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Summary 
Hepatic stellate cells (HSCs) are non‐parenchymal liver resident cells in the space of Dissé, 

which are central to metabolism and storage of retinoids in the body and are involved in liver 

development,  immunoregulation,  homeostasis,  regeneration,  and  fibrosis.  In  healthy  liver, 

HSCs are in a state referred as quiescent. After liver injury, HSCs develop into activated HSCs, 

which are then able to proliferate, migrate, contract, and differentiate to other liver cell types 

and, in this way, contribute to liver regeneration. However, during sustained liver injury HSCs 

promote  liver  fibrosis  via  excessive  extracellular  matrix  production.  The  key  signaling 

networks,  which  maintain  quiescent  of  HSCs  or  orchestrate  their  plasticity  toward  liver 

regeneration  or  fibrosis  need  further  investigation.  The  RAS  family  is  central  in  a  network 

controlling  intracellular  signaling  pathways,  which  adopt  the  cellular  responses  upon 

integration  of  external  stimuli  from  the  neighboring  cells  and  the microenvironment.  The 

functions  and  activity  of  RAS  dependent  signaling  pathways  in  the  fate  of HSCs  are  poorly 

understood.  This doctoral  thesis provides new  insights  into  the  expression pattern,  isoform 

specificity, activity and networking of RAS family members and their signaling components  in 

both  quiescent  and  activated  HSCs.  The  obtained  data  revealed  a  differential  expression 

pattern  for  RAS  isoforms,  where  embryonic  stem  cell‐expressed  RAS  (ERAS)  is  specifically 

expressed  in quiescent HSCs and becomes drastically down‐regulated after HSC activation.  In 

contrast to ERAS, other members of the RAS family, e.g., MRAS, RRAS, RALA, and RAP2A were 

rather up‐regulated upon HSC activation. Comprehensive biochemical studies  identified ERAS 

as a unique member of the RAS family with remarkable sequence deviations, additional motifs, 

and  an  extended  N‐terminal  region.  The  latter  appears  to  be  important  for  the  signaling 

activity of ERAS. Most remarkably, ERAS revealed a different mode of effector  interaction as 

compared  to  classical  HRAS  signaling,  thereby,  correlating  with  deviations  in  the  effector‐

binding site of ERAS. Hence, ERAS signals maintain the HSC quiescent by the inhibition of both 

proliferation  and  apoptosis  via  various  pathways,  such  as  JAK‐STAT3,  AKT‐mTORC1‐FOXO1, 

mTORC2‐AKT,  and  RASSF5‐HIPPO.  In  contrast,  activated  HSCs  exhibited  YAP‐CTGF/NOTCH2 

and RAS‐RAF‐MEK‐ERK activity, which are involved in HSC proliferation and development. 



 

  

 

II 

 

Zusammenfassung 

Hepatische Sternzellen  (HSCs)  sind nicht‐parenchymale,  im Dissé'schen Raum der  Leber 

ansässige Zellen, welche für den Metabolismus und die Speicherung von Retinoiden im Körper 

von  zentraler  Bedeutung  sind.  HSCs  sind wesentlich  an  der  Entwicklung,  Immunregulation, 

Homöostase,  Regeneration,  sowie  an  der  Fibrose  der  Leber  beteiligt.  In  gesundem 

Lebergewebe befinden die HSCs sich in einem ruhenden Zustand. Nach einer Leberschädigung 

werden sie zu aktivierten HSCs (aHSCs) umprogrammiert und gewinnen dadurch die Fähigkeit 

zur  Proliferation,  Migration,  Kontraktion,  sowie  Differenzierung  in  andere  hepatische 

Zelltypen. Somit tragen HSCs wesentlich zur Regeneration der Leber bei. Bei einer anhaltenden 

Leberschädigung  begünstigen  HSCs  jedoch  durch  eine  übermäßige  Produktion  an 

extrazellulärer  Matrix  die  Entstehung  einer  Fibrose.  Die  zugrundeligenden 

(patho)biochemischen Signalkaskaden, welche  für die Aufrechterhaltung  ruhender HSCs und 

deren  Aktivierung  im  Rahmen  regenerativer  und  fibrotischer  Prozesse  in  der  Leber 

ausschlaggebend  sind,  waren  zu  Beginn  dieser  Arbeit  weitestgehend  unklar.  Die  RAS‐

Proteinfamilie  spielt  eine  zentrale  Rolle  für  die  Kontrolle  intrazellulärer  Signalwege, welche 

zelluläre  Reaktionen  entsprechend  äußerer  Reize  benachbarter  Zellen  und  der 

Mikroumgebung  vermitteln. Die  Analysen  der  Funktionen  und  die  Aktivität  RAS‐abhängiger 

Signalwege  in ruhenden vs. aktivierten HSCs war das Hauptziel dieser Doktorarbeit, die neue 

Einblicke in die Expressionsänderung, Isoform‐Spezifizät, Aktivität und die Signalnetzwerke von 

Mitgliedern  der  RAS  Proteinfamilie  und  deren  Komponente,  sowohl  in  qHSCs,  als  auch  in 

aHSCs,  charakterisiert.  Hierbei  konnte  gezeigt  werden  dass  die  bisher  nur  wenig 

charakterisierte  RAS  Isoform  ERAS  (embryonic  stem  cell‐expressed  RAS)  spezifisch  in  qHSCs 

exprimiert wird  und  nach  deren Aktivierung  im Gegensatz  zu  allen  anderen  RAS‐Isoformen 

drastisch  runterreguliert  wird. MRAS,  RRAS,  RALA  und  RAP2A  wurden  dagegen  nach  HSC‐

Aktivierung  hochreguliert.  In  umfangreichen  biochemischen  Analysen  wurde  ERAS  als 

einzigartiges  Mitglied  der  RAS  Familie  identifiziert,  gekennzeichnet  durch  deutliche 

Sequenzunterschiede,  zusätzliche  Motive,  sowie  einen  verlängerten  N‐Terminus.  Letzterer 

scheint  eine  Rolle  in  der  ERAS  vermittelten  Signaltransduktion  einzunehmen. 

Interessanterweise  zeigen  ERAS  und HRAS  eine  größtenteils  nicht  überlappende  Interaktion 

mit  Effektoren.  Dieser  Unterschied  korreliert  mit  Abweichungen  in  den 

Effektorbindungsstellen von ERAS. ERAS‐Signale erhalten demzufolge die Quieszenz ruhender 

HSC  durch  die  Inhibition  von  sowohl  Proliferation  als  auch  Apoptose  via  verschiedener 

Signalwege,  wie  JAK‐STAT3,  AKT‐mTORC1‐FOXO1,  mTORC2‐AKT,  und  RASSF5‐HIPPO.  Im 

Gegensatz  dazu  zeigen  die  aktivierten  HSCs  YAP‐CTGF/NOTCH2‐  und  RAS‐RAF‐MEK‐ERK‐

Aktivität, die an der Proliferation und Entwicklung von HSCs beteiligt sind. 
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Abbreviation 

aa  amino acid 
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CXCR4  chemokine (C‐X‐C motif) receptor 4 
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ERK  extracellular regulated kinase 
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GSK3β  glycogen synthase kinase 3 beta 
GTP  guanosine triphosphate 
GTPases  guanosine triphosphatase 
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HCC  hepatocellular carcinoma 
HGF  hepatocyte growth factor 
HRAS  harvey rat sarcoma 
HSC  hepatic stellate cell 
HVR  hypervariable region 
IGF  insulin‐like growth factor 
IQGAP  IQ motif‐containing GTPase‐activating protein  
IRSp53  insulin receptor substrate p53  
JMML  juvenile myelomonocytic leukemia  
KRAS  kirsten rat sarcoma 
mDia  mammalian diaphanous  
MEK  MAP/ERK kinase 
MLST8  mammalian lethal with SEC13 protein 8 
MMP  matrix‐metalloproteinase 
MRAS  muscle rat sarcoma 
MSC  mesenchymal stem cell 
mSIN1  mammalian stress‐activated MAP kinase‐interacting protein 1 
MST  mammalian sterile 20‐like kinase 
mTORC  mammalian target of rapamycin 
NF1  neurofibromatosis type 1  
NRAS  neuroblastoma rat sarcoma 
NORE1  novel RAS effector 1 
OCT4  octamer‐binding transcription factor 4 



 

  

 

V 

 

PAK  p21‐activated kinase  
PDGF  platelet‐derived growth factor 
PDK1  3‐phosphoinositide‐dependent protein kinase 1 
PH  pleckstrin homology  
PHx  partial hepatectomy 
PIP3  phosphoinositide 3,4,5‐trisphosphate 
PI3K  phosphoinositide 3‐kinase 
PKR  protein kinase C‐related kinase 
PLC  phospholipase C 
PP1  protein phosphatase 1 
PPARγ  peroxisome proliferator‐activated receptor γ 
PRAS40  40 kDa pro‐rich Akt substrate 
PROTOR  protein observed with RICTOR  
PTM  post‐translational modification 
qHSC  quiescent HSC 
RA  RAS association 
RAC  RAS‐related C3 botulinum toxin substrate 
RAF  rapidly accelerated fibrosarcoma 
RAL  RAS like 
RALBP1  RALA binding protein 1 
RALGDS  guanine nucleotide dissociation stimulator 
RAP2A  RAS related protein 2A 
RAPTOR  regulatory‐associated protein of mTOR  
RAS  rat sarcoma 
RAS D  RAS, dexamethasone‐induced 
RASSF  RAS‐association domain family 
RBD  RAS binding domain 
RGL  RALGDS like 
RHO  RAS homolog 
RICTOR  rapamycin‐insensitive companion of mTOR  
RLIP76  76 KDa RAL‐interacting protein 
RHEB  RAS homolog enriched in brain 
ROCK  RHO‐associated coiled‐coil kinase 
RRAS  related RAS 
SAM  sterile α motif 
SARAH  salvador‐RASSF‐HIPPO 
SATB1  AT‐rich binding protein 1 
SDFα  stromal cell‐derived factor α 
SH2  src homology 2  
SH3  src homology 3  
SMA  smooth muscle actin 
SREBP  sterol regulatory element‐binding protein  
SPRY1  sprouty homolog 1  
SRA1  specifically RAC1‐associated protein‐1  
START  steroidogenic acute regulatory related lipid transfer 
STAT3  signal transducer and activator of transcription 3 
TGFβ  transforming growth factor beta 
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TIMP  tissue inhibitors of metalloproteinase 
TSC  tuberous sclerosis 
ULK1  Unc‐51 like autophagy activating kinase 1 
WASP  wiskott–aldrich syndrome protein 
WAVE  WASP‐family verprolin‐homologous protein 
WNT  wingless‐type MMTV 
YAP  yes‐associated protein 
ZONAB  ZO‐1 associated nucleic acid‐binding protein  
 

Amino Acids abbreviation 

Name 
Letter 

codes 
Name 

Letter 

codes 
Name 

Letter 

codes 
Name 

Letter 

codes 

alanine  Ala (A) 
glutamic 

acid 
Glu (E)  leucine  Leu (L)  serine  Ser (S) 

arginine  Arg (R)  glutamine Gln (Q) lysine Lys (K) threonine  Thr (T)

asparagine   Asn (N)  glycine  Gly (G) methionine Met (M) tryptophan  Trp (W)

aspartic 

acid 
Asp (D)  histidine  His (H)  phenylalanine  Phe (F)  tyrosine  Tyr (Y) 

cysteine  Cys (C)  isoleucine Ile (I) proline Pro (P) valine  Val (V)
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Chapter I

Anatomical units and resident cells of the liver 

Liver is located in the upper‐right quadrant of the abdominal cavity below the diaphragm. 

It acts as a unique organ  in  the body with wide  range of physiological  functions and plays a 

central  role  in  the metabolic  homeostasis,  glycogen  storage,  bile  secretion,  detoxification, 

serum protein production, e.g., albumin and acute‐phase proteins (Lefkowitch, 2011). The liver 

represents a  largest organ  in the body and weights around 1200‐1500 g  in adults and  its size 

and weight  is correlated with age and gender (Chouker et al., 2004). Liver receives the blood 

from two sources: First, the portal vein carries nutrient rich and oxygen poor blood 70% (40% 

oxygen) from spleen, pancreas and intestine. Second, hepatic artery supplies 30% oxygen rich 

(60% oxygen) and nutrient poor blood from the celiac trunk (Burt and Day, 2003).  

Microanatomy of the liver 

Functional units 

Based on anatomical aspects on pig dissections, Kiernan  in 1833 described anatomically 

units of the liver as hexagonal structures named classic lobules (Fig. 1A) (Kiernan, 1833). Each 

lobule,  periphery  recognizes with  around  six  portal  triads  containing  terminal  branches  of 

portal  vein, hepatic  artery  and bile duct  (Fig. 1A). At  the  central of  liver  lobules placed  the 

center  vein  that  collects  the  blood  from  the  whole  lobule  and  drains  to  hepatic  vein.  In 

addition,  Rappaport  introduced  alternative  functional  liver  units,  liver  acinus,  which  are 

important for liver physiology and pathology. It lies between two classical lobules in diamond 

shape and involves two portal triads and two central veins in periphery (Fig. 1A). At the level of 

acinus, hepatocytes are grouped  into  three  zones based on  their distance  from oxygen‐rich 

portal triads and are numbered to direction of blood flow from 1 to 3 (Fig. 1A) (Rappaport et 

al., 1954). 

Microscopy structure of liver lobules composed of four major parts; I) Parenchyma, a line 

of  organized  hepatocytes;  II)  Connective  tissues,  i.e.  vessels,  ducts  and  nerve  system.  III) 

Hepatic capillaries which are known as sinusoids, located between planes of parenchymal cells 

and lined with endothelial cells, where the supplied blood from peripheral branches of hepatic 

artery  and  portal  vein  are  combined  and  drained  towards  central  vein.  IV)  Space  of  Dissé 

(perisinusoidal  space), a narrow area between basal  surface of hepatocytes and endothelial 

cells (Fig. 1B) (Lachman and Pawlina, 2010).  

Liver specific resident cells and their functions 

Hepatocytes comprise 80 % of  liver cell population and are  the most prominent cells of 

the  liver  according  to  their  functions.  Hepatocytes  are  structurally  and  functionally 

heterogenic cells depending on their position. The major  functions of periportal hepatocytes 

(zone 1, Fig. 1A) consisting: gluconeogenesis, β‐Oxidation of fatty acids, amino acid catabolism, 

bile  secretion  and,  cholesterol,  glycogen  and  urea  synthesis.  Whereas  periventricular 

hepatocytes  are  involved  on  glycolysis,  lipogenesis,  ammonia  removal,  detoxifications, 
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ketogenesis,  glycogen  and  bile  acid  synthesis  (Häussinger  et  al.,  1985;  Lamers  et  al.,  1989; 

Gumucio, 1989;  Jungermann, 1988). Hepatocytes are polarized cells;  the basal  surface  faces 

the sinusoidal space that covered with microvilli and apical surface form the canaliculus  (Fig. 

1B) (Gissen and Arias, 2015).  

Cholangiocytes are epithelial cells, which  line the bile duct. Bile flows from the canaliculi 

into  the bile ducts  (named bile ductules) and  cholangiocytes modify and  secret bile derived 

(Fig. 1B, green arrow) (Kanno et al., 2000).  

Kupffer cells are  liver resident macrophages that are associated with endothelial cells  in 

the  lumen side of sinusoid. They contribute  for  removal of bacteria, viruses, parasites, dead 

cells  and  tumor  cells  from  the  liver. Moreover,  they  are  an  important  source  of  cytokines 

secretion (Dixon et al., 2013). 

Endothelial cells are elongated fenestrae cells, line sinusoidal space. They act as sieve and 

allow  transport of macromolecules between blood  sinusoids and plasma within Dissé  space 

with the size of up to 0.2 μm through their pores.  In addition, they possess high capacity for 

receptor‐mediated  endocytosis.  Together,  with  these  two  features,  they  provide  the 

hepatocytes  their  substrates and via  selective endocytosis protect hepatocytes  from  several 

harmful components (Smedsrod et al., 1990; Braet et al., 2009).  

Hepatic  stellate  cells  (HSCs;  also  called  Ito  cells,  lipocytes,  fat  storing  cells,  or 

perisinusoidal cells) contribute to 5‐8% of total liver‐resident cells and are located between the 

basolateral surface of hepatocytes and sinusoidal endothelial cells in the space of Dissé in the 

liver (Fig. 1B) (Kordes and Häussinger, 2013a).  

 

The  focus of present study  is  to provide a better understanding about  the  function and 

regulation of HSCs within the liver and after liver injury, therefore in following parts HSCs will 

be viewed in more detail. 

Hallmarks and roles of hepatic stellate cells 

Quiescent HSC (qHSC) in the normal liver 

Characteristics 

HSCs  reside  in  the  Disse  space  of  liver  in  close  proximity  to  other  liver  cells,  i.  e., 

hepatocytes, sinusoidal endothelial cells and Kupffer cells (Fig. 1B).  In a healthy  liver, stellate 

cells  remain  in  quiescent  state  and  are  characterized  by  high  content  of  vitamin A  storage 

(mainly  retinyl  palmitate)  as  cytoplasmic  lipid  vesicles  and  expression  of  neural  and 

mesodermal markers, i.e., glial fibrillary acidic protein (GFAP) and desmin  (Wake, 1971; Yokoi 

et  al.,  1984;  Gard  et  al.,  1985)  (see  Fig  .  1B  and  C).  Under  excitation  by  UV  light,  lipid‐

containing vesicles reflect the blue‐green light due to their autofluorescence property (Blaner 

et al., 2009; Sauvant et al., 2011).  
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Figure 1. Microanatomy of the  liver and  liver resident cells.  (A)  Illustration of  liver three  lobules and 
acinus,  zone 1  to 3.  (B) Schematic view of  sinusoidal  space,  liver  resident  cells, Dissé  space,  canal of 
Hering  and  blood  vessels  [adopted  from  (Kordes  and  Häussinger,  2013a)].  (C)  Quiescent  HSC.  (D) 
Activated HSC in regeneration. (E) Activated HSC in fibrosis. 
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Functions  

Development and organogenesis—HSCs originate  from  the mesodermal cells of  septum 

transversum  (Asahina  et  al.,  2011)  and  during  embryogenesis,  they  contribute  to  liver 

development  and  organogenesis  through:  I)  Progenitor  proliferation,  HSCs  have  profound 

impact  on  proliferation  of  hepatoblasts  (epithelial  progenitors  of  hepatocytes  and 

cholangiocytes) by releasing  the mitogen  factors such as  fibroblast growth  factor 10  (FGF10) 

(Berg et al., 2007), hepatocyte growth factor  (HGF)  (Schirmacher et al., 1992; Delgado et al., 

2009)  and WNT  (Matsumoto  et  al.,  2008).  II)  Cell  fate  decision  and  differentiation,  HSCs 

through  extracellular  matrix  (ECM)  protein  production  and  NOTCH  signaling  control  the 

hepatoblasts differentiation towards, either hepatocytes or cholangiocytes, respectively (Nagai 

et al., 2002;  Sawitza  et al., 2009; Yanai  et al., 2008;  Zong  et al., 2009).  III) Chemotaxis  and 

homing, HSCs by providing  the  stromal  cell‐derived  factor  α  (SDF1α or CXCL12)  chemokine, 

recruit hematopoietic stem cells and endothelial cells that express its receptor CXCR4 into the 

fetal  liver  (Wright  et  al.,  2002;  Kubota  et  al.,  2007).  IV)  Hematopoiesis,  recently  it  is 

demonstrated  that  HSCs  similar  to  bone marrow mesenchymal  stem  cells  (MSCs),  have  a 

positive  influence  on  hematopoiesis  by  supporting  hematopoietic  stem  cells  and  are 

introduced as liver‐resident MSCs (Castilho‐Fernandes et al., 2011; Kordes et al., 2013; Kordes 

et al., 2014).  

In  normal  liver—qHSCs  are  viewed  for  their  contribution  in  two  main  processes;  I) 

Retinoid storage and mobilization in the liver (Wake, 1971). The majority of the retinoids in the 

body are stored in the lipid droplets of the qHSCs. Retinoids (retinyl ester, retinol, retinal and 

retinoic acid), are engaged in large spectrum of the physiological processes, e.g. development, 

organogenesis,  differentiation,  vision,  reproduction  and  immunity  (Duester,  2008; Blaner  et 

al.,  2009;  Clagett‐Dame  and  Knutson,  2011;  Zhou  et  al.,  2012; Markgraf  et  al.,  2014).  The 

active metabolite  of  retinol  is  retinoic  acid  and  through  binding  to  the  nuclear  receptors 

modulates the expression of variety of the genes, including the genes which are controlling the 

cell growth, differentiation and cellular metabolism (Di Masi et al., 2015; Zhang et al., 2015). II) 

Maintenance and homeostasis of stem cell niche  in the  liver. Stem cell microenvironment or 

niche provides the soluble factors and cell‐cell contacts, which are critical factors for stem cells 

maintenance and self‐renewal. qHSCs reside  in the Dissé space that represents the stem cell 

niche  within  the  liver.  HSCs  are  the  main  source  of  HGF  secretion  that  is  essential  for 

hepatocytes homeostasis (Ramadori et al., 1992; Schirmacher et al., 1992). Moreover, they are 

involved  in signaling pathways such as WNT and NOTCH, which required  for maintenance of 

stem cell niche (Kordes et al., 2008a; Sawitza et al., 2009; Kordes and Häussinger, 2013a). The 

most exciting prospects of HSCs are that in addition to their supportive roles in stem cell niche, 

they also possess characteristics of stem cells,  like the expression of OCT4 and CD133 genes, 

and react as a multipotent cells with potency to differentiate  into other cell  lineages, such as 
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hepatocytes, endothelial cells, adipocytes and osteocytes  (Kordes et al., 2007; Kordes et al., 

2013; Kordes et al., 2014; Sawitza et al., 2015).  

Activated HSC (aHSC) after liver injury 
Transition  to myofibroblast‐like  cells—Following  chronic  liver  injury,  apoptotic/necrotic 

hepatocytes  release  factors  which  activate  HSCs  and  trigger  their  transdifferentiation  into 

contractile, proliferative and migrating cells, so‐called activated HSCs. During activation, aHSCs 

release  their vitamin A, up‐regulate various genes,  including α‐smooth muscle actin  (α‐SMA) 

and collagen type I, and down‐regulate GFAP (Figs. 1D and E). In addition to in vivo activation 

of HSCs during  the  chronic  liver  injury, by  culturing  the  freshly  isolated HSCs on  the plastic 

dishes,  they  undergo  spontaneous  activation  and  provide  an  in  vitro model  to  study  the 

activated HSCs which are from different aspects very close to the in vivo models (De Minicis et 

al., 2007; Mannaerts et al., 2015).  

Physiologically,  HSCs  represent well‐known  extracellular matrix  (ECM)  producing  cells. 

ECM production is important for maintenance of the tissue structure and function (Jones et al., 

1993; Wang  et  al.,  2004).  In  acute  liver  infection,  HSCs  protect  hepatocytes  against  toxin 

products  of  ectopic  pathogens  by  releasing  type  I  collagen  and  contributing  to  scar  tissue 

formation  (Friedman,  2008;  Bourbonnais  et  al.,  2012). However,  apart  from  the  protective 

function  of  scar  tissue,  in  chronic  liver  injuries,  dysregulation  of  fibrosis  can  occur  and 

excessive  scar  formation  interferes with  normal  liver  function.  In  some  pathophysiological 

conditions, last long activation of HSCs causes the accumulation of ECM in the liver and initiate 

the  liver diseases  like,  fibrosis, cirrhosis and hepatocellular carcinoma  (HCC)  (Dechene et al., 

2010; Pellicoro et al., 2014).  

Matrix  remodeling  and  controlling  ECM  composition—Matrix  remodeling  occurs  via  a 

balance between matrix‐metalloproteinases  (MMPs or matrixins) and  their  inhibitors,  tissue 

inhibitors of metalloproteinases  (TIMPs) and this process  is  important for normal function of 

organs. MMPs hydrolyze the ECM components and are regulated at transcriptional levels and 

locally via their specific inhibitors, TIMPs. They are zinc‐calcium dependent proteinases (Werb, 

1997; Parks, 1999; Sternlicht and Werb, 2001) and based on their substrate categorized in five 

groups; I) Collagenases, MMP‐1, MMP‐8, MMP‐13, and MMP‐18 that cleave collagens I, II, and 
III.  II) Gelatinases, MMP‐2 and MMP‐9.  III) Stromelysins, MMP‐3,  ‐10 and  ‐11.  IV) Matrilysins, 

MMP‐7  and  MMP‐26.  V)  Membrane‐type,  MMP‐14,  ‐15,  ‐16,  ‐17,  ‐24,  ‐25  (Visse,  2003). 

Activated HSCs play profound  roles  in matrix  remodeling by  up‐regulation  and  secretion of 

MMP‐2  (Arthur et al., 1992), MMP‐9  (Han et al., 2007), MMP‐13  (Schaefer et al., 2003) and 

stromelysin (Vyas et al., 1995; Benyon and Arthur, 2001; Friedman, 2008) (Fig. 1E).   

Liver  regeneration after partial hematectomy—Liver  is a unique solid organ  in  the body 

with high capacity of  regeneration. After  surgical  removal of  two/thirds of  the  liver  (termed 

partial hepatectomy or PHx), the remaining parts of the  liver grow and enlarge until the  liver 

mass  reach  to  its  normal  size,  this  phenomenon  is  called  liver  regeneration  (Taub,  2004; 

Michalopoulos, 2010). This  is mainly proposed as a  result of hepatocytes  reentry  to  the cell 

cycle (from G0 to G1) and their proliferation (Miyaoka et al., 2012). Notably, there are growing 
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numbers of  evidences  indicating  the  pivotal  contribution of other  liver  cell  types  especially 

HSCs in supporting hepatocytes upon liver regeneration, by providing the high levels of growth 

factors  (HGF),  cytokines,  chemokines,  NOTCH  signaling  activity  and  modulation  the  ECM 

composition (Geffers et al., 2007; Roskams, 2008; Sawitza et al., 2009; Friedman, 2008; Yin et 

al., 2013b).  

Stem  cell‐mediated  liver  regeneration—Under  some  pathological  conditions, when  the 

hepatocytes proliferation compromised,  liver  regeneration mediated  through  the progenitor 

cells activation, proliferation and differentiation. The liver progenitor/stem cells emerge when 

the hepatocytes proliferation is impaired and there are two candidate cell lineages, which are 

introduced as  liver stem cells;  I) Oval cells  in  the rodents appear around  the canal of Hering 

(Fig.  1B).  These  cells  exhibit  the  immature  oval‐shaped  cells  with  bipotent  capacity  to 

differentiate  into  hepatocytes  and  cholangiocytes  (Miyajima  et  al.,  2014).  II)  HSCs  are  the 

second candidate for liver stem cells and Dissé space serves as a stem cell niche by providing 

the soluble factors and appropriates microenvironment for cell‐cell communication (Sawitza et 

al., 2009; Kordes and Häussinger, 2013a; Kordes et al., 2014). Similar  to oval  cells,  they are 

multipotent cells and emit  the  stem cells properties  (Yang et al., 2008). Noteworthy,  recent 

study  demonstrated  the  transdifferentiation  of  transplanted  HSCs  into  the  progenitor  cell 

population  of  the  host  animal  during  liver  regeneration  and  their  contribution  to  the 

hepatocytes and bile duct formation (Kordes et al., 2014) (Fig. 1D).  

In  the  previous  part,  we  had  a  short  introduction  about  HSCs  and  a  view  of  their 

functions,  in both quiescent and activated states. The most exciting aspects of HSCs are their 

bilateral  roles during physiological  and pathophysiological  situations  as positive or negative 

players. Therefore,  there  is a pivotal need  to  further understand  the molecular mechanisms 

that govern the fate and contribution of HSCs  in different cellular circumstances.  In the next 

section, we will get more detailed information about the candidate pathways that may be the 

driven force on HSC fate decisions.  

Postulated signaling mechanisms in hepatic stellate cells  

To date, several studies  reported  the candidate pathways  that  regulate  the plasticity of 

HSCs  during  different  circumstances  including  liver  development,  hemostasis,  repair  and 

fibrosis;  such as RAS‐MAPK, PI3K‐AKT,  JAK‐STAT3, HIPPO‐YAP, NOTCH, WNT, Hedgehog, and 

importance of growth factors, like platelet‐derived growth factor (PDGF), transforming growth 

factor beta  (TGFβ)  and  insulin‐like  growth  factor  (IGF)  (Reimann  et al., 1997; Carloni  et al., 

2002; Kordes et al., 2008a; Lakner, 2010; Xie et al., 2013; de Souza et al., 2015; Mannaerts et 

al., 2015). Among these pathways, RAS signaling is one of the earliest, which was identified to 

plays a  role  in HSC activation  (Parola et al., 1998). However, how  the cross‐talking between 

different RAS dependent signaling pathways modulates the HSC fate decisions, remains to be 

manifested.  In  this  section, we will have  an  introduction  to RAS  superfamily of monomeric 

GTPases;  the  cellular  outcomes,  subgrouping,  sequence  highlights,  lipid  modification,  and 

regulation. Then, we will  take  the signaling networks of  two major  families of RAS and RHO 

into consideration.  
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RAS superfamily at a glance  
Cellular  functions—Small  GTPases  of  the  RAS  superfamily  normally  act  as  molecular 

switches within  the  cell,  cycling  between  a GTP‐bound  (active)  and  a GDP‐bound  (inactive) 

states  (Fig.  2)  (Wittinghofer  and  Vetter,  2011).  According  to  the  sequence  and  function 

similarly,  they  fall  into  seven major  subfamilies:  RAS,  RHO,  RAB,  RAN,  RAD,  RAG  and  ARF  

(Fig.  3).  In  1979,  the  RAS  protein,  prototype  of  RAS  superfamily, was  first  described  as  a 

phospho‐protein (p) 21 kDa and later RAS term was used as a prototype of a superfamily (Fig. 

3)  (Shih  et  al.,  1979).  These  molecules  trigger  intracellular  responses  by  sensing  the 

extracellular signals  through  their  interacting receptors or  intermediate proteins and passing 

the  signal  to downstream  targets  (Fig. 2). Therefore,  they play a key  role  in various  cellular 

processes,  including  gene  expression,  metabolism,  cell  cycle  progression,  proliferation, 

survival, differentiation, vesicular transport, cytoskeleton organization, migration, cell motility, 

endocytosis,  contraction  and  nuclear  transport  (Coleman  et  al.,  2004; Wennerberg,  2005; 

Sorkin and von Zastrow, 2009; Amin et al., 2013).  In pathological  situations,  the  somatic or 

germline mutations in genes related to members of the RAS superfamily or their regulators are 

commonly associated with cancer progression or developmental disorders  (Ahmadian et al., 

2002; Gremer et al., 2011; Karnoub and Weinberg, 2008; Pylayeva‐Gupta et al., 2011; Tidyman 

and Rauen, 2009; Flex et al., 2014; Cirstea et al., 2013). 

 

Figure  2.  Schematic  view  of  the  RAS‐GDP/GTP  cycle  and  downstream  signaling  pathways  of  RAS 
proteins. As it is written at the top left, RAS proteins are cycling between GDP/GTP bound forms by the 
actions of two main regulatory proteins, GEF, and GAP. They can only exert their cellular functions when 
they  are  anchored  to  the  membrane  via  posttranslational  lipid  modifications  (see  text  for  more 
information). Effector proteins downstream of RAS‐GTP are depicted with green letters and the cellular 
targets  of  effectors  in  black.  Through  the  interaction  with  these  effectors  and  switching  on  the 
downstream pathways, RAS proteins emit their cellular functions, bottom  in gray. DAG, diacylglycerol; 
ERK, extracellular regulated kinase; GAP, GTPase‐activating protein; GEF, guanine nucleotide exchange 
factor;  MEK,  MAP/ERK  kinase;  MST,  mammalian  sterile  20‐like  kinase;  PDK1,  3‐phosphoinositide‐
dependent protein kinase; PI3K, phosphoinositide 3‐kinase; PIP3, phosphoinositide 3,4,5‐trisphosphate; 
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PKC,  protein  kinase  C;  PLC,  phospholipase  C;  RALBP1,  RALA  binding  protein  1;  RALGDS,  guanine 
nucleotide dissociation stimulator; RAS, rat sarcoma; RASSF5, Ras‐association domain family.  

Sequence  highlights  of  RAS  superfamily—RAS  proteins  share  a  highly  conserved  GTP‐

binding  (G)  domain with  five  essential motifs,  termed  G1‐G5  (Fig.  4)  (Bourne  et  al.,  1990; 

Bourne  et  al.,  1991).  G1  or  P‐loop  (10GxxxxGKS/T17;  HRAS  numbering)  binds  the  beta  and 

gamma phosphates of GTP (Saraste et al., 1990). Substitution of glycine 12 to any other amino 

acids (except for proline) is most frequently found in human cancers. These mutations render 

RAS protein GAP‐insensitive  and  consequently hyperactive  (Bos,  1989;  Tidyman  and Rauen, 

2009). G2 and G3, also are referred as switch I and switch II, respectively, are dynamic regions 

that sense  the nucleotide  state and provide  the  regulator and effector binding sites  (Vetter, 

2001; Herrmann, 2003). G4 and G5 are  important  for determining  the guanine base‐binding 

specificity of G domain (Schmidt et al., 1996; Wittinghofer and Vetter, 2011) (Fig. 4). 

 

Figure 3. RAS superfamily, family members and subgroups [adopted from (Kennedy et al., 2005)]. RAS 
superfamily consist of seven family (first row), RAS, RAB, RAN, ARF, RAG, RAD and RHO. Each family  is 
subdivided  in  different  subgroups,  here we  only  depicted  RAS  and  RHO  dependent  subgroups;  RAS 
subgroups, p21 RAS, ERAS, RHEB, RAP, RRAS and RAL. RHO subgroups, RHO, RAC, CDC42, RHOH, RND 
and RHOD. Two last rows highlight the members of each RAS subgroups in the same colors as used for 
the subgoups (see the text for further information). 

Lipid modifications and membrane  targeting— Association of RAS proteins with cellular 

membranes  are  mediated  through  posttranslational  (PTM)  modification  in  their  very  C‐

terminal  end,  termed  hypervariable  region  (HVR)  (Figs.  2  and  4).  The  plasma  membrane 

localization  of  RAS  proteins  is  essential  for  their  functionality  where  they  physically  can 

interact with  their  regulators  and  effector  proteins  (Willumsen  et  al.,  1984;  Ahearn  et  al., 

2011; Schmick et al., 2014). They undergo two lipid modifications; I) Prenylation, the RAS and 

RHO family members, mainly terminated with CAAX sequence (C is cysteine, A is any aliphatic 

amino  acid,  and  X  is  any  amino  acid)  (Seabra  et  al.,  1991)  (Fig.  4).  CAAX motif  serves  as 
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substrate for  two prenyl transferases, depending on the X amino acid; If CAAX terminates with 

Leu at  the X position, which  is more prominent  in RHO  family, polyisoprene  lipid  (20 carbon 

length) will  be  bond  irreversibly  to  the  Cys  residues  of  CAAX motif  through  geranylgeranyl 

transferase type I (GGTase I) enzyme. On the other hand, if X residue is not Leu (in almost all 

RASs)  another  lipid  anchor  with  15‐carbon  farnesyl  will  be  added  to  the  Cys  by  farnesyl 

transferase (FTase) activity (Reid et al., 2004). Although the prenylation modification is needed 

for  plasma membrane  localization  but  it  is  not  sufficient,  and  second  signal  is  required  for 

plasma membrane  targeting;  II)  Palmitoylation modification  occurs  at  the  one  or  two  Cys 

residues upstream of CAAX motif  in HVR. The fatty acid chain (mainly 14‐carbon myristoyl or 

16‐carbon  palmitoyl)  attachment  occurs  through  the  function  of  palmitoyl  acyl  transferase 

(PAT) enzyme (Buss and Sefton, 1986; Hancock et al., 1989; Resh, 1999).  

 

Figure 4. Overall sequence comparison of ERAS protein with classical RAS proteins. ERAS contains an 
extended N‐terminus (aa 1‐38), missing in H, K, and NRAS, with a putative SH3‐binging motif (PxxP). G1 
to G5 boxes indicate the presence of five essential GDP/GTP binding (G) motifs. The P‐loop (G1) of ERAS 
contains a serine instead of a glycine (codon 12, HRAS numbering), a frequently mutated site within RAS 
genes in human cancer (Fasano et al., 1984). Several residues in switch I (G2) and switch II (G2) regions 
that are responsible for effector recognition are different between ERAS and HRAS (bold letters). ERAS 
contains, like HRAS, a CAAX motif and two cysteines at the C‐terminal hypervariable region (HVR), which 
are the sites for PTMs by farnesylation and palmitoylation, respectively. 

Biochemical  aspects  and  regulation—RAS  proteins  are  inefficient  GTP‐hydrolyzing 

enzymes.  Such  an  intrinsic  GTPase  reaction  requires  stimulation  through  GTPase‐activating 

proteins  (GAPs)  by  orders  of  magnitude  (Scheffzek  et  al.,  1997;  Ahmadian  et  al.,  1997a; 

Ahmadian  et  al.,  1997b)  (Fig.  2).  On  the  other  hand,  GDP  dissociation  is  also  a  very  slow 

reaction that needs acceleration by guanine nucleotide exchange factors (GEFs) (Lenzen et al., 

1998;  Buday  and  Downward,  2008).  As mentioned  before,  RHO  protein  function  requires 

permanent  posttranslational  modification  by  isoprenyl  groups.  Therefore,  RHO  proteins 

underlie  a  third  control mechanism  that  is  achieved  by  the  function  of  guanine  nucleotide 

dissociation  inhibitors (GDIs), which binds selectively to prenylated RHO proteins and control 

their cycle between cytosol and membrane (Ismail et al., 2011; Zhang et al., 2014b) (chapter 

IV).  

RAS family GTPases 
Family members—The RAS sarcoma (RAS) proteins can be activated through the action of 

GEF  proteins  and  activated  RASs  (GTP‐loaded)  act  as  nodes  in  modulating  intracellular 

signaling pathways  (Fig. 2). They  control  the wide  range of  cellular  functions by  integrating 
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with  distinct  downstream  effector  proteins. Rojas  and  colleagues,  reported  39 members  of 

human  RAS  family  (http://www.cbbio.es/GTPases/),  including HRAS,  KRAS, NRAS,  RAP1A/B, 

RAP2A/B/C,  RALA/B,  RRAS  subgroup  (RRAS,  TC21  and  MRAS),  RHEB,  DiRAS  (RIG),  RASD 

(AGS1/DEXRAS), RASL10, ERAS, NKiRAS, and RIT (Rojas and Valencia, 2014) (Fig. 3).  

Functions—Best  investigated  RAS  proteins  are  HRAS,  NRAS  and  KRAS4B,  share 

overlapping  functions,  including  cell  proliferation,  differentiation  and  apoptosis  (Castellano 

and Santos, 2011;  Ichise et al., 2010; Omerovic et al., 2007; Potenza et al., 2005). However, 

different  RAS  isoforms  exhibit  a  particular  pattern  of  expression,  different  regulators  and 

specific microdomains or subcellular  localization,  indicating their functional specificity as well 

as redundant roles (Leon et al., 1987; Johnson et al., 1997; Potenza et al., 2005; Omerovic et 

al.,  2007; Nakamura  et  al.,  2008;  Ichise  et  al.,  2010;  Castellano  and  Santos,  2011;  Lau  and 

Haigis, 2009). The  individual  roles of other members of  the RAS  family, such as RRAS, TC21, 

MRAS, RAP2A, RASD, or  the embryonic  stem  cell‐expressed RAS  (ERAS) have not been  fully 

described.  In  this part, we will have a brief description of  these RAS  family members, ERAS, 

RRAS, MRAS and RAP2A.  

ERAS novel members of RAS family  

ERAS expression ranging from embryonic stem cells to tumors—The ERAS expression has 

been reported to date in embryonic stem cells and some tumor cell lines but not in the normal 

cells of  the body. For  the  first  time, Yamanaka and colleagues  introduced ERAS  in 2003 as a 

novel member of RAS family, specifically expressed in undifferentiated mouse embryonic stem 

cells  to  be  critical  for  maintenance  of  growth  and  tumor‐like  properties  in  these  cells 

(Takahashi  et  al.,  2003).  Later,  the  ERAS  expression  was  detected  in  different  types  of 

colorectal carcinoma cells  (HCT116, DLD1, LS174T and HT29), pancreatic carcinomas  (RWP‐1 

and MIAPaCa‐2), breast  carcinoma  (AMB‐231)  (Yasuda et al., 2007) and gastric  cancer  (e.g., 

GCIY, NUGC‐4 and MKN‐45) cell lines (Kubota et al., 2010). Kaizaki and colleagues reported the 

ERAS expression in 45% of gastric cancer tissues and found coloration between ERAS‐negative 

patients recognized with poorer diagnosis  (Kaizaki et al., 2009).  In addition, ERAS expression 

was  also  found  in  various  neuroblastoma  cell  lines  that  has  been  suggested  to  promote 

transforming activity and resistance to chemotherapy (Aoyama et al., 2010). 

Hallmarks of ERAS. ERAS harbors, despite a conserved G domain with all essential motifs 

for a high‐affinity binding of GTP, significant amino acid deviation as compared to other RAS 

proteins  (Fig. 4);  I)  Its phosphate binding  loop  containing a  serine  (S50)  instead of a glycine 

that is critical for the GTP hydrolysis reaction (Scheffzek et al., 1997) and responsible for ERAS 

makes it GAP insensitivity (Nakhaei‐Rad et al., 2015). Substitution of G12 for any other amino 

acids  in  RAS  isoforms  is  frequently  associated with  tumor  formation  (Tidyman  and  Rauen, 

2009;  Bos,  1989);  II)  ERAS  contains  different  amino  acids  in  the  effector  binding  sites  in 

comparison to other members of the RAS family; III) ERAS has a unique extended, evolutionally 

conserved N‐terminus (Nakhaei‐Rad et al., 2015) (chapter II).  
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Sequence deviations  in effector binding regions of ERAS—HRAS, NRAS and KRAS4B share 

an  identical effector binding  regions  suggesting  that  they may  share  the  same downstream 

effectors. In contrast, ERAS revealed significant differences in the effector binding regions. This 

implicates that  it may utilize other effectors as compared to known HRAS effectors and may 

consequently have different cellular  functions. However,  the downstream effectors selective 

for ERAS are not fully identified yet. A known HRAS effector is phosphoinositide 3‐kinase (PI3K) 

that has also been reported to be activated by ERAS (Fig. 2) (Takahashi et al., 2003; Takahashi 

et al., 2005; Yu et al., 2014) (chapter II and III). 

N‐terminal  extension—ERAS  is  distinguished  from  the  classical  RAS  isoforms  due  to  its 

unique extended N‐terminus. This may provide a putative  interaction site for a new group of 

proteins, which may  determine  its  subcellular  localization.  For  instance,  it  contains  a  PxxP 

motif that may serve as a putative binding motif for  interaction with SH3‐containing proteins 

(Fig. 4) (Nakhaei‐Rad et al., 2015) (chapter II).  

RRAS subfamily of RAS proteins 

RRAS  shares particular  cellular  functions with other RASs,  such as cell proliferation and 

transformation  (Shang et al., 2011; Yu and Feig, 2002; Flex et al., 2014). However, RRAS has 

been  implicated  in  specific  biological  processes,  i.e.,  integrin‐dependent  cell  adhesion,  cell 

spreading, migration and membrane  ruffling  (Kinbara et al., 2003; Ada‐Nguema et al., 2006; 

Goldfinger, 2006; Holly et al., 2005). In comparison with HRAS, RRAS can interact with a set of 

HRAS  effectors  like,  PI3Kα/γ,  CRAF, RASSF5  and  PLCε  (Marte  et  al.,  1997; Rey  et  al.,  1994; 

Vavvas et al., 1998; Ada‐Nguema et al., 2006), however, it has its own specific effector, RLIP76 

(RALBP1)  that  has  mediated  cell‐adhesion  dependent  RAC  activation  (Goldfinger,  2006). 

Interestingly, in endothelial cells the RRAS‐RIN2‐RAB5 axis stimulates endocytosis of β1 integrin 

in  a  RAC1‐dependent manner  (Sandri  et  al.,  2012). Moreover,  sequence  analysis  revealed 

similar to ERAS, RRAS harbors extended N‐terminus (26 amino acid  length), which modulates 

RRAS  specific  functions  but  revealed  no  impact  in  cellular  localization  (Holly  et  al.,  2005). 

Therefore, RRAS carries out its specific function in the cells through its unique N‐terminus and 

individual effector protein. 

Muscle RAS oncogene homolog (MRAS) is a RRAS‐related protein that involved in different 

cellular processes such as cell growth and differentiation (Kimmelman et al., 1997; Watanabe‐

Takano  et  al.,  2010).  Bone morphogenetic  protein‐2  (BMP‐2)  treatment  on  skeletal muscle 

myoblasts  during  their  transdifferentiation  towards  osteoblasts, results  in  an  increased 

expression of MRAS at mRNA and protein levels as well as its activation (Watanabe‐Takano et 

al., 2010). Among the different members of RAS family, only MRAS can interact with SHOC2 in 

ternary  complex  with  protein  phosphatase  1  (PP1),  which  dephosphorylates  autoinhibited 

CRAF  and  activate  the CRAF‐MEK‐ERK  axis  (Rodriguez‐Viciana et  al., 2006).  Similar  to RRAS, 

MRAS can stimulate the cell migration when it is overexpressed (Young et al., 2013).  
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RAP subfamily of RAS proteins 

In mammalian RAP subfamily  is composed of  five  isoforms, RAP1  (A, B) and RAP2  (A, B 

and  C) with  60%  sequence  homology.  The  switch  I/II  regions, where  interact with  effector 

proteins,  have  amino  acid  deviations  between  isoform  RAP1  and  RAP2 which  specify  their 

signaling towards different pathways (Gloerich and Bos, 2011). They are  involved  in different 

cellular processes and play pivotal roles  in cell motility, endothelial barrier functions, polarity 

and  cell  adhesion  (Torti  and  Lapetina,  1994;  Paganini  et  al.,  2006;  Frische  and  Zwartkruis, 

2010; Pannekoek et al., 2013). RAP2A,  is  reported  to be  involved  in  the polarity of  intestine 

cells. Apical  localization of PDZ‐GEF activates RAP2A and GTP‐bound RAP2A  interacts with  its 

effector,  TNIK,  and  switchs  on  the  TNIK‐MST4‐Ezrin  axis  that  consequently  results  in  actin 

remodeling (Gloerich et al., 2012). Recently,  it has been shown RAP2A as a novel target gene 

of p53 and as a regulator of cancer cell migration (Wu et al., 2015). Moreover, expression of 

RAP2A in cancer cells results in secretion of two matrix metalloproteinases (MMP2 and 9) and 

AKT phosphorylation at Ser473 that promotes tumor invasion (Wu et al., 2015).  

Effectors and signaling of RAS proteins 
The RAS effectors carry either RAS biding (RBD) or RAS association (RA) domain and they 

are interacting with GTP‐bound forms of RAS proteins in switch I and switch II regions. Through 

the interaction with effector proteins, RAS proteins are able to exert their biological functions, 

and depending on which  target effectors get activated  the cellular outcomes various  (Fig. 2) 

(Wittinghofer  and  Vetter,  2011;  Karnoub  and  Weinberg,  2008).  Herein,  we  will  have  an 

overview about a set of well‐annotated RAS effectors and their signaling cascades; RAF kinase, 

RALGDS, PLCε, RASSFs and PI3K. 

Mitogen –activated protein kinase signaling 

RAF  kinase  (MAPKKK)—RAF  family members  are  serine/threonine  protein  kinase with 

three RAF  isoforms  in mammalian, CRAF (RAF1), ARAF and BRAF. All carry an N‐terminal RBD 

and C‐terminal serine/threonine kinase domain.  It  is proposed that binding of RAS‐GTP to N‐

terminal RBD of RAF kinase, relieves the auto‐inhibitory effects of their N‐terminus and brings 

the  RAF  on  the  plasma membrane,  however,  still  the  underling mechanism  that  RAS  can 

activate RAF is not fully investigated (Lavoie and Therrien, 2015). Three RAF isoforms act as an 

RAS effector, are direct activator of MEK1/2 and  consequently ERK1/2. However, BRAF was 

introduced  as  the  best  activator  of MEK1/2  and  its mutations  are  association with  several 

human  cancers  (Karasarides et al., 2004; Cantwell‐Dorris et al., 2011; Barras, 2015). On  the 

other  hand,  ARAF mutation  is  not  reported  in  cancer  and  it  is  proposed  that  ARAF  is  not 

strongly  activated  via  RAS  (Rodriguez‐Viciana  et  al.,  2004;  Matallanas  et  al.,  2011).  RAF‐

MEK1/2‐ERK1/2  axis  contributes  in  different  cellular  processes  such  as  cell  proliferation, 

differentiation  and  apoptosis  (Leicht  et  al.,  2007).  Knockout  studies  have  revealed  all  RAF 

isoforms  are  required  for  normal  embryogenesis  (Pritchard  et  al.,  1996; Wojnowski  et  al., 

1997; Wojnowski et al., 1998).  
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MAP/ERK kinase  (MAPKK)—MEK1 and MEK2 are  serine/threonine/tyrosine kinases  that 

phosphorylate  position  T202/Y204  ERK1  and  T185/Y187  ERK2.  RAF  kinases  phosphorylate 

S218/S222  and  S222/S226  MEK1/MEK2,  respectively  (Hayes  and  Der,  2014).  Beside,  RAF 

kinase,  two  other  serine/threonine  kinases,  COT  (Tp12)  and MOS  also  serve  as  upstream 

activators of MEKs (Hagemann et al., 1999; Johannessen et al., 2010). 

ERK kinase (MAPK)—ERK1/2 are the end kinases downstream of cascade flow which are 

triggered  from RAS‐GTP bound and are  substrate of MEK1/2. There are growing number of 

evidences, indicating the distinct biological functions of ERK1 and ERK2 (Yoon and Seger, 2006; 

Shin et al., 2010; Shin et al., 2015; Woodson and Kedes, 2012; Krens et al., 2008). Unlike, RAF 

kinase  and  MEK  which  have  a  highly  imitated  number  of  substrates,  collectively,  ERK1/2 

possess around 200 cytoplasmic or nuclear targets (Yoon and Seger, 2006). 

RAL guanine nucleotide dissociation stimulator 

RAS proteins interact with a wide range of proteins, and beside activation of their specific 

signaling cascades, are able to regulate the parallel pathways as well. A cross‐talking between 

RAS family members can occur by proteins which carry both RBD/RA domain and GEF catalytic 

domain (CDC25 homology domain), therefore first as RAS effector bind to RAS and then serve 

as GEF to activated another RAS family members  (Quilliam et al., 2002; Ferro and Trabalzini, 

2010).  For  instance,  RALGDS  family  consists  of  RALGDS,  RGL  (RALGDS  like),  RGL2  (RIF)  and 

RGL3,  they  harbor  RA  domain  that  interact with  GTP‐bound  RAS  (e.g.,  HRAS,  KRAS,  RAP1, 

RRAS, MRAS and RIT) and after activation serve as a GEF  to activate RAL subfamily of small‐

GTPases (Spaargaren and Bischoff, 1994; Wolthuis et al., 1996; Peterson et al., 1996; Shao and 

Andres, 2000; Nakhaei‐Rad et al., 2015). It is reported that RAS interaction with RALGDS does 

not  influence  its GEF  activity  and  translocates  it  close  to membrane where  can  bind  to  its 

substrate,  RAL  (Wolthuis  et  al.,  1997; Matsubara  et  al.,  1999).  Activated  RAL  (GTP‐loaded) 

emits its cellular functions through interaction with its specific effectors; RALA binding protein 

1  (RALBP1/RLIP76),  ZO‐1  associated  nucleic  acid‐binding  protein  (ZONAB),  exocyst  complex 

subunits  (SEC5/EXO84)  and  phospholipase  D1  (Bodemann  and White,  2014).  For  instance, 

RALBP1  plays  roles  in  cellular  processes  like,  mitochondrial  fission,  clatherin‐mediated 

endocytosis, and cell cycle progression (Jullien‐Flores et al., 2000; Kashatus et al., 2011; Tazat 

et al., 2013).  

Phospholipase C enzymes 

PLC enzymes, are  composed of  six  families, PLCβ  ,γ  ,  ,,and  (Katan, 2005). These 
enzymes hydrolyze the phosphatidylinositol 4,5‐bisphosphate (PIP2) and generate two second 

messengers  that  stimulate different  intracellular  responses:  inositol 1,4,5‐trisphosphate  (IP3) 

and  diacylglycerol  (DAG)  (Bunney  and  Katan,  2011). Among  PLC  families,  PLC  is  unique  in 
regulation and  function because of  its prominent sequence  fingerprints;  I) N‐terminal CDC25 

domain, which  serves  as  a GEF  for  RAP1  (Bunney  and  Katan,  2006);  II)  Two  C‐terminal  RA 

domains (RA1/RA2) that only RA2  interacts with small‐GTPase of RAS family. Therefore, PLC 
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acts  as  both  effector  and  regulator  of  RAS  family,  similar  to  RALGDS  (Kelley  et  al.,  2004; 

Bunney et al., 2006); III) It has an insertion of 65 aa within Y part of its catalytic domain, where 

RHO proteins can bind and regulate PLC activity (Wing et al., 2003).   

RAS‐association domain family 

RAS‐association domain family (RASSF) proteins compose ten members: RASSF1A/B, 2, 3, 

4,  5A/B/C  (NORE1),  6A/B,  7,  8,  9  and  10 which  share RA  domain,  however,  two  additional 

domains,  are  not  universal;  1C1  domain  (RASSF1  and  5A/B)  and  SARAH  domain  (Salvador‐

RASSF‐HIPPO)  (RASSF1‐6).  Two  well‐characterized  isoforms  of  RASSF1/5A  proteins  are 

recognized  as  unique  RAS  effectors  which  in  contrast  to  other  RAS  effectors,  are  tumor 

suppressor  and  emerge  an  pro‐apoptotic  effects  and  their  loss  of  function mutations  are 

associated  with  tumors  (Vavvas  et  al.,  1998;  van  der  Weyden  and  Adams,  2007).  MST 

(Drosophila orthologues of HIPPO) is a STE‐20 family protein kinase, which interacts, and forms 

a heterodimer with RASSF1/5A and WW45 (salvador) through their SARAH domain (Scheel and 

Hofmann, 2003). This complex phosphorylates and activates LATS1/2, which in turn promotes 

phosphorylation and sequestration and proteasomal degradation of YAP in cytoplasm (Ramos 

and Camargo, 2012a; Oka et al., 2008; Zhao et al., 2007; Pfeifer et al., 2010; Hwang et al., 

2014;  Rawat  and  Chernoff,  2015).  YAP  is  a  transcription  co‐activator  that  promotes 

transcription of the genes, like CTGF and NOTCH2, which are involved in cell development and 

differentiation  (Camargo  et  al.,  2007;  Avruch  et  al.,  2010;  Lu  et  al.,  2010;  Yimlamai  et  al., 

2014).  It  has  been  shown  that  HIPPO‐YAP  pathway  plays  distinct  roles  in  differentiated 

parenchymal cells and liver progenitor cells, respectively. Where MST1/2 activity plays a role in 

maintenance of differentiated state of parenchymal cells and YAP activity dedifferentiates the 

cells and  induces cell proliferation (Yimlamai et al., 2014). A switch between activities of two 

RAS effectors with opposite functions, CRAF and RASSF, which stimulate cell proliferation and 

apoptosis, can determine the biological outcomes of RAS signaling  in different circumstances 

(Romano et al., 2014).  

Phosphatidylinositol 3‐kinase signaling 

PI3K  isoforms—PI3Ks  are  the  intracellular  lipid  kinases  that  phosphorylate 

phosphatidylinositol and phosphoinositides. Based on sequence homology and lipid substrates 

they  fall  into  three  groups:  class  I,  II  and  III.  Upstream  regulators  of  PI3K, mainly  consist, 

receptor tyrosine kinases, RAS proteins and G protein‐coupled receptors (Vanhaesebroeck et 

al., 2010).  In mammalian,  class  I PI3K  contains  four  isoforms  that  are heterodimer proteins 

compose  of  two  subunits:  catalytic  and  regulatory  subunit.  According  to  the  regulatory 

subunit, class  I PI3K  further  subdivided  in  two  subgroups; class  IA p110α, p110β and p110δ 

accompany with p85‐like  regulatory  subunit  (p85α/β, p50α and p55α/γ). Class  IB has  single 

member  p110γ  and  makes  a  heterodimer  with  p101  and  p84  regulatory  subunits 

(Vanhaesebroeck  et  al.,  2010;  Vadas  et  al.,  2011;  Jean  and  Kiger,  2014).  p110α  and  β  are 

                                                            
1 putative diacylglycerol binding site 
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reported to be ubiquitously expressed but the presence of p110γ and δ is restricted to specific 

cell types or tissues, mainly hematopoietic cells (Vanhaesebroeck et al., 2005; Kok et al., 2009; 

Fritsch et al., 2013; Fritsch and Downward, 2013). Class  I PI3K phosphorylates 3‐hydroxyle of 

the  phosphoinositide  (4,5)  bisphosphate  (PIP2)  and  generates  the  second  messenger  of 

phosphoinositide (3,4,5) trisphosphate (PIP3) that recruits the wide range of protein effectors 

through  their pleckstrin homology  (PH) domain  to  the membrane. Target proteins, could be 

kinases  (e.g. AKT and PDK1), adaptor proteins, GEFs or GAPs  that  regulate different  cellular 

processes (Vanhaesebroeck et al., 2001).  

AKT serine/threonine kinase—AKT or protein kinase B (PKB) belongs to AGC subfamily of 

protein kinases. AKT is one of the key proteins downstream of PI3K‐PIP3 and involves in wide 

range  of  the  cellular  processes,  such  as  cell  proliferation, metabolism,  growth,  autophagy 

inhibition, and  survival  (Pearce et al., 2010; Hers et al., 2011). AKT  functions depend on  its 

phosphorylation  at  two  critical  positions,  T308  and  S473  (Andjelkovic  et  al.,  1997).  Upon 

extracellular stimuli and the tyrosine receptor activation, class  I PI3K generates the PIP3 that 

engages  both  PDK1  and  AKT  through  PH  domain  to  the  plasma  membrane.  PDK1 

phosphorylates the AKT at position T308 (here after p‐AKT308) that is located on the catalytic 

domain  of  AKT  (Alessi  et  al.,  1997).  This  phosphorylation  triggers  the  inhibitory 

phosphorylation of tuberous sclerosis 1/2 (TSC1/2) that is a well‐known GAP for RHEB protein 

of RAS family. Phosphorylation of TSC1/2 suppresses its inhibitory effect on mammalian target 

of  rapamycin  (mTOR)  complex  1  (Fig.  5)  (Inoki  et  al.,  2002;  Inoki  et  al.,  2003).  Second  key 

phosphorylation  site positions on  the hydrophobic motifs of AKT  S473  (here  after p‐AKT473) 

and occurs through the second mTOR complex (mTORC2) (see below for further information).  

Organization of mammalian target of rapamycin (mTOR) complex 1 and 2—mTOR kinase 

is  the  catalytic domain of  two multiprotein  complexes; mTORC1 and mTORC2  (Zoncu et al., 

2010). These complexes are discriminated mainly based on the specific accessory proteins,  in 

the case of mTORC1  it  is called regulatory‐associated protein of mTOR (RAPTOR) (Hara et al., 

2002)  and  for  mTORC2  it  is  called  rapamycin‐insensitive  companion  of  mTOR  (RICTOR) 

(Sarbassov et al., 2004)  (Fig 5).  In addition,  they harbor unique  regulatory  subunits, 40  kDa 

Pro‐rich  AKT  substrate  (PRAS40;  mTORC1),  mammalian  stress‐activated  MAP  kinase‐

interacting  protein  1  (mSIN1/MAPKAP1;  mTORC2)  and  protein  observed  with  RICTOR 

(PROTOR; mTORC2)  (Sancak  et al., 2007; Pearce  et al., 2007;  Frias  et al., 2006; Yang  et al., 

2006). However, mTORC complexes share some negative and positive regulatory proteins, DEP 

domain‐containing  mTOR‐interacting  protein  (DEPTOR)  and  mammalian  lethal  with  SEC13 

protein 8 (mLST8), respectively (Peterson et al., 2009; Loewith et al., 2002).  

Upstream regulators and substrates of the mTOR complexes—Signal  integration towards 

mTORC1  occurs  through  TSC1/2  and  at  the  lysosome  level  via  RAG  GTPases  (Huang  and 

Manning, 2008; Sancak et al., 2008). TSC1/2 is regulated negatively by AKT (phosphorylated at 

position T308) and ERK1/2 (Alessi et al., 1997; Ma et al., 2005), whereas GSK3β, Hypoxia and 

AMPK  are  the  positive  regulators  (Castilho  et  al.,  2009;  Inoki  et  al.,  2006;  DeYoung  et  al., 

2008). AKT activity (p‐T308) results in inhibitory phosphorylation of TSC1/2 which is the RHEB‐
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GAP (Tee et al., 2003) (Fig. 5). In physiological conditions, RHEB and RAG GTPases reside on the 

lysosome/endosome  surface. Upon  the growth  factor  stimuli, RHEB  switches  to active  form 

(GTP‐loaded) and  interacts with mTORC1 which activates catalytic  function of mTOR and  its 

substrate  interactions  through RAPTOR  (Inoki et al., 2003; Avruch et al., 2009; Zoncu et al., 

2010).  One  essential  requirement  of  RHEB‐mTORC1  interaction  is  the  endomembrane 

translocation  of  the  mTORC1.  Amino  acid  stimulation  of  RAG  GTPases  results  in 

endomembrane  localization of mTORC1 (Sancak et al., 2008). Therefore, both growth factors 

and  amino  acids  inputs  are  needed  for  mTORC1  activity  (Zoncu  et  al.,  2010).  mTORC1 

phosphorylates  wide  range  of  substrates  and  regulates  the  ribosome  biogenesis,  mRNA 

translation, lipid synthesis and autophagy (Fig. 5) (Kim and Chen, 2004; Porstmann et al., 2008; 

Yu et al., 2010;  Iadevaia et al., 2012; Gentilella et al., 2015). S6 kinase 1  (S6K1)  is  the most 

prominent kinase downstream of mTORC1 and phosphorylates mTOR itself at position S2448, 

ribosomal protein S6, eukaryotic elongation  factor 2 kinase  (eEF2) kinase and eIF4B  (Hara et 

al., 1997; Wang et al., 2001; Ma et al., 2008; Ma and Blenis, 2009). The upstream regulators of 

the  mTORC2  are  poorly  understood  and  growth  factor  signaling  and  its  association  with 

ribosome are indicated to control mTORC2 signaling activity (Zinzalla et al., 2011). Recently, a 

possible  cross‐talk  between mTORC1  and mTORC2  is  reported  that  S6K  phosphorylates  a 

regulatory subunit of mTORC2 is called mSIN1 at two positions which is critical for the integrity 

and substrate recruitment (e.g. AKT) of the mTORC2 (Fig. 5) (Liu et al., 2013b; Xie and Proud, 

2013; Liu et al., 2014b). Furthermore, upon stimulation mTORC1 exerts a negative  feedback 

regulatory  through  phosphorylation  of  the  insulin  receptor  substrate‐1  (IRS‐1)  and  adaptor 

protein Grb10 which suppress the growth factor induced signaling (Um et al., 2004; Hsu et al., 

2011).  mTORC2  phosphorylates  AGC  kinases,  AKT  (p‐AKT473),  serum  and 

glucocorticoid‐regulated  kinase  (SGK)  and  protein  kinase  C  (PKC)  (Sarbassov,  2005;  Garcia‐

Martinez and Alessi, 2008; Ikenoue et al., 2008; Su and Jacinto, 2011). AKT phosphorylation at 

the hydrophobic motifs  (S473) results  in  full activation of AKT  for special substrates, such as 

FOXO1 and 3. Inhibitory phosphorylation of FOXO1/3 by AKT sequestrates it  in the cytoplasm 

and  impairs  its  translocation  to  the nucleus where  it binds  to  gene promoters  and  induces 

apoptosis,  therefore  favorites  the  cell  survival  (Wang  et  al.,  2014).  Collectively,  mTORC2 

regulates  cell  cycle  progression,  survival,  anabolism  and  actin  cytoskeleton  organization 

(Jacinto et al., 2004). 
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Figure  5.  Schematic  view  of  signaling  pathway  of  the  mammalian  target  of  rapamycin  (mTOR) 

complexes.  Complexes  composition,  stimulation,  regulation,  substrates  and  cellular  outcomes  are 

illustrated.  DEPTOR,  DEP  domain‐containing  mTOR‐interacting  protein;  ERK,  extracellular  regulated 

kinase; Fbw7, F‐box and WD repeat domain containing 7; FIP200, FAK family kinase‐interacting protein 

of  200  kDa;  4E‐BP1,  eukaryotic  translation  initiation  factor  4E  binding  protein  1;  FOXO1,  forkhead 

transcription factor; IRS1, insulin receptor substrate 1; GAP, GTPase activating protein; GSK3β, glycogen 

synthase kinase 3 beta; MEK, MAP/ERK kinase; mLST8, mammalian lethal with SEC13 protein 8; mSIN1, 

mammalian stress‐activated MAP kinase‐interacting protein 1; mTORC, mammalian target of rapamycin; 

NICD1,  Notch  intracellular  domain;  PDK1,  3‐phosphoinositide‐dependent  protein  kinase;  PI3K, 

phosphoinositide 3‐kinase; PKC, protein kinase C; PPARγ, peroxisome proliferator‐activated receptor γ; 

PRAS40, 40 kDa Pro‐rich AKT substrate; PROTOR, protein observed with RICTOR; RAPTOR,  regulatory‐

associated  protein  of  mTOR;  RAS,  rat  sarcoma;  RHEB,  RAS  homologue  enriched  in  brain;  RICTOR, 

mTORC2  rapamycin‐insensitive companion of mTOR; SGK,  serum and glucocorticoid‐regulated kinase; 

SREBP, sterol regulatory element‐binding proteins; TSC, tuberous sclerosis; ULK, Unc‐51 like autophagy 

activating kinase 1. 

In  the  previous  section, we  had  an  overall  view  about  the members,  functions,  target 

proteins and signaling activities of  the RAS  family of  the small GTPases.  In  following section, 

we will consider second largest family of small GTPases is named RHO (RAS homologous) and 

the cross‐talking between RAS and RHO proteins to orchestrate different cellular responses. 
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RHO family GTPases 
RHO Family members, functions and regulation— RHO family GTPases have key functions 

in cytoskeletal organization, migration, adhesion, survival and cell cycle progression (Heasman 

and Ridley, 2008b). To date, 20 members of the RHO family have been reported, which further 

are subdivided  into six subfamilies based on their sequence homology:  I) RHO (RHOA, RHOB, 

RHOC);  II)  RAC  (RAC1,  RAC1b,  RAC2,  RAC3,  RHOG);  III)  CDC42  (CDC42,  G25K,  TC10,  TCL, 

RHOU/Wrch1, RHOV/Chp);  IV) RHOD  (RHOD, Rif); V) RND  (RND1, RND, RND3); VI) RHOH/TTF 

(Fig. 3). The GDP/GTP exchange and the GTP hydrolysis of typical RHO proteins (Jaiswal et al., 

2013b), are regulated by RHOGEF and RHOGAP proteins, respectively. However, in comparison 

with RAS  family, RHO proteins underlie a  third control mechanism, which  is achieved by  the 

function of guanine nucleotide dissociation inhibitors (GDIs) and bind selectively to prenylated 

RHO  proteins  and  control  their  cycle  between  cytosol  and  membrane  (see  chapter  IV). 

Activation  of  RHO  proteins  results  in  their  association  with  effector  molecules  that 

subsequently activate a wide variety of downstream signaling cascades (Bishop and Hall 2000; 

Burridge and Wennerberg 2004). 

RHO subfamily 

In mammalian,  there are  three RHO  isoforms, RHOA, RHOB and RHOC with well‐known 

function  in  stress  fiber  formation  (Wheeler  and  Ridley,  2004).  RHOA  plays  roles  in  cell 

migration, cytokinesis and cell cycle progression (Vega and Ridley, 2008). On the other hand, 

RHOB  introduced as a  tumor suppressor, which  its down‐regulation was reported  in a set of 

tumors (Huang and Prendergast, 2006). RHOB regulates the trafficking of the cellular receptors 

that  limits  the  growth  factors  signaling  (Huang  et  al.,  2007),  and  by  internalization  of  E‐

cadherin,  and  integrin, modulates  the  cell‐cell  adhesion  and migration  speed  (Wheeler  and 

Ridley, 2007; Vega et al., 2015). RHOC isoform was reported to promote tumor metastasis and 

invasion  (Pille  et  al.,  2005).  Similar  to  other  GTPases,  RHO  subfamily  emerges  its  cellular 

functions  by  binding  to  a  set  of  scaffolding:  Rhotekin,  Rhophilin,  mammalian  diaphanous 

(mDia) and PLC or kinase effector proteins: RHO‐associated coiled‐coil kinases  I/II  (ROCKI/II), 

protein kinase C‐related kinase (PKR) and Citron (Reid et al., 1996; Thumkeo et al., 2013; Amin 

et al., 2013).  

CDC42 GTPase 

CDC42  functions  implicate  in  cellular  control of  cytoskeleton dynamic,  cellular polarity, 

migration, adhesion, intracellular trafficking and proliferation (Aznar and Lacal, 2001; Cerione, 

2004). CDC42 is famous for its contribution in formation of cell protrusions is called filopodia. 

Filopodia  is the finger‐shape structure that consists of parallel bundles of actin filaments and 

acts  as  antenna  to  sense  the  cellular microenvironment  and  plays  important  roles  in  cell 

migration and neuronal outgrowth (Gupton and Gertler, 2007; Mattila and Lappalainen, 2008). 

Activated  CDC42  targets  a  set  of  effectors:  p21‐activated  kinase  (PAK),  insulin  receptor 

substrate  p53  (IRSp53), mammalian  diaphanous  (mDia), Wiskott‐Aldrich  syndrome  protein 

(WASP)  (Hemsath  et  al.,  2005)  and  IQ motif‐containing  GTPase‐activating  protein  (IQGAP) 



 

  

 

20 

 

Chapter I

(Cerione, 2004; Sinha and Yang, 2008). CDC42 interaction with WASP and IRSp53 activates the 

actin related protein 2/3 (ARP2/3) that mediates the filopodia formation (Hufner et al., 2002; 

Lim et al., 2008). mDia was known as a third effector of CDC42 which contributes in filopodia 

formation  (Peng  et  al.,  2003).  Upon  CDC42  binding  to  PAK1  and  LIM  kinase  (LIMK) 

phosphorylation,  LIMK  phosphorylates  and  inhibits  actin  depolymerization  through  cofilin 

(Edwards et al., 1999). 

RAC subfamily 

Based  on  the  sequence  homology,  RAC  subgroup  of  RHO  GTPases  consists  of  five 

members: RAC1, RAC1b, RAC2, RAC3, RHOG. RAC proteins involve on lamellipodium formation 

and membrane  rufflling,  which  are  required  for  the maintenance  of  cell morphology  and 

migration  (Kurokawa  et  al.,  2004).  RAC  isoforms  exhibit  the  individual  pattern  of  gene 

expression and they have non‐overlapping functions (Didsbury et al., 1989; Shirsat et al., 1990; 

Bolis et al., 2003). RAC1b is alternative splice variant of RAC1 with 19 amino acid insertion near 

the  switch  II  region  that  renders  RAC1b  in  active  GTP‐bound  form  with  impaired  GTP 

hydrolysis  (Fiegen et al., 2004). RAC shares some effectors with CDC42  like, mDia2 and PAK, 

however has its specific effectors, such as WASP‐family verprolin‐homologous protein (WAVE), 

specifically RAC1‐associated protein‐1 (SRA1) and p67PHOX (Kobayashi et al., 1998; Koronakis 

et al., 2011; Diebold et al., 2004). Upon RAC1 activation and binding to WAVE, mDia and PAK, 

actin  polymerization  and  turn  over  will  be  regulated  by  RAC1  and  results  in  lamellipodia 

formation (Jaffe and Hall, 2005; Takenawa and Suetsugu, 2007).  

Signaling cross‐talk between RHO and RAS GTPases 
GTPase‐activating  proteins  (GAPs)  link  the  RAS  and  RHO  signaling—The  GAP  proteins 

were identified to interconnect the RAS and RHO signaling, which is known to be required for 

cell  transformation  by  oncogenic  RAS  and,  cell  cycle  progression  and  proliferation  by  RHO 

proteins (Khosravi‐Far et al., 1998; Coleman et al., 2004). Emerging evidence suggests that the 

GAPs,  in  particular  p120RASGAP  and  the  RHO‐specific  p190ARHOGAP,  p200RHOGAP  and 

deleted  in  liver  cancer  1  (DLC1),  act  as  a  linker  to  coordinate  the  RAS  and  RHO  signaling 

pathways  (Shang et al., 2007; Yang et al., 2009; Asnaghi et al., 2010). Frequent  loss of DLC1 

gene  expression  was  first  described  in  liver  (Yuan  et  al.,  1998).  DLC1RHOGAP  function  is 

required for the maintenance of cell morphology and the coordination of cell migration (Kim et 

al., 2008). p120 contains multiple domains with different functions (Pamonsinlapatham et al., 

2009). While  the  C‐terminus  of  p120 with  the  catalytic GAP  activity  is  responsible  for  RAS 

inactivation  (Ahmadian  et  al.,  1997a),  its N‐terminal  Src  homology  2  and  3  (SH2  and  SH3) 

domains  have  been  suggested  to  possess  effector  function  (Chan  and  Chen,  2012).  p120 

functionally modulates RHO signaling by directly binding to two RHO‐specific GAPs, p190 and 

DLC1  (Yang  et  al.,  2009;  Asnaghi  et  al.,  2010).  The  association  of  p120  with  the  tyrosine 

phosphorylated p190 via its SH2 domain promotes RHO inactivation  (Hu and Settleman, 1997; 

Herbrand and Ahmadian, 2006). Thus, p120 positively regulates the RHOGAP function of p190. 

Another mechanism,  which  connects  the  RAS  and  RHO  pathways  and  regulates  the  actin 
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cytoskeleton, is dependent on p120 SH3 domain function and controls RHO activation (Leblanc 

et al., 1998). This mechanism was later revealed to involve DLC1 but not p190. The p120 SH3 

domain (called p120SH3) binds to the RHOGAP domain of DLC1 (called DLC1GAP) and inhibits 

the DLC1‐dependent RHO  inactivation  (Yang et al., 2009). Therefore, p120 acts as a negative 

regulator not only for RAS but also for the GAP activity of DLC1 (chapter V). 

Scaffolding proteins  cross‐link  the RAS/RHO  signaling  components—Scaffolding proteins 

are multidomain proteins, which are able to  interact with plethora of substrates and control 

the  spatial  and  temporal  assembling  of  signaling  partners.  Thereby,  through  the  tethering 

mechanism, they organize the discrete components of signaling pathways  in place and time, 

(e.g.,  activators,  enzymes  and  effectors)  to  increase  their  interaction  efficiency  (Scott  and 

Pawson, 2009; Good et al., 2011).  IQGAP proteins emerge diverse cellular  functions  such as 

cell migration, adhesion, cytoskeletal dynamic and cytokinesis (Noritake et al., 2005; White et 

al.,  2012).  By  acting  as  scaffold  proteins,  IQGAPs  organize  the  signaling  partner  into  close 

proximity to enable their  interaction/activation and  in some cases act as a bridge to connect 

distinct  signaling  pathways  (Brown  and  Sacks,  2006).  IQGAP  family  composes  of  three 

isoforms, IQGAP1, 2 and 3, which are differentially expressed in distinct tissues. In addition to 

share  a  set  of  binding  partners,  each  isoform  possesses  its  specific  binding  partners  and 

therefore contributes to different cellular processes (Weissbach et al., 1994; Brill et al., 1996; 

Wang et al., 2007). For  instance,  IQGAP1 was recognized as an oncogene where  IQGAP2  is a 

tumor  suppressor  (White  et  al.,  2009b;  White  et  al.,  2010b).  IQGAP1  can  interact  with 

different  signaling  components  of  MAPK  pathway,  RTKs,  KRAS,  BRAF/CRAF,  MEK1/2  and 

ERK1/2, and directs the information flow from the EGF to ERK1/2 phosphorylation (Roy et al., 

2004; Roy et al., 2005; Ren et al., 2007). In addition to scaffold the RAS signaling components, 

IQGAP1 was  identified  to  interact with RHO  family GTPase, RAC1 and CDC42, and promotes 

the  cell  migration  (Mataraza  et  al.,  2003a).  Upon  hyaluronan  (HA)  stimulation  of  CD44 

receptor,  IQGAP1  anchors  the  CDC42  and  ERK2  to  CD44  and  F‐actin  that  results  in 

phosphorylation  of  ERK2.  Therefore,  it  bridges  the  MAPK  pathways  to  cytoskeleton 

organization machinery (Bourguignon et al., 2005) (chapter VI).  

Disease  models  indicate  the  coordination  of  RAS  and  RHO  mutations  in  tumor 

progression—As we discussed earlier there are different  levels of RAS and RHO cross‐talking: 

at the  levels of GAP or scaffolding proteins. However, there are emerging  lanes of evidences 

that  indicate  the  coexistence  of  RAS  and  RHO mutations  in  tumors. Mano  and  colleagues, 

reported  that  the  oncogenic mutation  of RAC1N92I  beside  the NRASQ61K mutation  drives  the 

growth of human  sarcoma cell  line, HT1080  (Kawazu et al., 2013).  Juvenile myelomonocytic 

leukemia  (JMML)  is  a  rare  and  early  childhood  severe myeloproliferative  neoplasm  that  is 

resulted  from  infiltration  of  overproduced  myelomonocytic  cells  to  organs,  such  as  liver, 

spleen and  intestine. Pathological studies revealed  that  the  JMML  is  initiated by germline or 

somatic RAS‐activating mutations (Chang et al., 2014). JMML  is considered a unique example 

of RAS‐driven oncogenesis since it is thought to be initiated by mutations, usually described as 

mutually  exclusive,  in RAS  genes  (NRAS,  KRAS) or RAS‐pathway  regulators  (PTPN11, NF1 or 
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CBL)  (Niemeyer, 2014). Genetic profiling of  the  JMML patient with NRAS mutation depicted 

the second mutation which belongs to RHO GTPase  (RAC2)  (Caye et al., 2015). However, the 

mechanisms  that  RAC2  mutation  coordinates  with  NRAS  transformation  need  further 

investigation (chapter VII). 
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Aims and objectives 

Hepatic  stellate  cells  (HSCs)  play  pivotal  roles  in  liver  development,  immunoregulation, 

homeostasis,  regeneration,  and  pathology.  In  addition,  they  emit  a  remarkable  plasticity  in 

their  phenotype,  expression  profile  and  function.  HSCs  are  able  to  develop  to  cells  that 

contribute in liver regeneration or in pathological situations promote scar formation and liver 

fibrosis  (see  Figs.  1C,  D  and  E).  However,  little  is  known  about  the  intracellular  signaling 

networks,  which  orchestrate  HSCs  plasticity  and  their  bilateral  functions  as  positive  and 

negative  regulators of  liver damage  responses. Therefore,  it  is noteworthy  to  reconsider  the 
impact of different signaling pathways on HSC fate decision and obtained information will lead 

future  studies  to  find  pharmacological  drugs  that  target  HSC  activation  and  shift  them  to 

participate in liver regeneration. In this study, we set out to cover the activities and functions 

of RAS dependent signaling pathways in both quiescent HSC (qHSC) and activated HSC (aHSC) 

and generate a new model  that will help  to a better understanding of signaling networks of 

HSC  (Fig. 8). This will provide hope  for  the patients with  liver problems  to restore  their  liver 

regeneration responses.   

At the first, we tried to get an overview about which RAS isoforms are mostly influenced by 

the  HSC  activation  processes.  Therefore,  by  the  aim  of  isoform  specific  qPCR  primers, we 

sought  for  the  expressional  changes  of  different  RAS  family  members  and  their  signaling 

compartments  during  the HSC  activation. We  found  a  novel member  of  RAS  family,  ERAS, 

specifically expressed  in qHSC not  aHSC where other RAS  isoforms did not  show  significant 

changes or  get up‐regulated. The molecular properties,  regulation and  function of  this new 

RAS member  is poorly understood. Therefore, we comprehensively  investigated biochemical 

and  structural  characteristics  of  exogenous  ERAS  to  get  an  overview  of  the  physiological 

functions of ERAS (see chapter II).  

Second, we aimed to detect and analyze ERAS protein in HSC. Therefore, we generated an 

anti‐rat  ERAS  antibody  that  specifically  recognized  ERAS  not  other  RAS  proteins. With  this 

study, we reported for the first time, the endogenous expression of ERAS in non‐malignant and 

normal cells of the body. Therefore, it was noteworthy to reinvestigate our obtained data from 

overexpressed ERAS  in endogenous system and  find out  the signaling networking of ERAS  in 

qHSC as well as monitor signaling activity of RAS proteins in aHSC (chapter III).  

Activated HSCs  are  enabling  to  contract  and migrate  as  a  consequent  of  RHO  signaling 

activity. We extended and shared our knowledge about molecular properties and regulation of 

RHO GTPases  as  a  book  chapter  (chapter  IV). Next, we  aimed  to  find  a  possible  cross‐talk 

between RHO and RAS GTPases  in  two distinct  levels;  I) GTPase activation proteins of p120, 

p190 and DLC1  (deleted  in  liver  cancer1)  (chapter V).  II) Scaffolding proteins  such as  IQGAP 

isoforms  (chapter  VI).  Through  conducting  these  studies  to  cell  based  analysis  in HSCs, we 

revealed interesting aspect of scaffolding and cross‐linking between RAS and RHO proteins. At 

the end, we tried to find a  link between RHO and RAS mutations  in disease progression with 

the  aid  of  whole  genomic  sequencing  of  the  juvenile  myelomonocytic  leukemia  (JMML) 

patients (chapter VII). 
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 Chapter II 

The function of embryonic stem cell‐expressed RAS (ERAS), a 
unique RAS family member, correlates with its additional 
motifs and its structural properties 
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domain;  GDP,  guanosine  diphosphate;  GEF,  guanine‐nucleotide‐exchange  factor;  GRD,  GAP‐
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ABSTRACT 
The scaffolding IQ motif‐containing GTPase activating protein 1 (IQGAP1) plays a central role 

in the physical assembly of relevant signaling networks that are responsible for various cellular 

processes,  including cell adhesion, polarity and transmigration. Amongst various proteins, RAC1 

and CDC42, have been also proposed to interact with the GAP‐related domain (GRD) of IQGAP1, 

however,  the  exact  nature  of  this  interaction  process  has  remained  obscure.  Here,  we 

demonstrate  that  (i)  IQGAP1 associates with six different RAC‐ and CDC42‐related proteins but 

not with other members of the RHO family, including the RHO‐and RND‐proteins, and (ii) unlike 

published models,  IQGAP1  interaction with RAC‐ and CDC42‐related proteins underlies a  two‐

step  binding mechanism,  first  a  low‐affinity,  largely  nucleotide‐independent  binding  of  GRD 

outside  the  switch  regions,  and  second  a  high‐affinity,  GTP‐dependent  binding  of  the  RHO 

GTPase  binding  domain  (GBD)  to  the  switch  region.  These  data  were  confirmed  by 

phosphomimetic mutations  of  S1443  in GBD, which  resulted  in  complete  abolishment  of  the 

IQGAP1  interaction  with  RAC1  and  CDC42,  clearly  indicating  that  S1443  phosphorylation  by 

protein kinase C  is critical for these  interactions. Taken together, these results provide the field 

with new  insights  into  interaction  characteristics of  IQGAP1  and highlight  the  complementary 

importance of kinetic and equilibrium analyses. Therefore, herein, we  challenge  the paradigm 

that the ability of  IQGAP1 to  interact with RAC/CDC42 proteins  is based on a two‐step binding 

process  which  is  a  prerequisite  for  IQGAP1  activation  and  a  critical mechanism  in  temporal 

regulation and integration of IQGAP1‐mediated cellular responses. 

 

Key words: CDC42, GBD, GRD, stopped‐flow, fluorescence, polarization, anisotropy, interaction, 

IQGAPs, RAC1, RHOA, RHO family 
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INTRODUCTION 

The RHO family proteins are known to play an important role in diverse cellular processes and 

progression  of  different  diseases,  such  as  cardiovascular  diseases,  developmental  and 

neurological disorders,  tumor  invasion  and metastasis  as well  as  regulating  liver  regeneration 

(Yuan et al., 2009; Fukata et al., 2003; Hall, 2012). RHO proteins share two common functional 

characteristics, membrane anchorage and an on/off switch cycle (Dvorsky and Ahmadian, 2004). 

Subcellular  localization of RHO proteins  to different cellular membranes  is known  to be critical 

for their biological activity. This  is achieved by a hyper variable region  (HVR)  (Lam and Hordijk, 

2013) and a lipid anchor in their C‐terminal tail at a distinct cysteine residue in the CAAX motif (C 

is cysteine, A is any aliphatic amino acid, and X is any amino acid) (Wennerberg and Der, 2004). 

RHO protein function  is dependent on the guanine nucleotide‐binding (G) domain that contains 

the principle binding center  for GDP and GTP and presents depending on  its nucleotide‐bound 

state  various  contact  sites  for  regulators  and  effectors  (Dvorsky  and  Ahmadian,  2004).  Thus, 

membrane‐associated  RHO  proteins  act,  with  some  exceptions  (Jaiswal  et  al.,  2013b),  as 

molecular  switches by  cycling between an  inactive GDP‐bound  state and an active GTP‐bound 

state.  This  cycle  underlies  two  critical  intrinsic  functions,  the  GDP‐GTP  exchange  and  GTP 

hydrolysis  (Jaiswal et al., 2013b) and  is controlled at  least  three classes of  regulatory proteins 

(Dvorsky  and  Ahmadian,  2004):  (i)  Guanine  nucleotide  exchange  factors  (GEFs)  catalyze  the 

exchange of GDP  to GTP  and  activate  the RHO protein  (Jaiswal  et al., 2013a; Rossman  et al., 

2005);  ii) GTPase activating proteins  (GAPs)  stimulate  the GTP hydrolysis and  convey  the RHO 

protein in its inactive conformation (Tcherkezian and Lamarche‐Vane, 2007; Jaiswal et al., 2014); 

(iii)  Guanine  nucleotide  dissociation  inhibitors  (GDIs)  bind  to  prenylated  RHO  proteins  and 

extract  them  from  the membranes  into  the  cytoplasm  (DerMardirossian  and  Bokoch,  2005; 

Garcia‐Mata et al., 2011; Tnimov et al., 2012; Zhang et al., 2014a). The formation of the active 

GTP‐bound  state of RHO proteins  is accompanied by a  conformational  change  in  two  regions, 

known  as  switch  I  and  II  (Dvorsky  and  Ahmadian,  2004),  which  provide  a  platform  for  the 

selective interaction with structurally and functionally diverse effectors, e.g. p21‐activated kinase 

1  (PAK1)  (Lei  et  al.,  2000),  p67phox  a member  of  the  NSDPH  oxidase  (Lapouge  et  al.,  2000), 

semephorin receptor Plexin B1 (Fansa et al., 2013; Hota and Buck, 2012) as well as the IQ motif‐

containing GTPase activating proteins (IQGAPs) (Watanabe et al., 2015; Hedman et al., 2015).  

In mammals,  three  isoforms of  IQGAPs are expressed:  IQGAP1,  IQGAP2 and  IQGAP3. These 

homologues  have  similar  domain  compositions  but  different  subcellular  localization,  tissue 

expression  and  functions  (White  et  al.,  2009a; Watanabe  et  al.,  2015).  This  class  of  proteins 

activates a wide variety of downstream signaling cascades (Bishop and Hall, 2000; White et al., 

2012; White et al., 2009a; Abel et al., 2015),  thereby  regulating many  important physiological 

and pathophysiological processes  in eukaryotic cells  (Heasman and Ridley, 2008a; Watanabe et 

al., 2015; Smith et al., 2015b). Among IQGAP  isoforms, IQGAP1  is ubiquitously expressed and  is 

the most  investigated member  of  IQGAP  family,  and  our  understanding mainly  relies  on  the 

evidences  from  IQGAP1.  IQGAP1  is  involved  in wide  spectrum  of  cellular  processes,  such  as 

adhesion, cell polarity and directional migration (White et al., 2012) and also cancer progression 

(White et al., 2009a; Johnson et al., 2009) via binding to RHO protein. The domain organization 

of  IQGAP1  is highly  conserved  in  IQGAP  family  consisting of an N‐terminal  calponin homology 

domain  (CHD),  a  coiled‐coil  repeat  region  (CC),  a  tryptophan‐containing  proline‐rich  motif‐
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binding  region  (WW),  four  isoleucine/glutamine‐containing  motifs  (IQ),  a  RASGAP‐related 

domain (GRD), an originally called RASGAP C‐terminal domain (RGTC) (White et al., 2012), which 

we called a GTPase‐binding domain (GBD) in this study, and a C‐terminal domain (C).  

IQGAP2 and  IQGAP3 are also able  to bind RHO proteins  (McCallum et al., 1996; Brill et al., 

1996; Wang et al., 2007; Nojima et al., 2008). IQGAP2 has 62% sequence identity to IQGAP1 and 

is expressed predominantly in the liver, but can be detected in stomach, prostate, thyroid, testis, 

kidney, platelets and salivary glands (Watanabe et al., 2015; Brill et al., 1996; Wang et al., 2007; 

Schmidt et al., 2003; Cupit et al., 2004). IQGAP3 is enriched in brain, testis, lung, small intestine, 

and colon (Mateer et al., 2003; Wang et al., 2007; Brandt and Grosse, 2007; Smith et al., 2015a; 

Schmidt et al., 2003; Nojima et al., 2008). Recent differential gene expression analysis revealed a 

reciprocal expression of  IQGAPs  in Hepatocellular carcinoma  (HCC) and subsequently opposing 

functions  (White et al., 2010a). Given  that  IQGAP proteins  share a domain  structure and have 

sequence  homology,  such  a  paradoxical  phenomenon  may  be  due  to  their  protein  binding 

partners, subcellular localization and diverse tissue expression.  

Furthermore, in hepatic stellate cells (HSCs) has been shown that Iqgap1 deficiency promotes 

myofibroblast activation, tumor implantation, and metastatic growth in mice via upregulation of 

paracrine  signaling molecules  (Liu et al., 2013a).  In  spite of having RASGAP homology domain, 

none of  these  three  isoforms have GTPase‐activating protein  (GAP) activity. GAPs  increase  the 

intrinsic  activity  of RHO  proteins  and  inactivate  them. By  contrast,  IQGAP  proteins  exhibit  an 

inhibitory effect on  the  intrinsic GTPase activity of  the RHO  family members CDC42 and RAC1, 

thereby stabilize them in their active GTP‐bound form (Hart et al., 1996; Ho et al., 1999; Brill et 

al., 1996). Apart  from RAC1 and CDC42, a multitude of  IQGAP  interacting partners have been 

reported to date (White et al., 2012; Malarkannan et al., 2012; Liu et al., 2014a; Pathmanathan 

et al., 2011; Abel et al., 2015; Smith et al., 2015b; Watanabe et al., 2015). From  IQGAP  family, 

IQGAP1 has been implicated as a drug target although the molecular mechanism of the IQGAP1 

functions  is  unclear. A  prerequisite  to  achieve  these  functions  is  the  dissection  of  its  distinct 

domains and the analysis of their interactions with desired protein partners. 

Work  from several  laboratories has shown  that  the C‐terminal half of  IQGAP1  (amino acids 

863‐1657),  encompassing  GRD  (amino  acids  1025‐1238)  and  RGTC  (called  GBD  in  this  study; 

amino  acids  1451‐1583),  binds  physically  to  active,  GTP‐bound  forms  of  CDC42  and  RAC1 

(McCallum et al., 1996; Zhang et al., 1998; Elliott et al., 2012; Owen et al., 2008). IQGAP1 GRD, 

which is structurally a homologous but functionally an inactive RASGAP (Kurella et al., 2009), also 

undergoes  interaction with  RAC1  and  CDC42,  although  with  a  lower  affinity  than  the  larger 

protein  fragment,  containing  GRD  and  RGCT  (Owen  et  al.,  2008;  Kurella  et  al.,  2009).  These 

works together with homology modeling, based on the RHOGAP in complex with RHOA (Rittinger 

et al., 1997) and CDC42 (Nassar et al., 1998), and RASGAP in complex with HRAS (Scheffzek et al., 

1997), provided a structural model of IQGAP1 GRD that contacts the switch regions of the GTP‐

bound  CDC42  (Mataraza  et  al.,  2003b;  Owen  et  al.,  2008;  Kurella  et  al.,  2009).  In  contrast, 

another study has shown phosphomimetic variants of IQGAP1 at position S1441 and S1443 were 

significantly impaired in interacting with active CDC42 (Elliott et al., 2012). This strongly indicates 

that regions downstream of GRD, may also be critical in the interaction with RAC1 and CDC42. In 

an attempt to resolve this controversy, we set out to investigate comprehensively the structure‐

function relationship of  IQGAP1  interaction with the RHO proteins. Detailed characterization of 
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the  IQGAP1  interaction  with  the  RHO  family  members,  using  time‐resolved  fluorescence 

spectroscopy,  provided  unprecedented  insights  into  the  structure,  function,  and mechanistic 

properties  of  IQGAP1,  especially  regarding  its  interaction with  RAC‐  and  CDC42‐like  proteins. 

Obtained  data  showed  that  GRD‐C  associated with  the  RAC‐  and  CDC42‐like  proteins  (RAC1, 

RAC2, RAC3, RHOG, CDC42, and TC10), but not with RHOA, RHOB, RHOC, RHOD, TCL, RND and 

RIF.  Furthermore,  GRD1  and  GRD2  do  not  associate  with  RAC1  under  this  experimental 

condition. We next  investigated  the effect of  the  last 99 amino acids of  IQGAP1 on RAC1 and 

CDC42 binding and our  results  clearly  suggest  that  the very C‐terminal  region of  IQGAP1 may 

negatively regulate GBD‐RAC1/CDC42  interaction. Moreover, we  found that point mutations of 

the PKCα phosphorylation sites  (S1441 and S1443) differently affect GRD‐GBD association with 

RAC1/CDC42‐mantGppNHp.  Additionally,  equilibrium  measurement  using  fluorescence 

polarization experiments showed that IQGAP1GRD2 also interacts with RAC1 and CDC42 but with 

a  much  lower  affinity  and  in  a  largely  nucleotide‐independent  manner  as  compared  with 

IQGAP1GRD‐C. Results described here clearly suggest  that  IQGAP1 binds RAC1‐ and CDC42‐like 

proteins at least at two sites by utilizing the GBD domain rather than the GRD domain to contact 

the switch regions. 

 

MATERIALS AND METHODS 

Constructs.  Different  variants  of  pGEX  vectors  (pGEX2T,  pGEX4T‐1,  pGEX3)  encoding  an  N‐

terminal  glutathione  S‐transferase  (GST)  fusion  protein  were  used  for  the  overexpression  of 

various human  IQGAP1 (Acc. no. P46940) variants (aa 863‐1345, 962‐1345, and 863‐1657, 877‐

1558, 877‐1558 S1443E and S1443A), human Plexin‐B1 (Acc. no. O43157) (aa 1724‐1903), human 

p67phox (Acc. no. P19878) (aa 1‐203), human PAK1 (Acc. No. Q13153) (aa 57‐141), murine TIAM1 

DH‐PH  (Acc.  no. Q60610)  (aa  1033–1404),  human  TrioN  DH‐PH  (Acc.  no. O75962)  (aa  1226–

1535), and human RHOGDIα  (Acc. no. P52565) as well as human RHO‐related genes,  i.e. RAC1 

(Acc. no. P63000) (aa 1‐179), RAC2 (Acc. no. P15153) (aa 1‐192), RAC3 (Acc. no. P60763) (aa 1‐

192), RHOG  (Acc. no. P84095)  (aa 1‐178), RHOA  (Acc. no. P61586)  (aa 1‐181), RHOB  (Acc. no. 

P62745)  (aa  1‐181),  RHOC  (Acc.  no.  P08134)  (aa  1‐181),  CDC42  (Acc.  no.  P60953)  (aa  1‐178), 

TC10 (Acc. no. P17081) (aa 2‐193), TCL (Acc. no. Q9H4E5) (aa 2 – 197), RND1 (Acc. no. Q92730) 

(aa 1‐232), RND2 (Acc. no. P52198) (aa 26‐184), RND3 (Acc. no. P61587) (aa, 1‐244), RIF (Acc. no. 

Q9HBH0) (aa 1‐195), and mouse RHOD (Acc. no. P97348) (aa 2‐193). pET46 EkLIC vector (Merck, 

Nottingham, United  Kingdom) was  used  for  the  overexpression  of  IGQAP1  877‐1558  S1441E, 

S1143D,  S1441A/S1443A,  and  S1441E/S1443D mutants  as  a his  tag protein. The Kazusa  cDNA 

clone KIAA0051 (Suyama et al., 1999) was used as a template for making mutants.  

Proteins. All proteins were purified  according  to  the protocols described  (Fiegen  et al.,  2002; 

Hemsath  and  Ahmadian,  2005;  Jaiswal  et  al.,  2013b).  Nucleotide‐free  RHO  proteins  were 

prepared using alkaline phosphatase  (Roche) and phosphodiesterase  (Sigma Aldrich) at 4°C as 

described  (Jaiswal  et  al.,  2012).  Fuorescent methylanthraniloyl  (mant) was  used  to  generate 

mantGDP and mantGppNHp bound RHO proteins, where GppNHp is non hydrolayzable analog of 

GTP. Quality and concentrations of labeled proteins were determined as described (Jaiswal et al., 

2012). 
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Fluorescence  measurements.  Kinetics  measurements  were  monitored  by  stopped‐flow 

apparatus  (Hi‐Tech Scientific SF‐61 with a mercury xenon  light source and TgK Scientific Kinetic 

Studio  software),  and  performed  as  described  (Hemsath  and Ahmadian,  2005).  The  observed 

rate constants were fitted single exponentially using the GraFit program (Erithacus software). 

Fluorescence  polarization.  Experiments  were  performed  in  a  Fluoromax  4  fluorimeter  in 

polarization  mode  as  described  (Nouri  et  al.,  2015).  The  dissociation  constant  (Kd)  were 

calculated by fitting the concentration dependent binding curve using a quadratic ligand binding 

equation. 

Cell isolation and culture. Livers from male Wistar rats (local animal facility of the Heinrich Heine 

University) were  enzymatically digested with  collagenase H  (Roche, Germany)  and protease  E 

(Merck, Germany). Primary hepatic stellate cell (HSC) isolation was followed by density gradient 

centrifugation.  HSCs  were  feeded  with  Dulbecco's  Modified  Eagle  Medium  (DMEM) 

supplemented with  15%  fetal  calf  serum  and  50  units  of  penicillin/streptomycin  (Gibco®  Life 

Technologies). 

Reverse  transcriptase polymerase chain  reaction. To  isolated RNA, cells were  lysed by QIAzol 

lysis  reagent  (QIAGEN,  Germany)  and  proceed  with  RNeasy  plus  kit  (Qiagen,  Germany).  To 

eliminate  any possible  genomic DNA  contaminations,  isolated RNAs were  subjected  to DNase 

with the DNA‐free™ DNA Removal Kit (Ambion, Life Technologies, Germany). Transcrption of the 

RNA to first strand complementary DNA  (cDNA) was followed by using the  ImProm‐II™ reverse 

transcription  system  (Promega, Germany). Quantitative polymerase  chain  reaction  (qPCR) was 

performed  using  the  SYBR Green  reagent  (Life  Technologies, Germany).  Primers  are  listed  in 

Table S1. 2‐∆Ct method was used to calculate the mRNA  levels according to relative endogenous 

levels of the HPRT1. 

Immunoblotting. Cell membranes and nuclei were disturbed with  lysis buffer  (50 mM Tris‐HCl 

pH  7.5,  100  mM  NaCl,  2  mM  MgCl2,  1%  Igepal  CA‐630,  10%  glycerol,  20  mM  beta‐

glycerolphosphate, 1 mM Ortho‐Na3VO4, 1 EDTA‐free inhibitor tablet). To normalize the amount 

of the total proteins, the Bradford assay applied to measure the protein concentration (Bio‐Rad). 

Primary antibodies to mouse γ‐tubulin (# T5326) Sigma‐Aldrich; mouse RAC1 (05‐389) millipore; 

rabbit  CDC42  (2462)  cell  signaling; mouse  IQGAP1  (ab56529)  and  rabbit  IQGAP2  (ab181127) 

abcam  were  diluted  in  5%  non‐fat milk  (Merck,  Germany)/TBST  (Tris‐buffered  saline,  0.05% 

Tween  20),  and  incubated overnight  in  4˚C. After washing  steps, membranes were  incubated 

with horseradish peroxidase‐coupled secondary antibodies for 1 h and signals were visualized by 

the  ECL  detection  system  (GE  Healthcare)  and  images  were  collected  using  the  ChemoCam 

Imager ECL (INTAS science imaging, Germany). 

RESULTS 

IQGAP1GRD‐C selectively associates with various RAC‐ and CDC42‐like proteins 

Kinetics  of  IQGAP1GRD‐C  (IQGAP1863‐1657;  Fig.  1)  association with  different  RHO  proteins was 

monitored  using  stopped‐flow  fluorescence  spectroscopic  methods  established  previously 

(Hemsath et al., 2005). MantGppNHp (Fig. 2A) is a fluorescent, non‐hydrolysable GTP analog and 

stopped‐flow  fluorescence  is a direct way  to monitor  the association between  two proteins  in 
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real‐time  (Jaiswal et al., 2012). Rapid mixing of GRD‐C with active, mantGppNHp bound RAC1 

and CDC42 resulted in change in fluorescence (Figs. 2B and 2F green trace), which represents the 

RAC1/CDC42‐IQGAP1 association reaction. Under the same conditions, most remarkably, we did 

not observe  any  fluorescence  change when mixing RAC1/CDC42‐mantGppNHp with GRD  itself 

(IQGAP1962‐1345) (Figs. 2B and 2F red trace). This was unexpected because GRD has been generally 

accepted as the RAC1‐ and CDC42‐binding domain of IQGAP1 to date (Owen et al., 2008; Kurella 

et al., 2009; Elliott et al., 2012; Hart et al., 1996; Ho et al., 1999; Kuroda et al., 1998; Mataraza et 

al., 2003b). Under  the  same  conditions we measured  kinetics  for other members of  the RHO 

family and evaluated the data by single exponential fitting to obtain the respective observed rate 

constants  (kobs). Data presented  in  figure 2B‐G  show  that GRD‐C associated with various RAC‐ 

and CDC42‐like proteins (RAC1, RAC2, RAC3, RHOG, CDC42 and TC10), but not with RHOA, RHOB, 

RHOC, RHOD, TCL and RIF. Mixing of mantGppNHp‐bound form of the latters did not result in a 

fluorescence change (Fig. 2H). Due to instability, fluorescently labeled RND proteins could not be 

prepared. Therefore, their association with GRD‐C was measured  indirectly by premixing excess 

amounts of GTP‐bound RND proteins with GRD‐C before measuring  its association with RAC1‐

mantGppNHp. RND1, RND2 and RND3 did not  interfere with the RAC1‐IQGAP1  interaction  (Fig. 

2I),  indicating  that  IQGAP1 does also not associate with RND proteins under  these  conditions, 

while  Figure  2J  shows  association  competition  of mantGppNHp∙RAC1 with  IQGAP1GRD‐C  in  the 

presence of excess amount of CDC42, or vice versa. 

RAC2 showed highest affinity for IQGAP1GRD‐C 

In  some  studies was  previously  shown  that  the  binding  affinity  of  CDC42  for  IQGAP1 was 

considerably higher than that of RAC1 for IQGAP1 (see Table 1) (Zhang et al., 1998; McCallum et 

al., 1996; Zhang et al., 1997). Later Owen et al. reported that,  IQGAP1 has similar affinities  for 

both RAC1 and CDC42 (see Table 1) (Owen et al., 2008). Here individual kinetic parameters were 

determined  for  the  interaction  of  IQGAP1GRD‐C  with  RAC‐  and  CDC42‐like  proteins  under 

conditions  described  previously  (Hemsath  and  Ahmadian,  2005).  An  incremental  increase  in 

fluorescence was  observed when  increasing  the  concentrations  of GRD‐C were  rapidly mixed 

with RAC1‐mantGppNHp (Fig. 3A). Increase in fluorescence was also observed for other RAC‐ and 

CDC42‐like  proteins  except  for  CDC42  that  the  mode  of  interaction  was  different  and  we 

observed  decrease  in  fluorescence  (Fig.  S3).  Association  kinetics was  then  performed  for  all 

other  RAC‐  and  CDC42‐like  proteins.  kobs  values  obtained  by  a  single  exponential  fitting were 

evaluated  in a  linear  fashion as a  function of  the GRD‐C concentration  (Fig. 3B), which yielded 

the respective association rate constants (kon). The dissociation of GRD‐C from  its complex with 

RAC1‐mantGppNHp was measured in a displacement experiment when excess amounts of RAC1‐

GppNHp were rapidly mixed with the complex. This  led expectedly to fast decrease (for CDC42; 

increase) in fluorescence (Figs. S2 and S4), which was also observed for other RAC‐ and CDC42‐

like  proteins  (data  not  shown).  Exponential  fitting  of  the  curves  yielded  the  dissociation  rate 

constants (koff). The dissociation constants (Kd) (Fig. 3D, Green bars), which is the binding affinity 

and defined as  the strength of  IQGAP‐RHO protein  interactions was ultimately calculated  from 

the ratio of  the koff values  (Fig. 3D, Orange bars) divided by  the kon values  (Fig. 3D, Blue bars). 

Accordingly, RAC2 turned out to possess the highest affinity for GRD‐C that was between 16‐ and 

75‐fold higher than that of the other RHO proteins (Fig. 4D, Green bars). All  individual data are 

summarized in Table 1. 
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GBD but not GRD appears to be critical for the IQGAP1 interaction with RAC1 and CDC42 

To further prove the critical role of the more C‐terminal domains of IQGAP1 beyond GRD we 

generated various deletion and point mutations of IQGAP1 (Fig. 1). Figures 4A, S1, and S3 clearly 

show  that  GRD1  and  GRD2  do  not  associate with  RAC1  and  CDC42  under  this  experimental 

condition. We  next measured  the  effect  of  the  last  99  amino  acids  of  IQGAP1  on  RAC1  and 

CDC42 binding and  found  that GRD‐GBD  (IQGAP1877‐1558), which  lacks  this  region associated 3‐

fold  faster with RAC1 as compared to GRD‐C. Moreover, we  found that point mutations of the 

PKCα phosphorylation sites (S1441 and S1443; Fig. 1) differently affect GRD‐GBD association with 

RAC1‐mantGppNHp.  In  contrast  to  GRD‐GBD  SE  (Ser1441  substituted  by  Glu),  GRD‐GBD  SD 

(Ser1443  substituted  by  Asp),  and  the  double  mutations  GRD‐GBD  SE/SD  (phosphomimetic 

substitutions) and GRD‐GBD SA/SA (neutral substitutions to Ala) completely abolished GRD‐GBD 

association with RAC1 and CDC42 (Fig. 4A).  

As it is shown in Figures 4B and 4C, association kinetics were performed for the interaction of 

GRD‐C,  GRD‐GBD,  and  GRD‐GBDSE  with  RAC1  and  CDC42.  kobs  values  gained  by  a  single 

exponential fitting were evaluated in a linear fashion as a function of the GRD‐C, GRD‐GBD, and 

GRD‐GBDSE concentrations, which yielded the respective association rate constants (kon). The kon 

for all three variants was almost similar and the same pattern was observed for RAC1 and CDC42 

(Figs. 4B and 4C). The dissociation of all three proteins  from their complex with RAC1‐/CDC42‐

mantGppNHp was measured in a displacement experiment in the presence of excess amounts of 

RAC1‐ and CDC42‐GppNHp mixed with the complex  (Figs. S2 and S4). Exponential fitting of the 

curves yielded the dissociation rate constants (koff) (Figs. 4B and 4C). The binding affinity (Kd) as 

the strength of IQGAP1‐RAC1/CDC42 interactions was calculated from the ratio of the koff values 

divided by the kon values. Our results showed 2 folds  lower Kd of GRD‐GBD
SE compared to GRD‐

GBD in the case of RAC1, and Kd for CDC42 was not significantly changed (Figs. 4B and C, Green 

bars). 

IQGAP1 possesses at least two RAC/CDC42‐binding domains 

To further shed  light on the potent  interaction of GRD‐C versus GRD alone we used a different 

method,  fluorescence  polarization,  that  measures  the  binding  affinity  of  two  proteins  and 

provide an equilibrium dissociation constant (Kd) of their interaction. As shown in figures 5A‐5C, 

both  IQGAP1 variants, GRD‐C and GRD do  in  fact  interact with mantGppNHp‐bound RAC1 and 

CDC42  but  as  expected  not  with  RHOA  using  fluorescence  polarization  (equilibrium  mode). 

Evaluated Kd values obtained from the measurements showed that GRD‐C is a high affinity binder 

as  compared  to GRD with 10‐15‐fold  lower  affinity  for mantGppNHp‐bound RAC1  and CDC42 

(Fig. 5C; Table 1). This was not observed using Stopped‐flow fluorescence, measuring the kinetics 

of the association  in real‐time, as  is shown  in figures 2 and 4A. Furthermore, for GRD‐GBD and 

GRD‐GBDSE with mantGppNHp‐bound RAC1 comparable affinity to GRD‐C was observed but GRD‐

GBDSD  showed  5‐8  folds  lower  affinity  (Figs.  5E  and  5F;  Table  1).  The  explanation  for  our 

observations  regarding  binding  of  RAC1  to  GRD  is  simple;  in  direct mode  only  a  change  in 

fluorescence can be observed when  the associating protein  (IQGAP1) binds  to close vicinity of 

the fluorophore (mant group of the bound GppNHp) on the surface of RAC1 and CDC42 (Fig. 2). 

This  surface  covers  the  switch  regions  that  changes  their  conformation  upon  a  GDP/GTP 

exchange  (Dvorsky  and Ahmadian,  2004).  This  is  of  fundamental  importance  because  binding 
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effectors  (such  as  IQGAP1)  to  the  switch  regions  determines  the  specificity  of  the  signal 

transduction  (Dvorsky  and  Ahmadian,  2004;  Hemsath  et  al.,  2005).  To  prove  this  idea  we 

repeated the measurements by using inactive RHO proteins bound to mantGDP. Both GRD‐C and 

GRD were able  to  interact with CDC42‐mantGDP although with very  low affinities  (Fig. 5G‐H). 

This strongly suggests that IQGAP1 consists of two distinct binding domains, with GBD binding to 

the switch regions and with GRD that binds to other regions of CDC42 beyond the switch regions 

in a largely nucleotide‐independent manner. 

Differential expression analysis of IQGAPs in hepatic stellate cells 

Each  IQGAP  isoform possess  its  specific binding partners and  therefore contribute  to different 

cellular  processes.  For  instance,  IQGAP1  is  known  as  an  oncogene where  IQGAP2  is  a  tumor 

suppressor (White et al., 2009a; White et al., 2010a). IQGAP2 is shown to express predominantly 

in liver. We asked the questions, is there any isoform preference for IQGAPs in the specific liver 

cell  types  called hepatic  stellate  cells  and how  they  could  scaffold  the RHO proteins  in  these 

cells? Hepatic stellate cells (HSCs) reside  in the Disse space of the  liver and during chronic  liver 

injuries become activated and contribute in either liver repair or fibrosis (Kordes and Häussinger, 

2013b; Yin et al., 2013a). It is reported that the IQGAP1 play a role in HSC activation by binging to 

TGF‐β  receptor  II and  suppress HSC activation  (Liu et al., 2013a). To  investigate  the biological 

function  of  IQGAP  isoforms  and  their  responsive  target  proteins  (RAC  and  CDC42),  freshly 

isolated  HSCs  were  cultivated  for  8  days  that  induce  spontaneous  activation  of  these  cells. 

Quantitative RNA analysis  revealed  that  IQGAP1 and 3 were upregulated during  the activation 

process of HSCs where  the  IQGAP2 was downregulated. RAC2 exhibits  the drastic  increased  in 

HSC d8, however, other RAC  isoforms  (RAC1 and 3) did not altered. To  further  investigate  the 

correlation between the IQGAP1 regulation of RAC1 and CDC42 mechanisms in HSCs, the protein 

levels of IQGAP1, 2, RAC1, and CDC42 were detected. Consistent with qPCR data, obtained data 

showed  IQGAP1  increase  at  proteins  levels, where  IQGAP2  is  downregulated.  The  RAC1  and 

CDC42 exist at higher levels in activated HSCs (Fig. 6). 

DISCUSSION 

The  interaction with the active, GTP‐bound form of RAC1 and CDC42  identified  IQGAP1 as a 

putative downstream  effector  (Mataraza  et  al.,  2003b; Hart  et  al.,  1996;  Kuroda  et  al.,  1999; 

Izumi et al., 2004; Watanabe et al., 2004; Kholmanskikh et al., 2006; Brown et al., 2007; Sakurai‐

Yageta et al., 2008; McCallum et al., 1996; Zhang et al., 1998; Owen et al., 2008; Elliott et al., 

2012;  Kurella  et  al.,  2009;  Noritake  et  al.,  2005).  Subsequent  studies  have  shown  that  the 

interaction  between  IQGAP1  and  the  RHO  proteins  has  significance  on  variety  of  biological 

functions. Accumulating evidence  supports diverse  roles  for  IQGAP‐RHO protein  interaction  in 

vertebrates. However,  the nature of  such  a protein‐protein  recognition process has  remained 

obscure.  While  modulation  of  the  cytoskeletal  architecture  was  initially  thought  to  be  the 

primary function of the  interaction of IQGAP1 with RHO proteins,  it  is now clear that they have 

some  critical physiological  roles beyond  the  cytoskeleton. CDC42 promotes  the  interaction of 

PTPl with  IQGAP1  to  stimulate  actin  remodeling  and,  eventually, neurite outgrowth  (Li  et  al., 

2005), and also complex of active CDC42, Lis1, and CLIP‐170 with IQGAP1 seems to be crucial for 
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cerebellar neuronal motility (Kholmanskikh et al., 2006). Another example is in the pancreatic β‐

cells. Analysis of the insulin secretory pathway has shown that IQGAP1 scaffolds CDC42, RAB27A, 

and coronin‐3 and this complex controls endocytosis of insulin secretory membranes (Kimura et 

al., 2013).  

Of the RHO family proteins, RAC1, RHOA, and CDC42 have been most extensively studied and 

characterized  (Etienne‐Manneville  and Hall,  2002).  In  this  study,  a  comprehensive  interaction 

study  of  RHO  proteins  and  C‐terminal  domain  of  IQGAP1863‐1657  (here  called  GRD‐C)  was 

conducted.  Kinetics  of  GRD‐C  association  with  different  RHO  proteins  was  monitored  using 

stopped‐flow  fluorescence  spectroscopic  methods  (Fig.  2).  The  results  clearly  indicate  that 

IQGAP1 binds among RHO proteins selectively to RAC‐ and CDC42‐like proteins in the active form 

and that GRD‐C most obviously recognizes and binds to the switch regions but however not, as 

previously proposed by several groups (Mataraza et al., 2003b; Owen et al., 2008; Kurella et al., 

2009),  the GRD alone.  In contrast  to our data, Casteel et al. have  shown  that GRD‐C  interacts 

with  the  active,  G14V  variant  of  RHOA  and  RHOC  but  not  with  that  of  RHOB,  which  were 

overexpressed  in,  and  immunoprecipitated  from  human  embryonic  kidney  293T  cell  lysates 

(Casteel et al., 2012).  In addition, recent  immunoprecipitation studies have shown that  IQGAP1 

binds  to both RHOA and p190A‐RHOGAP  to  inactivate RHOA, and  to modulate  contractility of 

airway  smooth muscle  cells  (Bhattacharya  et al.,  2014). Wu  et al. have  also  found RHOC  and 

IQGAP1 in immunoprecipitates. This study has shown that an isoform‐specific interaction of RHO 

proteins with IQGAP1 regulates cancer cell proliferation, and has been proposed that IQGAP1 is a 

downstream effector of RHOC in the regulation of gastric cancer cell migration (Wu et al., 2012; 

Clark et al., 2000). In contrast, our study showed no physical interaction between GRD‐C and the 

RHO isoforms, including RHOA or RHOC, under cell‐free conditions using purified proteins. In this 

context, we  think  that  observed  interactions  of GRD‐C with  RHOA  and  RHOC most  likely  are 

indirect, mediated by other proteins co‐immunoprecipitated  from cells expressing  tagged RHO 

protein. We  also  exclude  an  interaction  with  other  regions  of  RHOA  outside  switch  regions 

evident from our fluorescence polarization data (Figs. 5A‐5C).  

Another striking observation was an increase in fluorescence upon association of GRD‐C with 

RAC1, RAC2, RAC3, RHOG, and TC10 but a decrease in fluorescence with CDC42 (Figs. 2, S1 and 

S3).  In  contrast,  we  have  monitored  in  an  earlier  study  a  fluorescence  decrease  for  the 

association of the CDC42/RAC‐interacting binding (CRIB) motif of the Wiskott‐Aldrich syndrome 

protein  (WASP)  with  the  CDC42,  RAC1  and  TC10,  respectively  (Hemsath  et  al.,  2005).  This 

observation  indicates  that  (i)  the binding mode of CDC42  interaction with  IQGAP1  is different 

from  that of TC10 and  the RAC‐like proteins, and  (ii)  the binding mode of  IQGAP1  interaction 

with these RHO proteins differs from that of WASP. Owen et al. have studied GRD‐C interaction 

with a  large panel of RAC1 and CDC42 variants and have suggested, despite their 71%  identity, 

RAC1 and CDC42 appear  to have only partially overlapping binding  sites on  IQGAP1, and each 

uses different determinants  to achieve high affinity binding  (Owen et al., 2008). However, our 

competition  experiment  has  shown  in  figure  2J  clearly  indicated  that  GRD‐C  competitively 

associates with an overlapping binding region of RAC1 and CDC42.  

The determination of  individual kinetics parameters  for  the  interaction of GRD‐C with RAC‐ 

and  CDC42‐like  proteins  indicates  that  GRD‐C  may  utilize  a  homologous  set  of  associating 

residues of various CDC42‐/RAC‐like proteins,  in  spite of differences  in  the  reaction  rates  (Fig. 
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3D;  Table  1).  The  fact  that  six members  of  the  RHO  family  and  probably  also WRCH1  and 

Chp/WRCH2  (not analyzed  in  this study), associate with  IQGAP1  raises  the question of how an 

interaction specificity  is achieved  in cells. RHOG  is due  to  its high sequence  similarity with  the 

RAC proteins classified as a RAC‐related protein, although it shares with RAC1 overlapping signal 

transduction  pathways  (Prieto‐Sanchez  and  Bustelo,  2003).  TC10  and  RHOG  interaction  with 

IQGAP1  and  IQGAP2,  respectively,  has  been  previously  reported  (Wennerberg  et  al.,  2002; 

Neudauer et al., 1998). RHOG has been  reported  that do not bind  to effectors  such as PAK1, 

PAK5, PAK6, PAR6,  IRSp53, WASP, or POSH, but on the other hand  it binds  in an activated GTP 

bound  form  to  the  RAC/CDC42‐specific  effectors  MLK3,  PLD1,  and  IQGAP2  which  in  turn, 

stimulates some downstream signaling targets of activated RAC1 and CDC42 such as JNK and Akt 

(Wennerberg et al., 2002). Although the consequence of TC10‐IQGAP1 interaction is not defined, 

it  seems  to  play  a  role  in  exocytosis  and  cell  polarity.  EXO70,  a  component  of  the  exocyst 

complex, has been shown to bind to the N‐terminal IQGAP1, most likely to the WW motif (Prieto‐

Sanchez and Bustelo, 2003) but probably not to the  IQ region because Exo70 was not found as 

binding partner of this region  (Hedman et al., 2015).  In mammals, RALA, a member of the RAS 

family,  and  TC10  have  been  shown  to  bind  the  exocyst  (Inoue  et  al.,  2003).  TC10‐EXO70 

interaction is implicated in the tethering of GLUT4 vesicles to the plasma membrane in response 

to  insulin  (Inoue et al., 2003;  Inoue et al., 2006; Chiang et al., 2006), and  in promoting neurite 

outgrowth  (Pommereit  and Wouters,  2007;  Dupraz  et  al.,  2009;  Fujita  et  al.,  2013).  IQGAP 

proteins has been shown to be involved in both processes (Ory and Gasman, 2011; Wang et al., 

2007; Hedman  et al.,  2015). Data presented  in  this  study,  revealed  that  TC10 has  the  fastest 

dissociation  rate  from  GRD‐C  (Fig.  3D),  suggesting  that  the  IQGAP‐TC10  complex  requires 

stabilization  by  additional  binding  proteins,  for  example  EXO70.  Investigating  the  protein 

interaction  network  of  the  IQGAPs, modulating  their  function  in  space  and  time,  remains  an 

open and very interesting issue for future studies. 

The highest affinity of RAC2  for GRD‐C  can most  likely be attributed  to distinct amino acid 

sequence deviations. The high affinity of RAC2  for  IQGAP1  cannot be explained by  comparing 

potential  residues  that may  undergo  direct  interacting  contacts  in  spite  of  high  amino  acid 

sequence  identity of RAC  isoforms. An aspect  to be  considered  is  the overall dynamics of  the 

protein  parts  originated  from  few  different  amino  acids  all  over  the  molecule.  The  lower 

flexibility  of  the  switch  I  region  of  RAC2  in  comparison  to  RAC1  and  RAC3 may  explain  the 

functional differences of  these proteins as  it has been previously proposed  to  contribute  to a 

higher TIAM1 activity on RAC2 compared to RAC1 and RAC3 (Haeusler et al., 2003).  

Previous studies by other groups have shown that shorter IQGAP1 fragments, encompassing 

the GRD domain, are responsible for the RAC1 and CDC42 interactions. For the first time, Zhang 

and  coworkers have  shown  that activated  form of CDC42  is able  to bound  IQGAP1 GRD‐C  (aa 

864‐1657) (Zhang et al., 1997). One year later the same group reported that not only CDC42 but 

also RAC1, although with lower affinity, could interact to GRD‐C (Zhang et al., 1998). Afterwards, 

Nomanbhoy  and  Cerione,  have  shown  that  GRD‐C  interacts  tightly  to  CDC42‐mantGTP  using 

fluorescence assay (Nomanbhoy and Cerione, 1999). Owen et al. have also reported that a GRD 

protein (aa 950‐1407) was able to tightly bind CDC42(Q61L) with a Kd value of 140 nM but failed 

to bind RAC1(Q61L) using scintillation proximity assay  (Owen et al., 2008).  In this study, GRD‐C 

(aa 864‐1657) has shown a much higher affinity for the Q61L mutant of not only CDC42 but also 



  

 

97 

 

Chapter VI

RAC1, and yet the GRD was proposed to be the binding domain of IQGAP1 that associates with 

the  switch  regions of CDC42. Correspondingly, Kurella  et al. have  reported  that GRD2  (aa 62‐

1345) binds CDC42  in a GTP‐dependent manner with an affinity of 1300 nM using  isothermal 

titration calorimetry (Kurella et al., 2009). These biochemical data (summarized in Table 1) along 

with homology modeling, based on the RAS‐RASGAP structure (Scheffzek et al., 1997), provided 

up to date a structural model of IQGAP1 GRD contacting the switch regions of the CDC42 which 

is generally accepted (Kurella et al., 2009; Owen et al., 2008; Elliott et al., 2012; Hart et al., 1996; 

Ho et al., 1999; Kuroda et al., 1998; Mataraza et al., 2003b). Contrary to the existing model, we 

observed a low‐affinity, largely nucleotide‐independent binding of GRD that associates with RAC‐ 

and CDC42‐like proteins outside the switch regions. This was evidenced by kinetic measurements 

of GRD‐GBD and GRD‐C association, but not GDR, with RAC1 and CDC42 proteins (Figs. 2 and 4; 

no  changes  in  fluorescence were  observed with GRD).  Conducted  equilibrium measurements 

using fluorescence polarization not only substantiated the essential role of IQGAP1 GBD in a GTP‐

dependent  interaction  with  RAC1  and  CDC42  in  support  with  our  kinetic  analysis  but  also 

provided striking insights into the main feature of IQGAP1 GRD. Our quantitative analysis under 

equilibrium  conditions  clearly  revealed  that  GRD  indeed  undergoes  a  low‐affinity,  largely 

nucleotide‐independent interaction with CDC42 and also RAC1 but in contrast to GBD its binding 

site resides outside the critical switch regions (Fig. 5). The significance of GBD (previously called 

RGTC)  as  a GTP‐dependent  interacting  domain  for  RAC‐  and  CDC42‐like  proteins was  proved 

using single point mutants of GRD‐GBD (e.g. Ser1443 substituted by Asp and Ala but not Ser1441 

to  Glu  and  Ala,  two  PKCα  phosphorylation  sites),  which  led  to  the  abolishment  of  a  GTP‐

dependent  interaction of GRD‐GBD while nucleotide‐independent association  through  the GRD 

was  unchanged.  Grohmanova  and  coworkers  previuosly  have  shown  via  GST  pull  down 

experiments and using MCF10A cell lysate, that in the presence of phosphatase inhibitor there is 

a significat  reduction  in  the  interaction between  IQGAP1 and CDC42‐GTP bound  in contrast  to 

CDC42  nucleotide  depleted  which  bound  to  phosphorylated  IQGAP1  much  stronger 

(Grohmanova  et  al.,  2004).  In  addition,  our  data  have  clearly  demonstrated  that  the  region 

upstream  of GRD2  (aa  863‐961)  is  dispensable  for  the  RAC1  and  CDC42  interaction.  Another 

interesting  issue was the  inhibitory effect of the very C‐terminal 99 amino acids  (C domain) on 

the GBD determined through a 3‐fold faster association of GRD‐GBD (lacking the C domain) with 

RAC1  and  CDC42  as  compared  to  GRD‐C.  This  is  consistent  with  observations  regarding  the 

interaction  of  GRD  and  GBD‐C  domains with  each  other,  favoring  GTP‐dependent  binding  to 

CDC42 (Grohmanova et al., 2004; Le Clainche et al., 2007).  

Upon HSCs  activation, quiescent HSCs develop  into  the  cells  that  are  able  to  contract  and 

migrate. It is reported that IQGAP1 plays a role in HSC activation by binding to TGF‐β receptor II 

and suppress HSC activation  (Liu et al., 2013a). These observations raised the questions, which 

IQGAP isoforms are present in HSCs and is there any evidence that IQGAPs actively scaffolds RHO 

proteins  in HSCs?  To  address  these questions,  first we  investigated  the  expression pattern of 

IQGAP1,  2,  3,  RAC1,  2,  3,  and  CDC42  in  quiescent  vs.  activated  HSCs.  Our  quantitative  RNA 

analysis revealed  that  IQGAP1 and 3  isoforms get upregulated during  the activation process of 

HSCs while IQGAP2 is down‐regulated. At protein levels, we were able to detect IQGAP2 isoform 

only  in  quiescent  HSCs  while  IQGAP1  was  presented  in  both  states  of  HSCs,  and  became 

upregulated  during  HSC  activation.  These  results  are  in  consistent  with  what  Schmidt  and 
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colleagues,  have  reported  regarding  the  reciprocal  expression  of  IQGAP1  and  2  in  human 

hepatocellular  carcinomas,  where  IQGAP1  increased  and  IQGAP2  decreased  (White  et  al., 

2010b). In quiescent HSCs, we speculate that IQGAP2 exerts  its specific functions by scaffolding 

the distinct  signaling  components  in different protein  complexes  than  IQGAP1. Canonical Wnt 

signaling is very dynamic in quiescent HSCs and it is shown in other cells that IQGAP2 can interact 

with Dishevelled/β‐catenin,  therefore  in qHSCs  IQGAP2 may modulate Wnt‐β‐catenin  signaling 

and stimulate GFAP synthesis and cell‐cycle arrest  (Kordes et al., 2008b; Schmidt et al., 2008). 

Another possibility would be, IQGAP2 competes with other scaffolding proteins to recruits RHO 

proteins  and  may  interfere  with  RHO‐dependent  cell  migration.  The  functions  and  specific 

binding partners of IQGAP2 in qHSCs remain to be investigated. aHSCs display the elevated levels 

of  PDGF  signaling  and  focal  adhesion  kinase  (FAK),  acts  downstream  of  PDGF  (Carloni  et  al., 

2000).  PDGF  induces  the  IQGAP1‐dependent  complex  formation  of  focal  adhesion  proteins 

(paxillin  and  vinculin)  and  PDGF  receptor  β  (Kohno  et  al.,  2013).  IQGAP1  also  binds  to  FAK 

(Cheung  et  al.,  2013),  therefore,  PDGF‐IQGAP1 may  regulate  the  focal  adhesion  assembly  in 

aHSCs that is important for cell motility and migration.  

Elevated  levels of  the RAC1 and CDC42 correlate with high amount of  IQGAP1  in activated 

HSCs; we detected higher  levels of RAC1, RAC2 and CDC42  in aHSCs than qHSCs.   On the other 

hand, our biochemical studies demonstrated that RAC1 and CDC42 interact in GTP‐bound forms 

with  IQGPA1.  Therefore, we  suggest  that  IQGAP1  scaffolds RAC1  and  CDC42  to  regulate  cell‐

adhesion  and migration  in  these  cells.  However,  the  role  of  IQGAP1  in  aHSCs  needs  to  be 

investigated. 

Taken  together,  our  kinetic  and  equilibrium measurements  clearly  challenge  the  paradigm 

that the ability of  IQGAP1 to  interact with RAC/CDC42 proteins  is mainly attributed to  its GRD. 

On the contrary, we propose that the C‐terminal half of IQGAP1 utilize at least three functionally 

distinct units,  including GRD, GBD and C,  to achieve the  interaction with RAC1‐ and CDC42‐like 

proteins.  Keeping  this  in  mind,  the  switch  regions  of  the  RHO  family  proteins  have  been 

previously proposed as the first binding site for the downstream effectors and if this first contact 

is  achieved  then  additional  contacts outside  the  switch  regions will  be  required  to  guarantee 

effector  activation  (Dvorsky  and  Ahmadian,  2004).  Remarkably,  IQGAP1  seems  to  employ  a 

different strategy to interact with RAC1 and CDC42 proteins as schematically illustrated in Figure 

7:  (i)  GRD  undergoes  a  low‐affinity,  GDP‐/GTP‐independent  complex  with  RAC1  and  CDC42 

proteins  outside  their  switch  regions  in  a  way  that  is  independent  of  the  upstream  signals, 

providing  it  is  structurally  accessible  and  available  for  interactions;  (ii) GBD  only  binds  to  the 

RAC1 and CDC42 proteins if they are active and exist in the GTP‐bound forms; (iii) the C‐terminal 

region  of  IQGAP1 may  potentiate  the  IQGAP1  interaction with  RAC1  and  CDC42  proteins  by 

probably extending  the  resident  time of  the  respective proteins  complexes.  Such a  sequential 

association with the RAC1 and CDC42 proteins most likely leads to activation of IQGAP1, can be 

envisaged as conformational changes allowing  further  IQGAP1  interaction with  its downstream 

targets depending on both the cell types and the upstream signals. We further propose that this 

is  a  conserved  control  mechanism  also  for  IQGAP2  and  probably  also  IQGAP3  due  to  high 

sequence homology. 
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The RHO family proteins are known to play an important role in diverse cellular processes and  

 

Table 1. Data summary for the interaction of RHO proteins with IQGAP variants 

Proteinsa  Kd (nM)b1 Methodc  Reference

IQGAP1863‐1345/RAC1‐mantGppNHp  no binding FM this study
IQGAP1863‐1345/CDC42‐mantGppNHp  no binding FM this study
IQGAP1962‐1345/RAC1‐mantGppNHp  no binding FM this study
IQGAP1962‐1345/CDC42‐mantGppNHp  no binding FM this study
IQGAP1863‐1657/RAC1‐mantGppNHp  1,420 FM this study
IQGAP1863‐1657/CDC42‐mantGppNHp  2,000 FM this study
IQGAP1863‐1657/RAC2‐mantGppNHp  27 FM this study
IQGAP1863‐1657/RAC3‐mantGppNHp  450 FM this study
IQGAP1863‐1657/RHOG‐mantGppNHp  490 FM this study
IQGAP1863‐1657/TC10‐mantGppNHp  1,530 FM this study
IQGAP1877‐1558/RAC1‐mantGppNHp  4,110 FM this study
IQGAP1877‐1558/CDC42‐mantGppNHp  4,200 FM this study
IQGAP1877‐1558(S1441E)/RAC1‐mantGppNHp 9,960 FM this study
IQGAP1877‐1558(S1441E)/CDC42‐mantGppNHp 6,060 FM this study
IQGAP1877‐1558(S1443D)/RAC1‐mantGppNHp no binding FM this study
IQGAP1877‐1558(S1443D)/CDC42‐mantGppNHp no binding FM this study
IQGAP1877‐1558(SS/AA)/RAC1‐mantGppNHp no binding FM this study
IQGAP1877‐1558(SS/AA)/CDC42‐mantGppNHp no binding FM this study
IQGAP1877‐1558(SS/ED)/RAC1‐mantGppNHp no binding FM this study
IQGAP1877‐1558(SS/ED)/CDC42‐mantGppNHp no binding FM this study
IQGAP1877‐1558/CDC42‐GTP  1,300 SPR (Elliott et al., 

2012) 
IQGAP1877‐1558(S1441E)/CDC42‐GTP  220,000 SPR (Elliott et al., 

2012) 

Proteinsa  eKd (nM)b2 Methodc  Reference

IQGAP962‐1345/RAC1‐mantGppNHp  8,145 FP this study
IQGAP962‐1345/CDC42‐mantGDP  184,700 FP this study
IQGAP863‐1657/RAC1‐mantGppNHp  5,530 FP this study
IQGAP863‐1657/CDC42‐mantGDP  95,100 FP this study
IQGAP962‐1345/CDC42‐mantGppNHp  30,200 FP this study
IQGAP863‐1657/CDC42‐mantGppNHp  3,400 FP this study
IQGAP962‐1345/RHOA‐mantGppNHp  no binding FP this study
IQGAP863‐1657/RHOA‐mantGppNHp  no binding FP this study
IQGAP1877‐1558/RAC1‐mantGppNHp  4,570 FP this study
IQGAP1877‐1558(S1441E)/RAC1‐mantGppNHp 6,680 FP this study
IQGAP1877‐1558(S1443D)/RAC1‐mantGppNHp           288,300 FP this study
IQGAP1864‐1657/CDC42‐mantdGTP  28 FA (Nomanbhoy and

Cerione, 1999) 
IQGAP1864‐1657/RAC1Q61L‐[3H]GTP  18 SPA (Owen et al., 

2008) 
IQGAP1950‐1407/RAC1Q61L‐[3H]GTP  no binding SPA (Owen et al., 

2008) 
IQGAP1864‐1657/CDC42Q61L‐[3H]GTP  24 SPA (Owen et al., 

2008) 
IQGAP1950‐1407/CDC42Q61L‐[3H]GTP  140 SPA (Owen et al., 

2008) 
IQGAP1962‐1345/CDC42‐GTP  1,300 ITC (Kurella et al., 

2009) 
IQGAP1962‐1345/CDC42‐GDP  no binding ITC (Kurella et al., 
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2009) 

Proteinsa  Ki (nM)b3 Methodc  Reference

IQGAP1864‐1657/CDC42‐GTP  82 PRA (Zhang et al., 
1997) 

IQGAP1864‐1657/CDC42‐GTP  390 PRA (Zhang et al., 
1998) 

IQGAP1864‐1657/RAC1‐GTP  2,130 PRA (Zhang et al., 
1998) 

aIQGAP1 proteins; bthe binding affinity of the IQGAP proteins for various RHO proteins has been analyze in 
different ways:  b1under  kinetic  condition  that  provides  the  individual  association  and  dissociation  rate 
constant (kon and koff) and determines the dissociation constants (Kd) or 

b2under equilibrium conditions by 
determining  the equilibrium dissociation constants  (eKd) or 

b3 under competitive  reaction conditions,  for 
example inhibition the intrinsic GTP‐hydrolysis reaction the RHO proteins that determines the equilibrium 
inhibition  constant  (Ki); 

c  FM,  fluorescence measurement  by  stopped  flow,  FA,  fluorescence  assay;  FP, 
fluorescence  polarization;  ITC,  isothermal  titration  calorimetry;  PRA,  Phosphate‐release  assay;  SPA, 
scintillation proximity assay; SPR, surface plasmon resonance.  
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FIGURE LEGENDS 

Figure 1. Schematic representation of domain organization and various constructs and proteins 

of IQGAP1. (A) Domain organization (color coded) along with the PKCα phosphorylation sites and 

constructs relevant to this project. (B) Coomassie brilliant blue (CBB) stained SDS‐PAGE of 

purified IQGAP1 used in this study. 

Figure 2. GRD‐C selectively associates with various RAC‐ and CDC42‐like proteins. (A) Chemical 

structure  of  mantGppNHp,  a  fluorescently  labelled,  non‐hydrolyzable  GTP  analog.  (B‐H) 

Association of GRD‐C (2 μM) with mantGppNHp‐bound RHO proteins (0.2 μM). B and F also show 

the association of RAC1 and CDC42 with GRD‐C (green), but not with GRD (red). (I) Association of 

mantGppNHp‐RAC1 (0.2 μM) with IQGAP1GRD‐C (2 μM) in the presence of excess amount of RND1, 

RND2 or RND3  (10  μM).  (J) Association of RAC1‐mantGppNHp  (0.2  μM) with  IQGAP1GRD‐C  (2 

μM) in the presence of excess amount of CDC42‐GppNHp (10 μM), and vice versa. 

Figure 3. Kinetic measurements of GRD‐C with RAC‐ and CDC42‐like proteins. (A) Association of 

RAC1‐mantGppNHp (0.2 μM) with  increasing GRD‐C concentrations (0.25‐8 μM). (B) Association 

rates  (kon)  of  GRD‐C  binding  RHO  proteins.  (C)  Dissociation  of  GRD‐C  (2μM)  from  RAC1‐

mantGppNHp (0.2 μM) in the presence of unlabeled RAC1‐GppNHp (10μM). (D) Association rates 

(kon), dissociation rates (koff) and dissociation constants (kd) of GRD‐C binding RHO proteins. 

Figure  4.  Interaction  of  different  C‐terminal  variants  and  phosphomimicking  mutants  of 

IQGAP1 with RAC1 and CDC42. (A) Association of different  IQGAP1 variants with RAC1/CDC42‐

mantGppNHp  (0.2  μM)  was  measured  and  the  observed  rate  constants  (kobs)  were  plotted 

against the  investigated  IQGAP1 C‐terminal domains.  In contrast to GRD‐C, GDR‐GBD and GRD‐

GBRSD of  IQGAP1, which efficiently  interact with RAC1 and CDC42, GRD1, GRD2, and GDR‐GBD 

variants  (SD,  SE/SD  and  SA/SA)  were  disabled  to  associate  RAC1  and  CDC42.  (B,  C)  Kinetic 

measurements were  performed  to  obtain  the  kon  and  the  koff  values,  and  to  calculate  the  Kd 

values  for  the  interaction of GRD‐C, GRD‐GBD,  and GRD‐GBDSE with RAC1  (B)  and CDC42  (C). 

Obtained data show the comparable results for RAC1 and CDC42.  

Figure  5.  GRD  binds  RAC‐/CDC42  like  proteins  but  outside  the  switch  regions.  (A‐C) 

Fluorescence  polarization  experiments  were  conducted  to  measure  the  interaction  of 

mantGppNHp‐bound RAC1, CDC42 and RHOA (1 µM, respectively) with increasing concentrations 

of GRD‐C  (0‐20 µM)  (A), and GRD  (0‐120 µM)  (B). (C) Evaluated data and obtained dissociation 

constant (Kd) shown in the bars illustrates a significant difference in the binding affinities of these 

two  IQGAP1 proteins.  (D) Binding of mantGppNHp‐bound RAC1 protein  (1 μM) with  increasing 

concentrations  (0‐45  μM) of GRD‐GBD, GRD‐GBDSE and GRD‐GBDSD.  (E) Calculated dissociation 

constants  (kd)  shown  in  the  bars  reveal  a  significant  decrease  in  the  affinities  of  GRD‐GBD
SD 

compared  to  GRD‐GBD  and  GRD‐GBDSE.  (F‐G)  Fluorescence  polarization  experiments  were 

conducted  under  the  same  conditions  as  in  A  and  B,  the  only  different  was  that  inactive 

mantGDP‐bound CDC42 was used. Calculated Kd values were 95 µM for GRD‐C and 184 µM for 

GRD, respectively. 
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Figure 6. Reciprocal expression of  IQGAP  isoforms and RHO proteins  in hepatic stellate cells. 

(A) qPCR analysis of IQGAP1, 2, 3, RAC1, 2, 3, and CDC42  in freshly  isolated (quiescent, d0) and 

activated  HSCs  (day  8)  revealed  that  IQGAP1,  3  and  RAC2  preferentially  expressed  in  aHSCs 

where IQGAP2 is downregulated. (B) Western blot analysis of RAC1, CDC42, IQGAP1 and 2 were 

performed at different time points after HSC isolation (d0, d1, d4 and d8). On contrary to IQGAP2 

which was expressed more  in qHSCs and  lesser  in aHSCs, IQGAP1, RAC1, and CDC42 had higher 

levels of expression in aHSCs. γ‐tubulin was applied as a inernal contral for western bloting.  

 

 

Figure 7. A proposed multi‐stage mechanistic model of  IQGAP  interaction with  IQGAP1. Low‐

affinity, GDP‐/GTP‐independent  interaction of GRD with RAC1 and CDC42 proteins outside their 

switch  regions  occurs  in  a  way  that  is  independent  of  the  upstream  signals,  providing  it  is 

structurally  accessible  and  available  for  interactions. GBD  only  binds  to  the  RAC1  and  CDC42 

proteins after GEFs catalyze the exchange of GDP to GTP, and they exist in an active GTP‐bound 

forms. The C‐terminal domain of IQGAP1 may potentiate the IQGAP1 interaction with RAC1 and 

CDC42 proteins by probably extending the resident time of the respective proteins complexes. 
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Nouri et al., Figure 1 
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SUPPORTING INFORMATION 
 

 

IQGAP1 interaction with RHO family proteins revisited:  

kinetic and equilibrium evidence for two distinct binding sites* 
 

Kazem Nouri1, Eyad K. Fansa1§, Ehsan Amin1, Saeideh Nakhaei‐Rad1, Radovan Dvorsky1, Lothar 

Gremer2, David J. Timson3, Lutz Schmitt4, Dieter Häussinger5, and Mohammad R. Ahmadian1@ 

 
1Institute of Biochemistry and Molecular Biology II, Medical faculty of the Heinrich‐Heine University, 40225 

Düsseldorf, Germany 

2Institute of Physical Biology, Heinrich‐Heine University, Düsseldorf, Germany 

3School of Pharmacy and Biomolecular Sciences, University of Brighton, Huxley Building, Lewes Road, 

Brighton BN2 4GJ, United Kingdom 

4Institute of Biochemistry, Heinrich‐Heine University, Düsseldorf, Germany 

5Clinic of Gastroenterology, Hepatology and Infectious Diseases, Medical Faculty of the Heinrich‐Heine 

University, Düsseldorf, Germany 

 

Table S1: Primer sequences were obtained from Primer Bank 

(http://pga.mgh.harvard.edu/primerbank) with small modifications match with rat sequences.  

 

Target  Primer  Source 

IQGAP1 
FW: 5’‐GAGAAGACCGTTTTGGAGCTAAT ‐‘3 

RV: 5’‐GGGTGAGGCTATGCTCAGG ‐‘3 
NM_001 1 08489.1 

IQGAP2 
FW: 5’‐GCTGTCAAAACTTCAGCAGAC‐‘3 

RV: 5’‐ AGGTTGTCTACACAGGTCTTGA‐‘3 
XM_008760685.1 

IQGAP3 
FW: 5’‐AACTTCTGGCTTTCTGCGGTA ‐‘3 

RV: 5’‐AATGCAGTAGATCACCCGAGG‐‘3 
NM_001 1 91 709.1 

RAC1 
FW: 5’‐ ACGGAGCCGTTGGTAAAACC‐‘3 

RV: 5’‐ AGACGGTGGGGATGTACTCTC‐‘3 
NM_1 34366.1 

RAC2 
FW: 5’‐ GACAGTAAACCTGTGAACCTGG‐‘3 

RV: 5’‐ CTGACTAGCGAGAAGCAGATG‐‘3 
XM_006242028.1 

RAC3 
FW: 5’‐ TATCCCCACAGTTTTCGACAAC‐‘3 

RV: 5’‐GAGAGTGGCCGAAGCCTAT ‐‘3 
XM_006247966.1 

CDC42 
FW: 5’‐GAAAATGTGAAAGAAAAGTGGGTG‐‘3

RV: 5’‐TCTGGAGTAATAGGCTTCTGTTTG‐‘3 
XM_006239270.1 

HPRT1   FW: 5’‐AAG TGT TGG ATA CAG GCC AGA‐‘3 

RV: 5’‐GGC TTT GTA CTT GGC TTT TCC‐‘3 
self‐designed 
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Nouri et al. Figure S1  

 

 
 

Figure S1. IQGAP1GBD is crucial for the interaction with RAC1. Association of RAC1 mantGppNHp 

labeled (0.2 μM) and various IQGAP1 variants (2 μM) were measured. In contrast to GRD‐C, GDR‐

GBD, and GRD‐GBDSE variants of  IQGAP1, GRD1, GRD2, and GDR‐GBD variants  (SD, SE/SD, and 

SA/SA)  failed  to  associate with RAC1. Calculated  kobs  values  for  associating  IQGAP1  fragments 

with RAC1 are shown in parenthesis. 
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Nouri et al. Figure S2 

 

Figure S2. Kinetic measurements of GRD‐C, GRD‐GBD, and GRD‐GBDSE association with RAC1. 

Association of mantGppNHp‐RAC1 (0.2 μM) with increasing concentrations (2‐12 μM) of IQGAP1, 

association  rates  (kon), and dissociation of  IQGAP1  (2μM)  from RAC1‐mantGppNHp  (0.2 μM)  in 

the presence of unlabeled RAC1‐GppNHp  (10μM)  are  shown  for  (A‐C) GRD‐C,  (D‐F) GRD‐GBD, 

and (G‐I) GRD‐GBDSE, respectively. Quantitative data are presented in figure 4B 
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Nouri et al. Figure S3 

 
Figure  S3.  IQGAP1GBD  is  essential  for  the  CDC42  interaction. Association  of  different  IQGAP1 

variants (2 μM) with CDC42‐mantGppNHp (0.2 μM) was measured under the same conditions as 

in S1. CDC42 associates with GRD‐C, GDR‐GBD, and GRD‐GBRSE, but not with GRD1, GRD2, and 

GDR‐GBD  variants  (SD,  SE/SD  and  SA/SA).  kobs  values  are presented  in parenthesis  in  front of 

each associating fragment. 
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Nouri et al. Figure S4 

 
 

Figure S4. Kinetic measurements of GRD‐C, GRD‐GBD, and GRD‐GBDSE association with CDC42. 

Kinetic  measurements  were  performed  under  the  same  conditions  as  in  S2.  Association  of 

mantGppNHp‐CDC42  (0.2  μM) with  increasing  concentrations  (2‐12  μM)  of  IQGAP1  proteins, 

association rates (kon), and dissociation of IQGAP1 (2μM) from CDC42‐mantGppNHp (0.2 μM)  in 

the presence of unlabeled CDC42‐GppNHp  (10μM) are shown  for GRD‐C  (A‐C), GRD‐GBD  (D‐F), 

and GRD‐GBDSE (G‐I), respectively. Corresponding quantitative data are presented in figure 4C. 
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Juvenile myelomonocytic leukemia displays mutations in 
components of the RAS pathway and the PRC2 network 
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General discussion 

Hepatic stellate cells (HSCs) are central to metabolism and storage of retinoids in the body 

and  are  involved  in  liver  development,  immunoregulation,  homeostasis,  regeneration  and 

fibrosis (Winau et al., 2008; Blaner et al., 2009; Yin et al., 2013; Kordes et al., 2014).  In healthy 

liver HSCs are in a state referred as quiescent (G0). Quiescent HSCs (qHSCs) are multipotent cells 

that after activation could differentiate to other liver cell types (Kordes et al., 2007; Kordes et al., 

2008;  Sawitza  et  al.,  2009b;  Kordes  et  al.,  2013;  Sawitza  et  al.,  2015).  Throughout  activation, 

HSCs  alter  their  quiescent  characteristics  and  adopt  into  the  cells,  which  are  recognized  as 

proliferative, multipotent, contractile and migratory cells (Kordes et al., 2014; Bitencourt et al., 

2014;  Dong  et  al.,  2015)  (chapter  I,  hallmarks  and  roles  of  hepatic  stellate  cells).  In  some 

pathophysiological  conditions,  sustained  activation  of  HSC  causes  the  accumulation  of 

extracellular matrix  (ECM)  in  the  liver and  initiates  the  liver diseases, such as  fibrosis, cirrhosis 

and hepatocellular carcinoma (HCC) (Yin et al., 2013b). The molecular mechanisms that maintain 

the quiescent of HSC and  trigger HSC activation and differentiation are poorly understood and 

needs further investigation. Therefore, it is noteworthy to search for key signaling pathways that 

govern HSCs  fate decision and modulate  them  in a way  that activated HSC  (aHSC) contributes 

into  liver  regenerative not  fibrosis. RAS molecular  switches are nodes of  intracellular  signaling 

pathways. RAS superfamily is composed of different families (RAS, RHO, RAN, RAD, RAG, RAB and 

ARF) with specific mode of regulation, expression, effector proteins and subcellular localization, 

which through the activation of  individual signaling pathways exert their cellular functions. RAS 

and  RHO  family  GTPases  are well‐recognized  for  their  involvement  in  the wide  spectrum  of 

cellular  responses,  such  as  cell  growth,  proliferation,  survival,  differentiation,  adhesion, 

contraction, motility and migration (Karnoub and Weinberg, 2008; Heasman and Ridley, 2008b). 

These  families  are  subdivided  farther  to  the different  subgroups  and  isoforms with  individual 

functions (chapter I, RAS/RHO family GTPases sections). The focus of this study was to consider 

the RAS GTPases  activity, networking,  cross‐talking  and biological  functions  in modulating  the 

HSC activation processes and fate cell decisions.  

This doctoral  thesis provided new  insights  into  the expression pattern,  isoform specificity, 

activity and networking of RAS family members and their signaling components in both quiescent 

(here after, d0) and activated (d8) HSCs. Obtained data revealed differential expression pattern 

for  RAS  isoforms, where  embryonic  stem  cell‐expressed  RAS  (ERAS)  specifically  expressed  in 

quiescent HSCs and drastically down‐regulated after activation. ERAS was identified in 2003 as a 

new  member  of  the  RAS  family,  which  is  specifically  expressed  in  undifferentiated  mouse 

embryonic stem cells (Takahashi et al., 2003). In addition to stem cells, ERAS has been detected 

in  the  several  adult  cynomolgus  tissues  (Tanaka  et  al.,  2009),  and  in  gastric  cancer  and 

neuroblastoma cell  lines  (Aoyama et al., 2010; Kubota et al., 2010). Still  the  individual roles of 

ERAS have not been  fully described.  This  raised  the question, what would be  the  function of 

ERAS in quiescent and non‐proliferative cells? To address this question, first we investigated the 

biochemical  and  molecular  features  of  ERAS  with  generating  different  ERAS  mutants  and 

analyzed the cellular outcomes in overexpressed system (chapter II). Second, we monitored the 

signaling networking of the endogenous ERAS/RAS  in quiescent HSC vs. activated HSC  (chapter 
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III). Third, we aimed  to  investigate  the cross‐talking between  the RAS‐RHO signaling  in both  in 

vitro and disease progression (chapter V‐VII).   

Biochemical characteristic of embryonic stem cell‐expressed RAS (ERAS)  

Comprehensive  sequence  and  structural  analysis  between  ERAS  and  other  Ras  isoforms, 

revealed ERAS harbors additional motifs, regions and sequence deviations (in critical locations of 

G1, G2 and G3, see  figure 6) which are not present  in classical members of RAS  family  (HRAS, 

NRAS and KRAS). Therefore, we generated different ERAS variants with mutations and deletion 

of  these  motifs  and  region  and  investigated  their  impact  on  ERAS  specific  function  and 

localization.  These  ERAS  variants  included  ERASΔN,  ERASS7,  ERasA31/A32/A33,  ERASS226/S228,  ERASSwI, 

ERASSwII, ERASSwI/SwII, ERASR79, ERASSwI/R79, ERASR79/SwII and ERASSwI/R79/SwII. We depicted the place of 

these mutations  in  the  predicted  structure  of  ERAS with  colors  in  the  figure  6. Here we will 

discuss the new findings about each of this sequence fingerprints (chapter II) (Nakhaei‐Rad et al., 

2015).  

 

Figure 6. Predicted structure of full‐length ERAS and exhibits of the three‐dimensional places of studied 
ERAS  mutants.  In  contrast  to  the  G  domain  as  well  as  N‐  and  C‐terminus  of  ERAS  appear  as 
disordered/unstructured regions. P7 and RRR motifs are shown in purple, W79 in deep purple, mutations 
in  switch  I  in  yellow, mutations  in  switch  II  in brown, C226/C228  at  the  very C‐terminus  in  cyan. HVR, 
hypervariable region; SWI, switch I; SWII, switch II. 

 

N‐terminal  extension  of  ERAS—We  proposed  that  N‐terminal  extension  of  ERAS  might 

modulate  its  localization  through  interaction  with  potential  adaptor/scaffold  proteins  via 

putative PxxP and RRR motifs. With our co‐localization studies we did not observed significant 

differences in localization of the N‐terminus mutants of ERAS (ERASΔN, ERASS7 and ERasA31/A32/A33). 

However, considering our results we cannot exclude the role of ERAS N‐terminus as a putative 

protein interaction site, since ERAS is not expressed endogenously in the MDCK II cells (used for 

confocal  studies)  and  therefore  its  binding  partner may  not  be  available  in  this  cell  line.  To 

confirm our hypothesis we need to study ERAS localization in the cells that endogenously express 
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ERAS such as hepatic stellate cells (chapter III). However, our cell‐based studies revealed that the 

N‐terminal extension of ERAS is critical for PI3K‐AKT‐mTORC activation and N‐terminal truncated 

ERAS  variants  (ERAS∆N  and  ERAS∆N/S226/S228)  remarkably  had  a  lower  signaling  activity.  One 

explanation maybe the role of the unique N‐terminus  in  lateral segregation of ERAS across the 

membrane  that  consequently  specifies  association  with  and  activation  of  its  effectors  in  a 

manner  reminiscent  to microdomain  localization  of  HRAS  that  regulates  its  interaction  with 

effector  proteins  of  CRAF  and  PI3K  (Jaumot  et  al.,  2002).  In  addition,  ERAS  was  found  in 

membrane  ruffles  (data  not  shown) maybe  induced  by  RAC1, which  can  be  activated  by  the 

ERAS‐PI3K‐PIP3‐RACGEF axis (Innocenti et al., 2003; Inabe et al., 2002; Dillon et al., 2014). Such a 

scenario has been  reported  for  the RRAS N‐terminal 26 amino acid extension, which has been 

proposed to positively regulation RAC activation and cell spreading (Holly et al., 2005). Similar to 

ERAS,  RRAS  N‐terminus  modulates  its  specific  functions  but  revealed  no  impact  in  cellular 

localization (Holly et al., 2005). 

Palmitoylation modification and ERAS trafficking—RAS proteins are compartmentalized by PTMs 

at  their  C‐terminus,  with  the  CAAX motif  as  the  farnesylation  site  and  additional  upstream 

cysteine residues as  the palmitoylation site(s)  in  the case of H, and NRAS  (Ahearn et al., 2011; 

Apolloni  et  al.,  2000; Rocks  et  al.,  2005;  Schmick  et  al.,  2014). We  found  substitution of  two 

cysteine residues C226/C228 in HVR of ERAS with serines clearly impaired the plasma membrane 

localization of protein.  In  addition, our  confocal microscopy data  revealed  that  in  contrast  to 

plasma  membrane  localization  of  ERASWT,  palmitoylation‐deficient  ERASS226/S228  is  mainly 

localized,  with  clear  pattern,  in  cytoplasm  and  also  in  endomembrane.  These  data,  support 

proposed  reports  demonstrating  that  HRAS  and  NRAS  cycle  between  Golgi  and  the  plasma 

membrane via reversible and dynamic palmitoylation‐depalmitoylation reactions (Matallanas et 

al., 2006; Rocks et al., 2005; Goodwin et al., 2005). 

Effector binding  regions—A detailed  study of  structure–sequence  relationships  revealed a 

distinctive effector binding regions for ERAS  in comparison with RAS  isoforms (H, N, and KRAS). 

Subsequent  interaction analysis with  five different RAS effectors revealed that effector binding 

profile of ERAS significantly differs from HRAS. ERAS tightly bounds to PI3Kα and revealed very 

low affinity for other RAS effectors. In contrast, HRAS showed an opposite pattern with highest 

affinity  for  CRAF.  These  data  were  confirmed  by  investigating  the  respective  downstream 

signaling cascades  (PI3K‐AKT‐mTORC and CRAF‐MEK1/2‐ERK1/2) at  the  level of phosphorylated 

AKT, MEK1/2 and ERK1/2.  

ERAS‐CRAF  interaction—Substitutions  for  corresponding  residues  in  HRAS  of  deviating 

residues  in  switch  I,  II  and  interswitch  regions  of  ERAS  for  corresponding  residues  in  HRAS 

provided several  interesting and new  insights. One  is a  large shift  in effector binding affinity of 

ERAS gain of CRAF binding. The major difference was observed with ERASR79, where a tryptophan 

was  replaced  by  an  arginine  (R41  in HRAS).  This  variant  led  to  a  significant  increase  of  CRAF 

binding and partly rescued the low affinity of the switch variants (ERASSwI/R79 and ERASSwI/R79/SwII). 

According to the crystal structure (Nassar et al., 1996), R41 (W79 in ERAS) forms hydrogen bonds 

with Q66 and N64 of CRAF‐RBD, which enables ERASR79 to make additional electrostatic contacts 

with CRAF and to bind tighter.  
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ERAS‐PI3K interaction —In comparison with HRAS, ERAS interacts much strongly with PI3Kα‐

RBD  and  activates  PI3K‐AKT‐mTORC  cascade. Mutagenesis  at  switch  and  interswitch  regions 

(ERASSwI, ERASR79 and ERASSwII), attenuated binding of ERAS to PI3Kα‐RBD, demonstrating the role 

of  critical  ERAS  residues  at  effector  binding  regions.  These  data  are  consistent with  previous 

study that has shown PI3Kγ‐RBD contacts both switch I and switch II regions of HRAS (Pacold et 

al.,  2000).  Interestingly, W79R mutation  of  ERAS  (R41 HRAS), which  has  increased  binding  to 

CRAF, PLCɛ, and RALGDS, dramatically  reduced  the binding  to PI3Kα. The affinity of  this ERAS 

mutant (ERASR79) for PI3Kα‐RBD appears similar to that of HRASV12. In the same line of evidence, 

we  observed  ERASR79  also  was  deficient  at  activation  of  RAS‐PI3K‐AKT‐mTORC2  pathway  as 

monitored  with  S473  phosphorylation  of  AKT.  Thus,  W79  in  ERAS,  represents  a  specificity‐

determining residue for the proper binding to and activation of PI3K. 

ERAS‐RASSF5  interaction—RASSF  members  are  known  as  a  RAS  effector  with  tumor 

suppressor  functions. RASSF5, have  two  splice  variants NORE1A  and RAPL, which  share  same 

RBD  (Stieglitz et al., 2008). We applied RASSF5‐RBD domain  to analyze  the  interaction of ERAS 

variants with this RAS effector. Switch  I H70Y/Q75E mutation of ERAS  (ERASSwI) attenuated the 

binding  to  RASSF5  and  this  was  the  case  for  all  ERAS  variant  harboring  switch  I mutations 

(ERASSwI/R79,  ERASSwI/SwII,  and  ERASSwI/R79/SwII).  Switch  II  and W79R mutations  did  not  affect  the 

binding affinity for RASSF5, emphasizing the importance of the more conserved switch I region in 

the complex formation of the RAS proteins with RASSF5 (Stieglitz et al., 2008). It remains to be 

investigated whether ERAS is an activator of RASSF5 and thus a regulator of HIPPO pathway. 

With the aim of this study, we shed light on the sequence fingerprint and cellular targets of 

ERAS and intruded ERAS as a unique member of RAS family with its own mode of regulation and 

function.  N‐terminal  of  ERAS  is  important  for  its  cellular  functions  and  probably  not  for  its 

localization. We found that switch regions of ERAS act as core effector binding regions that form 

an ERAS specific  interaction  interface for  its effectors such as PI3Kα. ERAS binding to other RAS 

effectors,  such  as  RASSF5,  RALGDS  and  CRAF,  is  weak  but  may  still  be  of  physiologically 

relevance. W79 of ERAS appears to determine the effector selectivity.  

However, this study raised several questions. What  is the function of endogenous ERAS  in 

normal  cells of  the body? Which  isoform of PI3K  is  the main  target of ERAS? Which  signaling 

pathways are downstream of endogenous ERAS? We identified that one of the liver cell types, is 

called hepatic stellate cells, which endogenously express ERAS. To address these questions, we, 

therefore,  investigated  the  ERAS  regulation,  downstream  pathways  and  functions  in  hepatic 

stellate cells (chapter III). 

Signaling network and proposed function of endogenous ERAS in HSC 

In  this  study, we  found  embryonic  stem  cell‐expressed  RAS  (ERAS)  expressed  in  hepatic 

stellate  cells  (HSCs).  The  presence of  ERAS mRNA was  detected  in  quiescent HSCs but  not  in 

activated HSCs where  other RAS‐related  genes,  such  as RRAS, MRAS,  RALA  and RAP2A, were 

upregulated  during HSC  activation.  This observation  raised  the  questions, what would be  the 

function of ERAS in quiescent (G0) cells and why do we need a reciprocal expression of these RAS 

isoforms  in quiescent vs. activated HSC? To address  these questions,  first we  investigated  the 
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presence of ERAS protein with our monoclonal antibody against rat ERAS  in different  liver cells 

and  checked  the  activity  and  isoform  specificity  of  RAS  and  their  signaling  components  in 

quiescent and activated HSC (chapter III). 

Obtained data, revealed ERAS protein in quiescent HSC but not in other liver cell types, and 

ERAS  was  considerably  reduced  during  HSC  activation  (d4  and  d8).  To  elucidate  the  ERAS 

functions  in  quiescent  HSCs,  we  sought  for  ERAS  specific  effectors  and  the  corresponding 

downstream pathways.  

 

Role  of  the  ERAS‐PI3K‐AKT‐mTORC1  activity  in  quiescent  HSCs—Endogenous  ERAS 

expression in quiescent HSCs strongly correlates with high levels of AKT phosphorylated at T308 

and S473 through PDK1 and mTORC2, respectively. Protein interaction and immunoprecipitation 

analysis further revealed that ERAS physically interacts with PI3Kα/. Thus, we propose ERAS as a 
regulator  of  the  PI3K‐PDK1‐AKT‐mTORC1  axis  in  quiescent  HSCs.  This  axis  controls  various 

processes including cell cycle progress, autophagy, apoptosis, lipid synthesis and translation (Kim 

and Spiegelman, 1996; Kim et al., 1998; Wang et al., 2012; Tzivion et al., 2011; Prasad et al., 

2015).  The  latter  is  controlled  by  mTOR  mediated  activation  of  S6  kinase,  which  in  turn 

phosphorylates  different  substrates,  such  as  ribosomal  protein  S6, mTOR  itself  at  S2448  and 

mSIN1 at T86, which is an upstream component of mTORC2 (Fig. 5) (Chiang and Abraham, 2005; 

Liu et al., 2014b; Ma et al., 2008). Previous studies have shown that quiescent HSCs produce and 

secrete a significant amount of HGF (Schirmacher et al., 1992; Maher, 1993), which is modulated 

by  the mTORC1‐S6 kinase pathway  (Tomiya et al., 2007) and  is known  to  regulate hepatocyte 

survival (Wang et al., 2002).  

 

Activity of the mTORC2‐AKT‐FOXO1 axis in quiescent HSCs. In comparison with mTORC1, the 

regulation of mTORC2 is less understood (Oh and Jacinto, 2011). Our findings indicate that ERAS 

may act as an activator of the mTORC2 pathway. Retrovirally expressed ERAS has been shown to 

promote phosphorylation of both AKT (S473) and FOXO1 (S256) in induced pluripotent stem cells 

(iPSCs)  generated  from mouse embryonic  fibroblasts  (Yu  et al., 2014). Thus, ERAS‐AKT‐FOXO1 

signaling has been suggested to be important for somatic cell reprogramming. We detected high 

levels  of  p‐AKTS473  and  p‐FOXO1S256  in  quiescent  HSCs  endogenously  expressing  ERAS. 

Phosphorylated FOXO1  is sequestrated  in the cytoplasm and cannot translocate to the nucleus 

where  it  binds  to  gene  promoters  and  induces  apoptosis  (Fig.  7)  (Wang  et  al.,  2014). 

Interestingly, a possible link between ERAS and mTORC2 may be mSIN1, which appears to be an 

upstream component and modulator of mTORC2 activity (Huang and Fingar, 2014).  It has been 

reported  that  mSIN1  contains  a  RAS‐binding  domain  with  some  homology  to  that  of  CRAF 

(Schroder et al., 2007). Taken together, ERAS‐mTORC2‐AKT‐FOXO1 axis may  insure the survival 

of HSCs in the space of Disse by interfering with the programed cell death (Fig. 7B). 

 

Role of  the HGF‐JAK‐STAT3 axis  in quiescent HSCs—Ectopic expression of ERAS  stimulates 

phosphorylation of STAT3 likely downstream of leukemia inhibitory factor (LIF) (Yu et al., 2014). 

ERAS may compensate for  lack of LIF  in support of  iPSC generation (Yu et al., 2014). Moreover, 

the  LIF‐STAT3  axis  is  essential  for  keeping mouse  stem  cells  undifferentiated  in  cultures  and 

regulates self‐renewal and pluripotency of embryonic stem cells (Stuhlmann‐Laeisz et al., 2006). 
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Consistently, we detected high  levels of p‐STAT3  and p‐FOXO1  in quiescent HSCs, which may 

control survival, self‐renewal, and multipotency of quiescent HSCs. In addition, stimulation of the 

HGF receptor (c‐MET) that is expressed in HSCs results in JAK activation and phosphorylation of 

STAT3 (Boccaccio et al., 1998; Friedman, 2008). However, the presence and activity of LIF‐STAT3 

axis in HSCs needs further investigations. 

 

Quiescent HSCs display a locked RAS‐MAPK signaling pathway—In quiescent HSCs only basal 

levels of activated (phosphorylated) MEK and ERK could be observed although all components of 

the  RAS‐RAF‐MEK‐ERK  axis  were  expressed.  There  are  several  explanations  for  the  strongly 

reduced activity of RAS‐MAPK signaling in quiescent HSCs (Fig. 7B); I) Absence of external stimuli, 

such  as  PDGF1  and  TGFβ1  in  healthy  liver.  These  growth  factors  are  strong  activators  of  the 

MAPK pathway  in activated HSCs (Reimann et al., 1997; Carloni et al., 2002);  II) Presence of an 

intracellular  inhibitor,  like  special  AT‐rich  binding  protein  1  (SATB1),  which  is  specifically 

expressed  in  quiescent  HSCs  and  down‐regulated  during  HSC  activation  (He  et  al.,  2015). 

Interestingly, SATB1 has been  shown  to be a  strong  inhibitor of RAS‐MAPK pathway  that may 

lock this signaling in quiescent HSCs (He et al., 2015); III) MicroRNAs (miRNAs), especially miRNA‐

21, may  play  a  role  in  the  reciprocal  regulation  of  the  RAS‐MAPK  pathway  in  quiescent  vs. 

activated HSCs. Upregulated miRNA‐21  in  activated HSCs  results  in MAPK  activation, which  is 

based on depletion of sprouty homolog 1 (SPRY1), a target gene of miRNA‐21 (Coll et al., 2015) 

and negative regulator of the RAS‐MAPK pathway (Mason et al., 2006). 

 

Up‐regulation of individual RAS isoforms in activated HSCs—Comprehensive mRNA analysis 

of various RAS  family members revealed that RRAS, MRAS, RALA and RAP2A were upregulated 

during  HSC  activation.  These  genes may  also  play  a  role  in  the  coordination  of  the  cellular 

processes, required for activation and differentiation of HSCs, such as polarity, motility, adhesion 

and  migration.  Interestingly,  RRAS  has  been  implicated  in  integrin‐dependent  cell  adhesion 

(Kinbara  et  al.,  2003).  Of  note,  in  endothelial  cells  the  RRAS‐RIN2‐RAB5  axis  stimulates 

endocytosis of β1 integrin in a RAC1‐dependent manner (Sandri et al., 2012). On the other hand, 

the muscle RAS oncogene homolog  (MRAS), a RRAS‐related protein,  is upregulated during HSC 

activation. Among the different members of RAS family, only MRAS can  interact with SHOC2  in 

ternary complex with protein phosphatase 1 (PP1), which dephosphorylates autoinhibited CRAF 

and activates  the CRAF‐MEK‐ERK axis  (Rodriguez‐Viciana et al., 2006). These  findings and data 

obtained in this study suggest that MRAS may be responsible for high level of p‐MEK and p‐ERK 

in activated HSCs due to the RAF kinase activation. RAP proteins,  including RAP2A, are  involved 

in different cellular processes and play pivotal roles  in cell motility and cell adhesion (Torti and 

Lapetina, 1994; Paganini et al., 2006). Recently, it has been shown RAP2A is a novel target gene 

of p53 and a regulator of cancer cell migration (Wu et al., 2015). Moreover, expression of RAP2A 

in  cancer  cells  results  in  secretion  of  two matrix metalloproteinases  (MMP2  and  9)  and  AKT 

phosphorylation at  Ser473, which promotes  tumor  invasion  (Wu et al., 2015). Notably, p53  is 

unregulated  in  activated  HSCs  (Saile  et  al.,  2001).  Thus, we  speculate  the  binding  of  p53  to 

RAP2A  promoter  may  results  in  transcription  of  RAP2A  in  activated  HSCs  and  stimulates 

secretion of MMPs, which remodels the extracellular matrix and facilitate the migration of HSCs 

in the space or Dissé. 
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Figure  7.  Schematic  view of  the proposed model of HSC  signaling networking  and  gene  expressional 
changes. (A) The expressional changes of investigated genes that are involved in RAS‐dependent signaling 
in qHSC vs. aHSC. (B,C) A reciprocal ERAS/RAS/RHO dependent signaling pathways in qHSC (B) vs. aHSC (C). 
ARP2/3, actin related protein 2/3; DLC1, deleted in liver cancer; ERAS, embryonic stem cell‐expressed RAS; 
ERK, extracellular regulated kinase; FOXO1, forkhead transcription factor; GAP, GTPase activating protein; 
GFAP,  glial  fibrillary  acidic  protein;  GSK3β,  glycogen  synthase  kinase  3  beta;  HGF,  hepatocyte  growth 
factor;  HSC,  hepatic  stellate  cell;  IGF,  insulin‐like  growth  factor;  IQGAP,  IQ  motif‐containing  GTPase‐
activating protein; JAK1, Janus kinase 1; LIF1, Leukemia  inhibitory factor 1; MEK, MAP/ERK kinase; MMP, 
matrix metalloproteinases; mSIN1, mammalian  stress‐activated MAP  kinase‐interacting  protein  1; MST, 
mammalian sterile 20‐like kinase; mTORC, mammalian target of rapamycin; PDGF, platelet‐derived growth 
factor; PDK1, 3‐phosphoinositide‐dependent protein  kinase 1; PI3K, phosphoinositide 3‐kinase; RAS,  rat 
sarcoma;  RASSF5,  RAS‐association  domain  family  5;  ROCK;  RHO‐associated  coiled‐coil  kinases;  SATB1, 
special AT‐rich binding protein 1;  SPRY1,  sprouty homolog 1;  STAT3,  signal  transducer  and  activator of 
transcription  3;  WASP,  wiskott–aldrich  syndrome  protein;  WAVE;  WASP‐family  verprolin‐homologous 
protein; YAP, Yes‐associated protein (for details see discussion). 

Proliferation  and  differentiation  of  activated  HSCs—In  comparison  with  quiescent  HSCs, 

activated HSCs are proliferative cells and can pass  through cellular checkpoints  (Soliman et al., 

2009). One of  the candidate pathways  is  the RAF‐MEK‐ERK cascade  that can be stimulated via 
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different growth factors. Consist with previous studies, we detected high levels of p‐MEK and p‐

ERK in culture‐activated HSCs (Reimann et al., 1997; Gu et al., 2013). Three scenarios may explain 

the elevated RAF‐MEK‐ERK activity in activated HSCs: I) As discussed above, MRAS in the complex 

with  SHOC2  and PP1  is  able  to  activate  the CRAF‐MEK‐ERK pathway  (Wu  et al., 2015). p‐ERK 

translocates  to  the nucleus and phosphorylates different  transcriptional  factors,  including Ets1 

and  c‐Myc  thereby  eliciting  cell  cycle  progression  and  proliferation.  The  cytoplasmic  p‐ERK 

alternatively phosphorylates Mnk1 and p90RSK and thereby promotes protein synthesis and cell 

growth (Fukunaga and Hunter, 1997; Pereira et al., 2013) II) PDGF and IGF1 are the most potent 

mitogens  for  activated HSCs  and  induce  activation  of MAPK  pathways  (Reimann  et  al.,  1997; 

Iwamoto et al., 2000). III) The expression of SATB1, a cellular inhibitor of the RAS‐RAF‐MEK‐ERK 

pathway, significantly declines during HSC activation (He et al., 2015). 

 

YAP controls cell cycle arrest vs. proliferation of HSCs—We observed a moderate interaction 

between ERAS and RAS‐association domain (RA) of RASSF5A. Previously, we showed that switch I 

of  ERAS  is  important  for  ERAS‐RASSF5  interaction  and mutation  in  this  region  impairs  ERAS 

binding  to  RASSF5  (Nakhaei‐Rad  et  al.,  2015).  RASSF5‐MST1/2‐LATS1/2  activity  promotes 

phosphorylation, and therefore sequestration and proteasomal degradation of YAP in cytoplasm 

(Ramos and Camargo, 2012b; Rawat and Chernoff, 2015). YAP  is a  transcriptional  co‐activator 

that promotes  transcription of CTGF and NOTCH2, which are  involved  in cell development and 

differentiation (Camargo et al., 2007; Avruch et al., 2010; Lu et al., 2010; Yimlamai et al., 2014). 

Recently, van Grunsven and colleagues reported that transcriptional co‐activator of YAP controls 

in  vitro and  in  vivo activation of HSCs  (Mannaerts et al., 2015). Consistent with  this  study we 

observed hardly any YAP protein  in quiescent HSCs  in comparison to activated HSCs. Thus, our 

data suggest that YAP degradation through RASSF5‐MST1/2‐LATS1/2 may be triggered by binding 

and  recruitment  of  RASSF5  to  the  plasma  membrane  via  ERAS‐GTP.  High  levels  of  YAP 

transcriptional activity in activated HSCs, may be due to the inhibitory activities of AKT and mTOR 

on MST1/2 (Chiang and Martinez‐Agosto, 2012) and may thus cause opposite effects of the pro‐

apoptotic  RAS‐RASSF5‐MST1/2‐LATS1/2  pathway  (Fig.  7C),  leading  to  increased  cell  survival, 

proliferation and development of activated HSCs (Mannaerts et al., 2015). 

 

Overexpression and endogenous studies of ERAS (chapter II and III), demonstrate that ERAS 

preferentially  interact with PI3Kα/ and RASS5A,  is able  to  signal  through  the PI3K‐PDK1‐AKT‐
mTORC  and  RASSF5‐MST1/2‐LATS1/2  axis.  Therefore,  this  study  adds  ERAS  signaling  to  the 

remarkable  features  of  quiescent HSCs  and  the  cellular  outcome  of  these  signaling  pathways 

would maintain quiescent state of HSCs by  the  inhibition of proliferation  (HIPPO pathways, G0 

arrest) and apoptosis (PI3K‐PDK1 and mTORC2) (see Fig. 7B). On the other hand, activated HSCs 

exhibit  YAP‐CTGF/NOTCH2  and  RAS‐RAF‐MEK‐ERK  activity,  which  are  involved  in  HSC 

proliferation and development (Fig. 7C). This  information helps us to get one‐step closer to the 

RAS dependent signaling pathways, which maintain quiescent and modulate activation of HSCs.  

Functional cross‐talk between RAS and RHO pathways 

One  of  the  important  features  of  activated HSC  is  their  ability  to  contract  and migrate, 

which should be controlled by RHO family GTPases (chapter  IV). There are growing numbers of 
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evidences that show RAS signaling controls RHO activity and vice versa (Shang et al., 2007; Yang 

et al., 2009; Asnaghi et al., 2010). We asked the question, does RAS family actively influence HSC 

migration  through  RHO  proteins  or  not?  To  approach  this  question,  it  is  noteworthy  to 

investigate  the  intracellular communication of RAS and RHO  families.  In  following sections, we 

will discuss our finding that shed light on the RAS and RHO cross‐talk in two levels, GAP (chapter 

V)  and  scaffolding  proteins  (chapter  VI)  and  how  these  connection  modulates  disease 

progression (chapter VII). 

p120GAP links RAS and RHO pathways via p190GAP and DLC1 

p120  is a GTPase activating proteins  (GAPs)  for RAS  family GTPases  that  contains  several 

domains  (Fig.  8).  Through  its  C‐terminal  GAP  domain,  interacts  with  switch  regions  of  RAS 

proteins where accelerates GTP to GDP hydrolysis (Ahmadian et al., 1997a). p120 contains an N‐

terminal  Src  homology  domain  2  and  3  (SH22  and  SH33)  that  enable  its  intracellular  protein‐

protein  interactions with other  regulatory proteins.  In  addition  to GAP  function, p120  can be 

viewed as a RAS effector that binds to GTP‐bound RAS and signals to other pathways (Chan and 

Chen, 2012). p120 controls RHO activity by interacting with RHOGAPs, p190 and deleted in liver 

cancer 1 (DLC1). DLC1 is frequently silenced in a variety of human cancers (Yuan et al., 1998) and 

acts as a linker that coordinates the RAS and RHO signaling pathways (Shang et al., 2007; Yang et 

al., 2009; Asnaghi et al., 2010). DLC1 RHOGAP  function  is required  for  the maintenance of cell 

morphology  and  the  coordination  of  cell migration  (Kim  et  al.,  2008).  The  preliminary  data, 

revealed the elevated  levels of DLC1 mRNA  in quiescent HSC vs. activated HSC and  in qHSC we 

detected more DLC1 than p120 (data not shown). These observations raised the question, how 

RHO activity could be controlled via cross‐link between p120GAP and DLC1 that may impair the 

RHO‐dependent cell migration of qHSC. Therefore, we mechanistically and structurally analyzed 

the p120 interaction with DLC1 (chapter V) (Jaiswal et al., 2014).     

Figure  8.  p120  interacts  through  SH3  domain with  DLC1  and  regulates  RAS  and  RHO  signaling.  (A) 
Representation of p120 and DLC1 domain organization and interaction via SH3‐GAP domain. (B) Schematic 
view of the p120 controlling RAS and RHO proteins. DLC1, deleted in liver cancer; PH, pleckstrin homology; 
SAM, sterile α motif; SH, Src homology; START, steroidogenic acute regulatory related lipid transfer. 

GAPs  function  as  a negative  regulator of  small GTPases, however  the mechanisms which 

control GAP activity are poorly understood. To date, two mechanisms are proposed for DLC1GAP 

regulation;  First,  through  cis‐inhibition  or  autoinhibition,  for  instance,  Kim  and  colleagues 

                                                            
2 sequence‐specific phosphotyrosine‐binding module 

3 recognition of proline‐rich sequences 
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reported SAM domain of DLC1 acts as an autoinhibitor of  this GAP  (Kim et al., 2008); Second, 

trans‐inhibition of DLC1 through a RASGAP protein, p120 (Yang et al., 2009).  

p120 binds through SH3 domain  to DLC1 and  inhibits DLC1  in PxxP  independent manner—

Our  in  silico  analysis  revealed  that  the GAP  domain  of DLC1  does  not  possess  a  proline‐rich 

region. Therefore, unlike classical PxxP motif‐recognizing SH3 domains, the  interaction mode of 

the p120 SH3 domain  is atypical, utilizes different amino acids to bind, and masks the catalytic 

arginine finger of the GAP domain of DLC1. The Ser/Thr kinases Aurora A and Aurora B are other 

examples in addition to DLC1 for negative modulation of biological processes by p120 (Gigoux et 

al., 2002). The SH3 domain of p120 binds to the catalytic domain of Aurora kinases that inhibits 

their kinase activity. These  interactions also do not  involve a proline‐rich consensus sequence. 

Two  accessible hydrophobic  regions of p120  SH3 have been  suggested  to  function  as binding 

sites for protein  interaction (Yang et al., 1994). 

Collectively, SH3 domain of p120 inhibits specifically DLC1GAP activity where p120 activated 

p190,  through  its  SH2 domain  (Fig. 8A  and B). Our qPCR  analysis  showed  that quiescent HSC 

harbors elevated levels of DLC1 that were more than p120 and p190 levels. The overexpression 

of DLC  isoforms has been shown to  lead to  inactivation of RHOA and  to the reduction of actin 

stress‐fiber formation (Leung et al., 2005; Kawai et al., 2007). On the other hand, RHOA controls 

the contraction and migration of activated HSC (Li et al., 2012; Sohail et al., 2009). Therefore, we 

speculated  that a high  level of DLC1 might  inhibit  the  stress‐fiber  formation  in quiescent HSC, 

where  down‐regulation  of DLC1  in  activated HSC  results  in  increased  RHOA  activity  and HSC 

contraction (Fig. 7C).  

Scaffolding protein IQGAP modulates RHO and RAS signaling   

Upon HSCs activation, quiescent HSCs develop  into  the cells  that are able  to contract and 

migrate.  As  we  discussed  earlier,  our  signaling  analysis  revealed  the  high  levels  of  RAS‐

dependent  signaling  activity  in  activated  HSCs  (chapter  III).  Besides  GAP  proteins,  scaffold 

proteins  can  cross‐link  RAS  to  RHO  signaling.  It  is  shown  that  IQGAPs  scaffold  different 

components of RAS‐MAPK pathways as well as RHO GTPases, such as CDC42 and RAC proteins 

(Mataraza et al., 2003a; Roy et al., 2004; Roy et al., 2005; Ren et al., 2007); therefore, they may 

connect RAS signaling to RHO proteins and modulate the cell‐adhesion and migration. Moreover, 

it is reported that the IQGAP1 plays a role in HSC activation by binging to TGF‐β receptor II and 

suppresses HSC activation (Liu et al., 2013a). These observations raised the questions; are there 

any evidences that  IQGAPs actively scaffolds RHO proteins  in HSCs? Which  IQGAP  isoforms are 

present in HSCs? Which regions of IQGAP determine the interaction specificity for RHO proteins? 

To address  these questions,  first, we generated varies  IQGAP1 constructs and with  the aim of 

biochemical studies of IQGAP1 interaction with different RHO family members, we identified the 

C‐terminal  region of  IQGAP1863‐1657  (here  after  called GRD‐C)  is  responsible  for high  affinity of 

IQGAP1 to interact with GTP‐loaded RAC and CDC42 proteins but not RHO subgroup. Second, we 

investigated  the  expression  pattern  of  IQGAP1/2/3,  RAC1/2/3  and  CDC42  in  quiescent  vs. 

activated HSC. 
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GBD  domain  (1345‐1563)  of  IQGAP1  tightly  binds  to  RAC  and  CDC42  in  GTP‐dependent 

fashion—In  this  study,  a  comprehensive  interaction  study  of  RHO  GTPases  and  C‐terminal 

domain of IQGAP1863‐1657 (here called GRD‐C) was conducted. Kinetics of GRD‐C association with 

fourteen different RHO proteins was monitored using stopped‐flow  fluorescence spectroscopic 

methods. The results clearly indicate that IQGAP1 binds among RHO proteins selectively to RAC‐ 

and CDC42‐like proteins only  in the active form and that GRD‐C containing IQGAP11346‐1657 most 

probably recognizes and binds to the switch regions but however not, as previously proposed by 

several  groups  (Mataraza  et  al.,  2003b;  Owen  et  al.,  2008;  Kurella  et  al.,  2009),  the  GRD‐

containing IQGAP962‐1345.  

Reciprocal  expression  of  IQGAP  isoforms  during  activation  of  the  hepatic  stellate  cells—

IQGAP family composes of three isoforms, IQGAP1, 2 and 3, which are differentially expressed in 

distinct tissues. In addition to share a set of binding partners, each  isoforms possess  its specific 

binding partners and therefore contribute to different cellular processes (Weissbach et al., 1994; 

Brill et al., 1996; Wang et al., 2007). For  instance,  IQGAP1  is recognized as an oncogene where 

IQGAP2 is a tumor suppressor (White et al., 2009b; White et al., 2010b). IQGAP2 is shown to be 

expressed predominantly  in  liver. We asked  the question,  is  there any  isoform preference  for 

IQGAPs  during  HSC  activation?  Our  quantitative  RNA  analysis  revealed  that  IQGAP1  and  3 

isoforms,  get  upregulated  during  the  activation  process  of  HSC  where  the  IQGAP2  down‐

regulated. At protein levels, we were able to detect IQGAP2 isoform only in quiescent HSC where 

IQGAP1  presented  in  both  states  of  HSC  and  became  up‐regulated  during  HSC  activation. 

Consistently,  Schmidt  and  colleagues,  reported  the  reciprocal  expression  of  IQGAP1  and  2  in 

human hepatocellular carcinomas  where IQGAP1 increased and IQGAP2 decreased (White et al., 

2010b). Domain organization of IQGAP1 and 2 are similar, and both are reported to interact with 

GTP‐loaded CDC42 and RAC1 (Smith et al., 2015c). In quiescent HSC, we speculate that IQGAP2 

exerts  its specific functions by scaffolding the distinct signaling components  in different protein 

complexes  than  IQGAP1.  Canonical Wnt  signaling  is  very  dynamic  in  quiescent  HSC  and  it  is 

shown in other cells, IQGAP2 can interact with Dishevelled/β‐catenin, therefore in qHSC IQGAP2 

may  modulate  Wnt‐β‐catenin  signaling  and  stimulate  GFAP  synthesis  and  cell‐cycle  arrest 

(Kordes et al., 2008a; Schmidt et al., 2008). Another possibility would be, IQGAP2 competes with 

other scaffolding proteins to recruits RHO proteins and may  interfere with RHO dependent‐cell 

migration (Fig. 7B). The functions and specific binding partners of IQGAP2 in qHSC remain to be 

investigated. aHSCs display the elevated levels of PDGF signaling and focal adhesion kinase (FAK) 

acts downstream of PDGF  (Carloni et al., 2000). PDGF  induces the  IQGAP1‐dependent complex 

formation of  focal adhesion proteins  (paxillin and vinculin) and PDGF  receptor β  (Kohno et al., 

2013). IQGAP1 also binds to FAK (Cheung et al., 2013), therefore, PDGF‐IQGAP1 may regulate the 

focal adhesion assembly in aHSCs that is important for cell motility and migration.  

Elevated  levels of  the RAC and CDC42 correlate with high amount of  IQGAP1  in activated 

HSC—We detected higher  levels of RAC1, RAC2 and CDC42  in aHSCs  than qHSC. On  the other 

hand, our biochemical studies demonstrated that RAC1 and CDC42 interact in GTP‐bound forms 

with  IQGAP1‐GBD. Therefore, we suggest that  IQGAP1 scaffolds RAC1/2 and CDC42 to regulate 

cell‐adhesion  and migration  in  these  cells. However,  the  role of  IQGAP1  in  aHSC needs  to be 

investigated.  
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IQGAP1 exhibits the highest affinity for RAC2 isoform—qPCR data reveals in hepatic stellate 

cells, RAC2  drastically  increased  in  activated  state.  In  addition,  the  interaction  of  IQGAP1GRD‐C 

with RAC‐ and CDC42‐like proteins revealed the fastest association with RAC2, which  is 2‐9 fold 

higher  than  others.  The  highest  affinity  of  RAC2  for  GRD‐C  can most  likely  be  attributed  to 

distinct  amino  acid  sequence  deviations.  The  high  affinity  of  RAC2  for  IQGAP1  cannot  be 

explained by comparing potential residues that may undergo direct interacting contacts in spite 

of high amino acid sequence identity. Another aspect to be considered is the overall dynamics of 

the G domain, which has been previously proposed to contribute to a higher affinity, in the case 

of  RAC2  compared  to  RAC1  and  RAC3  (Haeusler  et  al.,  2003).  Due  to  the  highest  affinity  of 

IQGAP1 for RAC2 and up‐regulation of RAC2/IQGAP1 in activated HSCs, we suggest that IQGAP1 

might associate RAC2 with its specific protein complex to accelerate their interaction (Fig. 7C). 

Cross‐link between RAS‐MAPK and RHO pathways—In addition to scaffold the RHO signaling 

components (RAC and CDC42), IQGAP1 identified to interact with different signaling components 

of  RAS‐MAPK  pathway,  RTKs,  KRAS,  BRAF/CRAF,  MEK1/2  and  ERK1/2,  and  directs  the 

information flow from the EGF to ERK1/2 phosphorylation (Roy et al., 2004; Roy et al., 2005; Ren 

et al., 2007) (Fig. 7C). It is reported upon hyaluronan (HA) stimulation of CD44 receptor, IQGAP1 

anchors  the  CDC42  and  ERK2  to  CD44  and  F‐actin  that  results  in  phosphorylation  of  ERK2. 

Moreover, at the  level of focal adhesions,  it  is reported that RAS proteins mediate the Tyrosine 

phosphorylation  of  FAK  via  PDGF  receptor  in  activated  HSC  (Carloni  et  al.,  2000)  that most 

probably this complex can form through the  IQGAP1. Therefore,  IQGAP1 may bridge the MAPK 

pathways  to  cytoskeleton organization machinery  in hepatic  stellate  cells. On  the other hand, 

our genetic screening of JMML patients revealed a correlation between RAC2 and NRAS double 

mutants in one patient which RAC2 mutation drives the PI3K‐AKT‐mTORC pathway in parallel to 

NRAS mutation (chapter VII) (see below).  

The coordination of RAS (NRAS) and RHO (RAC2) mutations in tumor 

progression  

In pathological  conditions,  the aberrant activation of RAS proteins due  to  the  somatic or 

germline mutations  in the critical residues of RAS proteins (G12, G13 or Q61; HRAS numbering) 

or their regulators are very common in a wide spectrum of human cancers and genetic disorders 

(Ratner  and  Miller,  2015).  Juvenile  myelomonocytic  leukemia  (JMML)  is  a  rare  and  severe 

myelodysplastic and myeloproliferative neoplasm of early childhood  is  initiated by germline or 

somatic RAS‐activating mutations (Chang et al., 2014). JMML is considered a unique example of 

RAS‐driven  oncogenesis  since  it  is  thought  to  be  initiated  by mutations,  usually  described  as 

mutually exclusive, in RAS genes (NRAS, KRAS) or RAS‐pathway regulators (PTPN11, NF1 or CBL). 

JMML can be sporadic or develop  in patients displaying syndromic diseases with constitutional 

RAS  overactivation  such  as  Noonan  syndrome  (NS),  type  1‐neurofibromatosis  (NF1)  and  CBL 

syndrome,  caused by heterozygous  germline mutations  in  PTPN11, NF1  and  CBL,  respectively 

(Niemeyer,  2014).  In  this  study, multiple  concomitant  genetic  hits  targeting  the RAS‐pathway 

were  identified  in  13/78  cases  (17%),  disproving  the  concept  of  exclusive  RAS mutations  and 

defining novel activated JMML pathways involving PI3K and the mTORC2 complex through RAC2 

mutation (chapter VII) (Caye et al., 2015). 
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JMML pathways involving PI3K and the mTORC2 complex through RAC2 mutation— Multiple 

concomitant genetic hits  targeting  the RAS pathway  in  JMML patients,  identified mutations  in 

RAS genes. Two NRAS‐JMML patients had mutations in RRAS, an inducer of RAS/MAPK activation 

(Flex et al., 2014) and upstream regulator of RAC in hematopoietic stem cells (Shang et al., 2011), 

and another had a mutation in the RHO GTPase RAC2 V63. The coexistence of RAC and RAS/MAPK 

mutations  in  some  tumors  and  cooperation  between  oncogenic  NRAS  and  RAC  has  been 

previously demonstrated (Kawazu et al., 2013). Investigations  into the functional and structural 

properties of RAC2V63, which predominantly occurs in its active, GTP‐loaded state as compared to 

wild‐type  RAC2  and  the  constitutive  variant  RAC2V12,  have  revealed  a  drastic  gain‐of‐function 

effect.  Interestingly,  an  analysis  of  signaling  downstream  to  RAS  has  shown  that  RAC2V63 

activates the PI3K‐PDK1‐AKT and the mTORC2 pathways but has no significant effect on the RAF‐

MEK‐ERK pathway. This is consistent with several lines of evidence indicating a strong impact of 

the PI3K‐PDK‐AKT pathway on JMML (Emanuel, 2014), and activating the catalytic p110γ subunit 

of  PI3K has  recently been  shown  to promote  the  effects of  Shp2 on GM‐CSF hypersensitivity 

(Goodwin et al., 2014). 

This study sheds light on the intercommunication of RAC2‐GTP with NRAS‐GTP to induce the 

mTORC2 and PI3K pathways and provides evidence for in vivo RHO and RAS cross‐talk in disease 

model. On the other hand, we detected high levels of RAC2 in aHSC that may also signal towards 

the PI3K‐mTORC2 and MAPK therefore promotes cell survival, proliferation, which needs further 

investigations (Fig. 7C). 

Concluding remarks 

Collectively,  with  aim  of  this  doctoral  thesis,  we  shed  light  on  the  RAS‐dependent 

intracellular signaling pathways that drive the fate decisions of HSC and maintain the quiescence 

of HSC or  induce HSC activation, proliferation, contraction and migration (Fig. 7). We  identified 

ERAS,  p110α,  p110,  IQGAP2  and DLC1  expressed mainly  in  qHSCs,  and MRAS, RRAS, RAP2A, 

RALA, p110β, p110, YAP, CTGF, NOTCH2,  IQGAP1, RAC1, RAC2 and CDC42  in aHSCs  (Fig. 7A). 
Obtained  data  suggested  elevated  ERAS‐dependent  signaling  pathway  activity  via  PI3K‐AKT‐

mTORC1,  mSIN1‐mTORC2‐AKT‐FOXO1,  LIF‐STAT3,  and  HIPPO  signaling  in  qHSCs  (Fig.  7B). 

However, we detected high levels of RAS‐MAPK and YAP‐NOTCH2/CTGF in aHSCs. Moreover, our 

cell‐based  studies  were  combined  with  biochemical  and  mechanistic  studies  of  highlighted 

molecules  in qHSC and aHSC  that provided detailed  information about  the mode of  regulation 

and networking of these molecules. Biochemical analysis demonstrated that effector selection of 

ERAS  significantly  differs  from  HRAS  (chapter  II).  ERAS  specificity  and  consequently  cellular 

outcomes  depend  on  its  unique  switch  and  interswitch  regions  and W79  of  ERAS  appears  to 

determine the effector selectivity. Expressional analysis reveals a different expression pattern of 

RAS and RAS‐signaling components in qHSCs vs. aHSCs. Among the RHO regulators, we observed 

more DLC1RHOGAP  in qHSC than aHSC, which were higher than p120RASGAP  in both state. On 

the  other  hand,  our  mechanistic  and  structural  studies  of  DLC1RHOGAP  and  p120RASGAP 

revealed interesting aspects of RHO regulations via a well‐known RAS regulator (chapter V). We 

found p120RASGAP competitively and selectively inhibits DLC1 by targeting its catalytic arginine 

finger  that  is mediated  through  p120  SH3  and  DLC1  RHOGAP  domain  interaction  (Fig.  8A). 
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 Chapter VIII

Therefore, herein, we emphasize the functional inter‐relationships of GAPs that mediate a cross‐

talk between the RAS and RHO pathways. Beside GAPs, scaffolding proteins, such as IQGAPs, link 

RAS to RHO signaling. We observed reciprocal expression of IQGAP isoforms and RHO proteins in 

hepatic stellate cells; IQGAP1/3, RAC2 and CDC42 are upregulated during the activation process 

of  HSCs  while  IQGAP2  is  down‐regulated.  Amongst  different  RHO  proteins,  our  kinetic  and 

equilibrium  measurements  implicated  that  IQGAP1  selectively  interacts  in  a  GTP‐dependent 

manner with  RAC  and  CDC42  (chapter  VI). We  showed  that  these  interactions  are mediated 

through the C‐terminal half of IQGAP1 composing three functionally distinct units, including GRD, 

GBD and C‐terminus. GBD only binds to the RAC1 and CDC42 proteins if they are active and exist 

in the GTP‐bound forms, where GRD undergoes a  low‐affinity, GDP‐/GTP‐independent complex 

with these proteins. Consistent with our data on GAP and IQGAP proteins, which may link signal 

transduction of RAS to RHO, we found a functional cross‐talk between RHO and RAS mutations in 

disease progression with the aid of whole genomic sequencing of the  juvenile myelomonocytic 

leukemia (JMML) patients (chapter VII). Genetic profiling and whole‐exome sequencing of a large 

JMML  cohort,  showed  for  the  first  time  that  concomitant mutations  in  JMML  target  a  small 

number of interacting networks, with a striking enrichment in components of the RAS and PRC2 

networks. This study sheds light on the inter‐communication of RAC2 with NRAS to activate the 

mTORC2  and PI3K pathways. Consistent with data  from  JMML patient, high  levels of RAC2  in 

aHSC may also  signal  towards  the PI3K‐mTORC2 and MAPK,  therefore, promotes  cell  survival, 

proliferation  (Fig. 7C). Collectively, with  the aim of  cell biological and biochemical  studies, we 

suggest a possible ERAS/RAS signaling networks in qHSC vs. aHSC and propose a model that links 

RAS  and RHO  signaling  in order  to  regulate  cellular processes,  such  as  cell migration  (Fig.  7). 

Therefore, this study adds additional clues to the remarkable signaling features of qHSC and how 

the cellular outcome of these signaling pathways would maintain quiescent state of qHSC by the 

inhibition of proliferation  (HIPPO pathways, G0 arrest) and apoptosis (PI3K‐PDK1 and mTORC2) 

(see Fig. 7B). Where, in aHSC the activity of YAP‐CTGF/NOTCH2, RAS‐RAF‐MEK‐ERK, RAC2, CDC42 

and  RHOA  may  contribute  to  the  HSC  proliferation,  development  and  migration  (Fig.  7C).
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