécanismes de réparation peut altérer le contrôle de la prolifération cellulaire, conduisant 

à une division anarchique. Ces cellules cancéreuses forment une tumeur qui, en plus de 

facteurs liés au microenvironnement comme l’immunité, peut évoluer vers un phénotype 

agressif, avec l’acquisition de caractéristiques migratoires et invasives, entraînant une 

dissémination vers d’autres organes 2,3. 

 

L’Organisation Mondiale de la Santé nous informe que les 3 cancers les plus courants en 2022 

étaient les cancers du poumon, du sein et colorectal mais que ceux qui sont responsables du 

plus grand nombre de décès sont les cancers du poumon, colorectal et du foie 4.  
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Figure 1 : Pie charts représentant la proportion des différents cancers (à gauche) et de leur 

mortalité (à droite) dans la population mondiale. International Agency for Research on Cancer 

(WHO) 4. 

 

Les traitements anticancéreux 
 
Il existe désormais de nombreux traitements possibles pour combattre les différents cancers. 

Ces derniers peuvent se retrouver dans 5 catégories : la chirurgie, les chimiothérapies, les 

radiothérapies, les thérapies ciblées et l’immunothérapie. De plus en plus de molécules et de 

combinaisons potentielles apparaissent chaque année. 

 

La chirurgie : Elle consiste à retirer la tumeur ainsi que certains tissus adjacents. Elle peut être 

curative, lorsque le cancer est limité à la tumeur et n’a pas encore formé de métastases. Il 

existe également la chirurgie palliative qui sert principalement à ralentir la progression du 

cancer et à améliorer la qualité de vie du patient. La chirurgie est régulièrement combinée à 

d’autres traitements, soit avant ou après, afin de réduire la taille de la tumeur ou de détruire 

les cellules cancéreuses potentiellement encore présentes (la maladie résiduelle). Le 

traitement par chirurgie n’est cependant pas toujours possible si la tumeur est trop grosse, 

trop petite ou encore si l’état général ne le permet pas. Toutefois, la chirurgie pourrait exposer 

le tissu à une hypoxie sévère et à un stress mécanique, conduisant à une dérégulation des 

marqueurs tumoraux (cancer hallmarks) dans la tumeur primaire ainsi que dans le tissu 

normal adjacent, comme cela a été rapporté dans différents cancers 5. D’autres traitements 

ont donc été mis en place pour pallier, dans la mesure du possible, à ces problèmes. 
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La chimiothérapie : Il s’agit d’un traitement systémique qui consiste en l’administration de 

composés chimiques ralentissant ou bloquant la croissance tumorale. Il existe 4 grandes 

familles de médicaments de chimiothérapie : les antimétabolites (ex : gemcitabine), les agents 

alkylants (ex : cisplatine), les modificateurs de l’ADN (ex : doxorubicine) et les poisons du 

fuseau (ex : paclitaxel) 6. Elle peut être appliquée seule ou en combinaison avec d’autres 

traitements comme la chirurgie ou la radiothérapie. Le caractère systémique de ce traitement 

est connu pour atteindre non seulement les cellules cancéreuses mais également les cellules 

saines de l’organisme, entraînant ainsi de nombreux effets secondaires indésirables.  

 

La radiothérapie : Ce traitement utilise des rayonnements ionisants de haute énergie afin 

d’endommager l’ADN et ainsi empêcher la multiplication des cellules cancéreuses 7. À 

nouveau, ce traitement affecte les cellules saines et induit donc des effets secondaires 

indésirables. Cependant, contrairement à la chimiothérapie, la radiothérapie peut être plus 

localisée. Elle est également fréquemment utilisée en combinaison avec d’autres traitements 

comme la chimiothérapie ou la chirurgie. La radiothérapie peut être administrée de manière 

externe avec des machines qui projettent des faisceaux à travers le corps ou elle peut être 

interne via l’utilisation d’un implant placé à proximité du cancer. Enfin, il existe également la 

radiothérapie par radio-isotopes qui sont administrés oralement ou par injection et qui 

circulent ensuite dans le sang.  

 

L’hormonothérapie : C’est une forme de thérapie visant à bloquer l’action ou la production 

des hormones spécifiques qui stimulent la croissance de certains cancers hormonosensibles 8. 

Cette thérapie est fréquente dans certains cancers du sein et de la prostate car les cellules 

cancéreuses voient leur croissance stimulée par des hormones. Dans le contexte du cancer du 

sein, on reconnait des tumeurs positives aux œstrogènes et/ou à la progestérone. Ces tumeurs 

peuvent être traitées par hormonothérapie de 3 manières différentes : l’arrêt de l’activité 

ovarienne, le blocage des récepteurs aux œstrogènes (agents anti-estrogènes modulant la 

réponse ou dégradant les récepteurs) et l’inhibition de l’aromatase. Dans le cadre du cancer 

de la prostate, on agit plutôt sur les anti-androgènes ou sur une castration pour bloquer la 

production d’hormone masculine. L’hormonothérapie peut donc être utilisée pour combattre 

certains cancers dépendants de ces hormones et permet ainsi d’avoir un traitement un peu 
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plus ciblé que d’autres comme la chimiothérapie. Elle comporte cependant des effets 

secondaires et n’est malheureusement pas toujours utilisable puisqu’elle dépend d’une 

dépendance des cellules cancéreuses.  

 

L’immunothérapie : C’est le traitement ciblé le plus révolutionnaire de ces dernières 

décennies, il consiste à réactiver le système immunitaire contre les cellules cancéreuses. Pour 

cela, il existe plusieurs techniques. Il existe des anticorps monoclonaux ciblant spécifiquement 

les cellules cancéreuses de manière à signaler leur présence au système immunitaire. Cette 

technique ne fonctionne que si la tumeur présente le récepteur ou l’antigène reconnu par 

l’anticorps. On l’utilise régulièrement dans le traitement de lymphomes en ciblant des 

marqueurs lymphocytaires tels que CD20. On trouve aussi les inhibiteurs de checkpoints 

immunitaires, ils vont ainsi empêcher les cellules cancéreuses de présenter, par exemple, la 

protéine PD-L1, exprimée par les cellules de notre corps pour éviter que le système 

immunitaire n’attaque son propre organisme. Ainsi, l’inhibition du système immunitaire 

provoquée par la tumeur est annulée et il peut donc s’attaquer aux cellules cancéreuses. Cette 

méthode est envisageable pour de nombreux types de cancer car les interactions ciblées par 

ces immunomodulateurs sont relativement communes. D’autres formes d’immunothérapie 

consistent à prélever les cellules immunitaires, les activer et les amplifier avant de les 

réinjecter au patient, on les appelle les cellules CAR-T. On retrouve cette technique 

majoritairement pour traiter des leucémies et des lymphomes mais elle ne montre pas de 

résultats encourageants face aux tumeurs solides. L’utilisation de cytokines pour renforcer le 

système immunitaire de manière générale est également utilisée mais présente des 

inconvénients non négligeables tels que de la toxicité, une réponse faible et une spécificité 

relative. Des vaccins thérapeutiques ont également pour vocation de stimuler le système 

immunitaire à l’encontre des cellules tumorales mais cette approche est encore 

majoritairement en développement 9.   

 

Les thérapies ciblées : Entre autres, l’hormonothérapie et l’immunothérapie citées plus haut. 

De nombreuses thérapies ciblées visant des cibles spécifiques sont actuellement utilisées en 

clinique ou en cours de développement. Ces traitements ont pour but d’agir sur des molécules 

impliquées dans la croissance et la survie des cellules cancéreuses. La thérapie ciblée inhibant 

HER2, notamment avec Herceptin, a prouvé son efficacité dans le cancer du sein HER2 positif. 
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Les thérapies ciblées utilisent des anticorps monoclonaux dirigés contre des protéines de 

surface (anti-VEGFR, anti-HER2, etc.) ou ciblant les ligands des récepteurs, comme le VEGF. 

Elles comprennent également de petites molécules inhibitrices du domaine tyrosine kinase 

des récepteurs membranaires, telles que le lapatinib, inhibant HER2/EGFR, ou le sunitinib, 

inhibant VEGFR2 10. Une technique tuant directement les cellules cancéreuses utilise des 

inducteurs de l’apoptose pour la déclencher et parfois re-sensibiliser ces cellules aux 

chimiothérapies 11. Ces thérapies présentent également des effets secondaires considérables 

mais restent malgré tout plus spécifiques que la chimiothérapie du fait de leur action ciblée.  

 

Résistance aux traitements anticancéreux 
 
La résistance aux traitements anticancéreux représente l’un des plus gros challenges auxquels 

la recherche contre le cancer fait face. Ce phénomène, qui peut être intrinsèque comme 

acquis, limite grandement l’efficacité de nombreuses thérapies anticancéreuses puisqu’il peut 

survenir dans tous les types de tumeurs et pour tout type de traitement. De nombreux 

mécanismes moléculaires permettent à la résistance aux traitements de se mettre en place. 

Parmi eux, on retrouve l’influence de la reprogrammation métabolique puisque les cellules 

cancéreuses présentent fréquemment une grande flexibilité métabolique provenant de leur 

capacité à utiliser différents substrats ou à les métaboliser différemment 12. À titre 

d’exemples, on peut retrouver comme mécanismes, l’utilisation du pyruvate de par son rôle 

dans la glycolyse et le métabolisme oxydatif 13 ou encore l’accumulation de gouttelettes 

lipidiques pouvant ensuite servir à la phosphorylation oxydative. Le microenvironnement est 

également un facteur clé du développement des résistances aux thérapies, que ce soit par le 

biais des cellules présentes à proximité des cellules tumorales ou par les conditions physico-

chimiques qui le constituent. Les cellules cancéreuses peuvent soit entrer en compétition avec 

les cellules saines de leur environnement soit entrer en collaboration avec ces cellules en les 

influençant pour pouvoir continuer leur progression (ex : CAF et Cancer Associated 

Adipocytes). Lorsque l’on considère les principaux paramètres physico-chimiques du 

microenvironnement impliqués dans le développement cancéreux, on retrouve l’hypoxie, 

l’acidose et le stress oxydatif 14. Concernant l’hypoxie, elle est responsable de nombreuses 

adaptations favorisant la progression cancéreuse en promouvant l’angiogenèse, la 

reprogrammation métabolique ainsi que l’invasion cancéreuse par le biais du facteur de 
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transcription HIF1. Certaines des voies activées par ce facteur ont montré une implication 

dans plusieurs mécanismes de résistance aux traitements. Un pH extracellulaire acide va 

encourager la migration, l’échappement à l’apoptose et des modifications épigénétiques 

favorables aux cellules malignes. L’acidose tumorale va accentuer la glycolyse au sein des 

cellules tumorales, désorganiser la formation de vaisseaux sanguins et lymphatiques et 

perturber la respiration mitochondriale, favorisant l’apparition de résistances 15. 

L’homéostasie rédox est également un facteur clé du microenvironnement car elle impacte 

de nombreuses fonctions physiologiques. En effet, tout est une question d’équilibre et le 

stress oxydatif peut s’avérer à double tranchant. La production de ROS qui en découle aide à 

la progression et au développement cancéreux, à moins d’atteindre un niveau trop élevé qui 

peut finir par détruire les cellules. Ainsi, les traitements anticancéreux jouant sur le stress 

oxydatif peuvent s’avérer inefficaces lorsque la production de ROS n’est pas suffisante pour 

tuer directement les cellules et va, au contraire, induire un seuil de tolérance plus important 

au sein de ces cellules, les rendant plus solides face au stress oxydatif 16. Un autre aspect de 

la résistance au traitement est le dérèglement des voies de signalisation impliquées dans 

l’homéostasie cellulaire. À titre d’exemple, on retrouve la voie PI3K/AKT/mTOR affectant le 

métabolisme du glucose et favorisant ainsi l’adaptation des cellules cancéreuses à des 

conditions de stress telles que celles engendrées par la chimiothérapie.  

 

Classification, stade (staging) et grade (grading) des cancers 
 
La classification désigne le système utilisé pour organiser les types de cancers en fonction de 

leur origine (tissu ou organe d’origine) et de leurs caractéristiques biologiques. Elle se fait 

majoritairement par examen anatomo-pathologique. Cet examen consiste en l’observation 

microscopique d’une biopsie de tumeur et permet de déterminer s’il s’agit d’une tumeur 

maligne ou non, son type ainsi que son grade. 

 

Le stade (staging) évalue l’étendue du cancer dans le corps, c’est-à-dire sa taille, son extension 

locale et la présence ou non de métastases. Il détermine la gravité de la maladie et guide les 

médecins vers des traitements adaptés. Le système le plus utilisé pour définir le stade est la 

classification TNM (T : Taille et extension de la tumeur primaire ; N : Atteinte des ganglions 

lymphatiques ; M : Présence ou absence de métastases à distance). Ces informations 
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permettent d’établir un pronostic du patient face au cancer. La partie T concernant la tumeur 

tient compte de sa taille et de son invasion de l’organe ou du tissu avoisinant. Plus sa valeur 

augmente, plus la tumeur est grosse et/ou invasive. Le facteur N indique si le cancer a atteint 

un ou plusieurs ganglions lymphatiques et tient également compte de la mesure dans laquelle 

ceux-ci sont infiltrés. Une valeur N0 indique qu’aucun ganglion ne montre de signe 

d’infiltration par des cellules cancéreuses. Le facteur M informe sur l’état métastatique de la 

maladie, il est de zéro s’il n’y a pas de métastase détectée et de 1 s’il y en a. D’autres 

informations peuvent être fournies par des lettres minuscules qui peuvent indiquer le type de 

cancer ou leur localisation.  

Le TNM peut ensuite être synthétisé en stades (I à IV, parfois subdivisés en sous-stades comme 

IIIA, IIIB). À titre d‘exemple le Stade I est utilisé pour désigner une tumeur localisée, alors que 

le Stade IV est souvent utilisé pour indiquer la présence de métastases à distance. 

 

Le grade (grading) évalue l’apparence des cellules cancéreuses au microscope et leur degré 

de différenciation par rapport aux cellules normales. Il permet d’évaluer l’agressivité du 

cancer et sa vitesse probable de croissance. Un cancer de bas grade (grade 1) se compose de 

cellules différenciées qui ressemblent encore aux cellules normales, le tissu reste structuré et 

ces cellules cancéreuses progressent relativement lentement. Dans le cancer de haut grade 

(grade 3), les cellules sont peu différenciées ou indifférenciées, et possèdent une croissance 

rapide.   

 

Le site histologique correspond au tissu d’origine de la tumeur et va influencer son nom. La 

majorité des tumeurs proviennent du tissu épithélial et sont appelés des carcinomes. En 

fonction de la nature du tissu épithélial, ce nom peut être adapté. Dans le cas d’une tumeur 

développée dans du tissu épithélial glandulaire, on parle d’un adénocarcinome. C’est 

notamment le type de tumeur que l’on retrouve dans les cancers du sein, de la prostate, des 

ovaires, des poumons et bien d’autres. Les sarcomes proviennent du tissu conjonctif et 

notamment musculo-squelettique. Ils sont plus rares et se retrouvent notamment dans les 

cancers des os. Les lymphomes sont des cancers provenant des cellules immunitaires et sont 

majoritairement localisés dans les ganglions. Les leucémies proviennent de cellules de la 

moelle osseuse, tout comme les myélomes. La différence se situe dans le type de cellule de 

moelle (blastes et plasmocytes, respectivement) ainsi que dans la localisation même de la 
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maladie puisque la leucémie se retrouve dans le sang tandis que les myélomes restent dans la 

moelle.   

 

Caractéristiques du cancer  
 
Les caractéristiques des cancers décrites par Hanahan et Weinberg désignent des capacités 

acquises par les cellules cancéreuses qui permettent leur survie et prolifération. Hanahan et 

Weinberg ont d’abord décrit 6 caractéristiques avant de les augmenter au nombre de 8 17. Ces 

8 caractéristiques sont compatibles avec un grand nombre de cancers et comprennent :  

- Maintien d’une signalisation de prolifération 

- Évasion aux suppresseurs de croissance 

- Résistance à la mort cellulaire 

- Immortalité réplicative 

- Induction de l’angiogenèse 

- Activation de l’invasion et de la formation de métastases 

- Reprogrammation du métabolisme cellulaire  

- Évasion au système immunitaire  

 

Récemment, Hanahan a rajouté à ces caractéristiques des cancers, des caractéristiques 

permissives 18. Ces dernières comprennent le microenvironnement tumoral, l’instabilité du 

génome et l’inflammation pro-tumorale auxquelles il rajoute la plasticité phénotypique, la 

reprogrammation épigénétique, le microbiome polymorphique et les cellules en sénescence.  

 

Le maintien de la signalisation de prolifération est un facteur essentiel des cellules 

cancéreuses. Les cellules normales voient leur prolifération strictement régulée par la 

production de facteurs de croissance et de leurs récepteurs associés. Cette régulation assure 

l’homéostasie cellulaire et par conséquent, le maintien du tissu et de son architecture. Les 

cellules cancéreuses dérégulent ces signaux pour permettre la croissance et les divisions 

cellulaires. Ce maintien de la signalisation survient de diverses manières. Certaines mutations 

permettent l’activation continue de ces signaux tandis que d’autres agissent sur la suppression 

de leur inhibition. Comme par exemple, une altération les voies de transduction en aval de 
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l'activation du récepteur, comme la voie RAS/MAPK, empêchant ainsi l'arrêt de la croissance 
19. 

 

L’évasion aux suppresseurs de tumeur est principalement connue pour 2 gènes, celui du 

rétinoblastome (RB) et celui de TP53. Les protéines qui en résultent jouent un rôle de 

surveillance afin d’éviter la propagation de cellules anormales en causant leur mort avant 

qu’elles ne puissent proliférer. De manière générale, RB est dépendant de signaux 

extracellulaires tandis que TP53 est dépendant de signaux intracellulaires. Leur but est de 

bloquer la division cellulaire si les circonstances ne sont pas favorables. Par exemple, des 

erreurs dans le génome, des stress, des problèmes d’approvisionnement en glucose ou en 

oxygène vont causer l’arrêt du cycle cellulaire et induire l’apoptose. De nombreux cancers 

présentent des mutations dans ces protéines pour pouvoir échapper à cette surveillance et 

ainsi, les cellules cancéreuses peuvent continuer leur prolifération 20.  

 

La résistance à la mort cellulaire survient par la perte ou le contournement des voies 

conduisant à l’apoptose de la cellule. Ces voies ont pour but d’induire l’apoptose en cas de 

dommages faits à la cellule ou dans les cas où l’environnement extracellulaire ne serait pas 

convenable. Cette résistance à la mort se joue également par la dérégulation de l’autophagie. 

Elle peut soit participer à la progression cancéreuse en aidant la cellule à compenser des 

carences en nutriments mais peut aussi tuer les cellules cancéreuses. La mort cellulaire par 

nécrose, contrairement à l’apoptose, va envoyer un signal pro-inflammatoire qui va recruter 

des cellules du système immunitaire.  Ces dernières peuvent favoriser l’angiogenèse et la 

prolifération des cellules cancéreuses annexes.  

 

L’immortalité réplicative permet aux cellules cancéreuses de ne pas rentrer en sénescence ou 

de mourir comme les cellules normales. Cela est permis par l’expression de la télomérase qui 

va rallonger les télomères après la division cellulaire. Dans des cellules normales, la 

télomérase est très peu exprimée afin que les télomères s’érodent jusqu’à induction de 

sénescence ou d’apoptose. La combinaison d’une surexpression de la télomérase, associée à 

une répression des mécanismes induisant la sénescence fournit aux cellules cancéreuses un 

moyen d’assurer une immortalité leur permettant de se répliquer à l’infini.  
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L’induction de l’angiogenèse est un facteur important de la croissance tumorale. Les cellules 

cancéreuses ont besoin d’oxygène et de nutriments, tout comme elles ont besoin d’évacuer 

les déchets. Au plus la tumeur grossit, au plus les cellules cancéreuses se retrouvent en 

situation de stress et nécessitent donc l’innervation de vaisseaux sanguins dans la tumeur. Les 

cellules cancéreuses excrètent donc des molécules pro-angiogènes très tôt lors de la 

formation de la tumeur, favorisant leur approvisionnement et assurant leur survie.  

 

L’activation de l’invasion et la formation de métastases commencent par une invasion locale 

des cellules cancéreuses qui s’étendent au sein de leur organe de naissance. Elle est suivie 

d’une intravasation vers des vaisseaux sanguins ou lymphatiques leur permettant de transiter 

parmi ceux-ci et de coloniser par extravasation de nouveaux organes. Ce changement 

d’interactions intercellulaires est caractérisé par une transition épithélio-mésenchymateuse 

pendant laquelle les cellules normales, interagissant avec leurs voisines par des jonctions, 

perdent ces dernières et gagnent en mobilité. Lors de la colonisation d’un nouvel organe, elles 

peuvent renverser cette transition pour former une nouvelle tumeur connue comme une 

métastase.  

 

La reprogrammation du métabolisme cellulaire sert à maintenir le rythme de croissance et de 

prolifération des cellules cancéreuses. Elles ont besoin de ressources pour maintenir leur 

progression tout en faisant face à de sérieuses carences. Ainsi, les cellules cancéreuses 

reprogramment leur métabolisme de diverses manières. La plus connue est l’effet Warburg 

dans lequel la glycolyse devient prioritaire même en conditions aérobies. Pour soutenir cette 

production d’énergie, la cellule augmente également sa proportion de transporteurs de 

glucose. La reprogrammation du métabolisme permet également à la cellule cancéreuse de 

survivre à des conditions de stress importants et de s’y adapter.  

 

L’évasion face au système immunitaire permet aux cellules cancéreuses d’être quasiment 

indétectables et ainsi éviter leur élimination. Elles peuvent présenter des récepteurs reconnus 

par le système immunitaire de manière à passer pour des cellules saines.  

 

Deux nouvelles caractéristiques ont été ajoutées récemment : l’instabilité du génome et 

l’inflammation.  
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L’instabilité du génome est un des facteurs majeurs permettant aux cellules cancéreuses 

d’échapper aux multiples mécanismes de contrôle de l’organisme. C’est justement à cause de 

multiples mutations, notamment celles qui perturbent la machinerie de maintenance de 

l’ADN, que les cellules cancéreuses peuvent devenir hors de contrôle et modifier leur 

comportement.  

 

L’inflammation pro-tumorale favorise les caractéristiques vues précédemment, elle amène 

des facteurs de croissance, des angiogènes, des signaux amenant à l’activation de la transition 

épithélio-mésenchymateuse. Elle peut également soutenir l’apparition de mutations en 

amenant des espèces réactives de l’oxygène et autres mutagènes.   

 



 19 

Chapitre 2 : L’hypoxie 
 

Définition de l’hypoxie 
 
L’hypoxie est une condition créée par le manque d’oxygène dans un tissu et qui survient dans 

près de 50% des régions tumorales. À titre d’exemple, la pression en oxygène dans une tumeur 

mammaire est de 10 mmHg tandis que la pression dans le tissu sain est généralement à 65 

mmHg 24. Ce phénomène naturel s’explique notamment par 2 composantes, une diminution 

de l’apport d’oxygène par les vaisseaux sanguins et une augmentation de sa consommation 

par des cellules hautement prolifératives 25.  

 

L’hypoxie va induire la formation de nouveaux vaisseaux sanguins par la production de 

facteurs angiogènes 26. Cependant, dans un contexte tumoral, l’équilibre pro- et anti-

angiogènes n’est pas respecté. Par conséquent, ces nouveaux vaisseaux ont fréquemment des 

malformations qui les rendent anormalement perméables et perturbent le flux sanguin 25. De 

plus, l’hypoxie influence la morphologie des cellules endothéliales et par conséquent réduit la 

diffusion de l’oxygène dans les tissus environnants 27. Ainsi, dans une tumeur, on retrouve des 

zones ayant différents niveaux d’hypoxie allant de moins sévère à sévère et pouvant conduire 

à de la nécrose. Les tumeurs peuvent également subir des cycles d’hypoxie et de 

réoxygénation modulant ainsi leur comportement et leur agressivité 28. L’hypoxie est 

également connue pour augmenter la production de ROS par les mitochondries 29. L’activation 

des voies protégeant les cellules contre les ROS, le glutathion et la thiorédoxine, est essentielle 

pour maintenir la stabilité génétique, le fonctionnement des protéines, la fluidité 

membranaire et donc la viabilité cellulaire 30 31. 
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Figure 3 : Représentation schématisée de l’hypoxie et acidose tumorales 32. 

 

Le facteur de transcription Hypoxia Inducible Factor (HIF) 
 
HIF se compose de 2 sous-unités. Une sous-unité beta qui est stable mais inutile sans une 

sous-unité alpha. Cette sous-unité alpha existe sous 2 formes et leur stabilité est dépendante 

du niveau d’oxygène. En effet, l’hydroxylation de la sous-unité alpha par des HIF proly-

hydroxylases  (PHDs), dont l’activité enzymatique nécessite la présence d’oxygène, provoque 

leur ubiquitination par pVHL puis leur dégradation par le protéasome 31. Un second contrôle 

de HIF se fait par l’hydroxylation d’un résidu asparagine en position C-terminale faite par le 

Facteur Inhibant HIF (FIH) 33. Cette modification empêche HIF de transactiver certaines de ses 

cibles 34. Ces deux contrôles ont des sensibilités différentes au niveau de l’oxygène et permet 

une réponse graduée plutôt qu’une réponse de tout ou rien 35. Ainsi, lorsque HIF est stabilisé 

et fonctionnel, il peut agir sur des éléments de réponse à l’hypoxie (HRE) 36.  
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Figure 4 : Métabolisme du glucose et des lipides en conditions hypoxiques 37. 

 
Les 2 sous-unités alpha ont des spécificités différentes. HIF1A est ubiquiste tandis que HIF2A 

se retrouve dans les hépatocytes et les cellules endothéliales 38.  

Parmi les diverses régulations induites par HIF, on retrouve presque toutes les enzymes de la 

glycolyse, des transporteurs de glucose, des enzymes impliquées dans la prolifération, des 

protéines impliquées dans la chaîne de transport d’électrons, des boucles de régulation 

négatives,… 31 

 

Le fonctionnement de HIF est également modulé par des microARN tels que miR-23a, miR-

549 et miR-182 qui agissent respectivement sur PHD, HIF et FIH1 39–41. HIF1 influence l’EMT 

de différentes manières, notamment en régulant TWIST1, TGF-B et Notch. HIF2 influence 

également l’EMT par la voie PI3k/Akt (NFKB) 42. 

 

L’hypoxie est un régulateur important de l’angiogenèse. En effet, HIF1A active la voie de 

signalisation VEGF en se liant au HRE de son promoteur 43. HIF2A quant à lui, agit sur d’autres 

voies (ANGPT2, PIGF, PGDF-B,…) 44. Ainsi, HIF1A favorise la croissance de vaisseaux et HIF-

2alpha agit sur leur maturation 45. HIF1A peut activer certains miRNA qui agissent sur la 
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migration des cellules endothéliales mais aussi lancer la sécrétion de miRNA dans des vésicules 

extracellulaires qui vont cibler des macrophages de manière à ce que ces derniers produisent 

des facteurs pro-angiogènes 46. HIF1A peut également influencer la lymphangiogenèse par 

activation du récepteur c-Met et indirectement, par activation de la voie VEGF-C/VEGFR-3 42.  

 

HIF1A peut aussi être modulé par la quantité d’alpha-cetoglutarate de manière à influencer 

les cascades de signalisation intracellulaires telles que AMPK, AKT, la génération de ROS et les 

microARNs. L’hydroxyglutarate peut stimuler les prolyl-hydroxylases et déstabiliser HIF1 47.  

 

 
Figure 5 : Représentation des différentes voies reliées à l’hypoxie par HIF1A 37. 

Autres voies en réponse à l’hypoxie 
 
L’oxygène sert de cofacteur ou de substrat pour bon nombre d’enzymes. Dans un 

environnement hypoxique, le pyruvate se localise dans le cytoplasme et est converti en lactate 

par la lactate déshydrogénase. Cela permet la régénération de NAD+ pour assurer un suivi de 

la glycolyse en hypoxie 48. Le taux élevé de glycolyse permet aux intermédiaires glycolytiques 

de servir pour la production de NADPH et nucléotides et ainsi, assurer une biosynthèse 

suffisante pour croître et proliférer 49. Ce mécanisme est connu sous le nom de l’effet Warburg 

dans lequel les cellules cancéreuses métabolisent le glucose par glycolyse en condition 
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oxygénée 50. Parmi les enzymes catalysant des étapes limitantes, on peut trouver l’hexokinase, 

la phosphofructokinase et la pyruvate kinase qui sont régulées allostériquement pour réguler 

le flux glycolytique 51–53. Le switch induit par l’hypoxie est attribué au contrôle allostérique de 

ces enzymes par l’ATP qui est ensuite suivi par une adaptation plus long-terme par le biais de 

HIF 54. Dans une cellule normale en hypoxie, la phosphorylation oxydative est inhibée, causant 

un niveau réduit d’ATP et donc une réduction du ratio ATP/AMP. L’inhibition allostérique de 

la phosphofructokinase induite par l’ATP est donc affaiblie et enclenche son pouvoir 

catalytique pour promouvoir la voie de la glycolyse 55. On observe un effet similaire pour la 

pyruvate kinase en hypoxie, la diminution de la quantité d’ATP lève l’inhibition allostérique et 

augmente la production de pyruvate à partir du phosphoénolpyruvate 47.  
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Chapitre 3 : Production d’énergie 
 
En conditions normoxiques, le glucose est converti en pyruvate via la glycolyse. Celui-ci est 

transporté dans la mitochondrie par le MPC « mitochondrial pyruvate carrier » , puis 

transformé en acétyl-CoA grâce à la pyruvate déshydrogénase (PDH) 62. L’acétyl-CoA alimente 

le cycle de Krebs, permettant la production d’équivalents réducteurs nécessaires à la 

phosphorylation oxydative et donc à la synthèse d’ATP. En hypoxie, l’oxygène devient limitant 

et le pyruvate est principalement réduit en lactate par la lactate déshydrogénase (LDH). 

 

Effet Warburg 
 
Les cellules cancéreuses privilégient la fermentation lactique même en présence d’oxygène. 

La glycolyse aérobie permet une production rapide d’ATP malgré un faible rendement 63, 

l’augmentation de métabolites précurseurs 64 ainsi qu’une protection relative contre les ROS 

dérivés de la phosphorylation oxydative 65. 

 

En hypoxie, cet effet est renforcé par deux mécanismes dépendant de HIF1 dont (i) une 

augmentation de LDH 15 ; (ii) une inhibition de PDH via la PDK, ce qui empêche la formation 

d’acétyl-CoA 49. 

 

L’hypoxie augmente l’utilisation du glucose par le surexpression des transporteurs de glucose  

(GLUT) et par la production de lactate pour compenser la perte d’efficacité de la 

phosphorylation oxydative. HIF active de nombreux gènes glycolytiques : GLUT1/3, 

hexokinase II, phosphofructokinase, GAPDH, PDK, LDH 31. 

 

L’excès de protons H+ issus de la fermentation est exporté par MCT4 (cible HIF1A) et par le 

transporteur de sodium et de protons (NHE1), soutenus par les anhydrases carboniques CA9 

et CA12 qui exportent les protons sous forme de CO2 vers le milieu extracellulaire 42. 

HIF peut également organiser des enzymes glycolytiques dans des “clusters” d’enzymes 

glycolytiques, «corps G ou glycolytic bodies», ce qui rend la glycolyse plus rapide et plus 

efficace 47. 
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La production accrue de ROS en hypoxie nécessite une gestion du couple NADP+/NADPH 

essentiel à la détoxification via le glutathion 31. Enfin, HIF peut réduire la prolifération via p21, 

mais des voies telles que mTOR ou Notch peuvent maintenir une prolifération élevée sous 

hypoxie 66. 

 

HIF1A module l’expression de nombreuses protéines impliquées dans la glycolyse. On y 

retrouve notamment les transporteurs de glucose GLUT1 et GLUT3, l’hexokinase II, la 

phosphofructokinase, l’aldolase, la GAPDH,… 47. 

 

Cycle de Krebs 
 
La mitochondrie assure l’oxydation des acides gras, le cycle de Krebs, la phosphorylation 

oxydative et diverses biosynthèses. Le cycle génère, pour chaque acétyl-CoA : 3 NADH, 1 

FADH2, 1 GTP/ATP et du CO2 62.  Le NADH et FADH2 donnent leur électron à la chaine de 

transport mitochondriale (ETC). Dans le complexe I, l’oxydation du NADH produit le FMNH2 

qui transfère les électrons vers CoQ et permet le pompage de 4 protons. En hypoxie, la 

disponibilité de l’ubiquinone oxydée est réduite 67. Le complexe II (SDH) est lié au cycle de 

Krebs, il transfère les électrons du succinate au CoQ. En hypoxie, il peut fonctionner en sens 

inverse selon les ratios succinate/fumarate et UQ/UQH2 67. Le complexe III transfère les 

électrons au cytochrome c et pompe 4 protons. En hypoxie, il ne peut fonctionner que si un 

accepteur alternatif est disponible 67. Le cytochrome c assure le transfert entre les complexes 

III et IV. Dans le complexe IV l’oxygène est réduit en eau en utilisant 4 électrons et 4 protons. 

Enfin, l’a ATP-synthase (Complexe V)  produit l’ATP depuis le gradient électrochimique 68. 
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Figure 6 : Représentation du cycle de Krebs 69. 

 
B-oxydation des lipides 
 
La β-oxydation est souvent augmentée dans les cancers pour répondre aux besoins 

énergétiques et participer à la résistance thérapeutique 74–78. AMPK active CPT1A et les voies 

PPAR, renforçant la β-oxydation 79, tandis que HIF1A la réprime en diminuant CPT1A pour 

limiter les ROS 80. La combinaison d’activateurs d’AMPK et d’agonistes de PPAR améliore 

certaines immunothérapies 81, alors que les inhibiteurs de CPT1A peuvent induire la 

ferroptose 82 ou contrer la résistance 83. Les acides gras sont activés via ACS puis importés dans 

la mitochondrie via CPT1A. Chaque cycle de β-oxydation retire deux carbones et produit 1 

NADH, 1 FADH2 et 1 acétyl-CoA. Le palmitate permet par exemple la production de 129 ATP. 

Les acides gras insaturés nécessitent des étapes enzymatiques supplémentaires pour passer 

en configuration trans. Les chaînes longues, moyennes ou courtes sont oxydées par 

différentes déshydrogénases (VLCAD, LCAD, MCAD…). En hypoxie, la PHD3 ne peut plus 

activer ACC2, ce qui réduit le malonyl-CoA et lève l’inhibition de la β-oxydation, renforcée par 

AMPK. Ce phénomène est aussi observé en conditions acides 84. HIF2A diminue l’expression 

de CPT1, favorisant l’accumulation lipidique 85. 
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Glutaminolyse 
 
La glutamine alimente le cycle de Krebs, la synthèse de nucléotides, d’acides aminés et 

d’acides gras. MYC stimule la glutaminase, augmentant l'utilisation de glutamine, même en 

hypoxie 86. Cela accroît les ROS et la consommation d’oxygène déjà limitée. 

 

En hypoxie, les transporteurs SLC sont augmentés pour orienter la glutamine vers la voie de 

carboxylation réductive, permettant la production d’acétyl-CoA indispensable aux lipides 

malgré la limitation du cycle de Krebs 85. 

 

 
Figure 7 : Le contrôle du métabolisme de la glutamine en conditions hypoxiques 85. 
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Chapitre 4 : Les acides gras 
 

Synthèse des lipides 
 
La lipogenèse de novo assure la synthèse d’acides gras, elle consiste en la succession d’une 

série de réactions en cycle et permettant l’ajout de 2 carbones, issus de l’acétyl-CoA, à la 

chaine d’acides gras en cours de synthèse. Cette série commence avec la conversion du citrate 

en acétyl-CoA par l’ATP citrate lyase (ACLY). Cet acétyl-CoA est ensuite carboxylé par l’acétyl 

CoA carboxylase (ACC) en malonyl-CoA. Le malonyl-CoA ainsi produit est converti en palmitate 

par la fatty acid synthase (FASN) qui peut continuer à ajouter les atomes de carbones pour 

rallonger la chaine d’acide gras 87.  

 

Cette synthèse peut être régulée par de nombreux intervenants. Le sterol regulatory element-

binding protein (SREBP) est un facteur de transcription agissant sur la synthèse des acides gras 

et la synthèse du cholestérol. On peut noter dans ses cibles les promoteurs de l’ATP citrate 

lyase, l’ACC, FASN ou encore SCD1 88. ACLY connecte la glycolyse avec le métabolisme des 

lipides puisqu’elle clive le citrate en acétyl-CoA et oxaloacétate. Les acétyl-CoA synthases 

permettent l’activation des acides gras en fatty acyl-CoA pour les rendre éligibles pour la suite 

des étapes de formation des acides gras. L’ACC responsable de la carboxylation de l’acétyl-

CoA en malonyl-CoA est finement régulée par phosphorylation via l’AMPK, en réponse aux 

besoins énergétiques cellulaires 88.  

 

Dans les cellules cancéreuses, la synthèse des lipides est profondément altérée. On observe 

une surexpression de FASN 89, ACC et SCD1, favorisant ainsi la production d’acides gras 

monoinsaturés et l’accumulation de gouttelettes lipidiques (LD) 90. Ces altérations sont 

souvent induites par des voies de signalisation telles que PI3K/AKT ou Myc qui activent les 

gènes lipogéniques et renforcent la synthèse lipidique même en conditions de stress 91 92. 

L’hypoxie stimule également la lipogenèse via l’activation de HIF1-alpha, favorisant 

l’accumulation de LD et la résistance à la ferroptose 93. 

 

Par ailleurs, la reprogrammation lipidique dans le cancer ne se limite pas à la croissance 

tumorale : elle participe activement à l’échappement immunitaire 94. Les lipides produits 
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peuvent reprogrammer les cellules immunitaires du microenvironnement tumoral, 

notamment les macrophages et les monocytes, en inhibant leur capacité à activer les 

lymphocytes T cytotoxiques 95. Des lipides spécifiques, comme les sphingolipides, sont utilisés 

pour masquer les signaux de danger et éviter la reconnaissance des cellules cancéreuses par 

le système immunitaire 92.  

 
Stockage des lipides  
 
Les acides gras sont généralement stockés dans des structures cellulaires spécialisées 

appelées les gouttelettes lipidiques « lipid droplets » (LD). Les gouttelettes lipidiques sont 

formées par une double couche phospholipidique et de périlipines qui constituent une famille 

de protéines spécialisées dans leur formation. D’ailleurs, il n’existe actuellement aucune 

gouttelette lipidique connue qui soit dépourvue de toute périlipine 96. Les périlipines se 

retrouvent majoritairement à la surface membranaire des gouttelettes lipidiques et régulent 

l’accès à ces dernières 96. Il existe actuellement 5 périlipines connues provenant de 5 gènes, 

numérotés de 1 à 5 selon leur ordre de découverte. Seule la périlipine 1 présente des variants 

d’épissage connus, sous les noms de périlipines 1A, 1C et 1D 96. La théorie actuelle concernant 

l’apparition de ces 5 gènes encodant des périlipines serait une éventuelle duplication du 

génome. Les périlipines 1 et 2 sont exclusives des gouttelettes lipidiques tandis que les 

périlipines 3, 4 et 5 peuvent rester stables dans le cytoplasme 97,98. Il y a cependant une 

hypothèse selon laquelle les périlipines 3 et 5 sont en réalité associées à des particules 

lipoprotéiques 99.  

 

Les périlipines, comme les autres protéines associées aux gouttelettes lipidiques, présentent 

des structures tertiaires contenant des hélices amphipatiques alpha 97. Plus précisément, chez 

les périlipines cette séquence comporte 11 mer. La périlipine 1 contient 3 séquences d’acides 

aminés hydrophobiques avec une proline centrale qui médie le ciblage vers les gouttelettes 

lipidiques, indépendamment de la séquence 11-mer 100,101.  

 

Il a été démontré que les périlipines retrouvées à la surface des différentes gouttelettes 

lipidiques dépendent des lipides stockés dans lesdites gouttelettes 102. Les périlipines 1A, 2 et 

5 se retrouvent généralement sur des gouttelettes lipidiques enrichies en triacylglycérols 
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(TAG) tandis que les périlipines 1C, 1D et 4 sont plus fréquentes sur les gouttelettes lipidiques 

enrichies en esters de cholestérol 103.  

 

Au niveau de la localisation des différentes périlipines, les périlipines 2 et 3 sont relativement 

ubiquistes et sont les périlipines les plus similaires au niveau de leur séquence. La périlipine 5 

est exprimée de façon spécifique dans des tissus dans lesquels les acides gras sont transportés 

dans les mitochondries en vue de leur oxydation 99. Cela survient principalement dans les 

muscles cardiaque et squelettique mais également dans le foie et le tissu adipeux brun 104. La 

périlipine 1 a la même séquence amino-terminale que les périlipines 2, 3 et 5 mais elle est 

différente en son domaine terminal 101. On la retrouve principalement dans les adipocytes et 

un peu dans les cellules stéroïdogènes. La périlipine 4, quant à elle, est majoritairement 

exprimée dans le tissu adipeux blanc et à moindre mesure, dans les mêmes tissus que la 

périlipine 5. Cette périlipine 4 est également celle qui s’éloigne le plus des autres en terme de 

similarité de séquence 99,105.  

 

PLIN2 : La périlipine 2 est exprimée de manière ubiquiste et est considérée comme une 

périlipine majeure des gouttelettes lipidiques car elle est généralement présente en absence 

de périlipine 1 ou 5 106. La périlipine 2 n’a qu’un effet léger dans le contrôle de la lipolyse, elle 

n’est pas régulée via phosphorylation par le PKA et ne recrute pas des lipases au niveau des 

gouttelettes de manière efficace 106. Il a cependant été montré que la surexpression de PLIN2 

diminue l’accès d’ATGL aux gouttelettes lipidiques en la séparant de son coactivateur ABHD5 
107. Ainsi, PLIN2 jouerait potentiellement un rôle d’atténuation de la lipolyse 108. La 

mobilisation des lipides neutres dans les hépatocytes peut passer par la séquestration des LD 

positives pour PLIN2 dans les autophagosomes avec par la suite une livraison des LD aux 

lysosomes où les TAG sont hydrolysés par les lipases lysosomales, mécanisme appelé 

macrolipophagie 109,110. La lipolyse autophagique requiert le retrait des PLIN1 et 2 qui 

constituent des barrières physiques 111. Concernant PLIN1, elle bloque l’association de Rab7 

avec les LD tandis que sa phosphorylation provoque un changement conformationnel et ainsi, 

PLIN1 ne protège plus les LD 101.  

 

La demi-vie des périlipines 1 et 2 est fortement dépendante de leur liaison aux LD. Lorsqu’elles 

sont liées, leur demi-vie est de 72 heures tandis que libres, elles sont dégradées soit par la 
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voie du protéasome, soit par le lysosome 99. PLIN1 n’est cependant pas ubiquiste comme 

PLIN2, on la retrouve donc dans les cellules adipeuses tandis que PLIN2 et PLIN3 se trouvent 

dans les cellules non adipeuses 97. PLIN2 peut-être retiré des LD par le CMA (chaperone-

mediated autophagy) qui dégrade des protéines spécifiques et traverse la membrane 

lysosomale via LAMP-2A 112. Il apparaît que PLIN2 peut être phosphorylée par l’AMPK 

seulement après colocalisation entre PLIN2 et HSC70 sur les LD 113.   

 

 
Figure 8 : Schématisation du fonctionnement de PLIN2 sur une gouttelette lipidique 114.  

 
Désaturation des lipides par SCD1 
 
La stéaroyl-CoA désaturase 1 (SCD1), également appelée fatty acyl-CoA delta-9 désaturase, 

est une enzyme résidente du réticulum endoplasmique. Elle catalyse la première double 

liaison en position cis-delta-9 de certains acides gras saturés (SFA), notamment le palmitoyl-

CoA et le stéroyl-CoA qu’elle transforme respectivement en palmitoléoyl-CoA et oléoyl-CoA, 

des acides gras mono-insaturés (MUFA) 115,116. Ces MUFA participent à la synthèse des 

phospholipides, triglycérides, esters de cholestérol et esters wax, influençant la fluidité 

membranaire, le métabolisme lipidique et l’adiposité 117. Chez l’homme, on en trouve 2 

différentes, SCD1 et SCD5. SCD1 est ubiquitaire avec une expression accentuée dans le 

cerveau, le foie, le cœur et les poumons tandis que SCD5 se retrouve dans les fibroblastes et 

les cellules cancéreuses 118. La première étape de la désaturation est le retrait d’un hydrogène 

hors d’un groupe méthylène d’une chaîne acylée. Cette réaction coûte cher en énergie (2 

électrons du NADH) et requiert un intermédiaire d’oxygène qui sera réduit en eau 119. Pour 
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être désaturés, les acides gras libres doivent d’abord obtenir un groupement CoA ou être 

estérifiés 119. Les désaturases peuvent également présenter des actions d’acétylénase, 

methyloxydases, ketolases et décarbonylases 120. 

 

SCD1 peut être régulé par des mécanismes post-transcriptionnels, notamment par 

l’ubiquitination qui provoque sa dégradation par le protéasome 121, mais aussi par son taux de 

transcription. Son promoteur comporte de nombreux sites de liaisons pour différents facteurs 

de transcription (AP-2, SREBP, PPAR,…) 118.  

 

SCD1 joue un rôle central dans la lipogenèse, la prolifération cellulaire et l’invasion tumorale. 

Son expression est régulée par la présence ou non de nutriments, de facteurs de croissance, 

d’hormones ainsi que par le ratio MUFA/PUFA 119. L’inhibition de SCD1 augmente le ratio 

SFA/MUFA en entraînant une augmentation de la quantité de SFA, suivie d’une plus forte 

lipotoxicité qui peut conduire à l’apoptose 122. La lipogenèse est également réduite suite à la 

réduction de substrat disponible pour les réactions de biosynthèse.  Par conséquent, une 

augmentation des SFA réduit la lipogenèse et inhibe l’acétyl-CoA carboxylase 123. Cette 

inhibition de SCD1 a d’autant plus d’effet sur les cellules qui présentent un taux de 

prolifération élevé. 

 

Des souris Scd1-/- présentent un phénotype sévère dû à une fragilité de la peau, une 

diminution de leur adiposité, une augmentation de leur consommation d’énergie et une 

surrégulation des enzymes de la beta-oxydation 124.  

 

La régulation de SCD1 s’effectue à plusieurs niveaux : 

• Transcriptionnel, via des sites de liaison dans son promoteur pour des facteurs tels 

que SREBP, PPAR, et AP-2 119,125. 

• Post-transcriptionnel, notamment par ubiquitination, qui cible SCD1 pour sa 

dégradation via le protéasome 118. 

• Post-traductionnel, par exemple via la phosphorylation de la tyrosine 55 par EGFR, 

qui stabilise SCD1 en empêchant son ubiquitination 126 127. 
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Dans le contexte tumoral, l’activation constitutive de la voie de biosynthèse des acides gras 

permet de répondre à la demande accrue en phospholipides membranaires 128. Cela est dû à 

l’activation d’enzymes telles que l’adénosine triphosphate citrate lyase (ACLY), l’acétyl-CoA 

carboxylase (ACC) et la fatty acid synthase (FASN) 129.  

 

Pour se diviser, une cellule doit doubler son contenu membranaire pour maintenir le bon ratio 

taille/surface des cellules-filles. Dans les facteurs externes d’induction de la prolifération, on 

trouve la disponibilité des nutriments et les facteurs de croissance qui enclenchent la synthèse 

de composants lipidiques de la membrane 130. On observe une régulation de SCD1 qui est 

induite par des mitogènes et qui est parallèle à l’activation de la synthèse des phospholipides 

et des cholestérols, suggérant une participation active des MUFA dans la biogenèse 

membranaire durant la réplication cellulaire 131.  

 

Le métabolisme des cellules cancéreuses est caractérisé par une forte glycolyse aérobique et 

une biosynthèse accélérée des lipides. Cela offre davantage d’ATP et de métabolites. 

L’activation parallèle de la glycolyse et de la synthèse d’acides gras dans le cancer est couplée 

à la conversion SFA vers MUFA. Ainsi, les MUFA sont un produit du métabolisme du glucose 

dans les cellules cancéreuses. Pour cela, SCD1 y doit continuellement être actif pour maintenir 

un flux continu de métabolites glycolytiques.  

 

La régulation de la lipogenèse par SCD1 fonctionnerait par 3 mécanismes :  

- Le contrôle de la vitesse de biosynthèse des acides gras 

- L’approvisionnement de MUFA pour la formation de macromolécules 

- La modulation de voies de signalisation contrôlant les enzymes du métabolisme des 

lipides.  

 

L’enzyme SCD1 a la capacité de réguler le métabolisme des lipides et la signalisation dans les 

cellules cancéreuses. Elle module la voie PI3K/AKT avec ERK pour réguler la biosynthèse des 

lipides, la croissance et la survie des cellules tumorales 123.  En effet, AKT et AMPK sont des 

intégrateurs de signaux qui gouvernent l’activité métabolique. L’absence de SCD1 diminue la 

phosphorylation d’AKT et donc son activité. AKT induit la lipogenèse médiée par le glucose par 

régulation transcriptionnelle et catalytique de multiples enzymes de la glycolyse et de la 
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synthèse d’acides gras. SCD1 a l’effet inverse sur AMPK qui, activé, sous-régule les voies de la 

lipogenèse par phosphorylation et stimule des réactions qui favorisent l’apport d’énergie, 

comme l’oxydation des acides gras 132. 

 

La surexpression de SCD1 améliore la formation de gouttelettes lipidiques et contribue à 

éviter l’apoptose liée aux SFA. Ainsi, on peut présumer que SCD1 réduit le stress du réticulum 

endoplasmique induit par ces mêmes SFA 133. Lorsque SCD1 est faiblement exprimé, les 

cellules cancéreuses perdent leur capacité à former une tumeur, suggérant que les MUFA sont 

requis pour le début de la formation tumorale 134.  

 

Rôles des lipides  
 
Les membranes biologiques  
 
Les membranes biologiques assurent une séparation entre les cellules et leur environnement 

ainsi qu’une compartimentalisation des différents organes cellulaires. Ces membranes 

présentent généralement un pourcentage relativement équivalent de protéines et de lipides 

avec moins de 10% de carbohydrates. Tous les lipides sont amphipatiques, ce qui permet la 

formation d’une bicouche imperméable aux substances hydrophiles. La composition 

protéique des différentes membranes cellulaires est spécifique de chaque type de membrane 

et détermine la fonction physiologique de ladite membrane. Dans le cadre de la membrane 

lipidique, les lipides jouent un rôle plus physique que physiologique puisqu’ils servent 

principalement de barrière. Cependant, certains dérivés de ces lipides peuvent servir de 

messagers intracellulaires qui seront abordés plus loin. L’intérêt de ces membranes cellulaires 

provient du fait que toutes ces molécules ne sont pas liées de manière covalentes, ces 

associations moléculaires font moins de 10nm et sont pourtant solides, mécaniquement 

parlant, tout en ayant des propriétés proches des fluides 148.  

 
Rôle des lipides dans la composition de la bicouche lipidique 
 
La plupart des membranes biologiques contiennent une grande variété de lipides avec 

notamment les nombreuses formes de glycérophospholipides et de cholestérols. Chaque type 

de membrane possède sa propre composition dépendant de son rôle (membrane plasmique, 

d’organelle, …) ainsi que de l’organisme dont elle provient. On retrouve cependant 4 lipides 
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principaux : le cholestérol, la phosphatidylcholine, la sphingomyéline, et la 

phosphatidyléthanolamine qui sont le plus souvent en plus grande quantité. On peut 

également y trouver des phosphatidylsérines, phosphatidylinositols, des acides 

phosphatidiques, des lysosphosphatidylcholines et des glycosphingolipides 148.  

 

Dans les cancers, on constate que l’organisation lipidique de la membrane est altérée de 

manière à favoriser la prolifération et la survie tumorale. Les phosphatidylsérines sont plus 

fréquentes sur la face externe de la membrane de manière à favoriser l’évasion au système 

immunitaire. Les cholestérols sont également plus importants au niveau membranaire dans 

les cellules cancéreuses, jouant un rôle dans la résistance aux traitements et améliorant la 

capacité métastatique des cellules 149.  

 
Les messagers intra- et extracellulaires 
 
Dans le domaine de la transduction de signaux, les lipides représentent une grande proportion 

des messagers. Les messagers lipidiques les plus connus sont les hormones stéroïdiennes 

telles que le cortisol et les oestrogènes 150. Une deuxième classe de messagers lipidiques est 

composée des eicosanoïdes produits par les tissus et qui, à cause de leur durée de vie courte, 

déclenchent une réponse à un endroit proche de leur origine de production tandis que les 

hormones agissent sur des cibles éloignées grâce à leur forte stabilité et leur capacité à 

voyager dans la circulation pendant de longues périodes  151.  

 
Les seconds messagers intracellulaires 
 
Lorsque le premier messager interagit avec un récepteur membranaire, il provoque 

généralement une activation de ce dernier pour générer un second messager à l’intérieur de 

la cellule pour pouvoir transmettre l’information aux systèmes biochimiques dont les activités 

doivent être modifiées pour obtenir l’effet physiologique souhaité. L’ampleur de cet effet est 

la plupart du temps proportionnel à la concentration du second messager.  

 

Un des systèmes de signalisation par second messager les plus importants, est le système du 

phosphatidyl-inositol. Il emploie 2 lipides servant de seconds messagers, tous deux dérivés de 

ce phosphatidyl-inositol. Le diacylglycérol et le triphosphoinositol. Ici, le récepteur 

membranaire agit sur l’enzyme phospholipase C localisée à la face membranaire interne. 
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L’activation de cette enzyme cause l’hydrolyse d’un phospholipide membranaire mineur, le 

phosphatidyl-inositol biphosphate (PIP2), formant notamment du diacylglycérol. Tout en 

restant sur la bicouche lipidique, le diacylglycérol active une enzyme liée à la membrane, la 

protéine kinase C qui catalyse l’addition d’un groupement phosphate à une protéine soluble. 

Cette protéine est le premier intervenant d’une cascade de réactions amenant à la réponse 

physiologique de la cellule. L’autre produit de l’hydrolyse de la phospholipase C, le 

triphosphoinositol (PIP3), provoque la libération de calcium hors de lieux de stockage 

intracellulaires. Ce calcium est ajouté à un triacylglycérol qui est requis pour l’activation de la 

protéine kinase C 148. Dans les cancers, PIP2 joue divers rôles parmi lesquels on retrouve la 

régulation du trafic vésiculaire, l’endocytose médiée par la clathrine, la réorganisation du 

cytosquelette et la signalisation mTOR 152. Pour PIP3, il est connu pour ses effets sur la 

prolifération, la migration et la survie cellulaire 153.  
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Chapitre 5 : Les gouttelettes lipidiques dans le cancer 
 
Les gouttelettes lipidiques constituent un organelle essentiel à l’homéostasie des lipides. 

Lorsqu’une grande quantité d’acides gras exogènes est disponible, les cellules ont besoin de 

les stocker en vue d’une utilisation future 157,158. Ces structures présentent une organisation 

simple, constituée d’une monocouche de phospholipides associés à diverses protéines et 

entourant un cœur de lipides neutres 157,158. Elles permettent de stocker des esters de 

cholestérol et des triacylglycérols. Les esters de cholestérol sont utilisés dans la formation de 

nouvelles membranes ainsi que pour la synthèse de nombreuses hormones stéroïdiennes 159. 

Les triacylglycérols, quant à eux, servent comme source d’énergie, comme précurseurs dans 

les formation de lipides de signalisation et servent à la synthèse de phospholipides 

membranaires. La synthèse de triacylglycérols dans l’organisme peut survenir suite à un pic 

d’insuline, influençant la prise de glucose qu’il faut ensuite transformer pour permettre son 

stockage 160.  

 

Lorsque l’organisme a besoin d’un apport en énergie, on observe une activation de la voie 

lipolytique dans les adipocytes via des hormones initiatrices et une augmentation de l’activité 

kinase. Cela provoque une phosphorylation des périlipines, lipases et cofacteurs associés. En 

conséquence, les lipases vont donc transloquer du cytoplasme vers les gouttelettes lipidiques. 

Des interactions inter-protéiques vont permettre d’assembler un complexe lipolytique sur les 

périlipines 99,161. Dans les adipocytes, les gouttelettes lipidiques sont généralement 

recouvertes de PLIN2 pendant leur formation et ce dernier est progressivement remplacé par 

PLIN1 au cours de la maturation (Figure 9). Cela permet une augmentation du stockage de 

triacylglycérol car PLIN1 limite plus fortement la dégradation que PLIN2 111. 
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Figure 9 : Schéma adapté représentant la maturation des gouttelettes lipidiques 162. 

 
Les gouttelettes lipidiques ont initialement été observées à la fin des années 1890 mais n’ont 

commencées à être étudiées qu’après la découverte de la périlipine et de l’oléosine 163. Non 

seulement les gouttelettes servent de lieu de stockage des acides gras mais elles ont 

également un rôle essentiel dans la survie à de nombreux stress cellulaires.  Parmi ceux-ci, on 

compte la lipotoxicité, le stress du réticulum endoplasmique, l’oxydation et la famine 164,165.  

 

Biogenèse des gouttelettes lipidiques  
 
Les gouttelettes lipidiques cytoplasmiques 
 
Ce sont  les gouttelettes lipidiques (LD) les plus connues et, par conséquent, les mieux 

caractérisées.  Le modèle de biogenèse des gouttelettes le plus accepté est la synthèse, la 

nucléation et un bourgeonnement cytoplasmique associés à l’augmentation de lipides neutres 

dans le réticulum endoplasmique 158. Il a pu être démontré que cette accumulation de lipides 

neutres est essentielle à la formation des gouttelettes lipidiques, notamment par l’ablation de 

la DGAT1 qui annihile la formation des gouttelettes et son expression qui restaure cette 

formation 166. Lorsque l’on atteint une quantité suffisante de triacylglycérols, leur 

concentration est telle que ces derniers n’arrivent plus à se répartir uniformément entre les 

couches du réticulum endoplasmique. Ainsi, une sorte de lentille d’environ 30 à 60 nm se 

forme grâce au mécanisme de séparation de phase. Ce changement survient car, avec 

l’accumulation de lipides, il devient thermodynamiquement favorable pour ces derniers 
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d’interagir entre eux plutôt qu’avec les membranes à proximité 167. Cette étape est cependant 

peu connue en termes moléculaires. On sait cependant que ce bourgeonnement 

membranaire est un processus différent de celui de la formation de vésicules sécrétoires du 

RE car il n’y a pas d’implication de COPII dans la courbure membranaire 168. Elle pourrait être 

spontanée, comme influencée par des facteurs tels que la tension membranaire, la courbure 

de la membrane ainsi que la composition locale en protéines et en lipides 169. Il y a cependant 

certaines protéines qui ont été associées à ce phénomène. On retrouve la seipine et des 

facteurs d’assemblage de gouttelettes lipidiques (LDAF1, NEM1,…) qui peuvent aider à définir 

le site de formation de la gouttelette lipidique (Figure 10) 170,171. On y compte également des 

protéines plus associées aux lipides, comme PLIN3, la protéine transmembranaire de stockage 

des lipides (FIT2) et des partenaires de liaisons de formation de tubules du RE,…  171 Après la 

nucléation, les lipides neutres doivent dépasser la déformation de la barrière énergétique des 

feuillets membranaires qui les encapsulent 172. Cela est favorisé par la seipine et PEX30 qui 

semblent organiser des domaines plus permissifs au phénomène de bourgeonnement par 

l’altération de phosphatidylcholine, phosphatidylinositol et de diacylglycérol 173. En absence 

de seipine, la formation de LD est retardée et le taux d’incorporation de protéines et de lipides 

est réduit. En conséquence, on observe des LD avec des propriétés et des morphologies 

aberrantes 174. Les seipines peuvent également stabiliser les ponts membranaires liant les LD 

et le RE. Une délétion de seipines associée à la délétion de PEX30 résulte en l’accumulation de 

lipides neutres dans le RE avec notamment une composition anormale (plus de PC, PI et DAG) 

et des problèmes de formation des peroxysomes 173,175. Cette relation entre la composition 

de lipides, les seipines et PEX30 pourrait être possible grâce à la régulation de GPAT 176. Au fur 

et à mesure du bourgeonnement, l’angle de contact entre la gouttelette et le reste du RE 

augmente graduellement jusqu’à l’éventuelle séparation de la gouttelette et du RE 169.  
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Figure 10 : Schéma adapté représentant la biogenèse d’une gouttelette lipidique à partir du 

RE 177.  

 
Un mécanisme clé de la biogenèse des gouttelettes lipidiques implique un processus dit de 

maturation d’Ostwald qui favorise le transfert de lipides neutres d’une plus petite gouttelette 

lipidique vers une autre, plus large et plus stable (Figure 10) 178. Ce transfert se fait avec l’aide 

de la famille des effecteurs inducteurs de mort cellulaire DFFA-like (CIDE) qui forment des 

pores permettant de connecter les deux gouttelettes et de modérer le sens de transfert 111. 

Une coalescence peut également survenir en cas de diminution du niveau de 

phosphatidylcholine et d’augmentation d’acide phosphatique 179. Il existe parfois aussi des 

ponts membranaires reliant la gouttelette au RE et permettant à des protéines telles que 

GPAT4 ou ERTOLD de se relocaliser du RE vers les LD pour contribuer à la croissance de ces 

gouttelettes 180.  

 
Les gouttelettes lipidiques nucléaires 
 
Dans certains types cellulaires, on peut observer des gouttelettes lipidiques localisées dans le 

noyau. Ces dernières peuvent avoir 2 origines connues, soit une biogenèse de novo au niveau 

de la membrane nucléaire, soit par engloutissement de gouttelettes luminales provenant du 

réticulum nucléoplasmique de type I 181.  

 

Par exemple, les cellules U2OS (ostéosarcome) qui ne présentent pas de seipine ont une 

diffusion libre des acides phosphatidiques dans la membrane nucléaire interne où la 
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surrégulation de la lipin-1 produisant le DAG favorise la formation de TAG 182. Il semblerait 

également que, dans les hépatocytes, les gouttelettes lipidiques luminales puissent 

s’accumuler dans le RE puis entrer dans le noyau par le réticulum nucléoplasmique de type I 
183. 

 

Les gouttelettes lipidiques luminales 
 
Ce sont les gouttelettes lipidiques les moins connues et étudiées. Leur formation correspond 

à un mélange entre la formation des LD cytoplasmiques et la formation des lipoprotéines 184. 

Dans ce second cas, les triacylglycerols (TAG) sont transférés dans des précurseurs 

partiellement lipidés ApoB-free par un processus en 2 étapes, facilité par la MTP 185. In fine, 

ces LD présentent un niveau faible de TAG et n’ont pas d’ApoB, de PLIN2 et d’albumine. À la 

place, elles contiennent ApoE, la triacylglycérol hydrolase, la carboxylesterase 1 et la MTP 186.  

 

Les gouttelettes lipidiques en réponse aux stress dans le cancer 
 
Les gouttelettes lipidiques sont principalement connues pour leur rôle dans le stockage des 

lipides mais leur fonction première est plutôt d’assurer une réponse adaptée à différents 

stress tels que cités précédemment. Les substrats utilisés pour la synthèse de cholestérols et 

de triacylglycérols sont des lipides bioactifs qui peuvent, s’ils sont en excès, perturber 

certaines fonctions cellulaires 158. De manière assez intuitive, le rôle des gouttelettes 

lipidiques face à la lipotoxicité est directement lié au stockage des lipides. Comme ces derniers 

peuvent perturber certaines fonctions cellulaires s’ils sont libres en excès dans le cytoplasme, 

il est nécessaire de les confiner dans un organelle approprié, les gouttelettes lipidiques 179.  

 

Un stress métabolique causé par une déprivation en nutriment ou par l’inhibition de mTORC1 

peuvent déclencher l’autophagie qui augmente la libération d’acides gras par la dégradation 

de la membrane. Ainsi, DGAT1 convertit les acides gras en triacylglycérols qui favorisent la 

biogenèse des LD et protège les mitochondries des dommages lipotoxiques 187. Il a également 

été observé que les LD participent directement à l’initiation de l’autophagie en assurant un 

apport en lipides requis pour la formation des autophagosomes et en maintenant leur 

composition en phospholipides 188. La privation en nutriment, comme l’inhibition de mTORC1, 

augmente l’apport du contenu endosomal dans les lysosomes et favorise l’accumulation de 
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TAG de manière dépendante du lysosome. En somme, les cellules s’adaptent à la privation par 

l’augmentation du « turn over » membranaire, du flux d’acides gras et autres intermédiaires 

vers le RE pour les rentabiliser en TAG et LD 189. Afin d’augmenter l’utilisation des acides gras, 

les LD et les mitochondries peuvent se relocaliser du centre du cytoplasme vers sa périphérie 

et interagir plus fortement entre elles grâce à l’activation de la signalisation AMPK 190.  

 

Le stress du RE augmente la lipogenèse et la synthèse de TAG avec un remodelage des 

phospholipides. Notamment, le stress du RE active les kinases activées par le mitogène qui 

active les phospholipases (cPLA2alpha) par phosphorylation et provoque ainsi la biogenèse de 

LD. Les LD formées peuvent alors participer à la régulation de la composition membranaire du 

RE 191 et au retrait de protéines présentant des problèmes de conformation 192. 

 

Le stress oxydatif provenant des ROS est également associé à une augmentation de la 

biogenèse des LD. Les mécanismes qui y sont associés sont encore méconnus mais il 

semblerait que cela implique SREBP et le remodelage des phospholipides 193. Les 

phospholipases peuvent libérer des PUFA membranaires pour les envoyer en stockage dans 

les LD où ils seront moins sensibles à la peroxydation 177. Les ROS attaquent en priorité les 

doubles liaisons des PUFA, provoquant la peroxydation des lipides pouvant déclencher la mort 

cellulaire 194. Le rôle des  gouttelettes lipidiques dans la protection contre les  ROS réside dans 

le fait que les phospholipases vont libérer des PUFA hors de la membrane plasmique pour 

qu’ils soient stockés dans les LD 195. Si la quantité de PUFA à stocker devient trop importante 

pour les LD, les cellules cancéreuses sont prêtes pour rentrer  en ferroptose 196. Dans l’acidose, 

la formation de LD est induite par l’apport en acide gras extérieur par le transporteur CD36 et 

la synthèse de TAG par les DGAT 197. Ces acides gras peuvent ensuite être oxydés pour assurer 

la production d’énergie 177.  

 

Dans le cadre des cancers, les LD peuvent effectivement servir de réserve de précurseurs utiles 

à la synthèse de lipides membranaires nécessaires à la croissance cellulaire. Cependant, il 

existe d’autres mécanismes connus pour expliquer leur impact favorable sur la prolifération, 

la migration et la survie des cellules cancéreuses 198. Tout d’abord, en diminuant les stress 

cellulaires et deuxièmement, en amenant des substrats pour la production d’ATP via la beta-

oxydation. Au-delà d’apporter de l’énergie à la cellule, cela permet la production de NADPH, 
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un donneur d’ion hydrogène, utilisable pour l’homéostasie rédox et la réduction de la 

formation de ROS 199. 

 

Une autre utilité des LD dans les cancers est la séquestration de précurseurs de molécules 

impliquées dans la signalisation et qui pourraient impacter la réponse tumorale 200. Il a, par 

exemple, été constaté que la synthèse de la prostaglandine E2 (suppresseur d’immunité 

antitumorale) se fait dans les LD 201.  

 

Dans la lignée de cancer rénal ccRCC, on observe une accumulation impressionnante de LD au 

point de leur donner un phénotype « clair/transparent ». Cette lignée est également associée 

à une activation constitutive de HIF2alpha suite à une mutation inactivant le gène Von Hippel-

Lindau 202. L’expression exclusive de PLIN2 fait également partie de ses caractéristiques, de 

manière à être essentielle à l’accumulation de LD et, avec cette dernière, requis pour la 

progression tumorale dépendante de HIF2 203.  

 

Les protéines et enzymes partenaires des gouttelettes lipidiques et 
leur impact sur leur dynamique 
 
En somme, les lipides sont stockés dans les gouttelettes lipidiques lors des périodes de surplus 

en nutriments tandis qu’ils sont mobilisés pendant les périodes de privation ou utilisés pour 

la formation de phospholipides pendant les phases de prolifération avec une forte demande 

en composants membranaires. Les gouttelettes lipidiques servent également de tampon 

pendant différents stress cellulaires en stockant des lipides potentiellement toxiques et 

protègent ainsi contre la lipotoxicité et le stress oxydatif. Physiquement parlant, les 

gouttelettes interagissent avec d’autres membranes cellulaires, la plus fréquente étant une 

interaction avec le RE qui fournit les LD en lipides mais on remarque aussi des contacts avec 

les peroxisomes, les mitochondries et les lysosomes 204.  

 

La maturation des gouttelettes lipidiques peut se faire par fusion de plusieurs LD, par transfert 

de TAG venant des ponts membranaires avec le RE ou encore par la synthèse de TAG 

directement à sa surface membranaire. Cette synthèse au niveau des LD est rendue possible 

par la relocalisation de protéines du RE sur la surface des LD 158.  
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Parmi les LD, certaines restent attachées au RE tandis que d’autres s’en défont totalement. Ce 

détachement est cependant réversible mais nécessite l’intervention du complexe coatomère 

COPI 205. Il est recruté à la surface des LD par la petite GTPase ARF1 et son GEF et déclenche 

la formation de minuscules LD à partir de la LD existante. Ce ratio surface sur volume 

particulièrement élevé des nano-gouttelettes prend tous les phospholipides de la gouttelette 

mère 184,205. Cela augmente la tension de surface qui facilite la fusion avec le RE. Lors de cette 

fusion, des protéines telles que DGAT2 et GPAT4 sont capables de diffuser du RE vers les LD 
206.  

 

De manière générale, le protéome des LD consiste en 100 à 150 protéines, la plupart sont des 

enzymes impliquées dans le métabolisme des lipides et des protéines de la famille des 

périlipines (PLIN) 207. On trouve également des protéines impliquées dans le trafficking 

membranaire et la dégradation de protéines. Une grande question qui réside toujours autour 

de ce protéome est comment ces protéines se retrouvent-elles sur les LD ? En effet, il n’y a 

pas de séquence type connue pour servir de signal ciblant les LD 208.  

 

Les protéines associées aux LD peuvent cependant être réparties en 2 classes principales : 

celles qui sont associées aux membranes de manière stables, provenant du RE et celles 

recrutées directement à partir du cytoplasme 209. 

 
Protéines de classe I  
 
Elles comprennent des protéines aux fonctions diverses avec des enzymes de biosynthèse des 

lipides (ACSL3, GPAT4, DGAT) comme des enzymes de la protéolyse dépendante de 

l’ubiquitine (AUP1, UBX) 210. Typiquement, les protéines de classe 1 s’associent aux 

membranes par des « épingles à cheveux » hydrophobes qui s’insèrent à mi-chemin de la 

membrane avec les 2 extrémités à la face cytosolique. Cette structure leur permettrait de se 

localiser aussi bien dans une double membrane comme dans le RE que dans la membrane 

simple des LD 209. Il semblerait que pour certaines de ces protéines, des résidus chargés 

positivement sont nécessaires à leur localisation sur les LD. L’insertion de ces membranes se 

ferait initialement dans le RE puis passeraient dans les LD par des ponts membranaires 158.  
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Protéines de classe II 
 
Ce sont les protéines recrutées directement à partir du cytoplasme, généralement par des 

hélices amphipatiques alpha. Cela permet à la face hydrophobe de l’hélice de s’associer à des 

zones défectueuses dans l’assemblage de phospholipides des membranes des LD 209. Ces 

zones défectueuses sont dues à la monocouche de phospholipides dont la tension de surface 

est souvent plus forte ainsi qu’à l’impact des lipides neutres qui interfèrent 98. Les périlipines 

font partie de cette classe et se lient aux LD par des répétitions de 11 acides aminés qui sont 

désordonnés dans le cytosol mais qui peuvent se replier en une hélice amphipatique à la 

surface des LD 106. Un cas particulier des périlipines est PLIN4 qui n’a pas les mêmes résidus 

hydrophobes, ce qui crée une distribution des charges asymétriques qui favorise des 

interactions interhélices. Cela permet à la PLIN4 de couvrir des portions membranaires des LD 

où il manque des phospholipides car PLIN4 peut se lier directement aux lipides internes 211.  

 

Les sites de contact membranaire des LD 
 
Les gouttelettes lipidiques peuvent interagir, de manière dépendante de l’accès aux 

nutriments, avec 6 autres organelles. Ces interactions se font par des sites de contact 

membranaires qui permettent de faciliter les échanges de lipides, métabolites et ions mais 

aussi de réguler la division d’organelles.  

 
Les contacts entre les gouttelettes lipidiques et le réticulum endoplasmique.  
 
Même si les LD peuvent se détacher complètement du RE, il semblerait que 85% restent en 

contact avec le RE. Elles auraient soit encore un partage de membrane soit leurs membranes 

sont complètement séparées tout en gardant des sites de fixation. Parmi les composants de 

ces contacts ER-LD, on retrouve DGAT2 qui s’associe à FATP1, RAB18 avec le complexe NAG-

RINT1-ZW10 ainsi que sNAREs et Ice2 212–214. 

 
Les contacts entre l’enveloppe nucléaire et les LD 
 
Les LD nucléaires restent associées à la membrane nucléaire interne par le biais de seipines. 

Ces LD auraient pour but de fournir des lipides à l’expansion de l’enveloppe nucléaire et 

pourrait servir de plateforme de régulation de l’expression des gènes en servant de support 
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aux facteurs de transcription 215. On y retrouve notamment PLIN5 qui fonctionne dans le cadre 

d’un complexe régulateur de la transcription qui contrôle des gènes mitochondriaux 216.  

 
Les contacts entre les LD 
 
Les gouttelettes lipidiques peuvent fusionner grâce à la famille de protéines CIDE. Ces 

protéines se localisent sur les LD par une hélice amphipatique carboxy-terminale et forment 

des dimères qui se diffusent sur la membrane jusqu’à trouver une autre LD CIDE-positive 217. 

Ils peuvent ainsi former un oligomère trans-organelles. Ces oligomères formeraient un pore 

ou un canal qui permet le transfert spécifique de TAG de la plus petite LD vers la plus grosse, 

suivant la pression interne et la tension de surface 217. La fusion par CIDE est régulée par des 

interactions avec PLIN1 qui influencerait l’oligomérisation mais aussi par la liaison de RAB8a-

GDP qui active la fusion des LD par CIDEC 218. L’acétylation de CIDEC en Lys56 par p300/CBP 

est également un facteur de régulation, sa désacétylation étant opérée par l’HDAC6 d’une 

manière dépendante des acides gras 219.  

Au-delà des CIDE, on trouve les homodimères AUP1 ubiquitine-dépendants qui ont également 

un rôle dans l’ancrage des LD entre elles 220.  

 
Les contacts entre les mitochondries et les LD 
 
Les interactions entre les mitochondries et les LD semblent avoir un impact différent selon le 

contexte. Le plus connu serait qu’en cas de privation en nutriments, on observerait une 

augmentation des interactions entre ces deux organelles 221. Cela permettrait de fournir des 

acides gras par la lipolyse et la lipophagie de manière à ce qu’ils soient utilisables par les 

mitochondries pour la production d’énergie par la beta-oxydation et le cycle de l’acide citrique 
187,222. La proximité spatiale assurerait une minimisation des acides gras libres dans le cytosol 

qui pourraient causer de la cytotoxicité ou une signalisation aberrante 223. Par contre, dans les 

adipocytes bruns, on observe plutôt une diminution de la beta-oxydation lorsque les 

organelles sont à proximité. Il y aurait également une augmentation de la synthèse d’ATP qui 

pourrait servir à la synthèse de TAG. Ainsi, les mitochondries pourraient participer à 

l’expansion des LD 224.  

 
Les contacts entre les peroxysomes et les LD 
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Les peroxysomes sont le lieu de beta-oxydation des acides gras à très longue chaîne et des 

acides gras branchés. Leurs interactions ne sont pas bien connues au niveau moléculaire mais 

la membrane des LD fusionne avec la couche de phospholipides externe du peroxysome, 

permettant aux enzymes peroxysomales d’accéder à son contenu 109.  

 

Les contacts entre les lysosomes et les LD 
 
Ces contacts peuvent être soit prolongés soit de très courte durée. Ces derniers pourraient 

avoir pour but la dégradation des périlipines 2 et 3 par l’autophagie médiée par les 

chaperonnes (CMA) 112. Ces protéines voient leur motif pentapeptide reconnu par HSC70 et 

délivrées vers la surface lysosomale puis sont transloquées dans son lumen par LAMP2A. Ce 

phénomène survient dans les cas où les nutriments se font rares 109.  

 

Les fonctions des LD 
 
Les gouttelettes lipidiques protègent contre le stress du RE 
 
Le stress du RE est un terme générique qui peut se référer à 3 phénomènes de déséquilibre : 

problème dans la capacité de « repliage » des protéines, de prise de calcium ou de 

composition lipidiques 225. Les cellules présentent des mécanismes pour mesurer ce stress et 

initier une réponse adaptative, l’UPR, pour restaurer l’homéostasie du RE. Lorsqu’il y a une 

accumulation de protéines n’ayant pas une conformation correcte, il y a 3 activations 

possibles de IRE1, PERK et/ou ATF6 pour pallier au problème 226. Leurs activations déclenchent 

des cascades de signalisation qui coordonnent un ralentissement de la traduction des 

protéines et une surexpression des gènes impliqués dans le « repliage », dans la dégradation 

protéique et dans la biosynthèse des lipides. Des perturbations de la synthèse de lipides ou 

une surcharge des LD peut conduire à une activation de l’UPR 227. En absence de LD, la 

composition en phospholipides du RE est altérée et présente une augmentation de la quantité 

de PI qui aide à compenser l’accumulation inappropriée d’acides gras mais cela réduit la 

biogenèse d’autophagosomes 110.  

 

Dans les adipocytes, la cascade de signalisation noradrénergique stimule la lipolyse et 

provoque la libération de nombreux acides gras et la formation de petites LD dont la 

production peut être empêchée par des inhibiteurs d’acyl-CoA synthétases et de DGAT1 228. 
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Les problèmes de stockage des acides gras, lorsqu’il devient aberrant, peuvent perturber la 

composition lipidique du RE et ainsi déclencher la réponse UPR, tout comme ils pourraient 

influencer le repliement correct des protéines et le stockage du calcium 200. Les inducteurs 

d’UPR et les problèmes de dégradation de protéines dans le RE ont pour effet d’augmenter la 

quantité de LD 176. Ainsi, les LD pourraient aider à assurer une composition lipidique du RE 

normale mais pourraient aussi séquestrer quelques protéines dysfonctionnelles provenant du 

RE de manière à ce qu’elles puissent être nettoyées par microlipophagie 201.  

 
Les gouttelettes lipidiques protègent contre l’endommagement des mitochondries 
pendant l’autophagie 
 
Une pénurie de nutriments de longue durée augmente l’autophagie, ce qui déclenche la 

libération d’acides aminés et de lipides à partir de la destruction de protéines et d’organelles 

organisée par le complexe régulateur mTOR 1 (mTORC1) 202. Une partie des lipides provenant 

de l’autophagie est directement estérifiée pour former des TAG stockables dans de nouvelles 

LD 203. Ces gouttelettes sont spécifiques de DGAT1, potentiellement à cause d’une spécificité 

de substrat, du rôle dans l’initiation et l’expansion de LD, de la localisation ou de mécanismes 

de régulation post-traductionnelle 204. 

 

Les LD peuvent servir de tampon pour éviter des dommages lipotoxiques aux mitochondries 
203. En effet, l’inhibition de leur biogenèse dans des cas de privation montre des perturbations 

du potentiel membranaire des mitochondries associées à une diminution de la respiration 

mitochondriale et un taux de mort cellulaire plus élevé 204. En fait, il y a un flux trop élevé 

d’acides gras convertis en acylcarnitine à la surface membranaire externe des mitochondries 

qui sert à l’incorporation d’acides gras dans la mitochondrie en vue de leur oxydation. L’excès 

d’acylcarnitine pourrait perméabiliser la membrane mitochondriale et perturber l’intégrité 

des liposomes 150. 

 

Liens entre la biogenèse des gouttelettes lipidiques et des peroxysomes 
 
Les peroxysomes, comme les mitochondries, sont des sites de beta-oxydation des acides gras 

mais ceux-ci sont également essentiels pour la détoxification du peroxyde d’hydrogène. Les 

peroxysomes sont aussi des sites de synthèse d’acides aminés, plasmalogènes et de certains 

précurseurs du cholestérol 205. Comme les LD, les peroxysomes, lorsqu’ils sont générés de 
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novo, proviennent du RE mais eux, présentent une membrane en bicouche. Ils peuvent 

également être générés par division de peroxysomes pré-existants. Les peroxysomes matures 

reçoivent des lipides et des protéines provenant du RE de manière à prendre de la masse avant 

leur division 206.  

 

Le modèle de génération de peroxysomes de novo se présente par la formation de vésicules 

pré-peroxysomales (PPV) à partir d’un organelle-mère, généralement, le RE mais aussi par les 

mitochondries. Différents PPV, d’origines différentes aussi, peuvent fusionner pour former un 

peroxysome fonctionnel. Ces PPV présentent souvent des protéines PEX qui favorisent la 

maturation et la fusion de ces PPV 207.  

 

La formation des LD est particulièrement étudiée dans le contexte des levures où elles sont 

plus faciles à étudier. Il a pu être constaté que les peroxysomes et les LD y interagissent par 

des extensions membranaires enrichies en enzymes de beta-oxydation. Ces extensions 

comprendraient les protéines M1 spastine des LD qui fixeraient les ABCD1 peroxysomales 208.  

 

Des similarités de sites de démarrage des LD et des peroxysomes ont pu être identifiées. En 

effet, les deux organelles démarrent souvent leur biogenèse dans des domaines 

membranaires du RE riches en PEX30, connu chez les eucaryotes sous la forme de MCTP2. 

Cependant, MCTP2 présente une association dynamique avec les peroxysomes sans vraiment 

s’y localiser 146. Ces domaines pourraient agir en modulant le trafic des lipides et leur 

signalisation. Il a également pu être montré que les seipines, bien connues dans la biogenèse 

des LD, affectent la formation des peroxysomes puisque leur délétion conduit à une 

diminution du taux de formation de nouveaux peroxysomes. Les protéines PEX servent 

également à la localisation correcte de UBXD8, une protéine des LD 209. 

 

Compartimentalisation spatiale de la synthèse des LD 
 
Les LD sont régulés dynamiquement en réponse à diverses conditions physiologiques et leur 

composition, taille et nombre dépend à la fois du type cellulaire, de la disponibilité en 

nutriments et de l’état métabolique 98. Concernant la localisation de leur formation, elle peut 

dépendre de la localisation d’enzymes impliquées dans la synthèse des lipides, qui vont 
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éventuellement migrer sur les LD, des protéines de structure favorisant l’assemblage et de la 

teneur en certains phospholipides membranaires (par ex. l’acide phosphatidique permet 

d’accommoder la membrane aux perturbations nécessaires à la formation des LD) 210. Pendant 

leur maturation, les LD restent fortement en contact avec le RE qui leur fournit des lipides 

neutres. Par après, et selon les conditions physiologiques, les LD peuvent entrer en contact 

avec divers organelles pour coordonner leur dégradation 176. Une cascade de réactions 

enzymatiques dans le RE est responsable de la synthèse des lipides qui se déposent dans la 

bicouche membranaire sous la forme de chaînes d’acyles mobiles dans cet environnement 

hydrophobe 129.  

 

Dans le cœur des LD, on retrouve principalement des TAG et des esters de stérols (SE)  mais 

on peut également rencontrer des esters de retinyls, du squalène, des éthers de lipides et des 

acylcéramides qui peuvent s’accumuler selon les conditions. Plus de 25 enzymes différentes 

sont requises pour la synthèse des lipides neutres et elles peuvent se localiser dans différents 

compartiments cellulaires et dans le cytoplasme 98.  

 

La synthèse de TAG de novo est catalysée par 4 enzymes : GPAT, AGPAT, PAP et DGAT avec 

souvent plusieurs isoformes qui pourraient jouer un rôle fonctionnel dans la régulation de 

cette production de TAG 211. La synthèse de TAG se passe normalement dans le RE mais peut 

être relocalisée directement dans les LD sous certaines conditions avec un flux d’acides gras 

conséquent 212.  

 

Chez les mammifères, on trouve 2 enzymes DGAT (1 et 2) qui ont des structures, des 

localisations sub-cellulaires et des substrats différents. Ils peuvent cependant se compenser 

mutuellement. DGAT1 est exclusif au RE et estérifie principalement des acides gras exogènes 
213. Son rôle est notamment lié à la détoxification de lipides en excès pour protéger le RE des 

effets lipotoxiques. DGAT2 est par contre, l’enzyme majeure de la synthèse d’acides gras de 

novo et peut se localiser sur le RE comme sur les LD. Cette localisation possible sur les LD lui 

permet de synthétiser des TAG directement à leur surface pour assurer leur expansion 214.  

Le ratio TAG/SE dans les LD dépend du type cellulaire, au même titre que des conditions 

environnementales. Par exemple, les adipocytes favorisent les TAG tandis que les 

macrophages présentent plus de LD riches en esters de stérols (SE). Ces types de LD ont des 
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sites de formations différents. Les LD riches en SE sont plus souvent formées dans la partie 

corticale ou périphérique du RE tandis que celles riches en TAG sont plutôt au niveau nucléaire 

du RE où les pools de DAG sont plus importants 129. Les enzymes responsables de la formation 

de SE ont pu être observées à la fois au niveau du RE et des LD. Cela pourrait indiquer à la fois 

une production et une régulation au niveau des 2 sites avec potentiellement une restriction 

de l’accès à des partenaires et intermédiaires métaboliques 215.  

 

À de faibles concentrations, les TAG sont positionnés dans les membranes de phospholipides 

de manière à ce que leur squelette de glycérol soit face à l’interface membranaire aqueuse. 

La solubilité de TAG est réduite en présence de cholestérols et son dépôt dans les LD en 

formation pourrait en dépendre. Au-delà d’une concentration de 5 à 10 mol%, on observe un 

phénomène de dé-mixage qui minimise la tension de surface et les coûts énergétiques dus à 

2 phases qui ne se mélangent pas 216. La composition phospholipidique des membranes est 

un déterminant essentiel des propriétés biophysiques de la membrane. Lorsque la tension de 

surface est élevée, la formation de LD est favorisée 129. Les lipides avec une courbure négative 

stabilisent la connexion entre le RE et la LD tandis que des lipides à courbure positive comme 

les PI vont la diminuer pour favoriser le détachement de la LD hors du RE. Ainsi, la composition 

de la membrane en certains points détermine au moins partiellement la formation de LD et 

permet une asymétrie de manière à diriger la formation de LD vers le cytoplasme 149. Le RE 

présente des zones membranaires plates et d’autre en tubules recourbés qui sont maintenus 

par différentes protéines (réticulons, atlastines) et leur mutation impacte l’architecture du RE 

ainsi que la formation de LD en termes de taille et de morphologie 217.  

 

Les protéines FIT constituent une famille de protéines conservées qui facilitent le 

bourgeonnement des LD. Chez les mammifères, on retrouve FIT1 et FIT2 et leur déplétion 

cause une accumulation de lipides et des croissances de LD ratées. FIT2 peut lier les TAG et 

DAG avec DAG qui favorise une courbure membranaire négative 142. On suppose que FIT2 

pourrait réguler la concentration locale de DAG et ainsi réguler la formation de LD. Cependant, 

les protéines FIT pourraient également présenter une fonction 

phosphatase/phosphotransférase puisqu’elles présentent une séquence protéique similaire à 

leur site actif 175. 
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Une autre famille importante lorsque l’on parle de la formation des LD est la famille des 

seipines. La seipine est une protéine intégrale membranaire du RE avec sa partie principale 

dans le lumen et les extrémités du côté du cytoplasme 141. Sa localisation dans le RE n’est pas 

uniforme mais plutôt concentrée en certains points formant les contacts RE-LD. Elles sont 

aussi recrutées sur les LD en formation et peuvent être observées au stade de lentille 218. En 

l’absence de seipine, les contacts LD-RE sont plus hétérogènes en termes de taille et de forme. 

On observe des perturbations du trafic de protéines vers les LD avec moins de lipases capables 

de se localiser sur les LD et aussi moins d’apports de lipides 145. Les seipines jouent visiblement 

un rôle favorable dans l’adipogenèse en influençant la voie de signalisation PPARgamma. 

L’absence de seipine augmente l’activité de la GPAT et ainsi le taux d’acide phosphatidique 

qui, en excès, inhibe la voir PPAR 147. Les seipines pourraient également agir sur d’autres 

aspects tournant autour de l’adipogenèse, comme l’homéostasie du calcium, le remodelage 

du cytosquelette d’actine et la prévention de l’inflammation 147.  

 

La localisation des LD n’est pas anodine. Elle est notamment modulée par ses interactions avec 

les divers organelles pour promouvoir les échanges de lipides et les interactions métaboliques, 

permettant ainsi de répondre à différents stress 98.  

 

En cas de lipotoxicité, les cellules peuvent exprimer des ligases d’acyl-CoA et acides gras qui 

peuvent estérifier les acides gras et promouvoir leur incorporation dans les membranes ou en 

lipides neutres. Par exemple, l’inhibition de DGAT peut accentuer l’accumulation d’acides gras 

dans la bicouche phospholipidique du RE et perturber son fonctionnement, augmenter 

l’apparition de conformation aberrante de protéines et l’activation de l’UPR  155.   

 
Nom Fonction Rôle dans le cancer 

PLIN1 Régulation du stockage et 

de la libération des lipides 

dans les adipocytes. 

Effet dépendant du tissu. 

Favorise la progression 

tumorale des tissus 

emmagasinant les acides 

gras et défavorable à 

l’évasion tumorale dans les 
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tissus utilisant les acides 

gras 219.  

PLIN2 Stabilisation des LD et 

régulation du métabolisme 

des lipides. 

Associé positivement à la 

progression tumorale 220. 

PLIN3 Transport des lipides et 

interaction avec les 

membranes. 

Augmente la résistance à la 

radiothérapie et l’efficacité 

du docetaxel 221. 

PLIN4 Améliore la stabilité 

membranaire des LD. 

Associé à la résistance à la 

chimiothérapie 222.  

PLIN5 Protéine de contact entre 

les LD et les mitochondries. 

Indicateur de prognostic 

défavorable 220.  

DGAT1 Conversion de DAG en TAG 

lors de la formation des LD à 

partir du RE. 

Protège contre le stress 

oxydatif en incorporant les 

acides gras excédents en 

TAG 223.  

Seipine Biogenèse des LD et 

régulation de leur taille 224.  

/ 

LDAF1 Biogenèse des LD et 

régulation de leur taille 224.  

/ 

FIT2 Régulation de la 

composition des LD lors de 

leur formation et de leur 

croissance 225.  

/ 

CIDE Régulation de la taille des LD 

et de l’apoptose. 

Surexpression dans certains 

cancers 226. 

GPAT4 Synthèse des TAG et 

formation des LD. 

Favorise la prolifération 

cellulaire 151. 

ERTOLD Ciblage des protéines du RE 

vers les LD 151. 

/ 
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SNAP23 Régulation de la fusion des 

LD et interaction avec les 

membranes cellulaires 193.  

/ 

AUP1 Régulation de la formation 

des LD et dégradation des 

protéines de mauvaise 

conformation 150. 

 

UBX Régulation de la 

dégradation des protéines 

et des LD 171. 

 

DGAT2 Conversion de DAG en TAG 

lors de la formation et 

l’expansion des LD. 

Inhibition réduit l’invasion 

tumorale 223. 

RAB18 Régulation de la dynamique 

des LD et interaction avec le 

RE 185. 

 

Ice2 Régulation de la formation 

des LD 183. 

 

RAB8a-GDP Régulation de la dynamique 

des LD 189. 

 

AGPAT Synthèse de phospholipides 

et formation des LD 214. 

Surexpression dans certains 

cancers. 

ATGL Hydrolyse des TAG et 

mobilisation des lipides 227. 

 

CGI-58 Activation d’ATGL et 

régulation de la lipolyse 227.  

 

Tableau 1 : Tableau récapitulatif des protéines clés associées aux LD et impliquées dans les 
mécanismes de leur genèse, de leur dégradation et de leur localisation. 
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Chapitre 6 : L’acétylation 
 
L’acétyl-CoA synthétase (ACS) voit son expression augmentée en conditions hypoxiques. Cela 

pourrait modifier la disponibilité des polls d’acétyl-CoA cytosolique et mitochondrial, 

influençant ainsi le profil d’acétylation de certaines protéines comme la glutamate 

déshydrogénase (GDH) et la superoxyde dismutase (SOD) 28.  

 

L’acétylation d’histones consiste en un processus dynamique et réversible de transfert d’un 

groupe acétyle. L’acétylation d’histones spécifiques permet une relaxation de la chromatine. 

Au niveau protéique, de nombreuses protéines peuvent être régulées par acétylation, on y 

trouve notamment HIF, Myc, KRAS, p53, pRb et PTEN 59. 

 

L’acétylation des protéines non-histones constitue une portion majeure de l’acétylome dans 

les cellules de mammifères. Parmi les phénomènes associés à l’acétylation, on retrouve des 

processus cellulaires importants tels que la transcription des gènes, les systèmes de 

réparation de l’ADN, la division cellulaire, la transduction de signal, le repliement des 

protéines, l’autophagie et le métabolisme 228. Les protéines impactées voient leur stabilité, 

activité enzymatique, localisation et interactions modulées par l’acétylation. Un avantage clé 

des modifications post-traductionnelles est la dynamique de régulation qui est beaucoup plus 

rapide et moins énergivore qu’une régulation au niveau de l’expression des protéines. Cela 

permet également de créer des isoformes avec des fonctions variables, rendant le protéome 

encore plus diversifié 229.  

 

Historiquement, l’acétylation a été découverte par Vincent Allfrey en 1964. D’abord sur les 

histones puis sur les protéines de haute mobilité HMG qui lient la chromatine et la tubuline 
230. Dans les années 90, l’acétylation de p53 a aussi pu être répertoriée et des 

acétyltransférases et déacétylases ont pu être identifiées avec leur bromodomaine servant à 

lire les lysines acétylées. Il existe cependant d’autres acétylations qui ne sont pas forcément 

localisées sur des résidus lysine 231. Depuis 2006, de nombreux sites d’acétylation ont pu être 

identifiés grâce à une combinaison de spectrométrie de masse à haute résolution et à des 

enrichissements en peptides acétylés par affinité immunitaire 232.  
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Ces dernières années, l’utilisation de modèles KO et d’inhibiteurs de CBP et p300 a permis 

d’étudier les différents sites d’acétylation associés à ces deux enzymes et leur vitesse de 

« turnover ». À elles deux, ces enzymes sont responsables de l’acétylation d’environ un tiers 

de l’acétylome nucléaire avec une cinétique de déacétylation rapide, témoignant d’un 

équilibre fin entre leur activité et celle des déacétylases 233.  

 

Régulation de l’acétylation  
 
L’acétylation des lysines consiste en le transfert d’un groupe acétyle d’un acétyl-CoA sur la 

chaîne ε-aminée du résidu lysine. Cela peut se produire de manière enzymatique, avec une 

lysine acétyl-transférase (KAT) ou non. Cette réaction est hautement réversible, avec ou sans 

l’aide d’une lysine déacétylase (KDAC) 234.  

 

L’acétyl-CoA est un métabolite essentiel avec diverses fonctions comme la génération 

d’énergie dans les mitochondries et la synthèse de lipides dans le cytoplasme. Il est cependant 

imperméable à la membrane 235. Cela implique qu’il en existe deux sources indépendantes, 

une dans la mitochondrie et l’autre dans le cytoplasme. Dans la mitochondrie, il est généré 

par le complexe pyruvate déshydrogénase (PDC), par la beta-oxydation des acides gras ou le 

métabolisme des acides aminés 236. Dans le cytoplasme, et parfois le noyau, l’acétyl-CoA est 

généré par ACLY et l’ACSS2 ou encore par le PDC nucléaire. La membrane du noyau n’empêche 

pas l’acétyl-CoA de circuler grâce à ses pores nucléaires. L’acétylation dépend directement de 

la concentration d’acétyl-CoA et de sa localisation 237. En effet, dans le noyau, ACLY, ACSS2 et 

PDC régulent l’acétylation d’histone et la transcription des gènes 238. Par ailleurs, la délétion 

des acétyl-CoA carboxylases (ACC1 et ACC2), enzymes qui convertissent l’acétyl-CoA en 

malonyl-CoA résulte en une augmentation de l’acétylation des protéines, sans doute due à 

une inhibition de la lipogenèse et une accumulation plus élevée en acétyl-CoA 239.  

 
Les lysines acétyltransférases (KAT)  
 
Il existe 13 lysines acétyltransférases (KAT) canoniques classées en 3 familles (GCN5, p300 et 

MYST). Les KAT restantes sont très variables. On y retrouve l’alpha-tubuline N-

acétyltransférase 1 (TAT1), les homologues d’établissement de cohésion 1 et 2 (ESCO1/2) et 

l’histone acétyltransférase 1 (HAT1). Elles sont toutes, à l’exception de TAT1, localisées 
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majoritairement dans le noyau. La spécificité de substrat des KAT serait défini par leur 

localisation, leurs interactions et l’accessibilité du résidu lysine de leur substrat. Cela induit 

une certaine redondance 240–243.  

 

La plupart des acétylations se produisent dans le noyau et concernent majoritairement des 

protéines impliquées dans la régulation de la transcription. Parmi les sites d’acétylation 

identifiés, environ deux tiers seraient catalysés par CBP et/ou p300. En somme, jusqu’à 90% 

des protéines sont acétylées par 5 KAT (CBP, p300, GCN5, PCAF et TIP60) 229.  

 

Enzyme Fonction Cibles 

Histone  

acétyltransférase  

(HAT) 

Acétylation des histones, régulation de  

la transcription génétique 

Histones H3, H4 

Choline  

acétyltransférase  

(ChAT) 

Synthèse de l'acétylcholine,  

un neurotransmetteur 

Choline 

Sérotonine  

N-acétyltransférase 

Conversion de la sérotonine en  

mélatonine 

Sérotonine 

Chloramphénicol  

acétyltransférase 

Inactivation de l'antibiotique  

chloramphénicol 

Chloramphénicol 

NatA  

acétyltransférase 

Acétylation des protéines à l'extrémité  

N-terminale 

Protéines N-terminales,  

Sup35p1, L-serine, L-alanine,  

L-thréonine, glycine 1 
 

NatB  

acétyltransférase 

Acétylation des peptides commençant par 

Met-Asp/Glu/Asn/Gln 

Peptides N-terminales, actine, 

tropomyosine, tubuline 
 

Lysine  

acétyltransférases 

(KAT) 

Acétylation des résidus lysine sur les  

histones et autres protéines 

Histones et autres protéines 
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KAT2A (GCN5) Acétylation des histones H3 et H4,  

régulation de la transcription 

Histones H3, H4, p53, E2F1 

KAT2B (PCAF) Acétylation des histones H3 et H4,  

régulation de la transcription 

Histones H3, H4, p53, NF-κB 

KAT3A (CBP) Acétylation des histones H2B, H3, H4,  

régulation de la transcription 

Histones H2B, H3, H4, p53, NF-κB 

KAT3B (p300) Acétylation des histones H2B, H3, H4,  

régulation de la transcription 

Histones H2B, H3, H4, p53, NF-κB 

KAT5 (TIP60) Acétylation des histones H2A, H4,  

régulation de la réparation de l'ADN 

Histones H2A, H4, ATM 

KAT6A (MOZ) Acétylation des histones H3, H4, régulation 

de la transcription 

Histones H3, H4, RUNX2 

KAT6B (MORF) Acétylation des histones H3, H4, régulation 

de la transcription 

Histones H3, H4, RUNX2 

KAT7 (HBO1) Acétylation des histones H4, régulation de  

la transcription 

Histones H4, ORC1 

KAT8 (MOF) Acétylation des histones H4, régulation de  

la transcription 

Histones H4, MSL1 

Tableau 2 : Tableau récapitulatif des principales acétyltransférases (histones et non-
histones) et de leurs fonctions respectives. 

 
Les lysines déacétylases (KDAC) 
 
Il en existe 18 chez l’humain réparties en 2 catégories : les HDAC dépendantes du zinc et les 

sirtuines dépendantes de NAD+. Les HDAC ont un domaine déacétylase fortement conservé 

et peuvent être divisées en quatre classes (I,IIa, IIb,IV) : les classes I et IV sont nucléaires, IIb 

est cytoplasmique et la classe IIa est initialement nucléaire mais peut être exportée dans le 

cytoplasme 244,245.  
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Les sirtuines, aussi appelées HDAC de classe III présentent des localisations plus variées : SIRT1 

et SIRT6 dans le noyau, SIRT7 dans le nucléole, SIRT2 dans le cytoplasme et SIRT3, SIRT4 et 

SIRT5 dans les mitochondries. Il est intéressant de noter que SIRT6 agit également comme 

acylase pour les acides gras à longues chaines. SIRT1 est responsable de la déacétylation de 

plus de 40% des sites d’acétylation 229.  

 

Enzyme Fonction Cibles 

Histone  

désacétylase  

(HDAC) 

Désacétylation des histones, régulation de la  

transcription génétique 

Histones H3, H4 

Sirtuines (SIR

T) 

Désacétylation des histones et des protéines  

non-histones, régulation métabolique 

Histones H3, H4, protéines  

non-histones 

HDAC1 Désacétylation des histones, régulation de la  

transcription génétique 

Histones H3, H4 

HDAC2 Désacétylation des histones, régulation de la  

transcription génétique 

Histones H3, H4 

HDAC3 Désacétylation des histones, régulation de la  

transcription génétique 

Histones H3, H4 

HDAC6 Désacétylation des protéines non-histones,  

régulation de la stabilité des microtubules 

Tubuline, HSP90, cortactine 
 

Lysine  

désacétylase

s (KDAC) 

Désacétylation des résidus lysine sur les histones  

et autres protéines 

Histones et autres protéines 

SIRT1 Désacétylation des histones H3, H4, régulation de la  

transcription et du métabolisme 

Histones H3, H4, p53, FOXO, 

NF-κB 
 

SIRT2 Désacétylation des histones H4, régulation du cycle  

cellulaire 

Histones H4 , α-tubuline, p53 
 



 60 

SIRT3 Désacétylation des protéines mitochondriales, régul

ation du métabolisme énergétique 

Protéines mitochondriales , 

MnSOD, IDH2 
 

SIRT6 Désacétylation des histones H3, régulation  

de la réparation de l'ADN 

Histones H3 , HIF1α, TNF 
 

Tableau 3 : Tableau récapitulatif des principales lysines déacétylases, incluant les HDAC et les 
sirtuines, ainsi que leurs fonctions et cibles. 

 
Les rôles cellulaires de l’acétylation 
 
La transcription des gènes  
 
La plupart des KAT sont donc nucléaires, comme la majorité des protéines capables de 

reconnaître les lysines acétylées via un bromodomaine, et agissent comme des co-activateurs 

de transcription. Par exemple, l’acétylation de p53 régule sa capacité à se lier à l’ADN, sa 

stabilité et ses interactions protéiques,  contribuant ainsi à l’activation des gènes de réponse 

au stress cellulaire 246.  

 
Le cycle cellulaire  
 
La tête ATPase SMC3, composant clé du complexe cohésine, est acétylé en deux résidus 

sensibles à l’ADN (Lys105 et Lys106). Après interaction avec l’ADN, cette acétylation referme 

l’anneau de cohésine, assurant ainsi une cohésion stable avec la chromatine. Elle est réversible 

et annulée par la désacétylation effectuée par HDAC8 247. Parmi les régulateurs du cycle 

cellulaire impactés par l’acétylation, on retrouve également BUBR1, les kinases Aurora A et B, 

ainsi que CDK1, CDK2 et PLK4 248–250.  

 
La réparation des dommages à l’ADN 
 
TIP60 acétyle et active H2AFX, un régulateur clé de la réparation des cassures double brin de 

l’ADN, permettant ainsi la réponse aux dommages. L’inactivation de TIP60 sensibilise les 

cellules aux radiations 251. L’acétylation joue également un rôle dans le choix de la voie de 

réparation des cassures double brin entre, la voie NHEJ et la voie HDR, en régulant le 

recrutement de la protéine 53BP1 au niveau des sites problématiques 252. Par ailleurs, la 

phosphorylation d’ACLY par ATM induit par les dommages à l’ADN provoque une 
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augmentation de la production d’acétyl-CoA nucléaire favorisant l’acétylation des histones et 

la localisation de 53BP1 sur  la chromatine impactée 253.  

 

L’acétylation joue également un rôle dans les systèmes de réparation par excision de base 

(BER) et par excision de nucléotide (NER). L’acétylation de l’endonucléase 

apurinique/apyrimidique 1 (APE1) induite par les dommages à l’ADN inhibe son interaction 

avec XRCC1 et réduit son activité. La fonction d’APE1 nécessite sa désacétylation par SIRT1 

pour être restaurée. Lors des dommages induits par les UV, l’antigène nucléaire de 

prolifération cellulaire (PCNA) est acétylé, ce qui facilite son retrait de la chromatine après la 

réparation par NER 254. 

 
La signalisation cellulaire  
 
PTEN, un régulateur de PIP3, est acétylé par PCAF dans son domaine catalytique, ce qui inhibe 

son activité. Cependant, son acétylation par CBP dans son domaine carboxy-terminal va 

promouvoir son interaction avec des protéines contenant PDZ et renforcer son activité 

phosphatase 255. PIP3 est également régulé par l’acétylation d’AKT et de PDK1 par PCAF et 

p300, ce qui bloque leur activation. À l’inverse, la désacétylation par SIRT1 favorise leur liaison 

à PIP3 et augmente leur activité kinase 256. L’acétylation de RICTOR, un compagnon de 

mTORC2, par p300 accroît la phosphorylation d’AKT. Dans la même idée, l’inhibition des 

sirtuines augmente l’acétylation de RICTOR laquelle est accentuée par l’apport de glucose ou 

d’acétate 257.  

 
Le repliement des protéines  
 
Les protéines de réponse au choc thermique (HSP), chaperonnes majeures chez les 

eucaryotes, sont également ciblées par l’acétylation. On peut y compter HSP10, HSP70, HSP90 

et HSPA5 258.  

 
L’organisation du cytosquelette  
 
Pour rappel, les microtubules sont formés par la polymérisation d’alpha et beta tubulines. 

L’alpha-tubuline est acétylée à la Lys40 par TAT1 et désacétylée par HDAC6. L’acétylation des 

microtubules augmente leur résilience face au stress mécanique 259.  
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L’agrégation de protéines  
 
L’accumulation de protéines sous la forme d’agrégats peut être associée à divers troubles, 

notamment neurologiques. Certaines protéines présentent une plus forte propension à 

s’agréger lorsqu’elles sont acétylées. C’est notamment le cas de l’Huntingtin, de Tau, de la 

superoxyde dismutase 1 et de TDP43 260.  

 
Le processing et la stabilité des ARN 
 
L’acétylation régule de nombreuses étapes du processing des ARN, notamment l’épissage et 

la polyadénylation ainsi que la dégradation des ARN polyadénylés. Il a pu être montré que CBP 

et p300 favorisent la dégradation des ARN par l’acétylation de CNOT7, composant du 

complexe CCR4-NOT 261.  

 
L’autophagie 
 
Selon la cible de l’acétylation, son effet sur l’autophagie peut différer. En condition de 

privation en nutriments, l’activation de la GSK3 phosphoryle et active TIP60. TIP60 peut 

ensuite acétyler et stimuler ULK1, une protéine essentielle à l’initiation de l’autophagie 262. À 

l’inverse, dans des conditions riches en nutriments, mTORC1 phosphoryle p300, retirant son 

auto-inhibition, ce qui supprime l’autophagie et favorise la lipogenèse 263. P300 acétyle 

également certains facteurs clés de l’autophagie tels que ATG5, ATG7 et LC3.  

 

SIRT1 interagit directement avec ATG5, ATG7 et LC3 et les désacétyle, cela est nécessaire au 

fonctionnement de l’autophagie. HDAC6 est, chez les mammifères, la seule désacétylase 

contenant un domaine de liaison à l’ubiquitine. Cela lui permet de compenser des problèmes 

éventuels dans le système de dégradation par le protéasome.  HDAC6 facilite le transport de 

protéines agrégées et des mitochondries endommagées le long des microtubules vers les 

autophagosomes. Elle favorise également la fusion des autophagosomes avec les lysosomes 

par la désacétylation de la cortactine qui contribue à l’organisation du réseau de l’actine F 
172,264.  

 
Autres fonctions de régulation 
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On compte de nombreux processus régulés par l’acétylation des protéines non-histone. Parmi 

ceux-ci, on peut trouver la réplication de l’ADN (MCM10), l’apoptose (p53), le stockage et la 

dégradation des lipides (CAVIN1, CIDEC), la fission et la fusion des mitochondries (MFN1, 

OPA1), la synthèse des protéines (eIF2A), le transport d’ions (AMPAR), la régulation rédox 

(PRX1) ainsi que des implications dans le métabolisme cellulaire 265.  

 

Les mécanismes fonctionnels de l’acétylation  
 
La régulation des enzymes  
 
Régulation de l’activité catalytique des enzymes par acétylation  
 
L’acétylation inactive l’activité enzymatique de l’acétyl-CoA synthétase 1 (ACSS1) et ACSS2 qui 

se localisent dans le cytoplasme et dans la mitochondrie, respectivement. Leur désacétylation 

par les SIRT1 et SIRT3 restaure leur fonction catalytique 266. Pour la glucose-6-phosphate 

déshydrogénase (G6PD), son acétylation par KAT9 inhibe la formation de dimères actifs de 

cette enzyme, engendrant ainsi une perte de son activité enzymatique. Au contraire, sa 

désacétylation par la SIRT2 restaure la fonction de G6PD et protège les cellules contre les 

dommages oxydatifs 267. De manière générale, dans les mitochondries, l’acétylation inhibe les 

enzymes mitochondriales et les sirtuines les désacétylent pour restaurer leur fonction 267. On 

retrouve aussi cet effet sur des enzymes kinases de régulation du cycle cellulaire tels que 

CDK1, CDK2 et CDK5.  Par contre, l’autoacétylation augmente l’activité de plusieurs lysines 

acétyltransférases comme p300,  PCAF et MOF 268.  

 
Altération de la spécificité enzyme-substrat   
 
L’acétylation peut altérer la spécificité de MDM2, la faisant passer de son auto-

ubiquitinylation à l’ubiquitinylation de p53. L’acétylation de MDM2 sur les lysines 182 et 185 

par p300 permet sa liaison à la déubiquitinylase USP7. Cela dirige l’activité de MDM2 vers p53, 

augmentant ainsi la stabilité de MDM2. En cas de stress génotoxique, la SIRT1 désacétyle 

MDM2 pour promouvoir son auto-ubiquitination et sa dégradation. Cela réduit 

l’ubiquitination de p53, augmente sa stabilité et favorise l’apoptose 269.  

 
La régulation de la dégradation des protéines 
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L’acétylation rentre en compétition avec l’ubiquitination et la dégradation dépendante du 

protéasome car ils peuvent se partager les mêmes résidus lysines. Cela est notamment le cas 

avec SMAD7. Cependant, l’acétylation peut également favoriser la dégradation protéique. Par 

exemple,  DNMT1 devient plus sensible à l’ubiquitination par UHRF1 après son acétylation 270.  

 

Une dégradation indépendante du protéasome est observée pendant l’acétylation de la 

pyruvate kinase PKM, qui devient une cible de la dégradation par l’autophagie médiée par les 

chaperonnes. On observe un mécanisme similaire pour la lactate déshydrogénase A (LDHA) 

dont l’acétylation sur sa lysine 5 inhibe son activité et favorise sa reconnaissance par la 

protéine chaperonne HSPA8 pour sa dégradation par le lysosome 264.  

 
Les interactions entre protéines 
 
Favorisation des interactions 
 
Les interactions protéiques dépendantes de l’acétylation sont principalement étudiées dans 

le cadre des protéines contenant des bromodomaines. On décompte 61 bromodomaines  

répartis sur 46 protéines, majoritairement nucléaires. Parmi celles-ci figure la famille 

protéique extraterminale à bromodomaine (BET). Ces protéines interagissent avec les queues 

d’histones acétylés et régulent l’expression des gènes. L’interaction médiée par le  

bromodomaine est caractérisée par une faible affinité et une promiscuité vis-à-vis du ligand. 

Leur affinité pourrait cependant augmenter grâce à un fonctionnement en tandem et des 

liaisons coopératives. Elles peuvent également agir en combinaison avec d’autres domaines 

reconnaissant des modifications post-traductionnelles 271. Par exemple, la phosphorylation de 

CREB favorise son interaction avec le domaine KIX de CBP tandis que son acétylation favorise 

son interaction avec le bromodomaine de CBP 272. Cela résulte en une liaison dépendante de 

modification réciproque qui augmente le recrutement de CBP au niveau des promoteurs de 

gènes.  

 
L’inhibition d’interactions protéiques 
 
L’inhibiteur du facteur NF-κB (IκBα) séquestre la sous-unité p65 dans le cytoplasme, inhibant 

ainsi son activité transcriptionnelle. L’acétylation de p65 perturbe son interaction avec IκBα 

tandis que sa désacétylation par HDAC3 favorise son export nucléaire et sa dégradation. 
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L’acétylation de résidus dans le domaine C-terminal de p53 empêche son interaction avec 

plusieurs partenaires protéiques possédant un domaine acidique tels que SET ou DAXX 273.  

 
Régulation de la liaison à l’ADN 
 
Le facteur de transcription de réponse au choc thermique, HSF1, est un régulateur de gènes 

impliqués dans le repliement des protéines. Son acétylation inhibe sa liaison à HSP70 tandis 

que sa désacétylation par SIRT1 restaure sa capacité à lier l’ADN. L’acétylation de p53 dans 

son domaine C-terminal augmente son interaction avec l’ADN et son acétylation par TIP60 

dans son domaine de liaison à l’ADN accroît son recrutement au niveau des promoteurs de 

gènes pro-apoptotiques 251.  

 
Régulation de la localisation sous-cellulaire 
 
Augmentation de la localisation cytoplasmique  
 
L’acétylation de p300 de la protéine kinase associée à la phase S 2 (SKP2) au niveau de son 

signal de localisation nucléaire favorise sa rétention cytoplasmique et inhibe sa dégradation. 

La déplétion de SIRT3 augmente la rétention de SKP2 dans le cytoplasme, où elle peut 

augmenter la migration cellulaire par ubiquitination et dégradation de l’E-cadhérine. 

L’acétylation de SOX2 favorise son association à la machinerie d’export nucléaire, provoquant 

sa relocalisation dans le cytoplasme et ainsi sa dégradation par la voie du protéasome 274.  

 
Augmentation de la localisation nucléaire 
 
CBP catalyse l’acétylation du signal de localisation nucléaire de HNF4 (Hepatocyte Nuclear 

Factor 4),  favorisant ainsi sa rétention nucléaire. La version non acétylée d’HNF4 est exportée 

dans le cytoplasme par la voie de l’exportine 1 275.  

 
Sécrétion extracellulaire 
 
La protéine HMGB1 est une protéine de liaison à l’ADN. Toutefois, dans les macrophages et 

monocytes activés, elle est sécrétée afin d’induire une réponse inflammatoire. Ce processus 

est régulé par l’acétylation de HMGB1 qui le relocalise vers le cytosol et permet sa 

concentration dans les lysosomes sécrétoires, provoquant son excrétion extracellulaire 276.  
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Localisation membranaire 
 
La désacétylase SIRT1 régule l’acétylation et localisation membranaire de la sous-unité alpha 

du canal sodique cardiaque voltage-dépendant  277.  

 
La translocation mitochondriale 
 
Dans des conditions riches en glucose, l’acétylation de p66Shc favorise sa phosphorylation, 

provoquant sa translocation vers la mitochondrie. Cela a pour effet d’augmenter la production 

de ROS par la génération de peroxyde d’hydrogène 278.  

 

Les interactions avec d’autres modifications post-traductionnelles 
 
Les résidus lysines peuvent être le lieu de plusieurs modifications post traductionnelles 

différentes. Outre l’acétylation, ils peuvent subir des acylations, des méthylations, ou encore 

de l’ubiquitination. Une compétition peut donc s’établir entre toutes ces modifications 

possibles, assurant ainsi une régulation fine des protéines. Un excellent exemple de ce 

phénomène est celui de p53. Son acétylation sur des résidus lysines dans le domaine C-

terminal rentre en compétition avec l’ubiquitination catalysée par MDM2, influençant ainsi sa 

dégradation et réciproquement 279. L’acétylation de p53 peut être augmentée par sa 

méthylation par SETD7 qui favorise le recrutement de TIP60. Indépendamment, SETD7 régule 

négativement SIRT1 laquelle désacétyle p53 251. La phosphorylation de la sous-unité p65 de 

NF-κB favorise son acétylation par p300 et augmente son activité transcriptionnelle. 

Lorsqu’elle n’est pas acétylée, la lysine 310 est chargée positivement et interagit avec la 

méthyltransférase SETD7 229.  
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Chapitre 7 : NPM1 
 
La nucléophosmine (NPM1) est une phosphoprotéine ubiquiste abondante principalement 

localisée dans le nucléole, participant à son maintien. Elle est caractérisée par sa capacité à se 

déplacer entre le nucléole, le noyau et le cytoplasme. Elle est également connue sous les noms 

de B23 ou de numatrine 280.  

 

C’est une protéine connue sous 3 isoformes issues de l’épissage alternatif avec l’isoforme 1.1 

comme la plus courante et étudiée. Le second variant ne contient pas l’exon 8 et le troisième 

est très faiblement exprimé avec 35 acides aminés manquant du côté C-terminal. On retrouve 

ce variant dans le nucléoplasme mais pas dans le nucléole 281.   

 

La structure de NPM1 
 
NPM1 provient d’un gène à 12 exons qui font entre 58 et 358 paires de bases, situé sur le 

chromosome 5q35. Son ablation induit une mort pendant la gestation suite à des défauts 

d’hémopoïèse et de formation du cerveau 281.   

 

La structure de NPM1 se compose de 3 régions distinctes (Figure 11a) :  

- La région N-terminale est responsable du rôle de chaperonne de NPM1 et est 

également un site d’interaction clé de NPM1. Cette région contient 2 séquences signal 

d’export nucléaire et se compose de 8 brins beta anti-parallèles formant un tonneau 

beta avec un repliement appelé « jelly-roll ». Ce domaine est requis pour 

l’oligomérisation de NPM1 ; 

- Une zone centrale dépourvue de structure particulière (IDR) mais présentant une 

séquence signal de localisation nucléaire. Cette région contient des résidus acides 

glutamates et aspartates qui sont importants pour le rôle de chaperonne d’histone de 

NPM1. Cela leur permet de servir de site de liaison à des protéines basiques telles que 

les histones et les protéines ribosomales ;  

- La région C-terminale (CTD) responsable des interactions avec les acides nucléiques et 

comportant un signal de localisation nucléolaire. C’est cette région qui est mutée dans 

les cas de leucémies amyéloïdes (AML). Sa structure consiste en un faisceau de 3 
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hélices stabilisé par des résidus aromatiques qui reconnaît de préférence les acides 

nucléiques simple brin 280–282.  

 

NPM1 est une protéine capable de former un homopentamère en couronne qui peut interagir 

avec un second pentamère pour former un décamère (Figure 11b). Cet assemblage 

pentamérique est stabilisé par le biais de nombreuses interactions hydrophobes et des 

liaisons hydrogènes. Ce mécanisme est typique des chaperonnes. Cet état oligomérique peut 

être déstabilisé par la phosphorylation de sérines et de thréonines. Les monomères en eux-

mêmes ont une stabilité assez faible 283.  

     a 

 

 
Figure 11 : Structure de NPM1 (a) et représentation du pentamère (b) formé par NPM1 281. 

 
NPM1 est capable d’interagir avec l’ADN comme avec l’ARN par une région de 70 résidus 

comprenant le CTD et le segment basique de l’IDR. Cette région a cependant un faible pour 

les molécules simple brin, cela favorise donc les interactions avec les ARN ribosomaux. Cela 

permet également à NPM1 d’avoir une activité ribonucléase sur l’ARN ribosomique 28S pour 

qui le CTD et l’IDR ont une affinité particulièrement forte 284. Parmi les interactions de NPM1 

avec les ARN, on peut remarquer une quadruple interaction entre NPM1, des ARNsno, la 

fibrillarine et l’enzyme de méthylation de l’ARN ribosomal en 2’-O. NPM1 peut aussi interagir 

avec les ARN non codants, intergéniques, de transfert et messagers 282.  
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L’acétylation des différents résidus lysines de NPM1 joue un rôle essentiel pour NPM1. En 

effet, la structure de G-quadruplex du CTD en est dépendante et il a pu être noté que 

l’acétylation des lysines K250 et K257 ou K229 et K230 est capable de déplacer NPM1 hors du 

nucléole 282.   

 

Les rôles de NPM1  
 
La nucléophosmine est une protéine aux rôles multiples (Figure 12). Parmi les plus connus, on 

retrouve :  

- La maturation et l’export des ribosomes 

- La régulation de la duplication du centrosome 

- La progression du cycle cellulaire 

- L’assemblage des histones 

- La réponse au stress 

- La réplication de l’ADN 

- La réparation de l’ADN 

- La recombinaison de l’ADN  

- La transcription 

- L’embryogenèse 

- L’organisation du nucléole  

 

Cette pléthore de rôles se justifie par un nombre important d’interactions dont NPM1 est 

capable. On note des interactions entre NPM1 et des protéines dénaturées, des histones, des 

protéines ribosomales, des particules virales, des suppresseurs de tumeurs, … 280–282,284 
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Figure 12 : Représentation des fonctions principales de NPM1 281. 

 
NPM1 dans l’axe de signalisation p14ARF-HDM2-p53 
 
NPM1 possède une fonction de suppresseur de tumeur car il est le principal interactant de 

p14ARF, protéine faiblement exprimée, afin de la séquestrer dans la partie granulaire du 

nucléole (Figure 13). Cela a pour effet de protéger p14ARF de la dégradation. Lorsque p14ARF 

est délété, par exemple par la destruction de l’intégrité nucléolaire, NPM1 est relocalisé vers 

le nucléoplasme et provoque une forte augmentation de la biogenèse des ribosomes, de la 

synthèse des protéines et de la taille du nucléole. Ainsi, NPM1 stabilise p53 en permettant 

l’inhibition de MDM2 par p14ARF, induisant l’arrêt de la croissance cellulaire 285. Lors de 

l’activation d’oncogènes, on observe une augmentation de p14ARF avec une séquestration 

nucléolaire de MDM2 qui l’empêche de réguler négativement p53 et NPM1, provoquant 

l’arrêt du cycle cellulaire  38. Lorsque NPM1 est surexprimé, il interagit avec c-Myc et contrôle 

l’hyperprolifération ainsi que les activités de transformation induites par c-Myc en assurant la 

localisation nucléolaire de cet interactant. De plus, le promoteur du gène de NPM1 est une 

des cibles de c-Myc 287.  
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Figure 13 : Représentation de la voie P14ARF-MDM2-p53 288. 

 
NPM1 contribue aux propriétés physiques du nucléole 
 
Le nucléole est le site de biogenèse des ribosomes, connus pour être d’importants senseurs 

de stress. Cet organelle non membranaire est composé de 3 sous-structures : le centre 

fibrillaire, le composant fibrillaire (lieu de transcription) et le composant granulaire où l’on 

retrouve NPM1 pour l’assemblage des ribosomes 282. 

 

L’abondance de NPM1 au sein du nucléole lui confère des propriétés proches des liquides 

favorisant une séparation de phases pour former des condensats biomoléculaires. 

L’assemblage de ces condensats est permis par la région polyampholytique de NPM1, une 

région désordonnée 283,284.    

 
La progression du cycle cellulaire 
 
Lors de la mitose, NPM1 est phosphorylé par CDC2 de manière à déclencher la rupture du 

nucléole. En phase G2, CKII augmente l’affinité de NPM1 pour les composants nucléaires et 

favorise son activité de chaperonne. CDKI va promouvoir la liaison de NPM1 au nucléole et 

aux compartiments sous-nucléaires 280–282.  

 

En termes de niveaux d’expression, on observe une augmentation de celle-ci dans les cellules 

en prolifération par rapport aux cellules « restantes ».  
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La maturation et l’export des ribosomes 
 
L’effet de NPM1 sur les ribosomes est médié par les mouvements de NPM1 entre les différents 

compartiments cellulaires, son activité RNase, ses liaisons avec les acides nucléiques, le 

processing des molécules pré-ARN et son activité de chaperonne. NPM1 évite l’agrégation des 

protéines pendant l’assemblage des ribosomes et facilite le transport de leurs sous-unités 

dans le cytoplasme 289.  

 
La régulation de la duplication du centrosome 
 
À nouveau, cette fonction dépend de la capacité de NPM1 à se déplacer entre les différents 

compartiments. Lorsque les cellules sont en phase G1, NPM1 est associé au centrosome. À la 

fin de cette phase, NPM1 est phosphorylé au niveau de sa thréonine 199 par CDK2/cycline E, 

ce qui le dissocie du centrosome. Pendant les phases S et G2, NPM1 se situe dans le nucléole 

pour intervenir sur la biogenèse des ribosomes. Une fois la membrane nucléaire brisée, NPM1 

retourne auprès du centrosome pour empêcher une nouvelle duplication 290.  

 
La réparation de l’ADN 
 
Cette fonction permet à NPM1 de participer au maintien de la stabilité génomique. NPM1 

présente un contrôle sur l’APE pour réguler le système de réparation par « base excision 

repair » 281.  

 
L’assemblage des histones  
 
La structure de NPM1 lui permet de mimer les charges présentes sur l’ADN et l’ARN de 

manière à assurer des liaisons aux histones H1, H3, H4, H2A et H2B 282.  

 

NPM1 dans le cancer 
 
Dans le cadre des cancers, NPM1 est principalement connu pour sa mutation dans certains 

cas d’AML (leucémie myéloïde aigue). Cependant, NPM1 est également surexprimé dans de 

nombreuses tumeurs solides et cette surexpression est corrélée à l’index mitotique et à la 

formation de métastases. Cela peut provenir de l’augmentation de la biogenèse des 

ribosomes et de la synthèse protéique 291,292.  
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On retrouve NPM1 surexprimé dans les cancers de la prostate, du foie, de la thyroïde, du 

colon, de l’estomac, du pancréas ainsi que dans les gliomes, glioblastomes et les astrocytomes 
282.  

 
NPM1 est un suppresseur de tumeurs. Lors de l’activation oncogène, NPM1 stimule la 

réparation de l’ADN et réduit la réponse par apoptose/sénescence. On observe ainsi une plus 

forte réponse aux dommages de l’ADN 293.  

 

Une des mutations les plus fréquentes de NPM1 est celle où le signal (NoLS) de localisation 

nucléolaire est remplacée par un signal d’export nucléaire (NES). Cela représente environ 30% 

des cas de leucémies amyloïdes aigues (AML). Il semblerait cependant que la mutation de 

NPM1 peut se faire en coopération avec des mutations de l’isocitrate déhydrogénase (IDH) ou 

de la méthylcytosine dioxygenase (TET). Elle serait mutuellement exclusive avec les mutations 

de p53 282.  

 

NPM1 muté interagit avec p14ARF et l’ubiquitine ligase Fbw7gamma ciblant c-Myc. Cela induit 

leur translocation vers le cytosol et cause leur dégradation par le protéasome. Cela entrave 

une voie de suppresseur de tumeur et stabilise l’oncogène c-Myc. La version mutée 

cytoplasmique de NPM1 lie et inhibe les caspases 6 et 8, HAUSP et induit la polyubiquitination 

de PTEN 294.   

 

L’effet de NPM1 sur les cancers est relatif. Il a un effet suppresseur de tumeur mais peut 

devenir oncogène lorsqu’il est surexprimé puisqu’il favorise la croissance cellulaire en 

accélérant la machinerie ribosomale et en inhibant la mort cellulaire programmée. Par contre, 

quand NPM1 est sous-exprimé, cela facilite la leucemogenèse et augmente l’instabilité 

génomique 291,292,295.  

 

L’acétylation de NPM1 
 
L’acétylation de certains sites de NPM1 est connue pour être catalysée par p300 ainsi que 

pour affecter sa localisation cellulaire et son effet oncogène ou non. NPM1 acétylé tend à se 

localiser dans le nucléoplasme pour s’associer à l’ARN polymérase II transcriptionnellement 
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active. À l’inverse, la désacétylation de NPM1 par la sirtuine 1 diminue son potentiel 

d’activation de la transcription 292.  

 

Au-delà de l’effet sur la transcription, l’acétylation de NPM1 par p300 augmente son activité 

de chaperonne d’histone en améliorant sa capacité d’interaction avec les histones, elles aussi, 

acétylées 292.  

 

Parmi les résidus acétylés de NPM1 détectés par l’équipe du Pr. Kundu, on retrouve les lysines 

K212, 215, 229, 230, 257, 267 et 292. Ils ont pu observer que NPM1 acétylé colocalise avec la 

RNAPII pour augmenter la transcription. Leur théorie serait que NPM1 acétylé faciliterait le 

désassemblage des nucléosomes acétylés au niveau de promoteurs actifs 292. 
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Objectifs de thèse 
 
Le rôle du métabolisme lipidique dans la résistance aux traitements anticancéreux est de plus 

en plus reconnu. Les lipides ne servent pas seulement de source d’énergie pour les cellules 

tumorales, mais participent également à des mécanismes d’adaptation métabolique 

favorisant leur survie face aux stress thérapeutiques 296. Des études ont montré que la 

désaturation des lipides et la modification de l’équilibre entre PUFA et MUFA peuvent 

contribuer à la résistance au stress oxydatif induit par les traitements 297. Dans ce contexte, 

certaines protéines du métabolisme lipidique, telles que SCD1, PLIN2 et FABP4, sont 

surexprimées dans des conditions d’hypoxie-réoxygénation et pourraient protéger les cellules 

tumorales de la ferroptose en modulant la composition lipidique des membranes. De plus, un 

enrichissement en gouttelettes lipidiques a été observé dans le cancer du sein métastatique 

hormonosensible 298. Ainsi, les adaptations du métabolisme lipidique induites par l’hypoxie 

pourraient contribuer à la plasticité métabolique des cellules tumorales et à leur résistance 

aux traitements. Dans ce contexte, l’hypothèse de cette thèse est que les adaptations du 

métabolisme lipidique induites par l’hypoxie, notamment via des protéines telles que SCD1 et 

PLIN2, contribuent à la plasticité métabolique des cellules tumorales et à leur capacité à 

résister aux traitements. 

 
Nous avons donc commencé par observer l’expression de ces deux protéines dans des 

conditions de normoxie et d’hypoxie par Western Blot afin de révéler une régulation de leur 

expression via l’hypoxie. PLIN2 étant une protéine associée aux gouttelettes lipides, nous 

avons effectué son marquage par immunofluorescence pour confirmer son niveau 

d’expression.  

 

Étude de l’importance de PLIN2 dans la formation des gouttelettes lipidiques en 
hypoxie et dans la progression tumorale 
 
Pour évaluer l’effet de l’hypoxie sur la formation des gouttelettes lipidiques, nous avons utilisé 

un marquage Bodipy, révélant les lipides neutres par fluorescence, pour observer l’effet de 

l’hypoxie sur la quantité de gouttelettes lipidiques retrouvées dans les cellules soumises à ce 

stress. Suite à ces résultats, des cellules déplétées pour PLIN2 ont été générées par CRISPR-

cas9 afin d’étudier leur agressivité par des mesures de prolifération et de migration in vitro 
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puis leur croissance in vivo. Ces cellules ont également été observée avec un marquage Bodipy 

pour définir le rôle de PLIN2 dans leur formation dans un contexte hypoxique. Étant donné le 

rôle de PLIN2 dans le stockage des lipides, nous avons investigué l’impact de son expression 

sur l’oxydation des acides gras par l’utilisation du Seahorse et sur le métabolisme des lipides 

en observant l’expression de protéines impliquées dans ce phénomène par Western Blot.   

 
Étude du rôle de SCD dans la survie et la progression tumorale au-delà de sa 
fonction de désaturase 
 
SCD1 voit son niveau d’expression altéré positivement en condition d’hypoxie malgré la 

nécessité de la présence d’oxygène pour son activité de désaturase. Afin de comprendre 

l’utilité de son augmentation en hypoxie, nous avons cherché quelles autres protéines liées 

au métabolisme du lipide étaient exprimées différemment en fonction de l’expression de 

SCD1. La technique de Western Blot a permis de démontrer un impact de l’expression de SCD1 

sur l’acétyl-CoA carboxylase, ce qui nous a conduit à vouloir évaluer les niveaux d’acétyl-CoA 

dans les cellules cancéreuses en fonction de l’expression de SCD1. Suite à cette information, 

nous avons effectué, avec l’aide d’une plateforme de protéomique, une analyse de 

l’acétylome de ces cellules.  

 
Étude de l’impact du métabolisme des lipides sur l’acétylation des protéines et 
ses conséquences 
 
L’acétylation représentant une méthode rapide et éphémère de régulation des protéines, 

nous avons cherché lesquelles de ses cibles étaient impactées différemment en fonction de 

l’expression de PLIN2 ou de SCD1 par une analyse de l’acétylome. Ainsi, nous avons pu 

sélectionner une protéine candidate, NPM1, qui voyait son niveau d’acétylation 

particulièrement affecté avec ces conditions. Pour la suite du projet, il a été question de 

comprendre comment NPM1 voyait son acétylation si modifiée en fonction de l’expression de 

SCD1. Pour cela, il a d’abord été nécessaire de confirmer les résultats de l’analyse de 

l’acétylome par co-immunoprécipitation des protéines acétylées avant que ces dernières ne 

soient révélées par Western Blot. Il a également été question de déterminer les interactions 

probables entre NPM1, SCD1 et d’éventuelles protéines impliquées dans les mécanismes 

d’acétylation et désacétylation. Pour cela, la technique de co-immunoprécipitation révélée 

par Western Blot et la technique gPCA « Gaussia protein–fragment complementation assay » 
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pour confirmer l’interaction entre les deux protéines ont pu être utilisées. Nous avons par 

ailleurs investigué les conséquences liées au niveau d’acétylation de NPM1 sur sa stabilité 

ainsi que sur la sensibilité des cellules face à des traitements influençant l’acétylation des 

protéines.  

 

Ce travail explorera le potentiel thérapeutique d’un axe moléculaire impliquant SCD1, NPM1 

et HDAC2. Des stratégies combinant l’inhibition du métabolisme lipidique et des HDAC seront 

évaluées in vitro et in vivo dans des modèles de cancer du sein et de cancer colorectal. Les 

résultats permettront de déterminer si le ciblage simultané des mécanismes métaboliques et 

épigénétiques peut limiter la progression tumorale et révéleront un nouveau lien fonctionnel 

entre métabolisme lipidique, régulation de l’acétylation des protéines et résistance tumorale. 
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Résultats 
 
Notre étude s'est concentrée sur le rôle des protéines PLIN2 et SCD1 dans le métabolisme des 

lipides et l'acétylation des protéines dans les cellules cancéreuses sous hypoxie. Nous avons 

utilisé des lignées cellulaires PLIN2-KO et SCD1-KO pour observer les effets de la déplétion de 

ces protéines. Les résultats montrent que l'absence de PLIN2 ou de SCD1 réduit 

significativement l'accumulation des gouttelettes lipidiques, la migration et la prolifération 

des cellules in vitro, ainsi que la croissance tumorale in vivo. 

L'analyse par Western Blot a confirmé l'augmentation de l'expression de PLIN2 et SCD1 sous 

hypoxie, avec une expression de SCD1 restant élevée après réoxygénation. L'analyse de 

l'acétylome a révélé des effets opposés de PLIN2 et SCD1 sur l'acétylation des protéines non-

histones. PLIN2 favorise l'acétylation, tandis que SCD1 favorise la désacétylation. Parmi les 

protéines affectées, nous avons identifié NPM1. L'acétylation de NPM1 influence sa stabilité 

et sa localisation cellulaire, avec NPM1 acétylé principalement nucléaire et NPM1 désacétylé 

cytoplasmique. Nous avons exploré le mécanisme par lequel SCD1 influence l'acétylation de 

NPM1. La co-immunoprécipitation de NPM1 et SCD1, ainsi que des assays de ligation de 

proximité, ont montré une interaction entre ces deux protéines. SCD1 pourrait agir de 

manière directe pour promouvoir la désacétylation de NPM1, potentiellement via une 

association avec l'HDAC2. Cette hypothèse est soutenue par des co-immunoprécipitations et 

une forte corrélation de SCD1 avec NPM1 et l’HDAC2. Pour exploiter nos résultats dans une 

optique thérapeutique, nous avons testé in vitro un cocktail d'inhibiteurs de désacétylases sur 

des cellules déplétées pour SCD1, montrant des résultats encourageants. En utilisant le 

vorinostat, un inhibiteur des désacétylases déjà impliqué dans des essais cliniques, nous avons 

démontré in vivo que la combinaison entre le vorinostat et l'inhibition de SCD1 présente une 

efficacité supérieure à celle des deux éléments séparés. 

En conclusion, nos résultats montrent que l'hypoxie influence le métabolisme des lipides par 

l'augmentation de l'expression de SCD1 et PLIN2, qui régulent l'accumulation des gouttelettes 

lipidiques et l'acétylation des protéines. Ces découvertes ouvrent la voie à de nouvelles 

stratégies thérapeutiques ciblant le métabolisme des lipides dans les cellules cancéreuses. 
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Graphical Abstract 

 

- Hypoxia induces SCD1 and PLIN2 expression and lipid droplet accumulation to 

promote tumor cell survival. 

- Upon reoxygenation, SCD1 drives proliferation through interaction with NPM1 and 

HDAC2. 

- SCD1 controls NPM1 deacetylation, stability, and subcellular localization. 

- Genetic or pharmacological inhibition of SCD1 sensitizes tumors to HDAC inhibitors. 

- Dual SCD1–HDAC inhibition increases lipid peroxidation and suppresses tumor 

growth 

 

 

 

HYPOXIA REOXYGENATION THERAPY

SCD1 SCD1

NPM1
destabilization

Reduced nuclear
localization

HDAC2

SCD1

SCD1
INHIBITOR

HDAC
INHIBITOR

HDAC2Lipid
Droplets

Ac

Ac
NPM1

NPM1

TUMOR
PROGRESSION

INHIBITION OF
TUMOR GROWTHSURVIVAL

Higher drug efficacy

PLIN2



 81 

Abstract 

Adaptation of lipid metabolism in cancer cells, driven by changes in the tumor 

microenvironment, presents significant challenges for effective cancer therapy. Here, we 

demonstrate that hypoxia upregulates the key desaturase, stearoyl-CoA desaturase-1 (SCD1), 

and the lipid droplet (LD) protein PLIN2, thereby promoting lipid metabolic adaptation in 

cancer cells, which in turn enhances cell proliferation, migration and tumor growth. We found 

that SCD1 and PLIN2 are both essential and interdependent for LD formation. PLIN2 supports 

cell survival under hypoxic and metabolic stress, while SCD1 sustains cancer cell proliferation 

upon reoxygenation. Additionally, we found that SCD1 expression in cancer cells significantly 

impacts non-histone protein deacetylation, whereas PLIN2 expression enhances protein 

acetylation. Among these proteins, Nucleophosmin (NPM1)¾a tumor suppressor and regulator 

of p53¾was found to be destabilized through SCD1-dependent deacetylation. Additionally, 

SCD1 interacts with NPM1, influences its cellular localization and recruits histone deacetylase-

2 (HDAC2) to the complex. Notably, we observed that knockdown of SCD1 in vitro or its 

pharmacological inhibition in vivo enhances cancer cell sensitivity to HDAC inhibitors. Our 

findings underscore the role of SCD1 in reshaping the cellular acetylome and suggests that 

targeting SCD1 could sensitize cancer cells to HDAC inhibitors, offering a promising 

therapeutic strategy.  
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Introduction 

The dynamic metabolic plasticity of cancer and stromal cells poses a significant barrier to 

effective cancer therapy (Fendt et al, 2020; Stine et al, 2022; Holohan et al, 2013; Bosc et al, 

2017). Treatments targeting proliferating tumor or stromal cells often encounter drug resistance. 

Understanding the mechanisms underlying metabolic plasticity in tumors and changes in the 

microenvironment is essential for improving drug efficacy and response. One notable 

adaptation is hypoxia-induced metabolic switching within tumors (Bristow & Hill, 2008; 

Wheaton & Chandel, 2011; Midha et al, 2023), where cells shift from oxidative 

phosphorylation to glycolysis, a process known as the Pasteur effect (Marchiq & Pouysségur, 

2016). While glycolysis regulation by hypoxia has been extensively studied (Zhang et al, 2019; 

Colegio et al, 2014; Kim et al, 2006; Denko, 2008), the role of hypoxia in the control of fatty 

acid metabolism in cancer progression and therapy response has received relatively less 

attention (Carracedo et al, 2013; Santos & Schulze, 2012). 

Lipids, particularly fatty acids (FAs), are crucial building blocks for cellular membrane 

structure and signaling (Cao, 2019; Jones & Infante, 2015; Martin-Perez et al, 2022). While 

central for energy storage and cellular function, FAs can become toxic if not properly utilized 

or stored in lipid droplets (LDs), potentially triggering cell death (Cheng et al, 2020; Cruz et 

al, 2020). For example, prolonged exposure of cancer cells to palmitic acid can induce apoptosis 

in an ER stress dependent pathway (Zhao et al, 2022). The alteration of FA metabolism is a 

hallmark of cancer progression and metastasis. Elevated FA levels whether originating from 

dietary sources or changes within the tumor microenvironment are associated with poor clinical 

outcomes in various cancers (Pascual et al, 2017; Schug et al, 2015; Vogel et al, 2024). 

Recently, LDs have garnered interest due to their regulation during cellular and environmental 

stress (Zadoorian et al, 2023; Cheng et al, 2020; Luis et al, 2021; Curtarello et al, 2019). As 

essential organelles, LDs play a central role in lipid and energy homeostasis, buffering cells 
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against toxic lipid accumulation, and preventing lipotoxicity and oxidative stress (Magtanong 

et al, 2019; Bailey et al, 2015). We previously observed that LDs increase under therapy-

induced hypoxia, helping in cancer cell protection towards oxidative stress and ferroptosis (Luis 

et al, 2021; Wang et al, 2022). 

Cancer cell proliferation requires a supply of saturated fatty acids (SFAs) and monounsaturated 

fatty acids (MUFAs) for energy storage, signaling, and membrane biogenesis (Martin-Perez et 

al, 2022; Lim et al, 2021; Carracedo et al, 2013). This demand is met by key enzymes involved 

in de novo FA synthesis, including fatty acid synthase (FASN), ATP citrate lyase (ACLY), and 

stearoyl-CoA desaturase-1 (SCD1), all of which are elevated in proliferating cancer cells and 

are considered potential drug targets (Lim et al, 2021; Theodoropoulos et al, 2016; Zaytseva et 

al, 2012). SCD1, in particular, is crucial for proliferation across various cancer types (Vivas-

García et al, 2020; Zhao et al, 2022; Angelucci et al, 2018; Igal, 2010), and its expression is 

associated with ferroptosis resistance and tumor recurrence (Luis et al, 2021; Vriens et al, 

2019). However, the mechanisms by which SCD1 influences cancer cell phenotypic plasticity 

remain poorly understood. 

In this study, we show that SCD1 and the LD-associated protein PLIN2 are upregulated by 

hypoxia in cancer cells. Knockdown of PLIN2 or SCD1 resulted in decreased LDs in hypoxic 

cells, reduced cell migration and proliferation in vitro, and inhibited tumor growth in vivo. Post-

translational modification (PTM) analysis of acetylated proteins in cells depleted of SCD1 and 

PLIN2 revealed distinct patterns of non-histone protein acetylation and deacetylation. 

Specifically, PLIN2 increased non-histone protein acetylation, while SCD1 decreased it. We 

found that SCD1 deacetylates NPM1, a tumor suppressor protein (Sportoletti et al, 2008; 

Grisendi et al, 2006; Mitrea et al, 2014; Mano, 2012), and consequently reduces its stability. 

Co-immunoprecipitation (CoIP) and and protein-complementation assays using the gaussia 
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luciferase (gPCA) demonstrated interactions between SCD1, NPM1 and HDAC2 in molecular 

complexes. Interestingly, knockdown of SCD1 or its pharmacological inhibition enhances 

cancer cell sensitivity to HDAC inhibitors (HADCi) in vitro and in vivo. 

 

Material and methods 

Cell lines and chemicals 

Human triple negative breast cancer cells (MDA-MB231 and HS578T) and human colorectal 

cancer cells (HT29 and HCT116) were purchased from American Type Culture Collection 

(ATCC) (Manassas, USA). The murine colon adenocarcinoma (MC38) cell line is from Sigma-

Aldrich (Merck, USA) and the murine triple negative breast cancer (E0771) cell line is from 

CH3 BioSystems (Amherst, New York, USA). CRISPR-cas9 stable cell lines for human breast 

cancer (MDA-MB231 and HS578T) and human colorectal cancer (HT29 and HCT116) were 

purchased from Genecopoeia (Maryland, USA). Cell lines were tested by MycoALert Kit 139 

(Lonza) to ensure that they were Mycoplasma-free before in vitro and in vivo experiments. 

MDA-MB231, HS578T, HCT116 and MC38 cells were grown in Dulbecco’s modified 

Eagles’s medium (DMEM) and HT29 and E0771 cells were cultured in RPMI basal medium. 

Culture medium was supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS), L-glutamine (2 mM), 

penicillin (100 U/ml), and streptomycin (100 µg/ml). All cell culture reagents and medium are 

from ThermoFisher (Waltham, USA). Cycloheximid (#C4859) and mitomycin (#M4289) are 

from Sigma-Aldrich (St. Louis, USA). The potent and orally bioavailable SCD1 inhibitor, 

A939572, was purchased from Abcam (#Ab142089, Abcam, Cambridge UK) for in vitro study 

and from TargetMol for in vivo study (#T4534, TargetMol, Boston, USA). Lipid droplet 

detection agent, Bodipy 493/503 (# HY-W090090) and the Deacetylase Inhibitor Cocktail (# 

HY-K0030) were purchased from (MediChemExpress, Monmouth Junction, USA). Vorinostat 
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(#V-8477) was purchased from LC Laboratories (Woburn, USA). Santacruzamate A 

(CAY10683; MedChemExpress) and SGC-CBP30 (Sigma-Aldrich, Merck) were used as 

HDAC2 and EP300 inhibitors, respectively. 

 

Mouse models and drugs administration 

All animal procedures were performed in accordance with the Federation of European 

Laboratory Animal Science Associations (FELASA) guidelines within the accredited 

institutional animal facility at Liège University, Belgium, under approved animal protocols 

#1990 and #1991. In vivo tumor growth studies were conducted on MDA-MB231 and HT29 

xenografts grown in immunodeficient nude or RAG2-/- mice (6–8 weeks old) (Envigo). Mice 

were injected subcutaneously (s.c.) with 1.106 cells of either SCD-KO MDA-MB231 or HT29, 

along with their respective wild-type control cells (n=6). Mouse health was monitored daily, 

and caliper measurements of tumor size commenced once tumors became palpable. Syngeneic 

mouse tumor MC38 or E0771 cells were grown into 6- to 8-week-old female C57BL/6 mice 

(Janvier). Mice were injected s.c. with 1. 105 cells for MC38 or 0.5 106 cells for E0771, and 

once tumor volumes reached 50–75 mm3, mice were randomized into four treatment groups. In 

the SCD1 inhibitor (SCD1i) group, mice were treated via gavage with SCD1i dissolved in 

vehicle-1 (2.5% DMSO, 0.5% methylcellulose, 0.25% Tween 80 in H2O) at 40 mg/kg/day, five 

days per week. In the vorinostat group, mice received intraperitoneal (i.p.) injections of 

vorinostat at 100 mg/kg/day, dissolved in vehicle-2 (2.5% DMSO, 30% PEG300, 0.25% Tween 

80 in H2O). In the combination group, mice were treated with SCD1i by gavage and vorinostat 

by i.p. injection. Control mice received vehicle-1 for SCD1i and vehicle-2 for vorinostat. Tumor 

sizes were measured twice weekly as previously described (Luis et al, 2021), and body weights 

were recorded twice weekly. For the pharmacological studies, 6 mice per group (n=6) were 

used for MC38 and E0771 tumor and 5 mice per group (n=5) were for the HT29 and HT29-
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SCDKO tumor grown in RAG1-/- mice (Animal facility, CHU de Liège). Data were analyzed 

using Excel for the calculation of tumor volumes, and GraphPad Prism was used for statistical 

analyses. Please refer to the Statistical Analysis section for details.  

 

PLIN2 and SCD1 depletion   

Generation of PLIN2 and SCD1 knockout (PLIN2-KO and SCD-KO) cells was performed by 

CRISPR-CAS9 technology. MDA-MB231 (#SL515) and HT29 (#SL523) cell lines stably 

expressing CRISPR-Cas9 nuclease were obtained after transgene transduction and selection by 

hygromycin at 500 mg/ml for MDA-MB231 and 1mg/ml for HT29 cells (GeneCopoeia, 

Maryland, USA). CRISPR-cas9 expressing MDA-MB-231 and HT29 cells were transduced 

with a pool of either 3 PLIN2 or SCD1 sgRNA as recommended by GeneCopoeia. Parental 

HS578T and HCT116 knockout cells, either targeting SCD1 or PLIN2, were generated using 

the same procedures described for HT29 and MDA-MB-231 cells. Clones were isolated using 

a colony-formation assay, and the resulting knockout cells were validated by Western blot 

analysis for SCD1 or PLIN2 expression. For SCD1 depletion by shRNA, MDA-MB231 cells 

depleted from SCD1 by shRNA (SCD1-KD) and their control (CTRL) containing non-targeted 

shRNA were generated as described previously (Luis et al, 2021).  

 

Cell proliferation  

Cell proliferation was assessed using CYQUANT assay according to the manufacturer’s 

protocol. For cell proliferation assessment by IncuCyte®, HT29 (1 × 10 4) and MDA-MB231 

(1 × 10 4) cells were plated in 96 well-plates with DMEM 10% FBS. Data of proliferating 

profiles were collected and processed from IncuCyte® (Sartorius, Göttingen, Germany). For 

hypoxia measurements, pictures were taken right at the beginning of the experiments and after 
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24 hours of hypoxic incubation. For treatments, cells were incubated either with DMSO (2%), 

with vorinostat (#V-8477, LC Laboratories, Woburn, USA), santacruzamate A (# CAY10683, 

MedChemExpress, New Jersey, USA) or Deacetylase Inhibitor Cocktail (# HY-K0030, 

MediChemExpress, Monmouth Junction, USA). 

 

Cell migration  

For cell migration assessment by IncuCyte®, HT29 (4,5 × 10 3) and MDA-MB231 (4,5 × 10 3) 

cells were plated in 96 well-plates with DMEM 10 % FBS supplemented with mitomycin. Once 

cells are attached on the plate, a scratch is performed with the WoundMaker according to the 

manufacturer’s protocol.  Data of proliferating profiles were collected and processed from 

IncuCyte® (Sartorius, Göttingen, Germany). For hypoxia measurements, pictures were taken 

right at the beginning of the experiments and after 24 hours of hypoxic incubation. 

 

Western blot analysis  

Cell lysates were prepared as previously described in (Luis et al, 2021). Total protein extracts 

(50 µg) were separated under reducing conditions on 5–15% polyacrylamide gels (depending 

on the molecular weight) and transferred onto polyvinylidene difluoride membranes (NEN, 

Boston, MA, USA). Membranes were saturated for 2 h with casein (1%, w/v) in PBS-Tween-

20 (0.1%, v/v).  Antigenic bands were detected by exposing the membranes to human primary 

antibodies targeting the following proteins: PLIN2 (#ab78920, Abcam), SCD1 (#ab19862, 

#ab236868, Abcam), NPM1(ab15440, Abcam), Acetylated-Lysines (#9814, Cell Signaling), 

Histone Deacetylase Antibody Sampler Kit (9928, Cell Signaling), EP300 (#MA1-16608), 

SIRT1 (#9475), SIRT3 (#PA5-28402), SIRT7 (#D3K51), P21 (#ab109199), Lactate 

Dehydrogenase (#ab101562), CD44 (#ab157107, Abcam), Filamin A (#ab11074), PSMA7 

(#5688-M01, Abnova), FASN (#3180S), Phospho-ACC1 (#3661, Cell Signaling), ACC1 
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(#3662, Cell Signaling), CPT1 (#ab53532).  After washes, membranes were incubated with a 

secondary horseradish peroxydase (HRP)-conjugated goat anti-rabbit antibody (1:2000, Dako 

Cytomation) or sheep anti-mouse antibody (1:1000, Dako Cytomation). Immunocomplexes 

were visualized by chemiluminescence reaction on a luminescent image analyzer (Amersham 

ImageQuant800). For loading control, membranes were stripped and re-incubated with Hsc70 

[#B-6, sc-7298] antibody (Santa Cruz, CA, USA), or GAPDH [#MAB37A] and actin [#A2066] 

antibody (Sigma Aldrich, Saint-Louis, USA).  

 

Coimmunoprecipitation assay 

Cell lysates were lysed in lysis buffer (Cell Signaling Technology) containing Protease 

Inhibitor Cocktail (cOmplete, Roche), Phosphatase Inhibitor Cocktail (PhosSTOP, Roche) and 

a Deacetylase Inhibitor Cocktail (#HY-K0030, MedChemExpress). The protein was 

immunoprecipitated from lysates (1 mg) using the respective antibody (1 µg) and 50 µL of 50% 

slurry protein G coupled to Dynabeads (Invitrogen). The precipitate was subjected to Western 

blotting using a rabbit monoclonal anti-NPM1 antibody (#ab15440, abcam), anti-SCD1 

(#ab19862, abcam), and anti-HDAC kit (#9928, Cell Signaling). The antibodies are revealed 

with an HRP-conjugated secondary antibody. 

 

Immunofluorescent detection of Perilipin-2 

Detection of PLIN2 in cancer cells in vitro was performed on coverslips of Control or KO 

PLIN2 MDA-MB231 and HT29 cells incubated or not in hypoxic conditions (1% O2) for 24 

hours. Coverslips were washed with PBS, fixed with 4% PFA and permeabilized with 0.5% 

Triton X-100 for 10 min at RT, washed with PBS and incubated with 5% BSA for 30 min at 

RT. Cells were incubated with anti-PLIN2 antibody (#ab78920, Abcam) at 1/100 in 1% 

BSA/PBS overnight at 4°C. After washing, cells were incubated with donkey anti rabbit/Alexa 
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Fluor 555 (#A31572, Invitrogen) at 1/200 for 1h at RT, and slides were mounted with DAPI 

Fluoromount G (#0100–20, Southern Biothec) and analyzed by fluorescent microscopy 

(Olympus, Zeiss HR LSM 880).  

 

Immunofluorescent detection of NPM1 

Detection of NPM1 in cancer cells in vitro was performed on coverslips of Control and KO 

SCD1 MDA-MB231 and HT29 cells. Coverslips were washed with PBS, fixed with 4% PFA 

and permeabilized with 0.5% Triton X-100 for 10 min at RT, washed with PBS, and incubated 

with 5% BSA for 30 min at RT. Cells were incubated with anti-NPM1 antibody (#MABE938, 

Sigma-Aldrich) at 1/100 in 1% BSA/PBS overnight at 4°C. After washing, cells were incubated 

with donkey anti rabbit/Alexa Fluor 555 (#A31572, Invitrogen) at 1/200 for 1h at RT, and slides 

were mounted with DAPI Fluoromount G (0100–20, Southern Biothec) and analyzed by 

fluorescent microscopy (Olympus, Zeiss HR LSM 880).  

 

Immunofluorescent detection of Lipid Droplets 

Detection of lipid droplets in cancer cells in vitro was performed on coverslips of Control and 

KO PLIN2 MDA-MB231 and HT29 cells. Coverslips were washed with PBS, fixed with 4% 

PFA and stained with Bodipy 493/503 for 20 min at RT then washed with PBS. Slides were 

mounted with DAPI Fluoromount G (#0100–20, Souther Biothec) and analyzed by fluorescent 

microscopy (Olympus, Zeiss HR LSM 880).  

 

Proximity Ligation assay 

Proximity ligation assay in cancer cell in vitro was performed following the protocol previously 

described in Pacchiana et al. 2014 (Pacchiana et al, 2014) on HT29 and MDA-MB231 cells. 

Coverslips were washed with PBS, fixed with 4% PFA and permeabilized with 0.25% Triton 
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X-100 for 10 min at RT, washed with PBS and incubated with Duolink Blocking solution for 

30 min at 37°C. Cells were incubated with anti-NPM1 antibody (ab15440, abcam) and anti-

SCD1 (ab19862, abcam) at 1/100 in antibody overnight at 4°C. After washing, cells were 

incubated with Secondary antibodies (Duolink In Situ PLA Probe Anti-Rabbit PLUS 

DUO92002, Anti-Mouse MINUS, DUO92004, Sigma-Aldrich) coupled with oligonucleotides 

at 1/40 for 2h at 37°C. After washing, cells were incubated in Duolink ligation solution (1/40 

enzyme, 1/5 buffer) (Duolink In Situ Detection Reagents Red, DU92008, Sigma-Aldrich) for 

15 min at 37°C, washed, and incubated in Duolink amplification solution (1/80 enzyme, 1/5 

buffer) for 90 min at 37°C. Slides were mounted with DAPI Fluoromount G (0100–20, 

Southern Biothec) and analyzed by fluorescent microscopy (Olympus, Zeiss HR LSM 880). 

 

Measurement of oxygen consumption and extracellular acidification rates  

Oxygen consumption rate (OCR) was measured using the Extracellular consumption assay 

from Abcam (#ab197243) as instructed by the fabricant. Fatty acid Oxidation rate (FAO) was 

measured using the Fatty Acid Oxidation Assay from Abcam (#ab217602) as instructed by the 

manufacturer.  Kinetic profiles of oxygen consumption rates (OCR) and extracellular 

acidification rate (ECAR) were obtained using a Seahorse XFp Extracellular Flux Analyzer 

(Agilent) according to the manufacturer’s protocol. Cells were seeded in normal growth 

medium 40 h before measurement at a density of 17,5 × 103 cells per well for MDA-MB231 

cells and 2 × 104 per well for HT29 cells. Cells were first incubated in normal conditions 

overnight then 24h in a hypoxic incubator with 1% of oxygen. One hour before the assay, cells 

were incubated in unbuffered serum-free DMEM (Basal DMEM, Agilent) pH 7.4, 

supplemented with 10 mM glucose, 1 mM sodium pyruvate and 2 mM glutamine at 37°C in a 

non-CO2 incubator. Measurements of OCR and ECAR were performed before and after 

sequential injection of inhibitors. The glucose pathway is inhibited by UK5099 (2µM) targeting 
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the mitochondrial pyruvate carrier. The glutamine pathway is inhibited by BPTES (3µM) 

targeting the glutaminase-1 and the fatty acid pathway is inhibited by etomoxir (4µM) targeting 

the carnitine palmitoyl-transferase-1A. The cell dependence to fatty acids is measured by the 

sequential inhibition induced by UK5099 and BPTES, followed by Etomoxir. The cell capacity 

to use fatty acids is measured by the sequential inhibition induced by Etomoxir, followed by 

UK5099 and BPTES. The flexibility is calculated as the subtraction of the dependence from 

the capacity. The data were normalized after cell counting with Hoechst staining.  

 

RNA extraction and qRT-PCR analysis  

RNA was extracted using the High Pure RNA Isolation Kit (Roche Diagnostics Applied 

Science, Mannheim, Germany) or RNeasy Mini kit (Qiagen GmbH, Hilde, Germany) for cells, 

according to manufacturer’s recommendations. RNA quality check including concentration and 

purity was performed with Nanodrop One (Thermo Scientific). For the QRT-PCR on cells 

RNA, 1 µg of RNA were used for reverse transcription with FastGene Scriptase II cDNA 5x 

ReadyMix, LS64, Nippon Genetics (Düren, Germany, Europe) and SimpliAmp™ Thermal 

Cycler (Thermo Fisher Scientific). Then, 10 ng of cDNA were mixed with primers Forward + 

Reverse (20 µmol/L) and Sybergreen (FastStart Universal SYBR Green Master (ROX) 

04913914001/ NipponGenetics). The mix was analyzed with the QuantStudio 3 

(appliedBiosystems - Thermo Fisher Scientific). Relative HDAC mRNAs expression was 

calculated from Cq values reported to GAPDH mRNA and using the ΔCq method. Primers used 

are listed in the Table-1 

Target  Sequence 
HDAC1  
 

Fw: 5’ ACC GGG CAA CGT TAC GAA T 3’ 
Rv: 5’ CTA TCA AAG GAC ACG CCA AGT G 3’ 

HDAC2  Fw: 5’ TCA TTG GAA AAT TGA CAG CAT AGT 3’ 
Rv: 5’ CAT GGT GAT GGT GTT GAA GAA G 3' 

HDAC3 Fw: 5’ TTG AGT TCT GCT CGC GTT ACA 3’ 
Rv: 5’ CCC AGT TAA TGG CAA TAT CAC AGA T 3' 

HDAC4 Fw: 5' AAT CTG AAC CAC TGC ATT TCC A 3' 
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Rv: 5’ GGT GGT TAT AGG AGG TCG ACA CT 3’ 
HDAC5 Fw: 5’ TTG GAG ACG TGG AGT ACC TTA CAG 3’ 

Rv: 5’ GAC TAG GAC CAC ATC AGG TGA GAA C 3’ 
HDAC6 Fw: 5’ TGG CTA TGG CAT GTT CAA CCA 3’ 

Rv: 5’ GTC GAA GGT GAA CTG TGT TCC T 3’ 
HDAC7 Fw: 5’CTG CAT TGG AGG AAT GAA GCT 3’ 

Rv: 5’CTG GCA CAG CGG ATG TTT G 3' 
HDAC8 Fw: 5’ CAC CAT GGA GGA GCC GGA GGA A 3' 

Rv: 5’ GAC CAC ATG CTT CAG ATT CCC TTT G 3’ 
SREBP1 Fw: 5’ ACT TCT GGA GGC ATC GCA AGC A 3' 

Rv: 5’ AGG TTC CAG AGG AGG CTA CAA G 3’ 
SREBP2 Fw: 5’ CTC CAT TGA CTC TGA GCC AGG A 3' 

Rv: 5’ GAA TCC GTG AGC GGT CTA CCA T 3’ 
SCD1 Fw: 5’ GAA GGG GAG TAC GCT AGA CTT GT 3' 

Rv: 5’ ACA TCA TCA GCA AGC CAG GT 3’ 
PGC1a Fw: 5’ CCA AAG GAT GCG CTC TCG TTCA 3' 

Rv: 5’ CGG TGT CTG TAG TGG CTT GACT 3’ 
GAPDH FW: 5’ TGT GGG CAT CAA TGG ATT TGG 3’ 

RV:  5’ ACA CCA TGT ATT CCG GGT CAAT 3’ 

Table 1: Sequences of primers used for qRT-PCR analysis 

 

Quantification of Acetyl-Coenzyme A by UHPLC–ESI-MS/MS  

Chromatographic conditions: UHPLC was performed on a 1290 Infinity LC system coupled to 

a 6495 triple quadrupole mass spectrometer equipped with the iFunnel technology (Agilent 

Technologies, Waldbronn, Germany). Chromatographic separation was performed on a 

reverse-phase Kinetex Phenyl-Hexyl column (1.7 µm, 100 mm × 2.1 mm ID) protected with a 

Security Guard Ultra Phenyl-Hexyl precolumn (both from Phenomenex, Torrance, CA, USA). 

Optimal chromatographic conditions were as follows: The column compartment was 

thermostated at 50 °C. The separation was carried out in gradient mode with aqueous mobile 

phase A (50 mM NH4HCO2 and 2.5 mM TEA at pH 5.6) and organic mobile phase B 

(ACN/IPA, 8/2 v/v) at 0.3 ml/min. The gradient started at 3% B for 0.25 min and ramped as 

follows: 0.25 - 4.25 min, 90% B; 4.25 - 5.25 min; 90% B; 5.25 - 5.35 min, 3% B. The 

autosampler was thermostated at 10 °C and kept in the dark. One microliter of the samples was 

injected in triplicate for each sample. 
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Mass spectrometric conditions: The electrospray source was operated in positive ionization 

mode (ESI+). The capillary and the nozzle voltage were set at 4000 V and 1100 V respectively. 

Nitrogen was used as dry gas and sheath gas heated at 210 °C with a flow rate of 15 l/min and 

400 °C at 12 l/min, respectively. The nebulizer pressure was settled at 30 psi. The high pressure 

and low-pressure funnels were operated at 170 and 150 V, respectively. Fragmentation and 

collision energies were optimized for Acetyl-CoA. Unit mass resolution was set in both mass-

resolving quadrupoles Q1 and Q3. Cell accelerator voltage was kept at 4 V. Analysis was 

conducted in multiple reaction monitoring (MRM) mode. Two transitions (810.1/303.1 and 

810.1/136.0) were followed for Acetyl-CoA as quantifier and qualifier transitions, respectively. 

Collision energies were set at 30 and 50 V for transition quantifier and qualifier respectively. 

Calibration standards: Calibration standards were prepared with NH4HCO2 2.5 mM pH 5.6 to 

obtain concentrations ranging from 0.01 µM to 5 µM. 

Sample preparation: Acetyl-CoA was extracted on cell pellet with 300 µl of NH4HCO2 2.5 

mM pH 5.6/ACN/MeOH (1/1/1, v/v/v). Sonication was performed using a Q700 Sonicator 

(Qsonica, Newtown, CT, USA). Each pulse of 5 s was followed by a 5 s off pulse for a total 3 

times of sonication (20% amplitude). Then samples were incubated at -20°C for 2h and 

centrifugation at 4 °C and 15000 x g for 20 min. The supernatants were vacuum dried for 2 h 

at 50 °C using a CentriVap Concentrator (LabConco, Kansas-City, MO, USA) and 

reconstituted in 100 µl of NH4HCO2 2.5 mM pH 5.6/ACN (8/2, v/v). The reconstituted samples 

were then analyzed by UHPLC–MS/MS. 

Data analysis: Results were obtained with MassHunter Data Acquisition and analyzed using 

the Quantitative Analysis Software (Agilent Technologies, Waldbronn, Germany). 
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LC-MS based acetylomics  

Acetylome analysis was performed by the center for advanced proteomics analyses Proteomic- 

IRIC Center of Montreal. Crude cell pellets of MDA-MB-231 shNT and shSCD1, CRISPR 

Control and CRISPR-cas9 KO PLIN2 were sent. The pellets were snap frozen in nitrogen. Cell 

pellets were resuspended in 5 volumes of 8 M urea 50 mM Tris-HCL pH 8.0, sonicated and 

centrifugated. Supernatants were quantified with Bradford assays. 5-10 mg of proteins were 

reduced with TCEP (1 mM), alkylated with chloroacetamide (20 mM) for 30 min at room 

temperature. 7 volumes of ammonium bicarbonate 50 mM were added to bring urea 

concentration to 1 M. Trypsin at 1:20 (enz/prot) was added and the samples were incubated 

overnight at 37°C.  Peptide samples were acidified with TFA (1%). Samples were desalted on 

stage tips and dried down with a speed-vac. Samples were then resolubilized in 1X of IAP 

buffer (Cell Signaling). Samples were spinned at 13000 rpm for 3 min and cooled on ice. Wash 

the AC-Lysine agarose beads (Cell Signaling) 4 times with 1 ml of PBS. Add peptides to the 

Eppendorf tubes containing the Ac-Lys agarose beads. Samples were incubated for 2 hours at 

4°C under constant rotation. Samples were spinned at 2000 g for 30 s, and supernatants were 

discarded. Beads were washed 2 times with cold IAP buffer (1 ml) and 3 times with cold 20 

mM Tris-HCl pH 7.6. Peptides were eluted from the beads with 100 ml of 0.15% TFA and 

desalted on stage tips. Samples were resolubilized in 4% formic acid (FA). Peptides were 

loaded and separated on a home-made reversed-phase column (150-µm i.d. by 200 mm) with a 

106-min gradient from 10 to 30% ACN-0.2% FA and a 600-nl/min flow rate on an Easy nLC-

1000 connected to an Orbitrap Fusion (Thermo Fisher Scientific, San Jose, CA). Each full MS 

spectrum acquired at a resolution of 120,000 was followed by tandem-MS (MS-MS) spectra 

acquisition on the most abundant multiply charged precursor ions for a maximum of 3s. 

Tandem-MS experiments were performed using collision-induced dissociation (CID) at a 

collision energy of 30%. The data were processed using PEAKS X Pro (Bioinformatics 
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Solutions, Waterloo, ON) and a Uniprot human database (20366 entries). Mass tolerances on 

precursor and fragment ions were 10 ppm and 0.3 Da, respectively. The fixed modification was 

carbamidomethyl (C). Variable selected posttranslational modifications were oxidation (M), 

deamidation (NQ), phosphorylation (STY), and acetylation (N-ter). The data were visualized 

with Scaffold 4.0 (protein threshold, 99%, with at least 2 peptides identified and a false-

discovery rate [FDR] of 1% for peptides). 

 

Immunohistochemistry analysis on tumor sections  

Paraffin-embedded tumor sections were processed for immunohistochemistry (IHC) as follows. 

Antigen retrieval was performed for 11 minutes at 126 °C in Target Retrieval Solution (Dako, 

S2031). Endogenous peroxidase activity was quenched by incubating slides in 3% H₂O₂ in 

water for 20 minutes. Non-specific binding was blocked using animal-free blocking solution 

(20%; Cell Signaling, 15019L) for 20 minutes. For SCD1 and CAIX staining, slides were first 

incubated overnight at 4 °C with anti-CAIX antibody (Abcam, Ab15086; 1:1000), followed by 

rabbit/HRP and TSA-FITC detection. For SCD1 staining, slides were incubated overnight at 4 

°C with anti-SCD1 antibody (Abcam, Ab19862; 1:100), followed by EnVision mouse/HRP and 

TSA-Cy5 amplification. For Ki67 and cleaved caspase-3 staining, the procedure followed our 

previously described protocol (Pottier et al, 2025). Briefly, slides were incubated with the 

primary antibody (Abcam, Ab833; 1:500 in Dako diluent, S2022) for 60 minutes at room 

temperature (RT), followed by a 30-minute incubation at RT with goat anti-rabbit 

ENVISION/HRP (Dako, K4003). Apoptotic tumor cells were detected using activated caspase-

3 staining. After overnight incubation at 4 °C with anti-cleaved caspase-3 antibody (clone C14, 

1:300; Cell Signaling, 9661L) diluted in enhancer buffer, slides were incubated for 30 minutes 

with EnVision/HRP goat anti-rabbit reagent and developed with DAB. All slides were scanned 

using the Hamamatsu NanoZoomer Digital Pathology (NDP) system. Quantification of Ki67 
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and cleaved caspase-3 IHC staining was performed in QuPath v3.2 (29203879) according to 

the official user documentation. 

 

Gaussia Protein-Fragment Complementation Assay (gPCA)  

To investigate the interaction between SCD1 and NPM1, open reading frames (ORFs) were 

obtained from the hORFeome 7.1 and 8.1 collections. ORFs were amplified by PCR and cloned 

into the pDONR223 entry vector via BP recombination using Gateway technology (Invitrogen). 

All clones were verified by sequencing. Entry clones were then recombined into destination 

vectors encoding the GLucN1 and GLucN2 fragments of Gaussia princeps luciferase using LR 

Clonase reaction. gPCA assays were carried out as previously described  

(Fettweis et al, 2025). Briefly, HEK293T cells were seeded in 24-well plates and transfected 

with the appropriate constructs. After 48 hours, cells were washed with PBS, and lysates were 

prepared following the manufacturer’s instructions (Renilla Luciferase Kit, Promega). 

Luminescence was measured in triplicate using a TriStar 2 S LB 942 luminometer (Berthold). 

Experiments were performed with at least three independent biological replicates per construct. 

Normalized luminescence ratios (NLR) were calculated as: NLR =
signal (Glu1A + Glu2B)

signal (Glu1A + Glu2) + signal (Glu1 + Glu2B)
	where A and B represent the proteins of interest, Glu1 and 

Glu2 are the split luciferase fragments alone, and Glu1A/Glu2B are the fragments fused to 

proteins A and B, respectively. Interactions were evaluated using a one-tailed one-sample t-test 

against a value of 3.5, as described by (Cassonnet et al, 2011). Positive interactions were 

defined at p < 0.05.   

 

Detection of Lipid Peroxidation by Flow Cytometry 

HT29 and MDA-MB-231 cells were seeded in triplicates in 24-well plates for 24 h. The cells 

were then treated with DMSO, SCD1 inhibitor, A939572 (20µM), Vorinostat (0.75µM), or 

both inhibitors for 24 h. Subsequently, cells were incubated 1 µm BODIPY™ 581/591 C11 

(Invitrogen) at 37 °C for 30 min. After trypsinization, cells were washed with FACS buffer by 

centrifugation, and the fluorescence intensity of cells with BODIPY™ 581/591 C11 staining 

was measured by flow cytometry. The fold change of the median fluorescence intensity (MFI) 

over the control group (ctrl) was then calculated for each sample. All the flow cytometry 
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analyses were performed by the CytoFLEX Flow Cytometer (Beckman Coulter Life Sciences,) 

and then analyzed and images captured by FlowJo software (BD Biosciences). 

 

Gene co-expression correlation analysis 

Gene correlation and discovery with HIF1a, SCD, NPM1 and HDAC2 genes was analyzed by 

the Correlation AnalyzeR tool described in (Miller & Bishop, 2021). The  interface used and 

database and are available as a web application at https://gccri.bishop-

lab.uthscsa.edu/correlation-analyzer/ and as a standalone R package 

at https://github.com/Bishop-Laboratory/correlationAnalyzeR.  

 

Statistical analysis  

Considering in vitro experimentation, differences between experimental groups were assessed 

using a Mann-Whitney test using Prism 7.0/8.0 software (GraphPad, San Diego, CA). For 

computerized image analysis, statistical analysis was performed using the statistic toolbox of 

Matlab (9.4) 9 (R2018b) software (Mathworks, Inc.). The results were expressed as the mean 

± standard error of the mean (SEM). A non-parametric Mann-Whitney significance test was 

used to compare the median values measured for the groups. Results were considered 

significant at p < 0.05. In vivo data were analyzed using GraphPad Prism 8. Pairwise 

comparisons between vehicle-treated and drug-treated cohorts were performed using a two-

tailed Student’s t-test. Longitudinal tumor-growth data were evaluated using a two-way 

repeated-measures ANOVA to account for within-subject measurements over time. Endpoint 

analyses involving all four treatment conditions were conducted using a one-way ANOVA.  
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Results 

Hypoxia upregulates the expression of SCD1 and PLIN2 in cancer cells. 

To explore the effect of hypoxia on the expression of lipid metabolism proteins, MDA-MB231 

and HT29 cells were incubated under hypoxia for 24h and the expression of key proteins 

involved in lipid desaturation and storage was analyzed. SCD1 expression increased under 

hypoxic conditions, and slightly declined after reoxygenation, indicating a cell response to 

hypoxic stress (Fig. 1A and B). Similar results were observed in additional cell lines, including 

HS578T and HCT116, which also showed elevated SCD1 expression under hypoxia and a 

modest reduction after reoxygenation (Fig. 1C). Successful induction of hypoxia was confirmed 

by the increased expression of HIF1α in all tested cell lines. No change in SCD1 mRNA levels 

was detected in MDA-MB-231, HT29, HS578T, or HCT116 cells incubated under hypoxia 

(Supplemental Fig. S1A). However, reoxygenation led to an increase in SCD1 transcript levels, 

with significant changes observed in HT29 and HCT116. Consistent with the mRNA profile of 

SCD1, the transcription factors SREBP1 and SREBP2 showed no significant changes in 

expression under hypoxia in any of the four cell lines (Supplemental Fig. S1B, C). 

Bioinformatic analysis of human tumor datasets (pan-cancer, breast, and intestinal cancers) 

revealed a positive correlation between HIF1α and SCD1 expression (Supplemental Fig. S1D). 

While transcriptional regulation of SCD1 may play a role in human tumors, our in vitro data 

indicate that hypoxia primarily regulates SCD1 and HIF1α at the protein level in all four tested 

cell lines (Fig. 1A–C), as well as in pooled analyses across these lines (Fig. 1D). A strong 

association between HIF1α expression and lipid-metabolism pathways was consistently 

observed across human cancer datasets, and Gene Ontology (GO) pathway analysis of 

ARCHS4 RNA-sequencing data identified a lipid-droplet signature as significantly correlated 

with HIF1a expression (Supplemental Fig. S1D). These findings prompted us to examine lipid-

droplet abundance in our cell models.  
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Bodipy staining and immunofluorescence for PLIN2 confirmed an increase in LD formation 

under hypoxia (Fig. 1B and C Fig. 1E and F), highlighting LDs as a cellular adaptation to 

hypoxic stress. CRISPR-Cas9-mediated knockout (KO) experiments demonstrated that SCD1 

and PLIN2 are required for LD formation under hypoxia, as KO cells did not form LDs under 

these conditions (Fig. 1G-I and Supplemental Fig. 1F). Hypoxic conditions increased PLIN2 

expression in both cell lines. However, this increase was inhibited when cells were treated with 

an SCD1 inhibitor (SCDi) (Supplemental Fig. S2A). Similarly, SCD expression was reduced 

in PLIN2 KO cells under hypoxia (Supplemental Fig. S2B), suggesting an interdependence of 

SCD and PLIN2. This connection was further validated by the inhibition of PLIN2+ LDs when 

cancer cells were incubated under hypoxia and treated with SCDi (Supplemental Fig. S2C). 

Furthermore, SCD1 and PLIN2 were found to co-immunoprecipitate (Supplemental Fig. S2D) 

which was confirmed by the reverse IP (Supplemental Fig. S2E), suggesting an association of 

these two proteins that supports their functional connection during cellular adaptation to 

hypoxic stress.  

 
Inhibition of PLIN2 or SCD1 reduces cancer cell proliferation in vitro and in vivo.  

We investigated the impact of PLIN2 and SCD1 depletion in cancer cell migration, 

proliferation, and tumor growth under different oxygen conditions. Under normoxia, PLIN2 

depletion slightly reduced HT29 cell migration, with no significant effect on MDA-MB231 

cells (Fig. 2A). In contrast, the migration of both cell types depleted in PLIN2 or was notably 

inhibited in hypoxia (Fig. 2B).  Cell proliferation was next monitored over a 24-hour period by 

using Incucyte. PLIN2 depletion under hypoxia resulted in a pronounced inhibition of cell 

proliferation in both cell lines, whereas under normoxia, a slight proliferation reduction was 

observed only in MDA-MB231 cells (Fig. 2C and D). SCD1 depletion under normoxia 

significantly inhibited proliferation in both cell lines (Fig. 2E). Given the required oxygen for 

its enzymatic activity, we did not test hypoxia conditions on SCD1 depleted cells in vitro. In 
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vivo, both PLIN2 and SCD1 depletion led to reduced tumor growth in HT29 and MDA-MB231 

xenografts, supporting their pro-tumorigenic roles (Fig. 2F-H). Immunohistochemical analyses 

of tumor sections showed a reduction in Ki67-positive cells in PLIN2-depleted tumors for both 

cell lines, indicating decreased proliferation (Supplemental Fig. S3A). No significant change 

was observed in Ki67-positive cells for SCD1-depleted tumors (Supplemental Fig. S3B). 

Analysis of apoptotic markers (caspase-3) revealed an increase in apoptotic cells in PLIN2-

depleted MDA-MB231 tumors, but not in HT29 tumors for either protein depletion. To 

visualize hypoxic regions within the tumors and assess SCD1 expression in the xenografts, we 

performed immunofluorescence staining for CAIX and SCD1 (Fig. 2I). SCD1 expression was 

consistently detected adjacent to CAIX-positive hypoxic areas, and this pattern was observed 

in all sections from both HT29 and MDA-MB-231 xenografts. In SCD1-knockout xenografts, 

SCD1 staining was markedly reduced within the tumor compartment, particularly in CAIX-

positive hypoxic regions (Supplemental Fig. S3C), with the remaining signal likely attributable 

to mouse stromal cells. These observations further support a strong association between 

hypoxia and SCD1 expression, highlighting a potential pro-tumorigenic role for SCD1 in 

hypoxic and metabolically stressed tumor microenvironments 

 

Inhibition of PLIN2 affects fatty acid oxidation in cancer cells. 

Assuming that PLIN2 is essential for LD formation, we assessed fatty acid oxidation (FAO) 

dependency in PLIN2 depleted cancer cells. Western blot analysis showed that CPT1, the rate-

limiting enzyme in FAO, was reduced in PLIN2-depleted cells under normoxia but was 

unaffected by hypoxic conditions (Fig. 3A, B). Cells were next incubated under hypoxia for 

24h. FAO dependency and flexibility were evaluated by Mito Fuel Flex Test Kit. Cancer cells 

were sequentially incubated with pathway inhibitors etomoxir (CPT1), UK5099 (pyruvate) and 

BPTES (glutaminase) in the Seahorse XF Analyzer and oxygen consumption rate (OCR) and 
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extracellular acidification rate (ECAR) were determined. Both PLIN2-depleted HT29 and 

MDA-MB231 cells showed ability to compensate for FAO inhibition (etomoxir) by using 

alternative fuel sources and exhibited decreased dependency on FAO compared to controls (Fig. 

3C-H).  Moreover, PLIN2 depletion did not affect the metabolic flexibility of either cell line 

treated with etomoxir or with inhibitors of pyruvate or glutamine inhibitors. Treatment with 

etomoxir and UK5099/BPTES inhibitors led to an increase in ECAR in both cell lines (Fig. 3I-

L). This data may reflect an enhanced glucose consumption as a compensatory response, 

reflecting metabolic flexibility in response to blocked FAO and glutamine utilization. 

 
Inhibition of PLIN2 or SCD1 affects lipid synthesis and the acetylome of cancer cells. 

We investigated the impact of PLIN2 and SCD1 depletion on de novo FA synthesis and protein 

post-translational modifications in cancer cells. Western blot analysis of FASN, ACC, and 

pACC showed no significant changes in FASN levels (Supplemental Fig. S4A-D), but reduced 

ACC and pACC levels in PLIN2- and SCD1-depleted MDA-MB231 cells, suggesting a 

decrease in FA synthesis (Fig. 4A-D). However, no striking effect was seen on acetyl CoA-

pool in MDA-MB231 and HT29 cells depleted for SCD1 or PLIN2, while a slight fold change 

increase was noticed in SCD-KO MDA-MB231 cells (Fig. 4E). We then applied 

posttranslational acetylome scan analysis by proteomics in SCD1 or PLIN2 KO cells and their 

control cells. Proteomic analysis showed an increase in acetylation of non-histone proteins in 

SCD1-depleted MDA-MB231 cells, including NPM1, SMC3, GAPDH, and VIM (Fig. 3F and 

Supplemental Fig. S5A). Pathway analysis indicated that SCD1 depletion mainly affected 

protein metabolism and cytokine signaling pathways (Fig. 4G). In contrast, PLIN2 depletion 

was linked to decreased acetylation of non-histone proteins (Fig. 4H and Supplemental Fig. 

S5B), affecting pathways related to epigenetic regulation, chromatin modifications, cell cycle, 

RNA metabolism, and SUMOylation (Fig. 4I and Supplemental Fig. S5C). Notably, among the 



 102 

most prominently modified proteins, NPM1 exhibited significant deacetylation (100-fold) upon 

SCD1 depletion (Supplemental Fig. S5A), highlighting its role in cell cycle and stress response. 

 

SCD interacts with NPM1 and increases its stabilization. 

The link between SCD1 and NPM1 deacetylation of NPM1 was confirmed by 

immunoprecipitation (IP) with acetyl-lysine antibodies (AcK) followed by western blot 

analysis for NPM1. Increased level of acetylated NPM1 was detected in SCD1-depleted cells 

(SCD1-KD) compared to controls (Fig. 5A). Additionally, analysis of total NPM1 levels in cell 

lysates (Fig. 5B) revealed that NPM1 was more abundant in SCD1-KD cells than in control 

cells, suggesting that acetylation may reduce NPM1 stability. To address this issue, MDA-MB-

231 control and SCD-KO cells (Fig. 5C), as well as HT29 control and SCD-KO cells, were 

treated with cycloheximide, a protein synthesis inhibitor (Supplementary Fig. S6A). After 96 

h, NPM1 expression was significantly reduced in control cells, whereas NPM1 levels remained 

stable in SCD1-depleted cells following cycloheximide treatment. Furthermore, 

immunoprecipitation of SCD1 with NPM1 (Supplemental Fig. S6B) confirmed their 

association in molecular complexes across multiple cell lines, which was further corroborated 

by reciprocal IP in MDA-MB231, HT29, HS578T and HCT116 cells (Supplemental Fig. S6C). 

To further validate the interaction between SCD1 and NPM1, we performed Gaussia protein–

fragment complementation assays (gPCA) (Fig. 5D). The normalized luminescence ratio 

(NLR) for the SCD1–NPM1 pair was 8, demonstrating a close physical interaction between the 

two proteins in HEK293T cells. Interaction between SCD1 and NPM1 was further validated by 

a proximity ligation assay (PLA), indicating that SCD1 and NPM1 were co-localized in the 

cytoplasm of MDA-MB231 and HT29 cells (Fig. 5E). Moreover, immunofluorescence (IF) 

staining of NPM1 showed an increased nuclear localization of highly acetylated NPM1 in SCD-

KO cells when compared to wild type (WT) control cells. Conversely, in PLIN2-KO cells, 
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deacetylated NPM1 was less abundant in the nucleus compared to control cells. These results 

suggest that SCD1 influences NPM1 cellular localization (Fig. 5F). Overall, our findings 

demonstrate that the stability and localization of the chaperone protein NPM1 are regulated by 

SCD1-dependent deacetylation. In addition, a high correlation score of 0.534 between SCD and 

NPM1 genes (P = 0.007435) was particularly evident across multiple cancer types, including 

breast cancers (Fig. 5G-I). As a control of the correlation analyses for instance, no correction 

was found between SCD and VEGF-A genes in human cancers (Supplemental Fig. S6D). 

Moreover, SCD1 and NPM1 genes expression revealed several similar common target genes 

and pathways (Fig.4J and Supplemental Fig. S6E-G), suggesting a functional interaction of 

SCD1 and NPM1 in human cancers. 

 

SCD1 interacts with HDAC-2. 

To determine whether SCD1-associated NPM1 acetylation involves deacetylases, we examined 

SIRT1, SIRT3, and SIRT7, but found no expression differences between control and SCD1-

KO cells (Supplemental Figure 7A–C). The acetyltransferase EP300 levels were also 

unchanged (Supplemental Figure 7D), and inhibition of EP300 reduced NPM1 acetylation in 

both control and SCD1-KO cells (Supplemental Figure 7E), suggesting that SCD1 regulates 

NPM1 acetylation via a deacetylase other than EP300. To determine if the SCD1 associated 

deacetylation could rely on the recruitment of histone deacetylases (HDACs), we first analyzed 

the mRNA expression of HDAC family members (HDAC1-9) by qRT-PCR (Supplemental Fig. 

S7F and G). No significant differences were observed in HDAC mRNA, except a 

downregulation of HDAC2 and HDAC4 in PLIN2- and SCD-depleted HT29 cells 

(Supplemental Fig. S7F). However, HDAC2 and HDAC4 were not affected in PLIN2 and 

SCD1 depleted MDA-MB231 cells (Supplemental Fig. S7G). Western blot analysis (Fig. 6A) 

showed no differences in protein levels for HDAC1, HDAC3, and HDAC4, while HDAC6 was 



 104 

not expressed in MDA-MB231 and HT29 cells. A slight increase in HDAC2 levels was 

observed in SCD1 knockout (KO) cells (MDA-MB231 and HT29), suggesting a potential 

compensatory mechanism in response to SCD1 depletion. Furthermore, immunoprecipitation 

of SCD1 revealed that HDAC2 was present in SCD1 containing complexes in HT29 and 

MDAM-241 cells (Fig. 6B), which was further validated by reverse IP in these cells (Fig. 6C). 

In contrast, other HDACs (HDAC3, HDAC4 and HDAC6) were either not detected or in SCD1 

immunoprecipitates in MDA-MB231 and HT29 cells (Supplemental Fig. S8A). Interestingly, 

SCD1 and HDAC2 genes showed a high correlation score (0.496) across various cancer types 

(P = 0.00105) including breast cancers (correlation score = 0.506; P = 0.006018) (Fig. 6D-F 

and Supplemental Fig. S8B). Additionally, pathway analysis highlighted common target genes 

and pathways associated with SCD1 and HDAC2 genes in various human cancer types 

including breast cancers (Fig. 6G and Supplemental Fig. S8C-E). Together these data highlight 

a functional role for SCD1 and HDAC2 in posttranslational protein modifications in cancer. 

 

Inhibition of SCD1 sensitizes cancer cells to histone deacetylase inhibitors. 

We hypothesized that SCD1 depletion could enhance cancer cell sensitivity to histone 

deacetylase (HDAC) inhibitors. To test this, we evaluated the effect of a pan-HDAC inhibitor 

cocktail on the proliferation of SCD1 KO and wild-type cells over 96 hours using the Incucyte 

system (Fig. 7A-B). All parental cells showed sensitivity to the HDAC inhibitor cocktail. 

Notably, depletion of SCD1 in HT29 and MDA-MB231 cells resulted in delayed tumor cell 

proliferation over 96 hours, with these cells exhibiting significantly higher sensitivity to the 

HDAC inhibitor cocktail (P < 0.001 and P < 0.0001, respectively) (Fig. 7A). The combination 

of SCD1 depletion and HDAC inhibitors cocktail was more effective at 96 hours when 

compared to control and single agent treatment (Fig. 7B).  Similar results were observed in vitro 

with vorinostat, an FDA-approved HDAC inhibitor (Fig 7C-D). Specifically, SCD1-depleted 
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HT29 (P < 0.0001) and cells MDA-MB231 (P < 0.001) exhibited greater inhibition of 

proliferation by vorinostat compared to their parental counterparts (Fig. 7C). The combination 

of SCD1 depletion and vorinostat was more effective at 96 hours when compared to control 

and single agent treatment (Fig. 7D).   

To investigate the in vivo efficacy of this combination therapy, we utilized the MC38 syngeneic 

colorectal mouse model. Tumor-bearing mice were treated with vehicle, SCD1 inhibitor 

(SCD1i), vorinostat, or the combination of both agents (Fig. 7C–E). The incidence of 

measurable tumors at day 7 and day 17 post-injection was markedly reduced in the combination 

group (Fig. 7C), with only 4 tumors out of 12 injections compared with to 10/12 in the vehicle 

group at day 17, 11/12 in the vorinostat group, and 10/12 in the SCD1i group. Tumor volume 

in the MC38 model was significantly reduced by single-agent treatments and even more 

profoundly by the combined treatment of SCD1i and vorinostat (Fig. 7D). Consistently, only 

the combination therapy significantly reduced tumor weight compared to vehicle-treated 

tumors (Fig. 7E). Importantly, the combination treatment did not induce significant weight loss, 

indicating a tolerable safety profile (Supplemental Fig. S9A). Given the high immunogenicity 

and occasional spontaneous regression of MC38 tumors, we sought to validate the combination 

in a second, less immunogenic syngeneic E0771 model of triple-negative breast cancer in 

C57BL/6 mice (Fig. 7H). Both SCD1i and vorinostat alone significantly reduced tumor growth; 

however, the combination produced a markedly stronger antitumor effect, demonstrating 

enhanced efficacy in an additional immunocompetent context. As observed in the MC38 model, 

neither SCD1 inhibition nor vorinostat alone or in combination affected mouse body weight or 

induced signs of toxicity (Supplemental Fig. S9B). To explore whether this combination 

strategy is effective in human tumor xenografts, we used HT29 control and SCD1-knockout 

(SCD1-KO) cells implanted into immunodeficient RAG1-/- mice. Once tumors reached ~75 

mm³, mice were treated with vehicle or vorinostat. Control HT29 xenografts showed a modest 
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but significant response to vorinostat beginning at day 14. Strikingly, SCD1-KO xenografts 

were highly sensitive to vorinostat in vivo, exhibiting far stronger suppression than predicted 

from in vitro data, culminating in near-complete inhibition of tumor growth (Fig. 7I). As shown 

in representative images (Fig. 7J), tumor size and tumor weight were markedly reduced in the 

SCD1-KO + vorinostat group compared with vehicle or either single treatment. Similar to the 

syngeneic models, vorinostat treatment did not affect mouse body weight (Supplemental Fig. 

S9B).  

Finally, because both vorinostat and SCD1 inhibition can induce metabolic stress, we assessed 

lipid peroxidation following treatment in vitro (Supplemental Fig. S9 D and E). As expected, 

SCD1 inhibition increased lipid peroxidation, as detected by C11-BODIPY fluorescence in 

FACS analysis. Notably, vorinostat treatment also resulted in a measurable increase in lipid 

peroxides, indicating that HDAC inhibition contributes to oxidative lipid damage. To determine 

whether specific inhibition of HDAC2 could reproduce the effects observed with vorinostat and 

whether this response would be further enhanced in the absence of SCD1 (Supplemental Fig. 

9F and G), we treated multiple cancer cell lines (MDA-MB-231, HT29, and HS578T) with 

santacruzamate A (HDAC2i). HDAC2 inhibition significantly reduced cancer cell proliferation 

and did so more effectively in SCD1-depleted cells compared with control cells. These results 

validate HDAC2 and SCD1 as cooperative therapeutic targets and support the concept that dual 

interference with HDAC2 activity and lipid desaturation produces a stronger antiproliferative 

effect. 

Collectively, these data indicate that SCD1 inhibition markedly enhances tumor sensitivity to 

HDAC inhibitors across multiple in vivo models, supporting a compelling therapeutic strategy 

for suppressing tumor growth. 
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Discussion 

In recent years, the impact of lipid metabolism on cancer progression and response to therapy 

has gained significant consideration (Iwamoto et al, 2018; Germain et al, 2020; Martin-Perez 

et al, 2022; Sounni et al, 2014; Bacci et al, 2021; Viswanathan et al, 2017). Our study provides 

evidence linking tumor hypoxia to altered lipid metabolism in cancer cells, with downstream 

effects on proteins involved in cancer progression. Specifically, we observed that hypoxia 

induces the expression of Stearoyl-CoA desaturase (SCD1) and Perilipin 2 (PLIN2), which 

collectively promote lipid droplet (LD) accumulation in cancer cells. Our findings reveal a 

reciprocal regulatory relationship between these proteins, with PLIN2 supporting cancer cell 

survival under hypoxic conditions, while SCD1 primarily influences cell proliferation and 

migration under normoxic and reoxygenation conditions. This interplay suggests that cancer 

cells may regulate lipid desaturation and storage in response to hypoxic stress to prevent lipid 

peroxidation and support cell survival.  

The role of SCD1 in cancer involves balancing saturated and monounsaturated fatty acids 

(SFA/MUFA), which can help cells manage oxidative stress and avoid ferroptosis (Magtanong 

et al, 2019; Zhao et al, 2022). We previously demonstrated that SCD1 protects against reactive 

oxygen species (ROS) and ferroptosis by enriching cell membranes with MUFAs and reducing 

polyunsaturated fatty acids (PUFAs), a process that becomes critical during cancer cells 

transition from hypoxia to reoxygenation (Luis et al, 2021). This study expands on those 

findings by showing that SCD1 regulates the acetylation state of non-histone proteins, 

potentially impacting cancer cell adaptation to stress and by influencing a broad spectrum of 

cellular pathways. Interestingly, our data reveal that PLIN2 or SCD1 depletion leads to 

opposing effects on non-histone protein acetylation. We found that the acetyl-CoA was 

increased significantly in cancer cells after depletion of SCD1 and partly in PLIN2 depleted 

cells. Accordingly, reduced expression of the acetyl CoA carboxylase-1 (ACC-1) in SCD1-KO 
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and in PLIN2-KO cells supports an overall reduction of lipogenesis de novo and therefore the 

increase in the acetyl-CoA pool in KO cells. However, proteomics analyses of acetylated 

proteins did not perfectly correlate with the increase in acetyl-CoA level towards more 

acetylation in the whole proteome of SCD1-KO or PLIN2-KO cells. In contrast, many proteins 

were found either acetylated or deacetylated in the presence of PLIN2 or SCD1. The general 

scheme of the acetylome analysis revealed PLIN2 to promote acetylation of specific proteins, 

while SCD1 is associated with their deacetylation, implying a reversible regulatory mechanism 

that may help cancer cells in adapting to stress conditions. Among the proteins affected by 

SCD1-dependent deacetylation is Nucleophosmin (NPM1), a multifunctional chaperone 

protein, which can function as a tumor suppressor (Karhemo et al, 2011; Zhang et al, 2007; 

Sportoletti et al, 2008), and which is commonly mutated, rearranged and deleted in several 

cancer types (Grisendi et al, 2006; Sportoletti et al, 2008; Nishikawa et al, 2009; Karhemo et 

al, 2011; Shlush et al, 2014; Mano, 2012; Li et al, 2020). We found that SCD1 contributes to 

NPM1 deacetylation, impacting its stabilization and its subcellular localization in the cytoplasm 

or in the nucleus, which may facilitate its role in cancer cell cycle regulation and cancer 

progression (Ånensen et al, 2012; Nishikawa et al, 2009; Leal et al, 2014). This regulatory 

pathway encompassing SCD1 and NPM1 is further underscored by the strong correlation of 

their target genes in human cancers, highlighting a potential signaling axis associated with 

cancer malignancy. Future research should explore the broader implications of SCD1 in protein 

acetylation and investigate other potential synergies between lipid metabolism modulators and 

epigenetic therapies in different cancers. Notably, we provide evidence that SCD1 can 

potentially recruit HDAC2 in a molecular complex containing NPM1, thereby facilitating its 

deacetylation. In addition, SCD1 gene expression profile correlated perfectly with NPM1 or 

HDAC2 genes in human cancers, suggesting that the SCD/HDAC2/NPM1 complex could have 

significant effects on gene regulation. The observed correlations likely reflect multiple layers 
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of regulation, encompassing both genetic and non-genetic mechanisms, including 

transcriptional and post-translational control. This mechanistic insight offers novel perspectives 

on the role of SCD1 in cancer-related transcriptional regulation and protein modification. 

Given the mixed success and challenges of HDAC inhibitors in clinical cancer therapy 

(McClure et al, 2018; Duncan et al, 2023; Bondarev et al, 2021; Biersack et al, 2022), we 

suggest that combining HDAC inhibitors with SCD1 inhibitors may improve efficacy. Our in 

vitro experiments demonstrated that combined inhibition of SCD1 and HDAC significantly 

reduced cancer cell proliferation compared to single-drug treatments. This combination therapy 

was also effective in vivo, as shown in the aggressive colorectal cancer mouse model MC38, 

where SCD inhibition enhanced the tumor-suppressive effects of the HDAC inhibitor vorinostat 

(Blumenschein  Jr. et al, 2008). Because MC38 tumors are highly immunogenic, a fraction of 

implants can undergo spontaneous regression in immunocompetent hosts, potentially 

complicating interpretation of therapeutic responses. To ensure that the enhanced antitumor 

effect of the combination was not model-specific or confounded by MC38 immunogenicity, we 

next evaluated the combination in a second, less immunogenic syngeneic model. We further 

extended our analysis to human colorectal cancer xenografts using HT29 cells and 

corresponding HT29 SCD1-knockout (SCD1-KO) derivatives. These results indicate that 

SCD1 loss dramatically potentiates HDAC inhibition in vivo even in immunodeficient mice, 

confirming that the interaction is tumor cell–intrinsic and not dependent on host immunity. The 

magnitude of response in SCD1-KO xenografts exceeded that observed in vitro, suggesting that 

SCD1 depletion may influence additional tumor microenvironmental factors such as metabolic 

stress, membrane composition, or nutrient availability, which could amplify HDAC inhibitor 

efficacy in vivo. In addition to the in vivo results, our in vitro analyses provide insight into the 

metabolic basis of this cooperative interaction. Both vorinostat and SCD1 inhibition increased 

lipid peroxidation, consistent with enhanced metabolic stress and impaired management of 
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reactive lipid species. Vorinostat alone elevates lipid peroxide levels, indicating that HDAC 

inhibition directly disrupts redox–lipid homeostasis, consistent with its known ability to 

increase ROS and oxidative stress (Jenke et al, 2024). Moreover, selective inhibition of HDAC2 

with santacruzamate A recapitulated the antiproliferative effects of vorinostat and exerted an 

even stronger impact in SCD1-depleted cells across multiple cancer cell lines. Together, these 

data highlight SCD1 and HDAC2 as cooperative vulnerabilities whose simultaneous targeting 

amplifies metabolic and epigenetic stress, resulting in enhanced tumor suppression. The 

convergence of these pathways likely underlies the strong synergy observed across distinct 

tumor models. The present work brings a new model mechanism of SCD role in cancer 

progression and hints for the potential of SCD1 inhibitors in combination with HDAC inhibitors 

for the treatment of human cancers.  

In conclusion, our study indicates that SCD1 and PLIN2 are critical for cancer cell adaptation 

to hypoxia, influencing lipid metabolism, protein acetylation, and tumor progression. 

Therapeutically, we highlighted the potential of targeting SCD1 in combination with HDAC 

inhibitors to improve antitumor responses, presenting a promising approach for cancer 

treatment. Future studies extending these findings to human tumor samples will help further 

substantiate their translational and clinical relevance. 
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Figure 1: Hypoxia regulates the expression of proteins involved in lipid desaturation and 

storage in cancer cells. (A-B) Western blot analysis of SCD1 expression in MDA-MB231 in 

(A) and HT29 cancer cells in (B) incubated under normoxia, hypoxia condition and after 

reoxygenation. Graphs are densitometry quantification of western blot analysis. HSC70 serves 

as a loading control. (C) Western blot analysis of SCD1 and HIF1a expression in multiple cell 

lines cells incubated under normoxia, hypoxia condition and after reoxygenation. Graphs are 

densitometry quantification of western blot analysis. HSC70 serves as a loading control. (D) 

Western blot analysis of SCD expression on control and SCD1 knockout (SCD1-KO) cells. (E) 

Detection of lipid droplets (LDs) after Bodipy 493/503 staining on MDA-MB231 and HT29 

cancer cells incubated in normoxic or hypoxic conditions. (F) Detection of lipid droplets by 

immunofluorescence staining of PLIN2 on MDA-MB231 and HT29 cancer cells incubated 

under normoxia or hypoxia conditions. (G) Western blot analysis of SCD expression on control 

and SCD1 knockout (SCD1-KO) cells. (H) Western blot analysis of PLIN2 expression on 

control and PLIN2 knockout (PLIN2-KO) cells. HSC70 serves as a loading control. (I) 

Detection of lipid droplets after Bodipy 493/503 staining on control, PLIN2-KO and SCD1-KO 

cells. Both the western blot and immunofluorescence (IF) experiments were repeated three 

independent times (n=3). *P < 0.05,  *** P< 0.001 
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Figure 2: PLIN2 and SCD1 inhibitions reduce cancer cell proliferation in vitro and in 

vivo.  (A) Migration assessment of HT29 (left) and MDA-MB231 (right) control cells and 

PLIN2-KO cancer cells incubated under normoxia conditions for 24 hours. (B) Migration 

assessment of HT29 (left) and MDA-MB231 (right) control and PLIN2-KO cancer cells in 

hypoxic conditions for 24 hours.  (C) Proliferation assessment of HT29 (left) and MDA-MB231 

(right) control and PLIN2-KO cancer cells incubated under normoxia conditions for 24 hours. 

(D) Proliferation assessment of HT29 (left) and MDA-MB231 (right) control and PLIN2-KO 

cancer cells incubated under normoxia conditions for 24 hours.  (E) Proliferation assessment of 

HT29 (left) and MDA-MB231 (right) control and SCD-KO cells incubated under normoxia 

conditions. (F) Tumor growth of HT29 Control (Ctrl), PLIN2-KO cells (PLIN2-KO1 and 

PLIN2-KO2) (left graph), and SCD-KO cells (SCD-KO1 and SCD-KO2) (right graph) injected 

in RAG2-/- mice (n=6), the HT29 control graphs on the left and on the right are identical. (G-

H) Tumor growth of MDA-MB231 Control (Ctrl), PLIN2-KO cells (PLIN2-KO1 and PLIN2-

KO2) in (G), and SCD-KO cells (SCD-KO1 and SCD-KO2) in (H), injected in nude mice 

(n=6). (I) Immunofluorescent staining of CAIX (green) and SCD1 (yellow) in MDA-MB-231 

control tumors, showing the whole section and adjacent localization of CAIX and SCD1. * P< 

0.05; ** P< 0.01; *** P< 0.001 
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Figure 3: Decreased dependency on fatty acid oxidation (FAO) in PLIN2-depleted cells. 

(A, B) Western blot of CPT1 on control and PLIN2-KO HT29 cells (A) and MDA-MB231 cells 

(B) incubated under normoxia and hypoxia conditions for 24 hours. HSC70 serves as a loading 

control and densitometry of CPT1 was normalized to it. Control and PLIN2 KO HT29 and 

MDA-MB231 cells were preincubated under hypoxia for 24h and their metabolic activities 

were assessed in (C-L). (C, D) Normalized OCR data from dependence (C) or capacity (D) 

measurements in control and PLIN2-KO HT29 cells. (E) Fatty acid oxidation percentage 
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representing capacity (Dependence + Flexibility), dependence (Blue) and flexibility (Orange) 

in control and PLIN2 KO HT29 cells. (F, G) Normalized OCR data from dependence (F) or 

capacity (G) measurements in control and PLIN2-KO MDA-MB231 cells. (H) Fatty acid 

oxidation percentage representing capacity (Dependence + Flexibility), dependence (Blue) and 

flexibility (Orange), in MDA-MB231 cells. (I, J) Normalized ECAR data from dependence (I) 

and capacity (J) measurements on HT29 in control and PLIN2-KO HT29 cells. (K, L) 

Normalized ECAR data from dependence (K) and capacity (L) measurements in control and 

PLIN2-KO MDA-MB231 cells. WB analyses were conducted in two independent repeats 

(n=2), while OCR and ECAR measurements were obtained from a single experiment performed 

in technical triplicates. 
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Figure 4: Inhibition of PLIN2 or SCD1 affects lipid synthesis in cancer cells. (A) Western 

blot analysis of phACC and ACC expression in HT29 control and SCD-KO cells. HSC70 serves 

as a loading control. (B) Western blot analysis of phACC and ACC in control and SCD1-KO 

MDA-MB231 cells. (C) Western blot analysis of phACC and ACC in HT29 control and PLIN2-

KO cells. (D) Western blot analysis of phACC and ACC in control and PLIN2-KO MDA-

MB231 cells. HSC70 was used as a loading control, and densitometry of phACC/total ACC 

ratios were normalized to it. (E) Mass spectrometry quantification of acetyl-CoA pool, 

presented as fold changes over control cells, in SCD-KO and PLIN2-KO HT29 and MDA-

MB231 cells. (F) Volcano plot of the proteins in acetylome scan analysis of control vs SCD-
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depleted MDA-MB231 (SCD1-KD) cells and according to the average ratio of three technical 

replicates and p values. (G) Graphical representation of pathways involving proteins 

differentially deacetylated by SCD1. (H) Volcano plot of the proteins in acetylome scan 

analysis of control vs PLIN2-depleted MDA-MB231 cells and according to the average ratio 

of three technical replicates and P-values. (I) Graphical representation of pathways involving 

proteins differentially acetylated by PLIN2. Each experiment was repeated twice (n=2), except 

for the acetylome analysis, which was performed once in biological triplicate.  
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Figure 5: SCD interacts with NMP1 and increases its stabilization.  (A) Co-

immunoprecipitation of acetylated-lysines and detection of NPM1 by western blot in control 

and SCD1- depleted cells. (B) Western blot analysis of NPM1 in cell lysates of control and 

SCD1-depleted cells. (C) Stability assay for NPM1 by western blot at different time points 

after treatment with cycloheximide (100µM) of control and SCD1-depleted cells. HSC70 

serves as a loading control. (D) Interaction between SCD1 and NPM1 was assessed using 

Gaussia protein-fragment complementation assays (gPCA). The normalized luminescence 

ratio (NLR) for the SCD1–NPM1 interaction is shown. Experiments were performed with n = 

5 independent biological replicates. P-value corresponds to P < 0.01. (E) Images of a 

Proximity Ligation Assay on HT29 and MDA-MB231 cells. Red dots represent proximity 

between NPM1 and SCD1. (F) Immunofluorescent staining of NPM1 in control, PLIN2-KO 

and SCD-KO MDA-MB231 cells. NPM1 is shown in red, and DAPI (blue) marks the 

nucleus. (G) Correlation analysis of SCD gene expression with other genes revealed a 

correlation score of 0.534 with NPM1 in all cancer types (P= 0.007435). (H, I) Scatter plot 

showing the relationship between genome-wide co-expression correlations for SCD and 

NPM1 in all cancer types (H) and in breast cancers (I). Displayed R value determined by 

Pearson correlation. (J) Top differentially (left) and similarly (right) correlated pathways 

between SCD and NPM1 target genes in all cancer types. All experiments, except where 

indicated, were reproduced at least twice. Correlation analysis used ARCHS4 v8 (Feb 2020) 

with 238,522 human samples (Illumina HiSeq/NextSeq), each linked to GEO entries with 

tissue annotations and metadata. 
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Figure 6: SCD1 interacts with HDAC2. (A) Western blot analysis of HDAC1, -2, -3, -4 and 

-6 proteins in control, PLIN2-KO and SCD1-KO HT29 and MDA-MB231cells. HSC70 

serves as a loading control. (B) Immunoprecipitation of SCD1 and detection of HDAC2 by 

western blot analysis in HT29 and MDA-MB231 cells. (C) Revers IP after 

immunoprecipitation of HDAC2 and detection of SCD1 by western blot analysis in HT29 and 

MDA-MB231 cells. (D) Correlation analysis of SCD gene expression with other genes 

revealed a correlation score of 0.496 with HDAC2 in all cancers (P= 0.001005). (E, F) 

Scatter plot showing the relationship between genome-wide co-expression correlations for 

SCD and HDAC2 in all human cancer tissues (E), and in breast cancers (F). Displayed R 

value determined by Pearson correlation. (G) Top differentially (left) and similarly (right) 

correlated pathways between SCD and HDAC2 target genes in all cancer types. All 

experiments were reproduced at least three times (n=3), and correlation analysis used 

ARCHS4 v8 (Feb 2020), as shown in Figure 5. 
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Figure 7: SCD-KO cells show sensitivity to acetylation inhibitors. (A) Proliferation assay 

with incucyte® at indicated time points of control, SCD-KO HT29 and MDA-MB231 cells 

treated with DMSO (Ctrl) or with a Deacetylase Inhibitor Cocktail.  (B) Cell proliferation 

assessment at 96 hours of cells treated in A. (C) Proliferation of cells treated with DMSO 

(Ctrl) or with Vorinostat (0,75 µM). (D) Cell proliferation assessment at 96 hours of cells 

treated in C. (E) Tumor uptake table of mouse colorectal tumors MC38 at day 7 and at day 17 

post-injection in C57/Bl6 mice with different treatments. (F) Tumor growth of MC38 tumors 

in C57/Bl6 mice and treated with either vehicle, vorinostat and SCD Inhibitor (SCDi) as 

single agents or after the combination of both vorinostat and SCDi. (G) Tumor weight of 

MC38 tumors. (H) Tumor growth of E0771 tumors in C57BL/6 mice treated with vehicle, 

vorinostat, or SCD inhibitor (SCDi) alone, or with the combination of vorinostat and SCDi. 

(I) Tumor growth of HT29 control (Ctrl) or PLIN2-KO (PLIN2-KO1) cells treated with 

vehicle or vorinostat. HT29 tumors were injected into RAG1-/- mice (n=5). (J) Representative 

images of tumors from the experiment shown in (I). (K) Tumor weight of HT29 control and 

PLIN2-KO cells treated with vehicle or vorinostat, corresponding to (I). ns: P> 0.05; * P< 

0.05; ** P< 0.01 *** P< 0.001; **** P< 0.0001 
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Stearoyl-CoA desaturase-1 drives tumor growth by interacting with histone deacetylase-
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Supplementary Figures and Supplementary Figure legends 
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Figure S1: SCD1 expression is regulated by hypoxia and correlates with HIF1α in human 

cancers. (A–C) qRT-PCR analysis of SCD1 (A), SREBP1 (B), and DERBP2 (C) in MDA-MB-

231, HT29, HS578T, and HCT116 cells incubated under normoxic or hypoxic conditions or 

after 24 h reoxygenation (n=3). Expression was normalized to GAPDH. (D) Scatter plots 

showing genome-wide co-expression of HIF1α and SCD1 across all cancers (left), breast 

cancers (middle), and intestinal cancers (right). (E) Gene Ontology (GO) analysis of ARCHS4 

RNA-seq data identifies a lipid droplet signature significantly correlated with HIF1α. Genes 

were ranked by correlation with HIF1α using CorrelationAnalyzer, which calculated 

normalized enrichment scores (NES) and q-values. R values represent Pearson correlations. 

ARCHS4 v8 (Feb 2020) includes 238,522 human samples (Illumina HiSeq/NextSeq) linked to 

GEO entries with tissue annotations. (F) Western blot analysis of SCD expression in control 

and in SCD-KO HCT116 and HS578T cells. HSC70 served as a loading control.  * P< 0.05 
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Figure S2: SCD and PLIN2 are mutually influenced and regulate LD formation in cancer 

cells. (A) Western blot of PLIN2 in MDA-MB231 and HT29 cells incubated under normoxic 

or hypoxic conditions and treated with DMSO (-) or SCD1 inhibitor (SCDi; 20 µM) for 24 h. 

HSC70 served as a loading control and the graphs show the results of the densitometry 

quantification of the Western blot results. (B) Western blot of SCD1 on PLIN2 depleted from 

MDA-MB231 and HT29 Knockout (KO) cells incubated under normoxia or hypoxia conditions 

and quantifications. HSC70 served as a loading control.  (C) PLIN2 staining on MDA-MB231 

and LLC cells incubated either under normoxia or hypoxia conditions, with or without an SCD1 

pharmaceutical inhibitor (SCDi; 20 µM) and quantifications. (D) Detection of PLIN2 by 

Western blot analysis after immunoprecipitation of SCD1 in HT29 and MDA-MB231 cells 

lysates. (E) Reciprocal immunoprecipitation showing the detection of SCD1 by Western blot 

following immunoprecipitation of PLIN2 in HT29 and MDA-MB-231 cell lysates. 

Experiments were independently repeated three times (n=3). *P < 0.05; **P < 0.01; 

****P < 0.001. 
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Figure S3: Depletion of PLIN2 decreases cell proliferation and increases apoptosis in 

vivo. (A, B) Immunohistochemistry analysis of Ki67 in (A) and caspase-3 in (B) in tumor 

sections of HT29 and MDA-MB-231 xenografts depleted from PLIN2 or SCD1 and 

quantification of Ki67 or casapse-3 positive cells in whole tumor sections. (C) 

Immunofluorescent staining of CAIX (green), SCD1 (yellow), and DAPI (blue) in HT29 and 

MDA-MB-231 control tumors, as well as in SCD-KO tumors, showing the whole section and 

the adjacent localization of CAIX and SCD1. Scale bars = 100 mm. ns: P> 0.05; ***P< 

0.001; **** P< 0.0001 
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Figure S4: Inhibition of PLIN2 or SCD1 affects lipid synthesis in cancer cells. (A, B) 

Western blot analysis of FASN expression in control vs PLIN2-KO (A) and in control vs. SCD-

KO HT29 cells (B).  (C, D) Western blot of FASN expression in control vs. PLIN2-KO (C) and 

in control vs. SCD-KO MDA-MB 231 cells (D). HSC70 served as a loading control. FASN 

ratios were normalized to control (n = 2).   
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Figure S5: Downregulation of SCD1 increases the acetylation of non-histone proteins. (A) 

Acetylome analysis of nonhistone proteins deacetylated (left graph) or acetylated (right graph) 

in an SCD1-dependent manner in control MDA-MB231cells compared to SCD-1 depleted 

(SCD1-KD) cells. (B) Acetylome analysis of nonhistone proteins acetylated (top graph) or 

deacetylated (bottom graph) in an PLIN2-dependent manner in control MDA-MB231 cells 

compared to PLIN2 depleted (PLIN2-KO) cells (non-exhaustive). (C) Pathway enrichment 

analysis of proteins identified in both acetylome analyses. 
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Figure S6: SCD interacts with NMP1 and increases its stabilization.   

(A) Stability assay for NPM1 by Western blot at different time points after treatment with 

cycloheximide (100 µM) in HT29 control and SCD-KO cells. (B) Immunoprecipitation of 

SCD1 and detection of NPM1 by Western blot analysis in MDA-MB231, HS578T, HCT116 

and HT29 cells.  Inputs are shown on the right. (C) Revers IP, after immunoprecipitation of 

NPM1 and detection of SCD1 by Western blot analysis. Inputs are shown on the right. HSC70 

served as a loading control. (D) Correlation analysis of SCD gene expression with VEGFA gene 

(left graph) and Scatter plot (right graph) illustrating no correlation with these two genes in all 

type of cancers, correlation score of 0,0531 and P-value = 0,001318. (E) Top differentially 

(left) and similarly (right) correlated target genes between SCD and NPM1 in all cancer types.  

(F, G) Top differentially (left) and similarly (right) correlated target genes (F) and pathways 

(G) between SCD and NPM1 in breast cancers.  Displayed R value determined by Pearson 

correlation. 
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Figure S7: Effects of SCD1 and PLIN2 depletion on the expression of HDACs. (A–D) 

Western blot analysis of the deacetylases SIRT1 (A), SIRT3 (B), and SIRT7 (C), and the 

acetyltransferase EP300 (D) in MDA-MB-231 cells. HSC70 served as a loading control. (E) 

Assessment of NPM1 acetylation by immunoprecipitation with an acetyl-lysine antibody (Ac-

K), followed by western blotting for NPM1 in control (Ctrl) and SCD-KO cells treated with 

DMSO or the EP300 inhibitor (EP300i; 50 µM) for 24h. (F-G) qRT-PCR analysis of several 

mRNAs of HDACs in control, PLIN2-KO or SCD-KO HT29 cancer cells (F), and in control, 

PLIN2-KO or SCD1-KO MDA-MB231 cells (G). 
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Figure S8
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Figure S8: SCD1 and HDAC2 gene expression correlated in human cancer. (A) Co-

immunoprecipitation of SCD1 and western blot analysis of HDAC3, HDAC4 and HDAC6 in 

HT29 and MDA-MB231 cells. Inputs are shown on the right. (B) Correlation score of SCD and 

HDAC2 genes in breast cancers, correlation score of 0.561 and P-value = 0.006. (C) Top 

differentially (left) and similarly (right) correlated target genes between SCD and HDAC2 in 

all cancer types. (D, E) Top differentially (left) and similarly (right) correlated target genes (E) 

and pathways (E) between SCD and HDAC2 genes in breast cancers.  Displayed R value 

determined by Pearson correlation. 
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Figure S9: SCD-KO cells and tumors show sensitivity to acetylation inhibitors. (A) Weight 

of C57BL/6 mice bearing MC38 tumors treated with vehicle, vorinostat, an SCD inhibitor 

(SCDi), or a combination of vorinostat and SCDi. (B) Weight of C57BL/6 mice bearing E0771 

tumors treated with vehicle, vorinostat, SCDi, or the combination of vorinostat and SCDi. (C) 

Weight of RAG1-/- mice bearing HT29 control or SCD-KO tumors treated with vehicle or 

vorinostat. (D–E) Lipid peroxide detection using BODIPY™ 581/591 C11 by FACS in (D) 

MDA-MB-231 cells or (E) HT29 cells treated with DMSO, SCD1 inhibitor (SCDi; 20 µM), 

vorinostat (0.75 µM), or both inhibitors for 24 h. Fold change of mean fluorescence intensity 

(MFI) relative to the control group (Ctrl) was calculated for each condition; shift counts are 

shown on the right. (F) Proliferation assay with the Incucyte® at the indicated time points for 

MDA-MB-231, HT29, and HS578T control (Ctrl) cells and their corresponding SCD-KO cells 

treated with DMSO or the HDAC2 inhibitor santacruzamate A (0.75 µM). (G) Cell 

proliferation at 48 h of the cell lines described in panel (F). The FACS experiments were 

independently reproduced twice, and the Incucyte assays were reproduced three times. 
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Discussion et perspectives 
 
Depuis quelques années, la recherche contre le cancer s’est de plus en plus intéressée au 

métabolisme, notamment celui des lipides et à son impact quant au développement de 

résistances aux traitements 299. En effet, les lipides sont particulièrement importants pour 

l’homéostasie cellulaire et la prolifération. Pour les cellules cancéreuses, une utilisation 

optimisée du métabolisme des lipides offre de nombreux avantages allant de la protection 

face à divers stress et traitements à la croissance tumorale en passant par un apport 

conséquent d’énergie et la régulation de nombreuses voies de signalisation 300. Au-delà des 

altérations du métabolisme, le microenvironnement joue un rôle clé avec des conditions 

physico-chimiques, telles que l’acidose ou l’hypoxie, pouvant impacter non seulement les 

cellules cancéreuses mais aussi les cellules associées à la tumeur 301.  

 

Régulation des gouttelettes lipidiques (LDs) par le stress hypoxique 
 

Les gouttelettes lipidiques apparaissent souvent comme des organelles inertes mais ces 

dernières constituent en réalité un mécanisme essentiel du métabolisme des lipides. Les 

lipides sont connus pour représenter une arme à double tranchant. Ils représentent des 

éléments essentiels à l’apport énergétique, au maintien d’une structure membranaire 

appropriée ainsi qu’à l’efficacité de nombreuses voies de signalisation. Cependant, leurs 

proportions et leur localisation peuvent les rendre délétères pour diverses fonctions 

cellulaires 302. La lipotoxicité et le stress oxydatif sont deux conséquences bien connues d’une 

accumulation inappropriée de lipides pouvant conduire à la mort cellulaire. C’est donc à ce 

niveau que les gouttelettes lipidiques prennent toute leur importance par leur fonction de 

stockage et de régulation du relargage des lipides 148. Les LD sont donc un outil de contrôle 

essentiel pour protéger les lipides de réactions à risque pour la cellule et pour assurer leur 

distribution adéquate. Il a déjà été observé qu’une augmentation des LD sous hypoxie 

naturelle ou induite par la thérapie peut favoriser la survie des cellules cancéreuses face au 

stress oxydatif et à la ferroptose 303.  

 

Notre travail s’est donc inscrit dans une recherche de la compréhension du métabolisme des 

lipides dans les cellules cancéreuses en hypoxie et de moyens de pouvoir l’exploiter afin de 
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combattre le cancer. Des travaux précédents menés au laboratoire ont révélé deux protéines 

d’intérêts, toutes les deux impactées par l’hypoxie. La périlipine 2 (PLIN2), protéine ubiquiste 

associée aux gouttelettes lipidiques et SCD1, une enzyme responsable de la première étape 

d’insaturation des acides gras 297. PLIN2 est une protéine impliquée dans l’accumulation des 

gouttelettes lipidiques et a pour rôle majeur de moduler l’accès d’enzymes lipolytiques aux 

lipides contenus dans les LD. SCD1 est quant à elle connue pour son rôle de désaturase 

oxygène-dépendante permettant de moduler l’équilibre entre les acides gras mono-insaturés 

et poly-insaturés. Cette fonction est essentielle dans la synthèse des acides, sa régulation et 

la protection contre la ferroptose. Ces deux protéines sont toutes les deux connues dans de 

nombreux cancers en ayant des pronostics majoritairement défavorables pour les patients en 

favorisant la rechute tumorale après traitement 303.  

 

Dans cette étude, nous avons d’abord confirmé l’impact de l’hypoxie sur l’expression de PLIN2 

et de SCD1 par Western Blot. Nous avons pu montrer une augmentation de leur expression 

en hypoxie et pour SCD1, nous avons constaté que son expression tend à rester légèrement 

élevée après réoxygénation dans plusieurs lignées cellulaires. Cette confirmation ayant été 

établie par la mise en évidence d’HIF1-alpha, nous avons choisi d’étudier leur impact sur la 

formation des gouttelettes lipidiques. De plus, nous avons validé cette association in vivo, 

dans des tumeurs issues de xénogreffes de MDA-MB231 et de HT29, par la mise en évidence 

de SCD1 exprimée dans les zones hypoxiques marquées par le CA9 (protéines induites par 

l’hypoxie). Pour valider le rôle des protéines cibles (SCD1 et PLIN2), nous avons logiquement 

utilisé une approche de délétion génétique par la technique de CRISPR-cas9 dans les HT29, les 

MDA-MB231 et nous avons étendu notre étude aux cellules HCT116 et HS578T.   

 

Interaction entre PLIN2 et SCD1 et rôle dans la formation des LDs 
 

Nous avons pu observer que la déplétion de PLIN2 ou de SCD1, dans les cellules MDA-MB231 

et HT29, diminue fortement l’accumulation de LD, réduit la migration et la prolifération des 

cellules in vitro et réduit également la croissance tumorale in vivo. PLIN2 et SCD1 sont toutes 

les deux impliquées dans le métabolisme des lipides au sens large mais leurs rôles respectifs 

ne semblaient pas forcément sous-entendre des conséquences communes. Nous avons donc 

investigué la relation entre ces deux protéines. Pour cela, nous avons effectué des Western 



 153 

Blots pour observer l’expression de l’une en absence de l’autre. L’expression de PLIN2 et 

l’accumulation de gouttelettes lipidiques sont donc réduites dans les cellules SCD1-KO ou 

traitées par un inhibiteur de SCD1. De même que SCD1 voit son expression diminuée dans les 

cellules PLIN2-KO en comparaison aux cellules contrôles. Une co-immunoprécipitation de 

SCD1 a par ailleurs révélé PLIN2 par Western Blot, suggérant une potentielle interaction entre 

les deux protéines. Ces résultats suggèrent que le métabolisme des lipides cache encore de 

nombreuses subtilités qu’il sera nécessaire d’explorer pour pouvoir en exploiter les pleins 

pouvoirs. Dans un premier temps, il serait utile d’utiliser d’autres techniques telles que le test 

PLA « proximity ligation assay » pour éventuellement confirmer une interaction entre PLIN2 

et SCD1. Dans ce cas, il serait par la suite nécessaire d’étudier la localisation de cette 

interaction qui pourrait survenir dans des points de contacts entre les gouttelettes lipidiques 

et le réticulum endoplasmique et d’en étudier les causes et conséquences 304. On pourrait 

émettre l’hypothèse que SCD1 effectue son activité enzymatique au niveau d’une interface 

RE-LD de manière à directement incorporer le résultat de sa réaction dans les LD et réguler de 

cette manière les rapports MUFA/SFA environnants. Il conviendrait également de vérifier 

l’impact que l’hypoxie pourrait avoir sur cette interaction et ses mécanismes en gardant 

l’esprit ouvert face à d’autres fonctions possibles de SCD1. Concernant l’interdépendance des 

expressions de PLIN2 et de SCD1, elle parait malgré tout logique. En effet, une disponibilité de 

stockage des lipides conséquente s’avère peu utile dans des conditions où la synthèse des 

lipides est limitée et deviendrait un gaspillage considérable d’énergie 305 alors que les cellules 

se retrouvent déjà dans des conditions de stress important. À l’inverse, une synthèse 

importante de lipides sans lieu de stockage disponible représente un risque non négligeable 

pour la cellule qui se retrouve à la merci de phénomènes de lipotoxicité et de ferroptose. Ainsi, 

il semble cohérent que les deux mécanismes présentent un lien réciproque assurant la survie 

cellulaire.  

 

Le stockage des lipides représentant un élément clé du métabolisme des lipides, il ne serait 

pas surprenant de retrouver des liens entre l’expression de PLIN2 et de différentes enzymes 

impliquées dans la synthèse ou l’oxydation des lipides 95. Dans cette optique, nous avons 

révélé l’expression de FASN, ACC (phosphorylé ou non) et de CPT1 dans nos cellules déplétées 

en PLIN2. Nos résultats suspectent une potentielle influence de PLIN2 sur la 

déphosphorylation d’ACC avec un effet d’inactivation et sur l’expression de CPT1 en hypoxie 
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tandis que l’expression de FASN ne semble pas particulièrement modifiée 212. Ces résultats 

nous ont poussé à investiguer l’effet de l’expression de PLIN2 associé à l’hypoxie sur 

l’oxydation des acides gras. Grâce à un test effectué au Seahorse et communiquant des 

informations sur la capacité, la flexibilité et la dépendance de la mitochondrie à un substrat 

donné, nous avons constaté que la déplétion de PLIN2 dans les cellules cancéreuses traitées 

24 heures en hypoxie diminue la dépendance de la mitochondrie à l’oxydation des acides gras 

mais permet à sa flexibilité de rester élevée et de garder une capacité similaire aux cellules 

contrôles. Ce résultat sous-entend que la mitochondrie présente une capacité à s’adapter aux 

conséquences d’une altération du stockage des lipides 193. L’absence de gouttelettes 

lipidiques peut représenter deux risques principaux pour la mitochondrie : des acides gras 

supplémentaires à éliminer pour éviter qu’ils ne partent dans des voies résultant en la mort 

cellulaire et un manque d’apport stable en acides gras. Nos résultats montrent surtout une 

adaptation mitochondriale sur ce deuxième point. Elle reste capable d’oxyder les lipides mais 

en dépend moins pour son fonctionnement.  

 

En s’attardant un peu plus sur l’effet de l’expression de PLIN2 sur l’activité de l’acétyl-CoA 

carboxylase, la question se pose de savoir si son inactivité en absence de PLIN2 présente des 

conséquences au niveau du pool d’acétyl-CoA dans la cellule. Nous avons donc mesuré la 

quantité d’acétyl-CoA contenu dans les cellules contrôles et PLIN2-KO. Ces résultats montrent 

une tendance vers une augmentation du pool dans les cellules PLIN2-KO mais elle n’est pas 

significative et nous ne pouvons donc pas conclure d’effet de PLIN2 sur la quantité d’acétyl-

CoA intracellulaire. Cette tendance pourrait cependant avoir du sens puisque l’inactivation de 

l’ACC limiterait la conversion de l'acétyl-CoA en malonyl-CoA et serait cohérente avec une 

diminution de la production d’acides gras dans les cellules présentant un nombre réduit de 

gouttelettes lipidiques 306. Il serait donc utile d’accorder de l’attention à cet aspect lors de 

travaux ultérieurs afin de mieux comprendre les implications d’une délétion de PLIN2 sur le 

métabolisme des lipides. En effet, plusieurs études montrent que PLIN2 ne se limite pas à 

stabiliser les gouttelettes lipidiques : elle participe à leur interaction avec les mitochondries et 

à la redistribution des organelles, créant un microenvironnement métabolique favorable à la 

survie tumorale. Cette organisation spatiale des lipides pourrait moduler la concentration 

locale d’acétyl-CoA dans le cytosol et le noyau, influençant la synthèse lipidique et les 

modifications épigénétiques qui activent des gènes oncogéniques 94,307.  



 155 

 

Rôle de PLIN2 dans l’acétylation des protéines non histones 
 

Au-delà du pool d’acétyl-CoA, nous avons également investigué le niveau d’acétylation des 

protéines dans nos cellules par une analyse de l’acétylome de nos cellules contrôles et celles 

présentant une déplétion de PLIN2. Ce test démontre un impact considérable de PLIN2 sur 

l’acétylation des protéines non-histones. On observe une désacétylation massive dans les 

cellules n’exprimant pas PLIN2 comparé aux cellules contrôles, suggérant ainsi un rôle de 

PLIN2 dans l’acétylation des protéines non-histones. Ce résultat soulève une question 

concernant l’activité de l’ACC et le pool d’acétyl-CoA dans les cellules PLIN2-KO. En effet, une 

délétion de PLIN2 a pour effet d’inactiver l’ACC qui ne convertit donc plus l’acétyl-CoA en 

malonyl-CoA et augmentant potentiellement et légèrement le pool d’acétyl-CoA. Pourtant, 

aucune association entre le pool d’acétyl-CoA et l’acétylation des protéines n’a été observée 

dans les cellules KO pour PLIN2. Il serait par conséquent intéressant de trouver où part tout 

cet acétyl-CoA en mesurant notamment sa quantité dans différents compartiments cellulaires 

ainsi que dans le milieu extracellulaire 308. Une autre technique qui fournirait d’autant plus 

d’informations serait d’utiliser de l’acétyl-CoA marqué 309 pour pouvoir suivre son parcours et 

mieux comprendre son utilisation par rapport à l’expression de PLIN2. Il est important de 

rappeler que ces expériences ont été effectuées dans des conditions normoxiques et que les 

reproduire en conditions hypoxiques pourrait communiquer de nombreuses informations 

intéressantes dans la compréhension du métabolisme des lipides dans les cellules cancéreuses 

survivant à cette condition de stress. Il conviendrait également de pouvoir s’attarder sur les 

nombreuses cibles acétylées en présence de PLIN2 et d’investiguer le lien qui pourrait se faire 

entre l’expression de PLIN2 et l’acétylation des protéines. PLIN2 module l’acétylation de plus 

de 300 protéines impliquées dans de multiples voies cellulaires, notamment celles liées à la 

prolifération cellulaire, à la réponse aux stress, au métabolisme des ARN et à la régulation de 

l’expression génique, incluant la méthylation de l’ADN, la protection des télomères, 

l’organisation de la chromatine, l’assemblage du nucléosome, la régulation épigénétique ou 

encore le fonctionnement de la RNA polymérase I. Ce lien pourrait indiquer un niveau 

supplémentaire d’action du métabolisme des lipides et des gouttelettes lipidiques pouvant 

servir ou desservir les cellules tumorales. Il faudrait pour cela comparer ces résultats avec des 

cellules saines pour reconnaître les cibles spécifiques d’un contexte cancéreux et les étudier 



 156 

plus profondément. Nous pourrions ainsi trouver de nouvelles cibles à étudier pour combattre 

le cancer de manière spécifique et en limitant les effets secondaires. En observant les 

protéines plus fortement acétylées dans les cellules contrôles, on retrouve déjà quelques 

protéines bien connues comme NPM1, la tubuline, la filamine A, GAPDH, FASN, la vimentine. 

Dans l’autre sens, nous trouvons tout de même des protéines plus fortement acétylées en 

absence de PLIN2 bien qu’elles soient drastiquement moins nombreuses. On remarque 

notamment CD44 et BRCA2 comme des cibles intéressantes. Cette partie de nos résultats 

ouvre la porte à de nombreuses investigations visant à explorer l’impact de PLIN2 sur 

l’acétylation de ces cibles et à déterminer leur site d’acétylation, ce qui pourrait être déjà 

connu ou non. En effet, l’acétylation, en plus d’être transitoire et rapidement modifiable peut 

présenter des effets très variables selon la protéine touchée et son site précis d’acétylation 
229. Un tel travail pourrait ouvrir la voie à l’étude de nombreuses subtilités encore méconnues. 

En termes de mécanisme, le lien entre PLIN2 et l’acétylation est encore méconnu et son 

investigation parait essentielle pour pouvoir éventuellement agir de manière à impacter de 

nombreuses protéines pro- ou anti-tumorales à des fins thérapeutiques.  

 

Rôle de SCD1 dans la désacétylation des protéines non histones  
 

De la même manière que pour PLIN2, l’effet de la déplétion de SCD1 sur l’activité de l’ACC a 

été vérifié par Western blot mais n’a pas montré d’effet particulier au-delà d’une réduction 

de l’expression de l’ACC. La mesure du pool d’acétyl-CoA montre une augmentation 

significative bien que faible de celui-ci, d’une façon relativement similaire à PLIN2. À nouveau, 

il serait pertinent d’investiguer les mouvements d’acétyl-CoA dans ces cellules cancéreuses 

modifiées. En effet, SCD1, en catalysant la conversion des acides gras saturés en MUFA, 

influence directement la consommation d’acétyl-CoA pour la lipogenèse et la fluidité 

membranaire 310. L’inhibition de SCD1 active AMPK et inhibe ACC, réduisant la conversion 

d’acétyl-CoA en malonyl-CoA et perturbant la synthèse lipidique 311. Cette modulation 

impacte non seulement la quantité globale d’acétyl-CoA mais aussi sa distribution entre le 

cytosol et les mitochondries, avec des conséquences potentielles sur les voies épigénétiques 

dépendantes de l’acétylation 310. Par ailleurs, la balance MUFA/PUFA joue un rôle critique : un 

excès de MUFA favorise la prolifération et la résistance au stress oxydatif, tandis qu’une 

augmentation des PUFA peut induire la ferroptose et modifier le flux d’acétyl-CoA 312. 
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Cependant, nous avons constaté dans une analyse de l’acétylome des cellules SCD1-KO que 

l’effet de SCD1 sur l’acétylation est radicalement différent de PLIN2 puisqu’il est son inverse. 

Ce résultat indique un effet plutôt de désacétylation de la part de SCD1 avec une majorité de 

protéines non-histones acétylées dans les cellules déplétées en SCD1 et quelques protéines 

désacétylées dans ces mêmes conditions. Parmi les protéines notables repérées dans cette 

analyse de l’acétylome, nous retrouvons certaines protéines également trouvées dans 

l’analyse de l’acétylome des cellules déplétées pour PLIN2. Par exemple, la filamine A, GAPDH, 

NPM1 et la vimentine. Il faudrait donc évaluer les sites d’acétylation de ces protéines pour 

déterminer s’ils sont communs ou distincts et évaluer l’effet de l’acétylation sur ces cibles 275. 

Cela pourrait éventuellement indiquer des voies de régulation encore méconnues et reliant 

ces deux protéines entre elles. Ce travail serait tout autant profitable sur les autres protéines 

trouvées dans l’acétylome de SCD1 qu’elles soient désacétylées ou acétylées en présence de 

SCD1. Dans les voies impactées par l’effet de SCD1 sur l’acétylation, on retrouve notamment 

la biogenèse des mitochondries, la régulation d’HIF, la signalisation immunitaire, la réponse 

au stress, le métabolisme des ARN et des protéines. La mise en contexte de ces voies avec 

l’expression de SCD1 et en connaissant l’effet de l’acétylation sur les cibles trouvées dans 

l’acétylome permettrait à nouveau d’ouvrir des pistes pour de nouveaux traitements plus 

spécifiques contre divers cancers. Il convient encore une fois de comparer ces résultats avec 

des cellules saines pour distinguer les cibles thérapeutiques éventuelles et de refaire ces tests 

dans des conditions hypoxiques.  

 

Régulation de la stabilité de NPM1 par SCD1 
 

À la suite de ces résultats, nous avons focalisé notre travail sur une protéine que l’on a 

retrouvée fortement désacétylée par SCD1, la nucléophosmine NPM1. Elle présente un fold 

change de plus de 100 et est déjà connue dans certains cancers comme la leucémie 292. Il est 

également intéressant de noter qu’on la retrouve aussi dans l’analyse de l’acétylome des 

cellules PLIN2-KO mais avec un effet inverse sur son acétylation. Cette protéine NPM1 ouvre 

à elle seule une porte vers de nombreuses possibilités de conséquences car elle est 

multifonctionnelle et le site d’acétylation retrouvé dans l’analyse de l’acétylome des cellules 

SCD1-KO n’a pas encore été spécifiquement étudié. Nous avons dans un premier temps 

confirmé l’augmentation de l’acétylation de NPM1 dans les cellules SCD1-KO en co-
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immunoprécipitant toutes les protéines acétylées et en révélant NPM1 par Western Blot. 

Ensuite, nous avons simplement évalué par Western Blot son niveau d’expression dans les 

cellules contrôles et déplétées pour SCD1. Cela a révélé une augmentation de la quantité de 

protéine NPM1 présente dans les cellules KO. Afin de distinguer s’il s’agissait d’une 

augmentation de l’expression de NPM1 ou de sa stabilisation, nous avons effectué un test 

avec le cycloheximide bloquant la synthèse des protéines. Cela nous a permis de constater 

que l’acétylation de NPM1 sur sa lysine 267 joue un rôle stabilisateur puisqu’on la retrouve 

toujours présente après 96 heures de traitement. Un autre aspect non négligeable de NPM1 

est sa capacité à se déplacer entre le noyau et le cytoplasme, connu pour affecter ses 

différentes fonctions 292. Il a par ailleurs été montré que dans certaines leucémies, NPM1 

présente une mutation qui le rend exclusivement cytoplasmique et l’empêche ainsi d’exercer 

pleinement ses différentes fonctions. Par marquage de NPM1 dans la région de sa lysine 267 

dans des cellules contrôles, PLIN2-KO et SCD1-KO, nous avons pu constater un impact 

considérable de l’acétylation sur sa localisation cellulaire. NPM1 présente une localisation 

variée dans les cellules contrôles, parfois nucléaire, parfois cytoplasmique. Étant donné que 

NPM1 joue un rôle clé dans le cycle cellulaire qui est dépendant de sa localisation, il n’est pas 

surprenant de la retrouver dans différents compartiments dans différentes cellules qui 

peuvent être à des étapes différentes du cycle cellulaire 286. Dans les cellules PLIN2-KO, la 

localisation de NPM1 devient majoritairement cytoplasmique tandis qu’elle est fortement 

nucléaire dans les cellules SCD1-KO. Ces changements de localisation dans des cellules 

présentant des modifications agissant de manière contraire sur le niveau d’acétylation de 

NPM1 suggèrent une régulation de la localisation de NPM1 dépendante de son niveau 

d’acétylation. Nous pourrions donc avancer que NPM1 acétylé se retrouve dans le noyau et 

sa version désacétylée dans le cytoplasme. Cette différence de localisation dépendante de 

l’acétylation peut certainement jouer un rôle majeur dans le fonctionnement de NPM1 et ainsi 

agir sur divers évènements régulés par NPM1 338. Par exemple, l’acétylation de NPM1 la 

conduisant dans le noyau pourrait affecter ses rôles dans la réparation de l’ADN, la 

séquestration de p14ARF, le chaperonnage d’histones ou encore la duplication du 

centrosome. Sa désacétylation la localisant dans le cytoplasme pourrait agir sur la biogenèse 

des ribosomes, la régulation de p53 et la réponse aux stress 286. Il conviendrait de pouvoir 

étudier plus précisément la ou les fonction(s) de NPM1 impactée(s) par l’acétylation de ce site 
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pour potentiellement définir des méthodes capables de moduler le fonctionnement de NPM1 

en notre faveur.  

Nous avons cherché à comprendre le mécanisme par lequel SCD1 peut influencer l’état 

d’acétylation de NPM1 de manière aussi efficace. La co-immunoprécipitation de NPM1 suivie 

de la révélation de SCD1 et inversement a montré une possible interaction entre ces deux 

protéines. Bien que les IP inverses n’aient pas toujours été convaincantes, en raison de 

problèmes liés aux anticorps utilisés pour l’immunoprécipitation, nous avons testé une autre 

approche directe utlisant la technique gPCA. Cette méthode nous a permis de consolider nos 

données et de confirmer que NPM1 est un partenaire solide de SCD1. Nous avons aussi 

effectué une expérience de PLA « proximity ligation assay » et évaluer la corrélation reliant 

SCD1 et NPM1 dans les cancers qui ont corroboré ce résultat. Ainsi, SCD1 pourrait agir de 

manière relativement directe pour promouvoir la désacétylation de NPM1. Ces expériences 

seraient utiles à réitérer avec d’autres protéines détectées dans l’analyse de l’acétylomes 

comme « désacétylées » par SCD1. La probabilité d’une fonction désacétylase per se de SCD1 

étant faible, nous avons dans un premier temps investigué la possibilité d’une association 

SCD1-désacétylase par co-immunoprécipitations de SCD1 et révélations des différentes HDAC 

connues 314. Ce travail a soulevé une potentielle interaction entre SCD1 et l’HDAC2 qui est 

soutenue par la co-immunoprécipitation inverse ainsi que par une corrélation forte entre 

SCD1 et HDAC2. Ce résultat est en faveur de notre hypothèse et pourrait suggérer la formation 

d’un complexe SCD1-HDAC2-cible. Il est nécessaire de pousser les tests plus loin avant 

d’attester un tel complexe fonctionnel mais nous pouvons émettre l’hypothèse d’un 

mécanisme par lequel SCD1 pourrait faciliter le rôle de l’HDAC2 et la guider vers ses 

différentes cibles. Bien que ces données n’excluent pas l’implication d’autres HDAC, elles 

soutiennent un lien fonctionnel entre HDAC2 et le phénotype induit par la perte de SCD1. 

Parmi les désacétylases analysées par Western Blot et immunoprécipitation, HDAC2 était la 

seule co-immunoprécipitée avec SCD1 de manière reproductible, suggérant une association 

préférentielle. L’analyse de SIRT1 et SIRT3 n’a révélé aucune différence d’expression entre 

cellules contrôle et SCD1-KO. De même, l’expression d’EP300, une acétyltransférase de NPM1, 

n’était pas modifiée par la déplétion de SCD1. L’inhibition d’EP300 a réduit l’acétylation de 

NPM1 dans les cellules contrôle et SCD1-KO, indiquant que l’augmentation observée dans les 

cellules SCD1-KO ne s’explique pas uniquement par l’activité des acétyltransférases.  
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Nos données indiquent que SCD1 régule principalement NPM1 au niveau post-traductionnel, 

en favorisant sa désacétylation et sa dégradation, ce qui pourrait altérer sa fonction de 

suppresseur de tumeur. Ce mécanisme a été observé dans des lignées cellulaires cancéreuses 

in vitro. Dans les tumeurs humaines, une corrélation entre l’expression de SCD1 et de NPM1 

a été observée dans plusieurs types de cancers, suggérant l’existence de mécanismes de 

régulation supplémentaires, génétiques et non génétiques.  

 

Nous avons également examiné le rôle potentiel de l’hypoxie, capable de stabiliser SCD1 et 

HIF1α. Bien que leurs niveaux protéiques augmentent, l’hypoxie n’a pas modifié leur 

expression transcriptionnelle dans les lignées cellulaires étudiées. Ces résultats suggèrent que 

la régulation post-traductionnelle observée in vitro pourrait ne représenter qu’un aspect d’un 

réseau de régulation plus complexe dans les tumeurs.  Ce nouveau rôle de SCD1 a le potentiel 

d’ouvrir de nombreuses opportunités de découvertes et d’éventuellement donner une 

explication à l’augmentation de son expression en conditions hypoxiques malgré l’inutilité de 

sa fonction de désaturase en absence d’oxygène. Cela nécessite cependant des études 

beaucoup plus poussées avant de pouvoir arriver à ce type de conclusion. Il est notamment 

nécessaire de refaire ce travail en hypoxie pour évaluer si cette explication tient la route.    

 

L’inhibition de SCD1 augmente la sensibilité des tumeurs aux 
inhibiteurs des HDAC 
 

Afin d’exploiter nos résultats dans une optique thérapeutique, nous avons testé in vitro un 

cocktail d’inhibiteurs des désacétylases sur des cellules déplétées pour SCD1 qui a montré des 

résultats encourageants. Ce cocktail n’étant pas réaliste à transférer in vivo, nous avons refait 

l’expérience avec un inhibiteur bien connu des désacétylases et déjà impliqué dans des essais 

cliniques, le vorinostat 315. Enfin, l’inhibiteur pan-HDAC vorinostat a renforcé l’inhibition de la 

croissance des cellules déplétées en SCD1, un effet partiellement reproduit par l’inhibiteur 

sélectif de HDAC2 santacruzamate-A. Ensemble, ces résultats soutiennent HDAC2 comme 

médiateur principal de la régulation dépendante de SCD1 de l’acétylation de NPM1, sans 

exclure la contribution d’autres HDAC. L’expérience a ensuite été effectuée in vivo et 

démontré que la combinaison entre le vorinostat et l’inhibition de SCD1 présentaient une 

efficacité plus importante que les deux éléments séparés. En plus de MC38, un modèle 
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syngénique de cancer colorectal, nous avons testé un second modèle syngénique, E0771 

(TNBC murin), et avons observé une activité antitumorale cohérente de la combinaison entre 

l’inhibition de SCD1 et le vorinostat. Ces données in vivo supplémentaires soutiennent la 

généralisabilité de l’effet de la combinaison entre différents types tumoraux et répondent à 

la question du choix des modèles. Nous avons également étendu nos analyses dans les 

tumeurs humaines en évaluant la délétion génétique de SCD1 dans la lignée cellulaire de 

cancer colorectal HT29, ce qui a révélé une suppression marquée de la croissance tumorale in 

vivo après déplétion de SCD1, renforçant ainsi la pertinence du ciblage de SCD1 dans le cancer 

colorectal. Concernant l’utilisation du vorinostat, nous reconnaissons qu’il s’agit d’un 

inhibiteur pan-HDAC et qu’il ne permet donc pas d’isoler spécifiquement les effets de HDAC2 

in vivo. Néanmoins, aux Etats-Unis, le vorinostat est un médicament approuvé en clinique et 

largement utilisé, et sa combinaison avec l’inhibition pharmacologique ou la déplétion 

génétique de SCD1 constitue un cadre cliniquement pertinent pour évaluer une vulnérabilité 

thérapeutique, en particulier dans les tumeurs intrinsèquement résistantes à l’inhibition des 

HDAC.  Il est important de noter que la spécificité de HDAC2 a été abordée in vitro à l’aide de 

l’inhibiteur sélectif de HDAC2 santacruzamate-A, qui a montré une inhibition marquée de la 

croissance spécifiquement dans les cellules déplétées en SCD1, dans plusieurs lignées 

cellulaires. Nous n’avons pas testé santacruzamate-A in vivo en raison de l’absence de 

données pharmacocinétiques et pharmacodynamiques établies, ce qui limite actuellement 

son applicabilité translationnelle. Nous convenons que la validation de la synergie SCD1–

HDAC2 dans des modèles tumoraux HDAC2-KO renforcerait davantage la spécificité 

mécanistique et constitue une perspective importante pour de futures études. Ces résultats 

suggèrent une piste thérapeutique à envisager plus profondément et potentiellement avec un 

inhibiteur spécifique de l’HDAC2 afin de limiter les effets indésirables. À nouveau, il serait 

intéressant d’investiguer cette partie dans des conditions hypoxiques pour la partie in vitro et 

d’adapter le modèle in vivo avec des inhibiteurs d’angiogenèse pour accentuer le stress 

hypoxique dans les tumeurs. La combinaison pourrait également être testée dans des 

conditions de réoxygénation.  

 

En résumé, nos résultats montrent que l’hypoxie influence le métabolisme des lipides par 

l’augmentation de l’expression de SCD1 et PLIN2 qui se présentent comme des facteurs clés 

de l’accumulation des gouttelettes lipidiques et une régulation réciproque reliant ces deux 
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protéines. Au-delà de leur effet sur le métabolisme des lipides, notre travail a démontré un 

nouvel aspect impacté par SCD1 et PLIN2 qui correspond à l’acétylation des protéines. Ces 

résultats ouvrent la porte à de nombreuses questions concernant les cibles, les mécanismes, 

les conséquences et les portées thérapeutiques de ce nouvel axe de régulation modulé par 

des acteurs du métabolisme des lipides.   

 

Nos travaux ouvrent de nombreuses pistes pour mieux comprendre le métabolisme lipidique 

dans les cellules cancéreuses et son impact sur la survie tumorale. La relation entre PLIN2 et 

SCD1, ainsi que leur rôle dans la formation des gouttelettes lipidiques et la régulation de 

l’acétylation des protéines, mérite d’être explorée plus en profondeur. Il serait notamment 

intéressant de confirmer leur interaction directe, de localiser précisément cette association 

au sein de la cellule et d’évaluer l’influence de l’hypoxie sur ces mécanismes. 

 

Le lien entre PLIN2, SCD1 et la régulation de NPM1 et d’autres protéines non-histones ouvre 

également de nouvelles perspectives thérapeutiques. Comprendre comment l’acétylation et 

la désacétylation modulent ces cibles pourrait révéler des vulnérabilités spécifiques aux 

cellules tumorales et guider le développement de traitements combinant inhibition de SCD1 

et HDAC. La validation de ces approches dans différents modèles tumoraux, en particulier sous 

hypoxie, permettra de mieux traduire nos découvertes vers la clinique. 

 

Enfin, nos résultats suggèrent que le métabolisme des lipides ne se limite pas à fournir de 

l’énergie ou des composants membranaires : il pourrait agir comme un régulateur clé des 

modifications post-traductionnelles et de la signalisation cellulaire. Explorer cette dimension 

métabolique-épigénétique pourrait révéler de nouvelles cibles et stratégies pour lutter contre 

le cancer de manière plus précise et efficace. 
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Conclusion 
 
Notre étude met en lumière le rôle central du métabolisme lipidique dans la survie et la 

progression des cellules cancéreuses sous hypoxie. Nous avons identifié PLIN2 et SCD1 comme 

des acteurs clés de l’accumulation des gouttelettes lipidiques, régulant non seulement le 

stockage des lipides mais aussi l’acétylation des protéines non-histones, avec des effets 

marqués sur des cibles telles que NPM1. Ces mécanismes révèlent un lien inédit entre 

métabolisme et régulation post-traductionnelle, contribuant à la prolifération et à la 

résistance des cellules tumorales. 

 

Sur le plan thérapeutique, nos travaux suggèrent que l’inhibition de SCD1, en combinaison 

avec des inhibiteurs de HDAC comme le vorinostat, peut représenter une stratégie 

prometteuse pour sensibiliser les tumeurs à ces traitements et limiter leur progression. Ces 

résultats ouvrent la voie à de nouvelles approches ciblées, exploitant les vulnérabilités 

métaboliques et épigénétiques des cancers, et offrent un cadre solide pour des recherches 

futures visant à développer des thérapies plus efficaces et spécifiques. 

 

En résumé, nos résultats montrent que l’hypoxie influence le métabolisme des lipides par 

l’augmentation de l’expression de SCD1 et PLIN2, qui se présentent comme des facteurs clés 

de l’accumulation des gouttelettes lipidiques et une régulation réciproque reliant ces deux 

protéines. Au-delà de leur effet sur le métabolisme des lipides, notre travail a démontré un 

nouvel aspect impacté par SCD1 et PLIN2, correspondant à l’acétylation des protéines.  

 

Notre étude a mis en lumière l’importance de deux protéines, PLIN2 et SCD1, dans la 

régulation des gouttelettes lipidiques sous hypoxie. PLIN2, associée aux gouttelettes 

lipidiques, modère la lipotoxicité et l’accès des enzymes lipolytiques aux lipides, tandis que 

SCD1, une désaturase dépendante de l’oxygène, joue un rôle crucial dans la synthèse et la 

régulation des acides gras monoinsaturés. L’expression accrue de ces protéines en hypoxie, 

observée dans plusieurs lignées cellulaires de cancer du sein triple négatif et de cancer 

colorectal, s’est montrée au niveau protéique pour SCD1 et HIF1-alpha mais pas au niveau de 

l’ARNm. Nous avons ensuite exploré l’aspect fonctionnel de cette régulation de PLIN2 et SCD1 

par l’hypoxie en générant des cellules KO pour ces deux protéines.  
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La délétion de PLIN2 ou de SCD1 diminue fortement l’accumulation de gouttelettes lipidiques, 

réduit la migration et la prolifération des cellules in vitro, et réduit également la croissance 

tumorale in vivo. De plus, une interdépendance entre PLIN2 et SCD1 dans la formation des LD 

a été révélée, suggérant une interaction potentielle entre ces deux protéines.  

 

En s’attardant sur l’effet de l’expression de PLIN2 et de SCD1 sur l’activité de l’acétyl-CoA 

carboxylase (ACC), nous avons constaté que l’inactivation de l’ACC en absence de PLIN2 ou de 

SCD1 pourrait limiter la conversion de l'acétyl-CoA en malonyl-CoA, bien que cette tendance 

ne soit pas significative. De plus, l’analyse de l’acétylome a révélé des effets opposés de PLIN2 

et SCD1 sur l’acétylation des protéines non-histones. PLIN2 semble favoriser l’acétylation, 

tandis que SCD1 favorise la désacétylation. Ces résultats soulèvent des questions sur 

l’utilisation de l’acétyl-CoA et son impact sur le métabolisme des lipides. 

 

Nous avons cherché à comprendre le mécanisme par lequel SCD1 peut influencer l’état 

d’acétylation de NPM1 de manière aussi efficace. La co-immunoprécipitation de NPM1 suivie 

de la révélation de SCD1 et inversement, l’étude par gPCA ainsi que des expériences de PLA 

« proximity ligation assay », ont montré une interaction entre ces deux protéines. SCD1 

pourrait agir de manière relativement directe pour promouvoir la désacétylation de NPM1, 

potentiellement via une association avec l’HDAC2. Cette hypothèse est soutenue par des co-

immunoprécipitations et une forte corrélation entre SCD1 et HDAC2, suggérant la formation 

d’un complexe SCD1-HDAC2-cible. 

 

Afin d’exploiter nos résultats dans une optique thérapeutique, nous avons testé in vitro un 

cocktail d’inhibiteurs des désacétylases sur des cellules déplétées pour SCD1, montrant des 

résultats encourageants. En utilisant le vorinostat, un inhibiteur des désacétylases déjà 

impliqué dans des essais cliniques, nous avons démontré in vivo que la combinaison entre le 

vorinostat et l’inhibition de SCD1 présente une efficacité supérieure à celle des deux éléments 

séparés. Ces résultats, confirmés avec un inhibiteur spécifique de l’HDAC2 (santacruzamate-

A) sur plusieurs lignées, suggèrent une piste thérapeutique prometteuse, potentiellement 

avec un inhibiteur spécifique de l’HDAC2 pour limiter les effets indésirables.  
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De façon remarquable, la validation in vivo du modèle MC38 (colorectal murin), E0771 (TNBC 

murin) et HT29 colorectal humain ont permis d’observer une activité antitumorale cohérente 

de la combinaison SCD1–vorinostat, soutenant la généralisabilité de cet effet à différents 

types tumoraux. 

 

Ces résultats ouvrent de nouvelles perspectives thérapeutiques de ce nouvel axe de régulation 

modulé par des acteurs du métabolisme des lipides.
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Résumé 
 
Les lipides sont essentiels pour l'homéostasie cellulaire et la résistance aux stress. Les 

gouttelettes lipidiques (LD) sont des organites essentiels dans ce métabolisme, servant de 

stockage pour prévenir la lipotoxicité et le stress oxydatif. Notre étude examine les rôles de 

PLIN2 et SCD1, deux protéines influencées par l'hypoxie, dans le métabolisme des lipides et 

l'acétylation des protéines dans les cellules cancéreuses. 

En utilisant des lignées cellulaires PLIN2-KO et SCD1-KO, nous avons observé que la déplétion 

de ces protéines réduit significativement l'accumulation des LD, la migration et la prolifération 

in vitro ainsi que la croissance tumorale in vivo. L'augmentation de l'expression de PLIN2 et 

SCD1 sous hypoxie a été confirmée, avec une expression de SCD1 restant élevée après 

réoxygénation. Des investigations supplémentaires ont révélé une régulation réciproque 

entre PLIN2 et SCD1 et suggèrent une interaction potentielle. Notre analyse de l'acétylome a 

montré des effets opposés de PLIN2 et SCD1 sur l'acétylation des protéines non-histones. 

PLIN2 favorise l'acétylation tandis que SCD1 favorise la désacétylation, affectant notamment 

NPM1. L'acétylation de NPM1 influence sa stabilisation et sa localisation cellulaire. Nous avons 

cherché à comprendre le mécanisme par lequel SCD1 peut influencer l'état d'acétylation de 

ses cibles. SCD1 pourrait agir de manière relativement directe pour promouvoir la 

désacétylation de NPM1, potentiellement via une association avec l'HDAC2. Cette hypothèse 

est soutenue par des co-immunoprécipitations et une forte corrélation de SCD1 avec NPM1 

et l’HDAC2, suggérant la formation d'un complexe SCD1-HDAC2-cible. L’utilisation du 

vorinostat, un inhibiteur de désacétylase, en combinaison avec l’inhibition de SCD1 résulte en 

un efficacité plus importante que les traitements séparés, suggérant ainsi une opportunité 

thérapeutique à investiguer. 

En résumé, nos résultats montrent que l'hypoxie influence le métabolisme des lipides par 

l'augmentation de l'expression de SCD1 et PLIN2, qui se présentent comme des facteurs clés 

de l'accumulation des gouttelettes lipidiques. Note travail a également démontré un nouvel 

aspect impacté par SCD1 et PLIN2, correspondant à l'acétylation des protéines. Ces résultats 

ouvrent la porte à de nombreuses questions concernant les cibles, les mécanismes, les 

conséquences et les portées thérapeutiques de ce nouvel axe de régulation modulé par des 

acteurs du métabolisme des lipides. 
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Abstract 
 
Recent research has increasingly focused on the role of lipid metabolism in cancer, particularly 

its impact on treatment resistance. Lipids are crucial for cellular homeostasis and 

proliferation, offering cancer cells advantages such as protection from stress, energy supply, 

and regulation of signaling pathways. Lipid droplets (LDs) are essential organelles in lipid 

metabolism, serving as storage and regulatory units to prevent lipotoxicity and oxidative 

stress. Our study investigates the roles of PLIN2 and SCD1, two proteins influenced by hypoxia, 

in lipid metabolism and protein acetylation in cancer cells. 

Using PLIN2-KO and SCD1-KO cell lines, we observed that depletion of PLIN2 or SCD1 

significantly reduces LD accumulation, migration, and proliferation in vitro, and tumor growth 

in vivo. Western Blot analysis confirmed increased expression of PLIN2 and SCD1 under 

hypoxia, with SCD1 expression remaining elevated post-reoxygenation. Further investigation 

revealed a reciprocal regulation between PLIN2 and SCD1 and suggest a potential interaction. 

Our acetylome analysis demonstrated opposing effects of PLIN2 and SCD1 on protein 

acetylation. PLIN2 promotes acetylation, while SCD1 favors deacetylation, affecting non-

histone proteins such as NPM1. Notably, NPM1 acetylation influences its stabilization and 

cellular localization. We explored the mechanism behind the influence of SCD1 on NPM1 

acetylation, identifying a potential interaction between SCD1 and HDAC2. Co-

immunoprecipitation and correlation studies suggest a functional SCD1-HDAC2 complex, 

potentially guiding HDAC2 to its targets. Therapeutically, combining vorinostat, an HDAC 

inhibitor, with SCD1 inhibition showed enhanced efficacy in vitro and in vivo, indicating a 

promising treatment strategy. 

In summary, hypoxia modulates lipid metabolism through increased expression of PLIN2 and 

SCD1, which regulate LD accumulation and protein acetylation. These findings highlight a 

novel regulatory axis with significant therapeutic potential, warranting further investigation 

into the mechanisms and clinical applications of targeting lipid metabolism in cancer. 

 


