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Abstract 

The role of cilia transport in oligodendrocyte development and regulation of PP2A 

activity 

By Nicole L Umberger 

 

Platelet derived growth factor AA/αα (PDGF-AA/αα) signaling is essential for 

development of oligodendrocyte progenitors (OLPs) into mature oligodendrocytes (OLs), 

the cells which produce myelin to insulate axons of neurons in the central nervous 

system. OLPs are derived from the precursor motor neuron (pMN) domain in the neural 

tube (which later becomes the spinal cord), and specification of the pMN domain requires 

cilia. Cilia are microtubule based organelles, and are required for regulation of sonic 

hedgehog (Shh) signaling activity, which specifies the pMN domain. Arl13bhennin 

(Arl13bhnn) mouse embryos have short cilia, disrupted Shh activity, and, despite an 

expanded pMN domain, do not specify OLPs before embryos die during midgestation. 

Based upon this observation and previous connections of PDGF-AA/αα signaling to cilia, 

I asked if Arl13b and cilia are required for OLP development. 

In this dissertation, I examine the role of Arl13b and of the cilia transport protein 

Ift88 in OLP development in vivo, and present data which indicate that Ar13lb is not 

required for OLP specification or development, and that Ift88 is not required for postnatal 

OL development. To further dissect the role of Arl13b and cilia in PDGF-AA/αα 

signaling, I used an in vitro system and analyzed response to PDGF-AA stimulation in 

several cilia mutant cell lines. These experiments demonstrate that inhibited response to 

PDGF-AA stimulation in cilia mutant MEFs is due to up-regulation of mTORC1 



signaling, and identify a novel role for PP2A in cilia signaling in vertebrates. Combined, 

my in vivo and in vitro results provide a more comprehensive understanding of the role of 

cilia in PDGF-AA/αα signaling. 
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Chapter	
  1:	
  	
  Cilia,	
  signaling,	
  and	
  oligodendrocyte	
  development	
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1.1 Introduction	
  

Cilia	
  are	
  microtubule-­‐based	
  organelles	
  with	
  essential	
  roles	
  in	
  human	
  

development	
  and	
  disease.	
  Primary	
  cilia,	
  specialized	
  cilia	
  that	
  act	
  like	
  antennae,	
  are	
  

on	
  nearly	
  every	
  mammalian	
  cell	
  at	
  least	
  once	
  during	
  a	
  cell’s	
  life	
  cycle,	
  and	
  are	
  

critical	
  for	
  signaling	
  and	
  other	
  functions.	
  A	
  number	
  of	
  syndromes,	
  collectively	
  

termed	
  ciliopathies,	
  are	
  caused	
  by	
  mutations	
  in	
  genes	
  that	
  affect	
  cilia	
  structure	
  or	
  

ciliary	
  cargo	
  trafficking.	
  Symptoms	
  within	
  this	
  class	
  of	
  disorders	
  may	
  include	
  cystic	
  

kidneys,	
  retinal	
  degeneration,	
  left-­‐right	
  patterning	
  defects,	
  and	
  polydactyly	
  (Goetz	
  

and	
  Anderson,	
  2010).	
  Research	
  in	
  vivo	
  and	
  in	
  vitro	
  demonstrate	
  that	
  disruption	
  of	
  

cilia	
  affects	
  multiple	
  signaling	
  pathways,	
  including	
  Sonic	
  hedgehog	
  (Shh),	
  

mammalian	
  target	
  of	
  rapamycin	
  (mTOR),	
  and	
  platelet	
  derived	
  growth	
  factor	
  AA/αα	
  

(PDGF-­‐AA/αα)	
  signaling	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  

2005,	
  2010).	
  

This	
  thesis	
  presents	
  the	
  results	
  from	
  in	
  vitro	
  and	
  in	
  vivo	
  models	
  used	
  to	
  

investigate	
  the	
  link	
  between	
  primary	
  cilia	
  and	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling.	
  In	
  this	
  

introduction,	
  I	
  review	
  cilia	
  structure,	
  provide	
  an	
  overview	
  of	
  Shh,	
  mTOR,	
  PDGF-­‐

AA/αα,	
  and	
  PI3K/AKT	
  signaling,	
  and	
  discuss	
  a	
  phosphatase	
  called	
  protein	
  

phosphatase	
  2A	
  (PP2A).	
  In	
  chapter	
  3,	
  I	
  provide	
  evidence	
  to	
  suggest	
  that	
  cilia	
  are	
  not	
  

essential	
  for	
  oligodendrocyte	
  (OL)	
  development	
  in	
  vivo.	
  Next,	
  in	
  chapter	
  4,	
  I	
  present	
  

a	
  novel	
  link	
  between	
  cilia	
  trafficking	
  and	
  PP2A,	
  and	
  demonstrate	
  that	
  inhibition	
  of	
  

mTORC1	
  in	
  cilia	
  mutants	
  restores	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  in	
  vitro.	
  

Finally,	
  I	
  discuss	
  the	
  implications	
  of	
  PP2A	
  as	
  a	
  shared	
  component	
  which	
  links	
  Shh,	
  

mTOR,	
  PDGF-­‐AA/αα,	
  and	
  PI3K/AKT	
  signaling	
  to	
  cilia	
  in	
  vertebrates.	
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1.2 Cilia	
  

This	
  section	
  begins	
  with	
  an	
  overview	
  of	
  the	
  microtubule-­based	
  structure	
  that	
  

forms	
  the	
  core	
  of	
  the	
  cilium,	
  and	
  then	
  describes	
  the	
  structural	
  differences	
  between	
  two	
  

classes	
  of	
  cilia.	
  The	
  later	
  half	
  of	
  this	
  section	
  describes	
  the	
  components	
  of	
  intraflagellar	
  

transport	
  (IFT)	
  and	
  their	
  roles	
  in	
  ciliary	
  trafficking	
  and	
  structure.	
  It	
  will	
  also	
  cover	
  the	
  

roles	
  of	
  non-­IFT	
  components	
  in	
  trafficking,	
  structure,	
  and	
  response	
  to	
  ciliary	
  signaling	
  

pathways.	
  Section	
  1.3	
  will	
  go	
  into	
  detail	
  over	
  specific	
  cilia	
  transport	
  mutants.	
  

Structure	
  

The	
  core	
  structure	
  of	
  the	
  cilium	
  is	
  the	
  axoneme,	
  an	
  outer	
  ring	
  of	
  nine	
  

microtubule	
  doublets.	
  Each	
  microtubule	
  doublet	
  in	
  the	
  outer	
  ring	
  is	
  composed	
  of	
  a	
  

13	
  protofilament	
  microtubule	
  (termed	
  the	
  A	
  tubule)	
  connected	
  to	
  an	
  11	
  

protofilament	
  microtubule	
  (termed	
  the	
  B	
  tubule)	
  (Figure	
  1.2.1	
  A).	
  Cilia	
  with	
  a	
  

central	
  pair	
  of	
  complete	
  microtubules	
  are	
  classified	
  as	
  motile,	
  while	
  those	
  without	
  a	
  

central	
  pair	
  are	
  classified	
  as	
  primary	
  (Hopkins,	
  1970)	
  (Figure	
  1.2.1	
  B,	
  C).	
  Motile	
  

cilia	
  also	
  contain	
  radial	
  spokes	
  and	
  axonemal	
  dyneins	
  which	
  regulate	
  ciliary	
  beating	
  

and	
  generate	
  force	
  for	
  ciliary	
  bending	
  (Heuser	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Warner,	
  1976)	
  (Figure	
  

1.2.1	
  B).	
  Microtubules	
  of	
  the	
  axoneme	
  nucleate	
  from	
  the	
  basal	
  body,	
  located	
  at	
  the	
  

base	
  of	
  the	
  cilium.	
  The	
  basal	
  body	
  derives	
  from	
  the	
  mother	
  centriole	
  of	
  the	
  

centrosome,	
  and	
  is	
  composed	
  of	
  nine	
  microtubule	
  triplets	
  (SOROKIN,	
  1962;	
  

Vorobjev	
  and	
  Chentsov	
  YuS,	
  1982).	
  

In	
  the	
  transition	
  zone	
  (TZ),	
  the	
  microtubule	
  triplets	
  of	
  the	
  basal	
  body	
  become	
  

the	
  doublets	
  of	
  the	
  axoneme	
  (Gilula	
  and	
  Satir,	
  1972).	
  Transition	
  fibers	
  within	
  this	
  

region	
  anchor	
  the	
  basal	
  body	
  to	
  the	
  plasma	
  membrane	
  and	
  may	
  act	
  as	
  a	
  “gate”	
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which	
  regulates	
  entry	
  of	
  ciliary	
  cargoes	
  (Anderson,	
  1972;	
  Deane	
  et	
  al.,	
  2001).	
  The	
  

ciliary	
  necklace	
  is	
  a	
  region	
  of	
  plasma	
  membrane	
  that	
  surrounds	
  the	
  TZ	
  and	
  may	
  

regulate	
  diffusion	
  of	
  membrane	
  associated	
  proteins	
  (Gilula	
  and	
  Satir,	
  1972).	
  

Beneath	
  the	
  ciliary	
  necklace,	
  and	
  distal	
  to	
  the	
  transition	
  fibers,	
  are	
  Y-­‐shaped	
  fibers	
  

of	
  unknown	
  composition	
  which	
  appear	
  to	
  connect	
  the	
  microtubule	
  doublets	
  to	
  the	
  

ciliary	
  necklace	
  (Gilula	
  and	
  Satir,	
  1972;	
  Heller	
  and	
  Gordon,	
  1986;	
  Reiter	
  et	
  al.,	
  2012).	
  

A	
  septin	
  barrier,	
  localized	
  at	
  the	
  base	
  of	
  the	
  cilium	
  within	
  the	
  TZ,	
  also	
  appears	
  to	
  

regulate	
  diffusion	
  of	
  proteins	
  from	
  the	
  plasma	
  membrane	
  to	
  the	
  ciliary	
  membrane	
  

(Hu	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Kim	
  et	
  al.,	
  2010).	
  

Intraflagellar	
  transport	
  

IFT	
  is	
  the	
  dynamic	
  process	
  of	
  cargo	
  transport	
  along	
  the	
  outer	
  doublets	
  of	
  

cilia,	
  and	
  is	
  essential	
  for	
  ciliary	
  assembly	
  and	
  maintenance	
  (Cole	
  et	
  al.,	
  1998;	
  

Kozminski	
  et	
  al.,	
  1993;	
  Pazour	
  et	
  al.,	
  1998,	
  1999;	
  Piperno	
  and	
  Mead,	
  1997).	
  

Trafficking	
  of	
  cargo	
  via	
  IFT	
  occurs	
  along	
  the	
  outer	
  doublet	
  microtubules,	
  and	
  is	
  

controlled	
  by	
  kinesins	
  and	
  cytoplasmic	
  dyneins	
  (Figure	
  1.2.2).	
  The	
  kinesin	
  motor	
  

complex	
  kinesin	
  super	
  family	
  complex	
  3	
  (KIF3)	
  controls	
  anterograde	
  trafficking,	
  and	
  

cytoplasmic	
  dyneins	
  regulate	
  retrograde	
  trafficking.	
  Cargo	
  is	
  carried	
  in	
  and	
  out	
  of	
  

primary	
  cilia	
  by	
  two	
  IFT	
  complexes:	
  	
  IFTA	
  and	
  IFTB.	
  The	
  IFTB	
  complex	
  interacts	
  

with	
  kinesin	
  motors	
  for	
  anterograde	
  transport	
  of	
  cargo,	
  and	
  the	
  IFTA	
  complex	
  

regulates	
  retrograde	
  transport	
  of	
  cargo	
  with	
  dynein	
  motors.	
  

Kinesin	
  motors	
  bring	
  cytoplasmic	
  dynein,	
  IFTA	
  and	
  IFTB	
  complexes,	
  and	
  IFT	
  

cargos	
  from	
  the	
  base	
  of	
  the	
  cilium	
  to	
  the	
  tip	
  (Ou	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Pedersen	
  et	
  al.,	
  2005;	
  

Williamson	
  et	
  al.,	
  2012).	
  IFT	
  cargo	
  loading	
  and	
  unloading	
  occurs	
  at	
  the	
  tip,	
  and	
  



	
   5	
  

cytoplasmic	
  dyneins	
  are	
  activated	
  for	
  anterograde	
  transport	
  of	
  IFTA-­‐bound	
  cargos,	
  

IFTB,	
  and	
  kinesins	
  (Pazour	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Porter	
  et	
  al.,	
  1999).	
  The	
  cargoes	
  carried	
  by	
  

IFT	
  include	
  structural	
  components	
  of	
  the	
  axoneme	
  (Cole	
  et	
  al.,	
  1998).	
  Thus,	
  loss	
  or	
  

disruption	
  of	
  IFT	
  alters	
  the	
  structure	
  of	
  cilia;	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  anterograde	
  

transport	
  cilia	
  do	
  not	
  form,	
  and	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  retrograde	
  transport	
  cilia	
  become	
  

bulged	
  and	
  swollen	
  (Blacque	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Hou	
  et	
  al.,	
  2004;	
  Huang	
  et	
  al.,	
  1977;	
  Pazour	
  

et	
  al.,	
  1998,	
  2000;	
  Porter	
  et	
  al.,	
  1999).	
  IFT	
  also	
  regulates	
  ciliary	
  trafficking	
  of	
  

proteins	
  and	
  membrane	
  receptors	
  that	
  belong	
  to	
  multiple	
  cilia-­‐linked	
  signaling	
  

pathways	
  (Liem	
  et	
  al.,	
  2012;	
  Ocbina	
  and	
  Anderson,	
  2008).	
  When	
  IFT	
  is	
  disrupted,	
  

these	
  proteins	
  and	
  membrane	
  receptors	
  can	
  fail	
  to	
  localize	
  or	
  exit	
  the	
  cilium,	
  which	
  

leads	
  to	
  disruptions	
  in	
  cilia	
  dependent	
  signaling	
  pathways	
  (May	
  et	
  al.,	
  2005).	
  

1.3 IFT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutants	
  

This	
  section	
  introduces	
  several	
  proteins	
  with	
  roles	
  in	
  IFT	
  or	
  ciliary	
  trafficking.	
  

The	
  mutant	
  alleles	
  described	
  below	
  are	
  used	
  experimentally	
  in	
  chapter	
  four.	
  

Much	
  of	
  what	
  is	
  known	
  about	
  IFT	
  comes	
  from	
  work	
  in	
  Chlamydomonas	
  

reinhardtii,	
  a	
  unicellular	
  algae	
  that	
  uses	
  its	
  two	
  flagella	
  (or	
  cilia)	
  for	
  mobility.	
  In	
  C.	
  

reinhardtii,	
  defects	
  in	
  IFT	
  disrupt	
  flagellar	
  structure	
  and	
  motility	
  (Huang	
  et	
  al.,	
  

1977).	
  Cilia	
  and	
  IFT	
  were	
  first	
  connected	
  to	
  vertebrate	
  signaling	
  in	
  the	
  early	
  2000’s	
  

with	
  the	
  publication	
  of	
  two	
  essential	
  papers	
  that	
  revealed	
  links	
  between	
  cilia	
  and	
  

signaling	
  in	
  vertebrates.	
  The	
  first	
  paper	
  linked	
  loss	
  of	
  cilia,	
  caused	
  by	
  a	
  hypomorphic	
  

mutation	
  in	
  an	
  IFTB	
  component,	
  to	
  the	
  development	
  of	
  cystic	
  kidneys	
  in	
  a	
  mouse	
  

model	
  of	
  polycystic	
  kidney	
  disease	
  (PKD)	
  (Pazour	
  et	
  al.,	
  2002).	
  The	
  second	
  paper	
  

showed	
  that	
  IFTB	
  components	
  and	
  kinesin	
  regulate	
  cell	
  fate	
  specification	
  of	
  the	
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developing	
  spinal	
  cord	
  in	
  mouse	
  (Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003).	
  Subsequent	
  research	
  in	
  a	
  

variety	
  of	
  IFT	
  mutants	
  in	
  mouse	
  further	
  defined	
  the	
  role	
  of	
  cilia	
  in	
  signaling	
  and	
  in	
  

human	
  disease.	
  	
  

IFT172	
  

IFT172	
  is	
  a	
  172kDa	
  peripheral	
  component	
  of	
  the	
  IFTB	
  complex	
  that	
  localizes	
  

to	
  the	
  basal	
  body	
  and	
  along	
  the	
  axoneme	
  of	
  cilia.	
  While	
  it	
  is	
  not	
  required	
  for	
  

assembly	
  of	
  the	
  IFTB	
  core,	
  IFT172	
  is	
  required	
  for	
  anterograde	
  trafficking	
  of	
  a	
  core	
  

IFTA	
  component,	
  and	
  also	
  regulates	
  the	
  switch	
  from	
  anterograde	
  to	
  retrograde	
  IFT	
  

at	
  the	
  tip	
  of	
  the	
  cilium	
  (Lucker	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Williamson	
  et	
  al.,	
  2012).	
  The	
  IFT172	
  

mutant,	
  Ift172wimple	
  (Ift172wim),	
  is	
  a	
  protein	
  null	
  allele	
  of	
  Ift172.	
  Ift172wim	
  embryos	
  

die	
  between	
  e10.5-­‐e11.5	
  and	
  lack	
  cilia	
  (Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003).	
  Ift172atrioventricular	
  canal	
  1	
  

(Ift172ave)	
  is	
  a	
  hypomorphic	
  allele	
  of	
  Ift172;	
  Ift172ave	
  mutants	
  produce	
  both	
  WT	
  and	
  

mis-­‐spliced	
  Ift172	
  transcript	
  and	
  protein	
  (Friedland-­‐Little	
  et	
  al.,	
  2011).	
  Unlike	
  

Ift172wim	
  mutants,	
  Ift172ave	
  mutants	
  survive	
  to	
  birth,	
  and	
  have	
  truncated	
  cilia.	
  

Human	
  patients	
  with	
  hypomorphic	
  mutations	
  in	
  Ift172	
  have	
  longer	
  cilia	
  and	
  

disrupted	
  trafficking	
  (Halbritter	
  et	
  al.,	
  2013).	
  

IFT122	
  

	
   IFT122	
  is	
  one	
  of	
  six	
  IFTA	
  components,	
  and	
  is	
  part	
  of	
  the	
  heterotrimeric	
  core	
  

with	
  IFT140	
  and	
  IFT144	
  that	
  regulates	
  retrograde	
  transport	
  of	
  the	
  IFTB	
  complex	
  

and	
  its	
  associated	
  cargo	
  (Behal	
  et	
  al.,	
  2012;	
  Lucker	
  et	
  al.,	
  2005).	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  

IFT122,	
  retrograde	
  trafficking	
  is	
  reduced,	
  tips	
  of	
  cilia	
  become	
  swollen	
  with	
  

accumulated	
  IFTB	
  components,	
  and	
  stability	
  of	
  the	
  IFT140/144	
  subcomplex	
  is	
  

reduced	
  (Behal	
  et	
  al.,	
  2012;	
  Qin	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Tsao	
  and	
  Gorovsky,	
  2008;	
  Walczak-­‐
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Sztulpa	
  et	
  al.,	
  2010).	
  Ift122sister	
  of	
  open	
  brain	
  (Ift122sopb)	
  mouse	
  mutants,	
  which	
  are	
  

protein	
  null	
  for	
  Ift122,	
  have	
  short,	
  swollen	
  cilia,	
  similar	
  to	
  cilia	
  of	
  human	
  fibroblasts	
  

isolated	
  from	
  patients	
  with	
  mutations	
  in	
  IFT122	
  (Qin	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Walczak-­‐Sztulpa	
  

et	
  al.,	
  2010).	
  Ift122sopb	
  embryos	
  die	
  around	
  e13.5,	
  and	
  display	
  phenotypes	
  similar	
  to	
  

other	
  IFT	
  mutants,	
  including	
  polydactyly	
  and	
  exencephaly	
  (Qin	
  et	
  al.,	
  2011).	
  

DYNC2H1	
  

	
   The	
  cytoplasmic	
  dynein	
  motor	
  complex	
  is	
  composed	
  of	
  dynein	
  cytoplasmic	
  2	
  

heavy	
  chain	
  1	
  (DYNC2H1)	
  and	
  cytoplasmic	
  dynein	
  2	
  light	
  intermediate	
  chain	
  1	
  

(DYNC2LI1)	
  and	
  is	
  required	
  for	
  the	
  retrograde	
  transport	
  of	
  IFA,	
  IFTB,	
  and	
  their	
  

associated	
  cargos.	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  functional	
  DYNC2H1,	
  IFTA	
  and	
  IFTB	
  complexes	
  

accumulate	
  at	
  the	
  tips	
  of	
  cilia	
  (Merrill	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Schmidts	
  et	
  al.,	
  2013).	
  The	
  cilia	
  of	
  

Dync2h1ling-­ling	
  (Dync2h1lln)	
  mutants,	
  protein	
  null	
  for	
  Dync2h1,	
  are	
  of	
  similar	
  length	
  

to	
  WT	
  cilia,	
  but	
  are	
  bulged	
  all	
  along	
  the	
  length	
  due	
  to	
  accumulation	
  of	
  IFTA	
  and	
  IFTB	
  

complexes	
  and	
  cargos	
  (Ocbina	
  et	
  al.,	
  2011).	
  

ARL13B	
  

ADP	
  ribosylation	
  factor	
  (Arf)	
  like	
  13b	
  (ARL13B)	
  is	
  a	
  small	
  GTPase	
  that	
  

localizes	
  to	
  primary	
  and	
  motile	
  cilia	
  in	
  mammalian	
  cells.	
  ARL13B	
  belongs	
  to	
  the	
  Arf	
  

family	
  of	
  GTPases	
  and	
  contains	
  a	
  C-­‐terminal	
  tail	
  not	
  found	
  in	
  other	
  Arf	
  family	
  

members.	
  Arl13b	
  has	
  roles	
  in	
  cilia	
  structure	
  and	
  in	
  localization	
  of	
  Shh	
  signaling	
  

components.	
  The	
  Arl13bhennin	
  (Arl13bhnn)	
  allele	
  is	
  caused	
  by	
  a	
  T	
  to	
  G	
  transversion	
  in	
  a	
  

splice	
  acceptor	
  site	
  of	
  exon	
  2,	
  and	
  is	
  protein	
  null	
  for	
  Arl13b	
  (Caspary	
  et	
  al.,	
  2007).	
  

Arl13bhnn	
  cilia	
  are	
  short	
  and	
  stubby,	
  and	
  the	
  B	
  tubule	
  of	
  the	
  outer	
  doublet	
  fails	
  to	
  

connect	
  to	
  the	
  A	
  tubule.	
  Arl13bhnn	
  embryos	
  do	
  not	
  survive	
  past	
  midgestation	
  (e13.5),	
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at	
  which	
  point	
  they	
  display	
  exencephaly,	
  spina	
  bifida,	
  polydactyly	
  (extra	
  digits),	
  and	
  

abnormal	
  placement	
  of	
  the	
  visceral	
  organs	
  (heterotaxia).	
  ARL13B	
  mutations	
  are	
  

found	
  in	
  patients	
  with	
  the	
  ciliopathy	
  Joubert	
  syndrome	
  (Cantagrel	
  et	
  al.,	
  2008).	
  

1.4 Sonic	
  hedgehog	
  

In	
  vertebrates,	
  cilia	
  trafficking	
  proteins	
  regulate	
  multiple	
  aspects	
  of	
  Shh	
  

signaling.	
  This	
  segment	
  begins	
  with	
  a	
  review	
  of	
  the	
  components	
  of	
  Shh	
  signaling,	
  and	
  

then	
  discusses	
  the	
  role	
  of	
  Shh	
  in	
  neural	
  tube	
  patterning.	
  Next,	
  I	
  detail	
  specification	
  of	
  

the	
  precursor	
  motor	
  neuron	
  (pMN)	
  domain	
  and	
  the	
  neural-­glial	
  switch.	
  I	
  then	
  briefly	
  

introduce	
  oligodendrocytes,	
  which	
  are	
  specified	
  from	
  the	
  pMN	
  domain.	
  Finally,	
  I	
  go	
  

over	
  the	
  roles	
  of	
  specific	
  IFTs	
  and	
  cilia	
  trafficking	
  components	
  in	
  Shh	
  signaling.	
  

Signaling	
  

The	
  Hedgehog	
  (Hh)	
  family	
  is	
  an	
  evolutionarily	
  conserved	
  signaling	
  pathway	
  

with	
  critical	
  roles	
  in	
  multiple	
  aspects	
  of	
  vertebrate	
  and	
  invertebrate	
  development.	
  

Vertebrates	
  have	
  three	
  Hh	
  signaling	
  subgroups:	
  	
  Desert	
  Hedgehog	
  (Dhh),	
  Indian	
  

Hedgehog	
  (Ihh),	
  and	
  Shh	
  (Echelard	
  et	
  al.,	
  1993).	
  The	
  subgroups	
  share	
  the	
  same	
  

components	
  and	
  steps	
  in	
  signal	
  transduction,	
  but	
  differ	
  in	
  temporal	
  and	
  tissue	
  

expression.	
  This	
  segment	
  will	
  discuss	
  Hh	
  signaling	
  in	
  the	
  context	
  of	
  Shh.	
  

Shh	
  signaling	
  culminates	
  in	
  the	
  expression	
  or	
  repression	
  of	
  Hh	
  target	
  genes	
  

by	
  the	
  Glioma	
  (Gli)	
  transcription	
  factors.	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  Hh	
  ligand,	
  full	
  length	
  Gli	
  

proteins	
  (GliFL)	
  are	
  processed	
  into	
  cleaved	
  repressors	
  (GliR)	
  and	
  inhibit	
  Hh	
  target	
  

gene	
  expression,	
  while	
  presence	
  of	
  Hh	
  ligand	
  promotes	
  GliFL	
  processing	
  into	
  

activators	
  (GliA)	
  that	
  stimulate	
  Hh	
  target	
  gene	
  expression	
  (Pan	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Wang	
  et	
  

al.,	
  2000a).	
  Gli	
  proteins	
  form	
  a	
  complex	
  with	
  Suppressor	
  of	
  Fused	
  (Sufu),	
  which	
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inhibits	
  the	
  transcriptional	
  activity	
  of	
  both	
  GliA	
  and	
  GliR,	
  and	
  stabilizes	
  Gli’s	
  by	
  

inhibiting	
  their	
  degradation	
  (Ding	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Kogerman	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Méthot	
  and	
  

Basler,	
  2000;	
  Pearse	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Stone	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Wang	
  et	
  al.,	
  2000b;	
  Zhang	
  et	
  al.,	
  

2013).	
  In	
  mammals,	
  there	
  are	
  three	
  Gli	
  genes:	
  	
  Gli1,	
  Gli2,	
  and	
  Gli3	
  (Hui	
  et	
  al.,	
  1994;	
  

Ruiz	
  i	
  Altaba,	
  1998).	
  Gli1	
  is	
  an	
  activator,	
  while	
  Gli2	
  and	
  Gli3	
  can	
  act	
  as	
  either	
  

activators	
  (Gli2A,	
  Gli3A)	
  or	
  repressors	
  (Gli2R,	
  Gli3R)	
  (Sasaki	
  et	
  al.,	
  1999).	
  Gli2	
  

primarily	
  functions	
  as	
  an	
  activator,	
  while	
  Gli3	
  is	
  primarily	
  a	
  repressor	
  (Ruiz	
  i	
  Altaba,	
  

1998;	
  Sasaki	
  et	
  al.,	
  1999).	
  

Processing	
  of	
  GliFL	
  into	
  GliR	
  or	
  GliA	
  is	
  influenced	
  by	
  transmembrane	
  receptors	
  

Patched-­‐1	
  (Ptch1)	
  and	
  Smoothened	
  (Smo).	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  Shh	
  ligand,	
  Ptch1	
  

inhibits	
  plasma	
  membrane	
  localization	
  and	
  activation	
  of	
  Smo,	
  and	
  GliFL	
  proteins	
  are	
  

phosphorylated	
  and	
  undergo	
  proteolytic	
  processing	
  into	
  GliR	
  (Chen	
  et	
  al.,	
  2009;	
  

Tukachinsky	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Wang	
  et	
  al.,	
  2000a,	
  2010).	
  Three	
  kinases,	
  protein	
  kinase	
  A	
  

(PKA),	
  glycogen	
  synthase	
  kinase	
  3β	
  (GSK3β),	
  and	
  casein	
  kinase	
  1	
  (CK1),	
  

sequentially	
  phosphorylate	
  GliFL	
  proteins	
  at	
  multiple	
  residues,	
  which	
  leads	
  to	
  

cleavage	
  of	
  phosphorylated	
  GliFL	
  into	
  GliR	
  (Pan	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Tempé	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Wang	
  

and	
  Li,	
  2006;	
  Wang	
  et	
  al.,	
  2000a).	
  Cleaved	
  GliR	
  translocates	
  to	
  the	
  nucleus,	
  and	
  

inhibits	
  Shh	
  target	
  gene	
  transcription	
  (Haycraft	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Krauss	
  et	
  al.,	
  2008,	
  

2009;	
  Wen	
  et	
  al.,	
  2010).	
  

Shh	
  ligand	
  binding	
  to	
  Ptch1	
  permits	
  the	
  plasma	
  membrane	
  localization	
  and	
  

activation	
  of	
  Smo,	
  which	
  facilitates	
  GliA	
  production	
  and	
  transcription	
  of	
  Shh	
  target	
  

genes	
  (Denef	
  et	
  al.,	
  2000;	
  Marigo	
  and	
  Tabin,	
  1996;	
  Marigo	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Taipale	
  et	
  al.,	
  

2002).	
  Smo	
  then	
  promotes	
  dissociation	
  of	
  the	
  Sufu-­‐Gli	
  complex,	
  which	
  is	
  required	
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for	
  GliFL	
  processing	
  into	
  GliA	
  (Haycraft	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Liu	
  et	
  al.,	
  2012;	
  Tukachinsky	
  et	
  

al.,	
  2010).	
  

Sonic	
  hedgehog	
  and	
  cilia	
  

Vertebrate	
  and	
  invertebrate	
  Hh	
  signaling	
  share	
  many	
  of	
  the	
  same	
  

components,	
  and	
  one	
  of	
  several	
  differences	
  is	
  that	
  vertebrate	
  Hh	
  signaling	
  requires	
  

primary	
  cilia.	
  Components	
  of	
  Shh	
  signaling	
  localize	
  to	
  primary	
  cilia	
  in	
  vertebrates,	
  

and	
  their	
  localization	
  is	
  influenced	
  by	
  Shh	
  ligand,	
  IFT,	
  and	
  other	
  cilia	
  trafficking	
  

proteins	
  (Larkins	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Liem	
  et	
  al.,	
  2012;	
  Ocbina	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Qin	
  et	
  al.,	
  2011;	
  

Stottmann	
  et	
  al.,	
  2009).	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  Shh	
  ligand,	
  Ptch1	
  localizes	
  along	
  the	
  length	
  

of	
  cilia,	
  small	
  amounts	
  of	
  Gli	
  proteins	
  are	
  present	
  at	
  the	
  tip,	
  and	
  both	
  Smo	
  and	
  Sufu	
  

are	
  largely	
  absent	
  (Corbit	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Larkins	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Rohatgi	
  et	
  al.,	
  2007).	
  

Presence	
  of	
  Shh	
  leads	
  to	
  decreased	
  Ptch1	
  localization	
  in	
  the	
  cilium,	
  increased	
  Smo	
  

localization	
  along	
  the	
  axoneme,	
  and	
  accumulation	
  of	
  unphosphorylated	
  Gli	
  proteins	
  

and	
  Sufu	
  at	
  the	
  tip	
  (Corbit	
  et	
  al.,	
  2005).	
  

GliFL	
  processing	
  into	
  GliA	
  and	
  GliR	
  requires	
  trafficking	
  to	
  and	
  from	
  the	
  cilium,	
  

while	
  the	
  actions	
  of	
  Smo,	
  Sufu,	
  and	
  PKA	
  fine	
  tune	
  Gli	
  processing	
  (Chen	
  et	
  al.,	
  2009;	
  

Haycraft	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Wen	
  et	
  al.,	
  2010).	
  Sufu	
  shuttles	
  GliFL	
  to	
  and	
  from	
  the	
  cilium,	
  and	
  

in	
  the	
  presence	
  of	
  Shh	
  ligand	
  both	
  Sufu	
  and	
  GliFL	
  are	
  enriched	
  at	
  the	
  ciliary	
  tip	
  (Chen	
  

et	
  al.,	
  2011;	
  Wen	
  et	
  al.,	
  2010).	
  Activated,	
  ciliary	
  Smo	
  mediates	
  dissociation	
  of	
  the	
  

Sufu-­‐Gli	
  complex	
  to	
  permit	
  processing	
  of	
  GliFL	
  and	
  subsequent	
  translocation	
  of	
  

processed	
  Gli’s	
  to	
  the	
  nucleus	
  (Humke	
  et	
  al.,	
  2010).	
  PKA	
  localizes	
  to	
  the	
  base	
  of	
  the	
  

cilium	
  and	
  acts	
  to	
  inhibit	
  ciliary	
  entry	
  and	
  activation	
  of	
  Gli2	
  (Tuson	
  et	
  al.,	
  2011).	
  PKA	
  

also	
  phosphorylates	
  Sufu,	
  which	
  promotes	
  Sufu	
  localization	
  to	
  the	
  cilium;	
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dephosphorylation	
  of	
  Sufu	
  facilitates	
  its	
  ciliary	
  exit	
  and	
  subsequent	
  degradation	
  

(Chen	
  et	
  al.,	
  2011).	
  

Neural	
  tube	
  patterning	
  

Shh	
  signaling	
  is	
  required	
  for	
  cell	
  fate	
  specification	
  in	
  the	
  neural	
  tube.	
  

Patterning	
  of	
  cell	
  fates	
  in	
  the	
  neural	
  tube	
  serves	
  as	
  a	
  readout	
  of	
  Shh	
  activity,	
  and	
  

changes	
  in	
  patterning	
  are	
  indicative	
  of	
  changes	
  in	
  Shh	
  activity	
  in	
  vivo.	
  

The	
  ventral	
  neural	
  tube	
  is	
  divided	
  into	
  five	
  cell	
  fate	
  domains:	
  going	
  from	
  

most	
  ventral	
  to	
  dorsal,	
  they	
  are	
  the	
  floor	
  plate,	
  p3,	
  pMN,	
  p2,	
  p1,	
  and	
  p0	
  (Figure	
  1.4	
  

A)	
  (Dessaud	
  et	
  al.,	
  2008).	
  Each	
  cell	
  fate	
  domain	
  has	
  distinct	
  gene	
  expression	
  

patterns	
  that	
  are	
  specified	
  by	
  an	
  opposing	
  gradient	
  of	
  GliA	
  and	
  GliR,	
  established	
  by	
  

diffusion	
  of	
  Shh	
  ligand	
  from	
  the	
  notochord	
  and	
  floor	
  plate	
  (Stamataki	
  et	
  al.,	
  2005;	
  

Yamada	
  et	
  al.,	
  1993)	
  (Figure	
  1.4	
  B).	
  Gli3R	
  is	
  greatest	
  in	
  the	
  most	
  dorsal	
  regions	
  of	
  

the	
  neural	
  tube,	
  while	
  Gli1	
  and	
  Gli2A	
  are	
  highly	
  expressed	
  in	
  the	
  ventral	
  regions	
  

(Figure	
  1.4	
  C)	
  (Stamataki	
  et	
  al.,	
  2005).	
  

Gli2	
  is	
  required	
  for	
  specification	
  of	
  the	
  floorplate	
  and	
  p3	
  domain,	
  which	
  

requires	
  high	
  levels	
  of	
  Shh	
  activity,	
  and	
  Gli3	
  is	
  required	
  for	
  specification	
  of	
  the	
  p1,	
  

p0,	
  and	
  dorsal	
  progenitor	
  domains,	
  which	
  require	
  low	
  levels	
  of	
  Shh	
  activity	
  (Ding	
  et	
  

al.,	
  1998;	
  Matise	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Persson	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Ruiz	
  i	
  Altaba,	
  1998;	
  Wijgerde	
  et	
  al.,	
  

2002).	
  Loss	
  of	
  either	
  Gli2	
  or	
  Gli3	
  shifts	
  the	
  Shh	
  activity	
  gradient,	
  and	
  thus	
  disrupts	
  

neural	
  tube	
  patterning.	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  Gli2,	
  the	
  primary	
  Gli	
  activator,	
  Shh	
  activity	
  

is	
  reduced	
  (Ding	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Matise	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Qi,	
  Yingchuan,	
  Tan,	
  Min,	
  Hui,	
  Chi-­‐

Chung,	
  Qui,	
  2003).	
  As	
  a	
  result,	
  the	
  floorplate	
  and	
  p3	
  domains	
  are	
  not	
  specified,	
  and	
  

the	
  pMN	
  domain,	
  which	
  requires	
  intermediate	
  levels	
  of	
  Shh	
  activity,	
  expands	
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ventrally.	
  Loss	
  of	
  Gli3,	
  the	
  primary	
  Gli	
  repressor	
  in	
  the	
  neural	
  tube,	
  in	
  the	
  neural	
  

tube	
  leads	
  to	
  an	
  increase	
  in	
  Shh	
  activity	
  and	
  a	
  dorsal-­‐ventral	
  progenitor	
  switch	
  in	
  

the	
  p1,	
  p0,	
  and	
  most	
  ventral	
  of	
  the	
  dorsal	
  domains	
  (Meyer	
  and	
  Roelink,	
  2003;	
  

Persson	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Sasaki	
  et	
  al.,	
  1999).	
  Markers	
  of	
  these	
  domains,	
  which	
  are	
  

normally	
  exclusive	
  of	
  one	
  another,	
  are	
  co-­‐expressed	
  in	
  cells	
  that	
  expand	
  dorsally	
  at	
  

the	
  expense	
  of	
  the	
  most	
  ventral	
  of	
  the	
  dorsal	
  cell	
  fate	
  domains	
  (Persson	
  et	
  al.,	
  2002).	
  

IFT,	
  Shh,	
  and	
  neural	
  tube	
  patterning	
  

Trafficking	
  of	
  Shh	
  components	
  is	
  regulated	
  in	
  part	
  by	
  IFT	
  and	
  ciliary	
  

trafficking.	
  As	
  such,	
  perturbations	
  of	
  IFT	
  and	
  cilia	
  trafficking	
  alter	
  Shh	
  component	
  

trafficking,	
  Shh	
  activity,	
  and	
  neural	
  tube	
  cell	
  fate	
  specification	
  in	
  distinct	
  ways.	
  

Gli	
  processing	
  into	
  GliA	
  and	
  GliR	
  requires	
  trafficking	
  to	
  and	
  from	
  the	
  cilium,	
  

and	
  is	
  facilitated	
  by	
  IFT	
  (Tukachinsky	
  et	
  al.,	
  2010).	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  IFTB	
  or	
  kinesin	
  

motor	
  function,	
  cilia	
  are	
  lost	
  and	
  no	
  Gli	
  trafficking	
  occurs	
  (Huangfu	
  and	
  Anderson,	
  

2005;	
  Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003;	
  Liu	
  et	
  al.,	
  2005).	
  In	
  the	
  absence	
  of	
  IFTA	
  or	
  dynein	
  motor	
  

function,	
  Gli	
  proteins	
  can	
  enter	
  the	
  cilium,	
  but	
  anterograde	
  trafficking	
  is	
  blocked	
  and	
  

Gli	
  proteins	
  accumulate	
  in	
  the	
  cilium	
  (May	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Ocbina	
  et	
  al.,	
  2011).	
  In	
  both	
  

cases,	
  Gli	
  processing	
  is	
  disrupted,	
  and	
  neither	
  GliA	
  nor	
  GliR	
  are	
  produced	
  (Friedland-­‐

Little	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Liem	
  et	
  al.,	
  2012;	
  Liu	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Ocbina	
  and	
  Anderson,	
  2008;	
  

Ocbina	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Qin	
  et	
  al.,	
  2011).	
  	
  

Smo,	
  and	
  Sufu	
  shuttle	
  in	
  and	
  out	
  the	
  cilium	
  during	
  Shh	
  signaling,	
  and	
  this	
  

trafficking	
  is	
  important	
  for	
  regulation	
  of	
  response	
  to	
  Shh	
  ligand.	
  Although	
  IFTA	
  

mutants	
  and	
  dynein	
  mutants	
  both	
  disrupt	
  anterograde	
  IFT	
  and	
  accumulate	
  Gli	
  

proteins,	
  they	
  differ	
  in	
  trafficking	
  of	
  Smo	
  and	
  Sufu.	
  Dync2h1lln	
  mutants	
  have	
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abnormal,	
  constitutive	
  localization	
  of	
  Smo	
  and	
  Sufu,	
  while	
  Smo	
  and	
  Sufu	
  trafficking	
  

is	
  unperturbed	
  in	
  Ift122sopb	
  mutants	
  (Ocbina	
  et	
  al.,	
  2011).	
  The	
  accumulation	
  of	
  Smo	
  

and	
  Sufu	
  in	
  Dync2h1lln	
  mutants	
  seems	
  to	
  be	
  caused	
  by	
  disruptions	
  in	
  cilia	
  structure	
  

that	
  interferes	
  with	
  normal	
  trafficking	
  and	
  interactions	
  of	
  Shh	
  components,	
  due	
  to	
  

accumulation	
  of	
  IFTBs	
  and	
  other	
  ciliary	
  cargos	
  (Ocbina	
  et	
  al.,	
  2011).	
  

The	
  differences	
  in	
  Shh	
  component	
  trafficking	
  in	
  IFTB,	
  IFTA,	
  kinesin,	
  and	
  

dynein	
  mutants	
  contribute	
  to	
  the	
  differences	
  in	
  Shh	
  activity	
  observed	
  between	
  

them,	
  and	
  suggests	
  that	
  the	
  dynamics	
  of	
  Shh	
  component	
  trafficking	
  into	
  and	
  out	
  of	
  

cilia	
  is	
  important	
  for	
  proper	
  pathway	
  regulation.	
  The	
  neural	
  tube	
  serves	
  as	
  an	
  ideal	
  

readout	
  for	
  how	
  changes	
  in	
  IFT	
  alter	
  Shh	
  activity,	
  as	
  various	
  IFT	
  mutants	
  affect	
  

neural	
  tube	
  cell	
  fate	
  specification	
  in	
  different	
  ways.	
  Mutants	
  that	
  lack	
  IFTB,	
  kinesin	
  

motor	
  function,	
  or	
  dynein	
  motor	
  function	
  show	
  decreased	
  Shh	
  activity,	
  while	
  IFTA	
  

mutants	
  show	
  increased	
  Shh	
  activity.	
  In	
  the	
  neural	
  tube	
  of	
  IFTB,	
  kinesin,	
  and	
  dynein	
  

mutants,	
  cell	
  fates	
  requiring	
  the	
  highest	
  levels	
  of	
  Shh	
  activity,	
  including	
  the	
  floor	
  

plate	
  and	
  p3	
  domain,	
  are	
  not	
  specified	
  (Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003;	
  May	
  et	
  al.,	
  2005).	
  The	
  

absence	
  of	
  GliR	
  in	
  these	
  mutants	
  permits	
  specification	
  of	
  cell	
  fates	
  that	
  require	
  lower	
  

levels	
  of	
  Shh	
  activity,	
  although	
  their	
  expression	
  is	
  shifted	
  ventrally	
  (Huangfu	
  et	
  al.,	
  

2003;	
  May	
  et	
  al.,	
  2005).	
  Conversely,	
  in	
  the	
  neural	
  tubes	
  of	
  certain	
  IFTA	
  mutants,	
  the	
  

ventral	
  fates	
  expand	
  dorsally,	
  and	
  the	
  dorsal	
  fates	
  do	
  not	
  expand	
  ventrally	
  (Liem	
  et	
  

al.,	
  2012;	
  Qin	
  et	
  al.,	
  2011).	
  

The	
  small	
  GTPase	
  Arl13b	
  has	
  a	
  unique	
  role	
  in	
  trafficking	
  of	
  Shh	
  components	
  

and	
  in	
  Gli	
  processing.	
  In	
  the	
  neural	
  tube	
  of	
  Arl13bhnn	
  mutants,	
  there	
  is	
  an	
  expansion	
  

of	
  an	
  intermediate	
  level	
  of	
  Shh	
  activity,	
  and	
  GliA,	
  but	
  not	
  GliR,	
  processing	
  is	
  inhibited	
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(Caspary	
  et	
  al.,	
  2007).	
  Correspondingly,	
  cell	
  fates	
  which	
  require	
  the	
  highest	
  levels	
  of	
  

Shh	
  activity	
  are	
  not	
  specified,	
  while	
  cell	
  fates	
  which	
  require	
  intermediate	
  levels	
  of	
  

Shh	
  activity	
  expand	
  ventrally	
  and	
  dorsally	
  (Caspary	
  et	
  al.,	
  2007).	
  At	
  the	
  molecular	
  

level,	
  Smo	
  is	
  constitutively	
  localized	
  to	
  cilia,	
  Sufu	
  and	
  Gli	
  proteins	
  fail	
  to	
  enrich	
  at	
  the	
  

tips	
  in	
  response	
  to	
  Shh	
  stimulation,	
  and	
  levels	
  of	
  Ptch1	
  do	
  not	
  change	
  upon	
  Shh	
  

stimulation	
  (Larkins	
  et	
  al.,	
  2011).	
  In	
  WT	
  MEFs,	
  Smo	
  is	
  evenly	
  distributed	
  along	
  the	
  

length	
  of	
  the	
  cilium,	
  while	
  in	
  Arl13bhnn	
  MEFs,	
  Smo	
  is	
  found	
  in	
  punctae	
  in	
  one	
  or	
  more	
  

regions	
  along	
  the	
  cilium.	
  Thus,	
  Arl13b	
  regulates	
  both	
  the	
  ciliary	
  entry	
  and	
  

distribution	
  of	
  Shh	
  components.	
  	
  

1.5 Neural	
  stem	
  cell	
  debate	
  

Although	
  the	
  molecular	
  markers	
  that	
  identify	
  MNs	
  and	
  OLPs	
  are	
  known,	
  the	
  

mechanism	
  of	
  how	
  pMN	
  cells	
  switch	
  from	
  specifying	
  MNs	
  and	
  then	
  OLPs	
  is	
  not.	
  In	
  this	
  

section	
  I	
  briefly	
  discuss	
  the	
  mixed	
  and	
  sequential	
  models	
  of	
  MN	
  and	
  OLP	
  specification	
  

from	
  the	
  pMN	
  domain.	
  	
  

Neural	
  stem	
  cell	
  debate	
  

The	
  pMN	
  domain	
  is	
  specified	
  at	
  intermediate	
  levels	
  of	
  Shh	
  activity	
  starting	
  at	
  

e8.5	
  in	
  the	
  neural	
  tube,	
  and	
  is	
  recognized	
  by	
  expression	
  of	
  the	
  basic	
  helix-­‐loop-­‐helix	
  

(bHLH)	
  Oligodendrocyte	
  Lineage	
  Transcription	
  Factors	
  1	
  and	
  2	
  (OLIG1	
  and	
  OLIG2)	
  

(Lu	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Sun	
  et	
  al.,	
  2001;	
  Zhou	
  and	
  Anderson,	
  2002;	
  Zhou	
  et	
  al.,	
  2000,	
  2001).	
  

The	
  pMN	
  domain	
  specifies	
  both	
  motor	
  neurons	
  (MNs)	
  at	
  e9.5,	
  and	
  then	
  

oligodendrocyte	
  precursors	
  (OLPs)	
  at	
  e12.5.	
  The	
  switch	
  from	
  specification	
  of	
  MNs	
  to	
  

specification	
  of	
  OLPs	
  is	
  called	
  the	
  neuron-­‐glial	
  switch,	
  and	
  is	
  control	
  by	
  the	
  

combination	
  of	
  multiple	
  factors.	
  Olig2	
  is	
  required	
  for	
  specification	
  of	
  both	
  MNs	
  and	
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OLPs,	
  while	
  Olig1	
  regulates	
  the	
  development	
  of	
  OLPs	
  into	
  mature	
  OLs,	
  but	
  is	
  not	
  

sufficient	
  for	
  MN	
  or	
  OLP	
  specification	
  (Lu	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Zhou	
  and	
  Anderson,	
  2002).	
  

The	
  different	
  roles	
  of	
  Olig1	
  and	
  Olig2	
  in	
  MN	
  and	
  OLP	
  specification	
  led	
  to	
  the	
  

mixed	
  model,	
  which	
  proposes	
  that	
  the	
  pMN	
  domain	
  contains	
  two	
  populations:	
  	
  one	
  

population	
  gives	
  rise	
  to	
  MNs,	
  and	
  the	
  other	
  to	
  OLPs	
  (Lu	
  et	
  al.,	
  2002)	
  (Figure	
  1.5	
  A).	
  

Another	
  model,	
  the	
  sequential	
  model,	
  proposes	
  that	
  MNs	
  and	
  OLPs	
  are	
  sequentially	
  

specified	
  from	
  different	
  waves	
  of	
  Olig1/2+	
  progenitors	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  (Wu	
  et	
  

al.,	
  2006)	
  (Figure	
  1.5	
  B).	
  In	
  this	
  model,	
  an	
  Olig1/2-­‐	
  population	
  of	
  NSC	
  gives	
  rise	
  to	
  

waves	
  of	
  Olig1/2+	
  progenitors	
  at	
  different	
  times.	
  From	
  e9.5	
  to	
  e12.5,	
  the	
  Olig1/2+	
  

progenitors	
  specify	
  MNs.	
  At	
  e12.5,	
  a	
  new	
  set	
  of	
  Olig1/2+	
  progenitors	
  gives	
  rise	
  to	
  

OLPs.	
  

The	
  sequential	
  model	
  is	
  supported	
  by	
  data	
  from	
  Olig1-­DTA	
  embryos,	
  where	
  

expression	
  of	
  the	
  diphtheria	
  toxin	
  fragment	
  A	
  (DTA)	
  gene	
  was	
  placed	
  under	
  the	
  

control	
  of	
  Olig1-­Cre,	
  such	
  that	
  any	
  Olig1+	
  cells	
  in	
  were	
  killed	
  due	
  to	
  presence	
  of	
  DTA	
  

(Wu	
  et	
  al.,	
  2006).	
  Expression	
  of	
  Olig1	
  and	
  DTA	
  at	
  e8.5	
  led	
  to	
  massive	
  death	
  and	
  

depletion	
  of	
  Olig1+cells	
  from	
  e9.0-­‐e11.5.	
  However,	
  Olig2+	
  cells	
  remained	
  present	
  

from	
  e8.5-­‐e16.5.	
  Given	
  that	
  Olig1	
  and	
  Olig2	
  completely	
  overlap	
  in	
  expression	
  at	
  

e10.5,	
  during	
  which	
  there	
  was	
  massive	
  cell	
  death,	
  Olig2+	
  cells	
  should	
  also	
  die	
  and	
  be	
  

depleted	
  from	
  the	
  neural	
  tube.	
  The	
  presence	
  of	
  Olig2+	
  cells	
  was	
  interpreted	
  to	
  mean	
  

that	
  an	
  Olig1/2-­‐	
  population	
  of	
  NSCs	
  repopulates	
  the	
  pMN	
  domain	
  with	
  Olig1/2+	
  

cells,	
  and	
  that	
  the	
  Olig2+	
  cells	
  are	
  recently	
  specified	
  from	
  NSCs	
  in	
  the	
  pMN	
  domain.	
  

The	
  repopulation	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  would	
  then	
  lead	
  to	
  a	
  continual	
  “generation	
  and	
  

killing”	
  Olig1/2+	
  pMN	
  cells,	
  and	
  can	
  account	
  for	
  the	
  presence	
  of	
  Olig2	
  in	
  Olig1-­DTA	
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embryos	
  (Wu	
  et	
  al.,	
  2006).	
  Alternatively,	
  the	
  Olig2+	
  cells	
  are	
  not	
  constantly	
  specified	
  

from	
  NSCs,	
  and	
  instead	
  represent	
  a	
  population	
  of	
  Olig2+	
  that	
  have	
  yet	
  to	
  express	
  

Olig1.	
  

1.6 PDGF-­AA/αα	
  signaling	
  through	
  PI3K/AKT	
  and	
  mTORC1	
  

In	
  this	
  segment,	
  I	
  review	
  PDGFAA/αα,	
  PI3K/AKT,	
  and	
  mTORC1	
  signaling,	
  all	
  of	
  

which	
  are	
  linked	
  to	
  primary	
  cilia	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  2010).	
  

Compared	
  to	
  Shh	
  signaling,	
  very	
  little	
  is	
  known	
  about	
  how	
  these	
  pathways	
  use	
  primary	
  

cilia,	
  and	
  how	
  different	
  kinds	
  of	
  IFT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutants.	
  Here,	
  the	
  focus	
  is	
  

primarily	
  on	
  the	
  non-­ciliary	
  mechanisms	
  of	
  each	
  pathway,	
  and	
  ends	
  with	
  a	
  segment	
  

that	
  reviews	
  the	
  current	
  knowledge	
  of	
  their	
  roles	
  in	
  the	
  context	
  of	
  primary	
  cilia.	
  

PDGFs	
  and	
  PDGFRs	
  

The	
  PDGF	
  signaling	
  family	
  consists	
  of	
  four	
  ligands	
  (PDGF-­‐A,	
  B,	
  C,	
  and	
  D)	
  and	
  

two	
  receptors	
  (PDGFRα	
  and	
  β)	
  (FIGURE	
  1.6)	
  (Claesson-­‐Welsh	
  et	
  al.,	
  1989;	
  Haniu	
  et	
  

al.,	
  1994;	
  Heldin	
  et	
  al.,	
  1981;	
  Raines	
  and	
  Ross,	
  1982;	
  Ross	
  et	
  al.,	
  1974).	
  PDGF	
  ligands	
  

form	
  homodimers	
  and	
  heterodimers	
  via	
  disulfide	
  linkages,	
  and	
  bind	
  the	
  

extracellular	
  domains	
  of	
  PDGF	
  receptors	
  α	
  and	
  β	
  homodimers	
  and	
  heterodimers.	
  

PDGF-­‐AA	
  binds	
  PDGFRαα,	
  PDGF-­‐AB	
  and	
  CC	
  bind	
  PDGFRαα	
  and	
  αβ,	
  PDGF-­‐DD	
  binds	
  

PDGFRββ	
  and	
  αβ,	
  and	
  PDGF-­‐BB	
  binds	
  PDGFRαα,	
  αβ,	
  and	
  ββ	
  (Figure	
  1.6	
  A,	
  B)	
  

(Fredriksson	
  et	
  al.,	
  2004).	
  

PDGFRs	
  are	
  transmembrane	
  proteins,	
  and	
  contain	
  two	
  intracellular	
  tyrosine	
  

kinase	
  domains.	
  Binding	
  of	
  dimerized	
  PDGF	
  ligand	
  to	
  the	
  immunoglobin-­‐like	
  (IgG)	
  

extracellular	
  domain	
  induces	
  dimerization	
  of	
  PDGFRs	
  and	
  activation	
  of	
  the	
  

intracellular	
  tyrosine	
  kinase	
  domains,	
  which	
  	
  autophosphorylate	
  specific	
  tyrosine	
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residues	
  within	
  the	
  kinase	
  domains	
  in	
  trans	
  (Ek	
  and	
  Heldin,	
  1984;	
  Kelly	
  et	
  al.,	
  1991).	
  

Phosphorylated	
  residues	
  then	
  serve	
  as	
  docking	
  sites	
  for	
  downstream	
  signaling	
  

components	
  and	
  facilitate	
  the	
  transfer	
  of	
  phosphate	
  groups	
  from	
  ATP	
  to	
  tyrosine	
  

residues	
  on	
  docked	
  protein	
  (Hoch	
  and	
  Soriano,	
  2003).	
  In	
  the	
  context	
  of	
  PDGF-­‐AA/αα	
  

signaling,	
  these	
  include	
  SRC	
  family	
  kinases,	
  growth	
  factor	
  receptor-­‐bound	
  protein	
  2	
  

(GRB2),	
  phosphatidylinositol-­‐3	
  kinase	
  (PI3K),	
  PLCγ,	
  and	
  CRK	
  proteins	
  (Bazenet	
  et	
  

al.,	
  1996;	
  Eriksson	
  et	
  al.,	
  1995;	
  Hooshmand-­‐Rad	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Ikuno	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Rupp	
  

et	
  al.,	
  1994;	
  Yokote	
  et	
  al.,	
  1998).	
  This	
  section	
  will	
  focus	
  on	
  PI3K	
  signaling.	
  

Phosphatidylinositols	
  and	
  Phosphoinositide	
  3-­‐kinase	
  

Phosphatidylinositols	
  (PtdIns)	
  are	
  a	
  group	
  of	
  acidic	
  phospholipids	
  composed	
  

of	
  a	
  phosphatidic	
  acid	
  backbone	
  linked	
  to	
  an	
  inositol	
  ring	
  by	
  a	
  phosphate	
  group,	
  and	
  

regulate	
  a	
  large	
  range	
  of	
  signaling	
  pathways	
  (Falkenburger	
  et	
  al.,	
  2010).	
  The	
  inositol	
  

ring	
  contains	
  five	
  free	
  hydroxyl	
  groups,	
  three	
  of	
  which	
  may	
  be	
  phosphorylated,	
  

resulting	
  in	
  seven	
  varieties	
  of	
  PtdIns	
  (Cote	
  and	
  Crain,	
  1993;	
  Stephens	
  et	
  al.,	
  1991).	
  

PI3Ks	
  catalyze	
  the	
  conversion	
  of	
  different	
  PtdIns	
  and	
  are	
  divided	
  into	
  groups	
  based	
  

upon	
  structure	
  and	
  substrate	
  specificity	
  (Falasca	
  and	
  Maffucci,	
  2012;	
  Wymann	
  and	
  

Pirola,	
  1998).	
  PDGFRα,	
  phosphorylated	
  on	
  tyrosines	
  731	
  and	
  742	
  (P-­‐	
  

PDGFRαY731/742),	
  recruits	
  class	
  IA	
  PI3Ks.	
  Binding	
  of	
  PI3K	
  to	
  P-­‐	
  PDGFRαY731/742	
  leads	
  

to	
  phosphorylation	
  of	
  the	
  regulatory	
  subunit	
  of	
  PI3K,	
  which	
  induces	
  a	
  

conformational	
  change	
  that	
  reveals	
  the	
  PI3K	
  kinase	
  domain.	
  This	
  permits	
  

PtdIns(4,5)P2	
  substrate	
  entry	
  and	
  the	
  subsequent	
  transfer	
  of	
  a	
  phosphate	
  from	
  ATP	
  

on	
  to	
  PtdIns(4,5)P2,	
  generating	
  PtdIns(3,4,5)P3.	
  (Cuevas	
  et	
  al.,	
  2001;	
  Miller	
  et	
  al.,	
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2010;	
  Zhang	
  et	
  al.,	
  2011).	
  PtdIns(3,4,5)P3	
  can	
  then	
  recruit	
  specific	
  substrates	
  to	
  the	
  

plasma	
  membrane,	
  such	
  as	
  AKT	
  and	
  its	
  activators.	
  

AKT	
  

AKT	
  is	
  a	
  serine/threonine	
  protein	
  kinase	
  activated	
  by	
  numerous	
  signaling	
  

pathways,	
  including	
  PDGFAA/αα	
  (Andjelković	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Bellacosa	
  et	
  al.,	
  1991,	
  

1993;	
  Burgering	
  and	
  Coffer,	
  1995;	
  Coffer	
  and	
  Woodgett,	
  1991;	
  Jones	
  et	
  al.,	
  1991;	
  

Kohn	
  et	
  al.,	
  1995).	
  In	
  turn,	
  AKT	
  activates	
  a	
  number	
  of	
  pathways	
  involved	
  in	
  cell	
  cycle	
  

regulation,	
  apoptosis,	
  glucose	
  metabolism,	
  and	
  synaptic	
  signaling	
  (Calnan	
  and	
  

Brunet,	
  2008;	
  Eijkelenboom	
  and	
  Burgering,	
  2013;	
  Mayo	
  and	
  Donner,	
  2001;	
  

Okumura	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Welburn	
  et	
  al.,	
  2007).	
  The	
  three	
  isoforms	
  of	
  AKT	
  have	
  

different	
  signaling	
  functions,	
  as	
  nulls	
  of	
  each	
  isoform	
  have	
  distinct	
  phenotypes,	
  

likely	
  due	
  to	
  differences	
  in	
  isoform	
  tissue	
  expression,	
  kinase	
  activity,	
  and	
  sub-­‐

cellular	
  localization	
  (Heron-­‐Milhavet	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Hers	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Lee	
  et	
  al.,	
  2011;	
  

Stambolic	
  and	
  Woodgett,	
  2006;	
  Walker	
  et	
  al.,	
  1998).	
  

All	
  AKT	
  isoforms	
  contain	
  a	
  pleckstrin	
  homology	
  (PH)	
  domain	
  that	
  binds	
  

PtdIns(3,4,5)P3.	
  Generation	
  of	
  PtdIns(3,4,5)P3	
  by	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  through	
  

PI3K	
  recruits	
  AKT	
  and	
  its	
  activators	
  3-­‐phosphoinositide-­‐dependent	
  kinase	
  1	
  (PDK1)	
  

and	
  mTORC2	
  to	
  the	
  plasma	
  membrane	
  (Bellacosa	
  et	
  al.,	
  1991,	
  1993;	
  Hers	
  et	
  al.,	
  

2011;	
  Thomas	
  et	
  al.,	
  2002).	
  AKT	
  binding	
  to	
  PtdIns(3,4,5)P3	
  induces	
  a	
  

conformational	
  change	
  that	
  facilitates	
  phosphorylation	
  by	
  PDK1	
  at	
  threonine	
  308	
  

(P-­‐AKTT308)	
  and	
  by	
  mTORC2	
  at	
  serine	
  473	
  (P-­‐AKTS473)	
  (Alessi	
  et	
  al.,	
  1997a,	
  1997b;	
  

Gan	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Hers	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Sarbassov	
  et	
  al.,	
  2004,	
  2005;	
  Yang	
  et	
  al.,	
  2006).	
  P-­‐

AKTS473	
  regulates	
  the	
  specificity	
  of	
  AKT	
  towards	
  its	
  substrates,	
  while	
  P-­‐AKTT308	
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regulates	
  the	
  kinase	
  activity	
  of	
  AKT	
  (Alessi	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Moore	
  et	
  al.,	
  2011).	
  AKT	
  is	
  

inactivated	
  through	
  dephosphorylation	
  of	
  P-­‐AKTT308	
  by	
  PP2A	
  and	
  of	
  P-­‐AKTS473	
  by	
  

PH	
  domain	
  leucine-­‐rich	
  repeat-­‐containing	
  protein	
  phosphatase	
  1	
  (PHLPP1).	
  

Activated	
  AKT	
  promotes	
  signaling	
  through	
  mTORC1,	
  which	
  both	
  inhibits	
  

AKT,	
  through	
  downregulation	
  of	
  RTKs	
  that	
  promote	
  activation	
  of	
  AKT,	
  and	
  

maintains	
  P-­‐AKTT308	
  though	
  inhibiting	
  PP2A	
  activity.	
  These	
  roles	
  of	
  mTORC1	
  are	
  

described	
  in	
  more	
  detail	
  below.	
  

mTORC1	
  

mTORC1	
  is	
  a	
  multi-­‐complex,	
  rapamycin	
  sensitive,	
  serine-­‐threonine	
  kinase	
  

which	
  incorporates	
  signals	
  from	
  growth	
  factors,	
  hormones,	
  and	
  nutrient	
  levels	
  to	
  

promote	
  cell	
  growth,	
  survival,	
  and	
  proliferation	
  (Brown	
  et	
  al.,	
  1994;	
  Chiu	
  et	
  al.,	
  

1994;	
  Dowling	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Hara	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Moore	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Sabers	
  et	
  al.,	
  1995;	
  

Sarbassov	
  et	
  al.,	
  2004,	
  2006).	
  mTOR	
  is	
  the	
  kinase	
  of	
  the	
  mTORC1,	
  Regulatory	
  

Associated	
  Protein	
  of	
  mTORC1	
  (RAPTOR)	
  recruits	
  substrates	
  for	
  phosphorylation,	
  

and	
  mTOR	
  Associated	
  Protein	
  LST8	
  Homolog	
  (mLST8)	
  promotes	
  complex	
  integrity	
  

(Guertin	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Hara	
  et	
  al.,	
  2002).	
  

Growth	
  factors	
  signal	
  through	
  PI3K/AKT	
  to	
  activate	
  the	
  kinase	
  activity	
  of	
  

mTORC1.	
  Ras	
  homolog	
  enriched	
  in	
  brain	
  (RHEB)	
  is	
  activated	
  by	
  PI3K/AKT	
  signaling	
  

and	
  promotes	
  activation	
  of	
  mTORC1.	
  RHEB	
  is	
  maintained	
  in	
  a	
  GDP-­‐bound,	
  inactivate	
  

state	
  through	
  the	
  actions	
  of	
  the	
  tuberous	
  sclerosis	
  complex	
  1/2	
  (TSC1/2),	
  a	
  GTPase	
  

activating	
  protein	
  (GAP)	
  (Cai	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Inoki	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Potter	
  et	
  al.,	
  2002).	
  AKT	
  

promotes	
  the	
  dissociation	
  of	
  TSC1/2,	
  relieving	
  inhibition	
  on	
  RHEB	
  and	
  promoting	
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its	
  GTP-­‐bound	
  state.	
  GTP-­‐bound	
  RHEB	
  then	
  promotes	
  activation	
  of	
  mTOR	
  kinase	
  

activity,	
  and	
  thus	
  mTORC1	
  signaling	
  (Sancak	
  et	
  al.,	
  2007).	
  

Activation	
  of	
  mTORC1	
  signaling	
  is	
  assayed	
  by	
  phosphorylation	
  of	
  its	
  targets,	
  

although	
  the	
  phosphorylation	
  may	
  be	
  inhibitory	
  or	
  activating,	
  depending	
  on	
  the	
  

substrate.	
  For	
  example,	
  phosphorylation	
  of	
  ribosomal	
  serine/threonine-­‐protein	
  

kinases	
  (S6Ks)	
  is	
  activating,	
  while	
  phosphorylation	
  of	
  eukaryotic	
  translation	
  

initiation	
  factor	
  4E	
  binding	
  proteins	
  (4E	
  BPs)	
  is	
  inhibitory	
  (Burnett	
  et	
  al.,	
  1998;	
  

Isotani	
  et	
  al.,	
  1999).	
  Activation	
  of	
  S6Ks,	
  such	
  as	
  p70	
  S6K,	
  and	
  inhibition	
  of	
  4E	
  BP1s,	
  

promotes	
  translation,	
  and	
  thus	
  increases	
  protein	
  synthesis	
  and	
  cell	
  growth	
  (Burnett	
  

et	
  al.,	
  1998).	
  

mTORC1	
  has	
  opposing	
  roles	
  that	
  simultaneously	
  maintain	
  its	
  activation	
  and	
  

lead	
  to	
  its	
  downregulation.	
  Maintenance	
  of	
  mTORC1	
  signaling	
  occurs	
  in	
  part	
  though	
  

mTORC1	
  inhibition	
  of	
  PP2A.	
  This	
  inhibits	
  dephosphorylation	
  of	
  P-­‐AKTT308,	
  allowing	
  

for	
  continued	
  inhibition	
  of	
  TSC1/2	
  and	
  activation	
  of	
  mTOR	
  activity	
  through	
  RHEB.	
  

Inhibition	
  of	
  PP2A	
  also	
  inhibits	
  the	
  dephosphorylation	
  of	
  p70	
  S6K	
  on	
  threonine	
  389	
  

(P-­‐p70	
  S6KT389),	
  further	
  promoting	
  translation	
  (Hahn	
  et	
  al.,	
  2010).	
  

Negative	
  feedback	
  through	
  mTORC1	
  downregulates	
  transcription	
  of	
  RTK’s,	
  

including	
  PDGFRα	
  (Zhang	
  et	
  al.,	
  2003,	
  2007).	
  Decreased	
  protein	
  expression	
  of	
  

PDGFRα,	
  and	
  of	
  other	
  RTKs,	
  leads	
  to	
  decreased	
  activation	
  of	
  AKT,	
  and	
  eventually	
  

decreased	
  activation	
  of	
  mTORC1	
  signaling.	
  Signaling	
  through	
  AKT	
  is	
  further	
  

dampened	
  by	
  relief	
  of	
  mTORC1	
  inhibition	
  on	
  PP2A,	
  which	
  permits	
  

dephosphorylation	
  of	
  P-­‐AKTT308.	
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Because	
  mTORC1	
  is	
  involved	
  in	
  negative	
  and	
  positive	
  feedback	
  loops,	
  long	
  

term	
  inhibition	
  of	
  mTORC1	
  ultimately	
  leads	
  to	
  the	
  establishment	
  of	
  a	
  new	
  steady	
  

state	
  level	
  of	
  AKT	
  signaling,	
  through	
  loss	
  of	
  feedback	
  inhibition	
  of	
  RTKs	
  (Rodrik-­‐

Outmezguine	
  et	
  al.,	
  2011).	
  Though	
  inhibition	
  on	
  PP2A	
  is	
  also	
  relieved	
  by	
  inhibition	
  

of	
  mTORC1,	
  the	
  initial	
  increase	
  in	
  PP2A	
  dephosphorylation	
  of	
  AKTT308	
  is	
  transient	
  

due	
  to	
  increased	
  RTKs	
  signaling	
  through	
  PI3K	
  to	
  phosphorylated	
  AKT.	
  

PDGFAA/αα,	
  and	
  mTORC1	
  signaling	
  in	
  the	
  context	
  of	
  cilia	
  

PDGFAA/αα	
  

PDGFRα	
  is	
  one	
  of	
  several	
  RTKs	
  found	
  localized	
  to	
  primary	
  cilia	
  in	
  vitro	
  and	
  in	
  

vivo,	
  and	
  AKT,	
  which	
  is	
  activated	
  through	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling,	
  is	
  found	
  at	
  the	
  

basal	
  body	
  (Danilov	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  2010).	
  Primary	
  cilia	
  seem	
  to	
  

be	
  required	
  for	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling,	
  as	
  cells	
  which	
  lack	
  primary	
  cilia,	
  through	
  a	
  

hypomorphic	
  mutation	
  in	
  Ift88	
  (Ift88orpk),	
  have	
  decreased	
  PDGFRα	
  expression	
  and	
  

fail	
  to	
  respond	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  ligand	
  stimulation	
  (Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  2010).	
  WT	
  

cells,	
  when	
  stimulated	
  with	
  PDGF-­‐AA,	
  show	
  increased	
  phosphorylation	
  of	
  PDGF-­‐

AA/αα	
  targets,	
  such	
  as	
  AKT	
  (Burgering	
  and	
  Coffer,	
  1995;	
  Franke	
  et	
  al.,	
  1995).	
  Unlike	
  

WT	
  MEFs,	
  Ift88orpk	
  MEFs	
  do	
  not	
  increase	
  P-­‐AKTS473	
  upon	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation,	
  nor	
  

do	
  they	
  migrate	
  towards	
  a	
  gradient	
  of	
  PDGF-­‐AA	
  ligand	
  (Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  

2010).	
  Together,	
  this	
  data	
  was	
  interpreted	
  to	
  mean	
  that	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  is	
  

regulated	
  through	
  primary	
  cilia	
  in	
  fibroblasts.	
  

mTORC1	
  

Polycystic	
  kidney	
  disease	
  (PKD)	
  is	
  a	
  symptom	
  of	
  several	
  ciliopathies,	
  and	
  is	
  

characterized	
  by	
  the	
  formation	
  of	
  fluid	
  filled	
  cysts	
  that	
  prevent	
  normal	
  kidney	
  



	
   22	
  

functions	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Fogelgren	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Hildebrandt	
  et	
  al.,	
  2011;	
  

Ibraghimov-­‐Beskrovnaya	
  and	
  Natoli,	
  2011;	
  Kotsis	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Tobin	
  and	
  Beales,	
  

2009).	
  In	
  a	
  healthy	
  kidney,	
  the	
  primary	
  cilia	
  of	
  renal	
  epithelial	
  cells	
  bend	
  to	
  detect	
  

urine	
  flow,	
  which	
  inhibits	
  abnormal	
  cell	
  growth	
  through	
  downregulation	
  of	
  

mTORC1	
  signaling	
  (Rydholm	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Shiba	
  et	
  al.,	
  2005).	
  Defects	
  in	
  cilia	
  are	
  

associated	
  with	
  increased	
  mTORC1,	
  and	
  increased	
  activation	
  of	
  the	
  mTOR	
  pathway	
  

is	
  seen	
  in	
  patients	
  with	
  PKD	
  and	
  in	
  mouse	
  models	
  of	
  PKD	
  where	
  anterograde	
  IFT	
  is	
  

compromised	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Brook-­‐Carter	
  et	
  al.,	
  1994;	
  Canaud	
  et	
  al.,	
  2010;	
  

Distefano	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Pazour	
  et	
  al.,	
  2000;	
  Shillingford	
  et	
  al.,	
  2006).	
  

The	
  first	
  evidence	
  linking	
  PKD	
  to	
  cilia	
  came	
  from	
  work	
  in	
  mice	
  with	
  a	
  

hypomorphic	
  allele	
  of	
  Ift88,	
  called	
  Ift88Oak	
  Ridge	
  Polycystic	
  Kidney	
  (Ift88orpk)	
  (Moyer	
  et	
  al.,	
  

1994;	
  Pazour	
  et	
  al.,	
  2000).	
  These	
  mice	
  develop	
  cystic	
  kidneys	
  at	
  a	
  young	
  age,	
  and	
  

have	
  short	
  cilia	
  in	
  their	
  kidneys	
  (Pazour	
  et	
  al.,	
  2000,	
  2002).	
  This	
  provided	
  the	
  first	
  

evidence	
  that	
  defects	
  in	
  cilia	
  contributed	
  to	
  PKD	
  in	
  vivo.	
  Separate	
  work	
  later	
  

demonstrated	
  that	
  knock-­‐down	
  of	
  Ift88	
  increased	
  activation	
  of	
  mTORC1	
  targets	
  and	
  

lead	
  to	
  increased	
  cell	
  size	
  in	
  vitro	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010).	
  

Components	
  of	
  mTORC1	
  signaling	
  localize	
  to	
  and	
  around	
  cilia.	
  Liver	
  kinase	
  

B1	
  (Lkb1)	
  and	
  AMP-­‐activated	
  protein	
  kinase	
  (Ampk),	
  negative	
  regulators	
  of	
  

mTORC1,	
  are	
  found	
  at	
  the	
  basal	
  body	
  and	
  along	
  the	
  cilium,	
  respectively	
  (Boehlke	
  et	
  

al.,	
  2010).	
  Lkb1	
  phosphorylates	
  Ampk,	
  and	
  phosphorylated	
  Ampk	
  (P-­‐Ampk)	
  

accumulates	
  at	
  the	
  basal	
  body.	
  P-­‐Ampk	
  suppresses	
  mTORC1	
  activity,	
  thus	
  inhibiting	
  

cell	
  growth.	
  Cilia	
  appear	
  necessary	
  for	
  Lkb1	
  mediated	
  inhibition	
  of	
  mTOR	
  in	
  vitro.	
  In	
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the	
  absence	
  of	
  cilia,	
  Lkb1	
  can	
  not	
  phosphorylate	
  Ampk,	
  and	
  as	
  a	
  result	
  both	
  

mTORC1	
  activity	
  and	
  cell	
  size	
  are	
  increased	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010).	
  

1.7 Oligodendrocytes	
  

Oligodendrocytes	
  are	
  the	
  myelinating	
  glia	
  of	
  the	
  vertebrate	
  central	
  nervous	
  

system,	
  and	
  are	
  absolutely	
  indispensible	
  for	
  proper	
  neuronal	
  function	
  and	
  signaling.	
  

This	
  segment	
  reviews	
  the	
  specification	
  and	
  maturation	
  of	
  OLPs,	
  discusses	
  the	
  vital	
  role	
  

of	
  PDGF-­AA/αα	
  signaling	
  in	
  OLP	
  development,	
  and	
  touches	
  on	
  myelination,	
  which	
  is	
  

the	
  ultimate	
  purpose	
  of	
  OLs.	
  

Oligodendrocyte	
  progenitor	
  specification	
  

OLPs	
  are	
  specified	
  in	
  several	
  regions	
  of	
  the	
  neural	
  tube	
  and	
  of	
  the	
  brain	
  at	
  

different	
  time	
  points.	
  Regardless	
  of	
  the	
  timing	
  or	
  location	
  of	
  their	
  specification,	
  all	
  

OLPs	
  express	
  PDGFRα	
  and	
  undergo	
  the	
  same	
  developmental	
  steps	
  in	
  becoming	
  

mature,	
  post-­‐mitotic,	
  myelinating	
  OLs	
  (Kessaris	
  et	
  al.,	
  2006)	
  (Figure	
  1.7.1).	
  In	
  the	
  

mouse	
  neural	
  tube,	
  the	
  first	
  wave	
  of	
  OLPs	
  are	
  specified	
  from	
  the	
  pMN	
  domain	
  

around	
  e12.5	
  (Wu	
  et	
  al.,	
  2006).	
  Shh	
  signaling,	
  and	
  likewise	
  cilia,	
  are	
  essential	
  for	
  the	
  

establishment	
  of	
  the	
  pMN	
  domain,	
  and	
  aside	
  from	
  remyelination,	
  later	
  stages	
  of	
  

OLP/OL	
  development	
  are	
  Shh	
  independent	
  (Ellison	
  and	
  de	
  Vellis,	
  1994;	
  Lu	
  et	
  al.,	
  

2002).	
  OLPs	
  are	
  also	
  generated	
  from	
  Olig2+	
  cells	
  in	
  dorsal	
  domains	
  at	
  e15.5	
  and	
  

from	
  progenitors	
  in	
  the	
  ventricular	
  zone	
  shortly	
  after	
  birth	
  (Pringle	
  and	
  Richardson,	
  

1993;	
  Vallstedt,	
  Anna,	
  Klos,	
  Joanna	
  M.,	
  Ericson,	
  2005).	
  Loss	
  of	
  PDGFRα	
  does	
  not	
  

prevent	
  the	
  establishment	
  of	
  OLPs,	
  but	
  it	
  does	
  impair	
  their	
  ability	
  to	
  migrate	
  and	
  

proliferate	
  (McKinnon	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Soriano,	
  1997).	
  After	
  specification,	
  PDGFRα+	
  

OLPs	
  proliferate	
  and	
  migrate	
  laterally	
  and	
  dorsally	
  through	
  the	
  neural	
  tube	
  in	
  



	
   24	
  

response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  and	
  other	
  signaling	
  cues	
  (Frost	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Noll	
  and	
  Miller,	
  

1993;	
  Vora	
  et	
  al.,	
  2011).	
  

Oligodendrocyte	
  progenitor	
  maturation	
  

The	
  stages	
  of	
  OLP	
  development	
  into	
  mature	
  OLs	
  are	
  characterized	
  by	
  

expression	
  of	
  different	
  markers	
  and	
  by	
  cell	
  morphology	
  (Figure	
  1.7.1).	
  OLPs	
  

become	
  pre-­‐OLs,	
  then	
  immature	
  OLs,	
  pre-­‐myelinating	
  OLs,	
  and	
  finally	
  

mature/myelinating	
  OLs.	
  Pre-­‐OLs	
  retain	
  the	
  ability	
  to	
  proliferate,	
  but	
  have	
  

decreased	
  migration	
  and	
  begin	
  to	
  form	
  thin	
  plasma	
  membrane	
  extensions	
  that	
  will	
  

later	
  become	
  the	
  myelin	
  sheath.	
  Pre-­‐OLs	
  also	
  express	
  sulfatides	
  and	
  glycolipids	
  that	
  

are	
  expressed	
  through	
  the	
  remainder	
  of	
  OL	
  development,	
  and	
  are	
  recognized	
  by	
  the	
  

O4	
  antibody	
  (Bansal	
  et	
  al.,	
  1989;	
  Gard	
  and	
  Pfeiffer,	
  1990).	
  Loss	
  of	
  response	
  to	
  PDGF-­‐

AA	
  in	
  pre-­‐OLs	
  occurs	
  though	
  inhibition	
  of	
  signaling	
  downstream	
  of	
  PDGFRα,	
  not	
  

through	
  decreased	
  PDGFRα	
  expression	
  (Hart	
  et	
  al.,	
  1989).	
  

Immature	
  OLs	
  are	
  marked	
  by	
  expression	
  of	
  galactosylceramides	
  (GalC)	
  and	
  

RIP	
  (Berger	
  and	
  Frotscher,	
  1994;	
  Friedman	
  et	
  al.,	
  1989;	
  Gard	
  and	
  Pfeiffer,	
  1990;	
  Raff	
  

et	
  al.,	
  1979;	
  Sommer	
  and	
  Schachner,	
  1981;	
  Zalc	
  et	
  al.,	
  1981).	
  At	
  this	
  stage,	
  migration	
  

ceases,	
  proliferation	
  diminishes,	
  and	
  2’,3’-­‐cyclic	
  nucleotide-­‐3’-­‐phosphohydrolase	
  

(CNP),	
  the	
  earliest	
  marker	
  of	
  myelination,	
  is	
  expressed	
  (Bansal	
  and	
  Pfeiffer,	
  1992;	
  

Sprinkle,	
  1989;	
  Vogel	
  and	
  Thompson,	
  1988).	
  Expression	
  of	
  other	
  myelin	
  proteins,	
  

proteolipid	
  protein	
  (PLP),	
  myelin-­‐associated	
  glycoprotein	
  (MAG),	
  and	
  myelin	
  basic	
  

protein	
  (MBP)	
  characterize	
  mature,	
  pre-­‐myelinating	
  OLs	
  (Ikenaka	
  et	
  al.,	
  1992;	
  

Peyron	
  et	
  al.,	
  1997).	
  Expression	
  of	
  myelin/oligodendrocyte	
  glycoprotein	
  (MOG)	
  is	
  

unique	
  to	
  myelinating	
  OLs,	
  which	
  wrap	
  extensions	
  of	
  the	
  plasma	
  membrane	
  around	
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axons	
  from	
  multiple	
  neurons	
  (Solly	
  et	
  al.,	
  1996).	
  The	
  details	
  of	
  myelination	
  are	
  

discussed	
  in	
  a	
  separate	
  section	
  of	
  this	
  segment.	
  

PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  in	
  OLPs	
  

PDGF-­‐AA,	
  secreted	
  by	
  neurons	
  and	
  astrocytes,	
  is	
  essential	
  for	
  the	
  

proliferation,	
  migration,	
  and	
  early	
  survival	
  of	
  OLPs	
  (Barres	
  et	
  al.,	
  1992;	
  Fruttiger	
  et	
  

al.,	
  1999,	
  2000;	
  Gard	
  and	
  Pfeiffer,	
  1993;	
  Milner	
  et	
  al.,	
  1997;	
  Richardson	
  et	
  al.,	
  1988;	
  

Robinson	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Rogister	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Yeh	
  et	
  al.,	
  1991).	
  Mice	
  null	
  for	
  PDGF-­‐A	
  

have	
  severe	
  defects	
  in	
  OL	
  development	
  and	
  subsequently	
  in	
  myelination	
  (Fruttiger	
  

et	
  al.,	
  1999).	
  During	
  embryogenesis,	
  there	
  are	
  significantly	
  fewer	
  immature	
  and	
  

mature	
  OLs	
  populating	
  the	
  spinal	
  cord.	
  Most	
  PDGF-­‐A	
  null	
  mice	
  die	
  shortly	
  after	
  

birth,	
  but	
  those	
  that	
  survive	
  present	
  with	
  a	
  severe	
  dsymyelinating	
  phenotype	
  in	
  the	
  

form	
  of	
  tremor	
  and	
  decreased	
  white	
  matter	
  tracts	
  (Fruttiger	
  et	
  al.,	
  1999).	
  

Knock-­‐in	
  mice	
  with	
  mutations	
  that	
  prevent	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  to	
  PI3K,	
  

PDGFRαPI3K,	
  or	
  to	
  V-­‐Src	
  Avian	
  Sarcoma	
  (Schmidt-­‐Ruppin	
  A-­‐2)	
  Viral	
  Oncogene	
  

Homolog	
  (Src),	
  PDGFRαSrc,	
  have	
  impaired	
  migration	
  and	
  proliferation	
  of	
  OPCs	
  in	
  the	
  

spinal	
  cord	
  (Decker	
  and	
  ffrench-­‐Constant,	
  2004;	
  Klinghoffer	
  et	
  al.,	
  2002a).	
  Both	
  

PDGFRαPI3K	
  and	
  PDGFRαSrc	
  mutants	
  mimic	
  the	
  hypomyelination	
  pattern	
  of	
  the	
  brain	
  

seen	
  in	
  PDGF-­‐A	
  knock-­‐outs,	
  demonstrating	
  the	
  importance	
  of	
  PI3K	
  and	
  Src	
  signaling	
  

for	
  PDGF-­‐AA/αα	
  induced	
  migration	
  and	
  proliferation	
  of	
  OLs.	
  

In	
  OLPs,	
  PDGF-­‐AA	
  signals	
  primarily	
  through	
  PI3K	
  to	
  promote	
  proliferation	
  

and	
  migration,	
  while	
  PDGFAA/αα	
  signaling	
  through	
  PLCγ	
  promotes	
  proliferation,	
  

but	
  not	
  migration	
  (McKinnon	
  et	
  al.,	
  2005).	
  Response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  is	
  dose	
  dependent,	
  

and	
  excess	
  PDGF-­‐AA	
  promotes	
  over-­‐proliferation	
  of	
  OLPs	
  (Calver	
  et	
  al.,	
  1998).	
  



	
   26	
  

However,	
  excessive	
  OLPs	
  die	
  during	
  differentiation	
  because	
  contact	
  between	
  axons	
  

and	
  mature	
  OLs	
  is	
  required	
  to	
  ensure	
  OL	
  survival;	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  that	
  contact,	
  

mature	
  OLs	
  undergo	
  apoptosis	
  (Calver	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Trapp	
  et	
  al.,	
  1997).	
  

Myelination	
  

The	
  final	
  stage	
  of	
  OL	
  development	
  is	
  myelination,	
  which	
  is	
  indispensable	
  for	
  

proper	
  central	
  nervous	
  system	
  function	
  (Taveggia	
  et	
  al.,	
  2010).	
  Mature	
  OLs	
  

myelinate	
  axons	
  by	
  wrapping	
  a	
  multilayered	
  sheath	
  of	
  myelin	
  around	
  axon	
  

segments	
  (Figure	
  1.7.2).	
  In	
  humans,	
  myelination	
  begins	
  midway	
  through	
  the	
  first	
  

trimester	
  and	
  continues	
  on	
  through	
  adolescence	
  (Gao	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Taveggia	
  et	
  al.,	
  

2010).	
  Mice	
  follow	
  a	
  similar	
  progression	
  of	
  myelination.	
  During	
  midgestation,	
  OLs	
  

begin	
  to	
  express	
  myelin	
  proteins	
  such	
  as	
  CNP,	
  PLP,	
  and	
  MBP	
  (Peyron	
  et	
  al.,	
  1997;	
  

Timsit	
  et	
  al.,	
  1995).	
  Myelination	
  is	
  most	
  active	
  after	
  birth,	
  and	
  peaks	
  during	
  the	
  

second	
  and	
  third	
  weeks	
  of	
  life	
  (Bradl	
  and	
  Lassmann,	
  2010;	
  Jordan	
  et	
  al.,	
  1989;	
  

Rogister	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Rowitch,	
  2004;	
  Verity	
  and	
  Campagnoni,	
  1988).	
  

AKT	
  and	
  mTORC1	
  signaling	
  promote	
  myelination	
  in	
  vivo	
  (Flores	
  et	
  al.,	
  2008;	
  

Narayanan	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Tyler	
  et	
  al.,	
  2009a).	
  Expression	
  of	
  a	
  constitutively	
  active	
  AKT	
  

in	
  pre-­‐oligodendrocytes	
  promotes	
  hyper-­‐myelination	
  through	
  at	
  least	
  10	
  months	
  

postnatal,	
  without	
  altering	
  OL	
  proliferation	
  or	
  death.	
  AKT	
  signaling	
  promotes	
  

myelination	
  through	
  activation	
  of	
  mTORC1,	
  which	
  in	
  turn	
  promotes	
  transcription	
  of	
  

myelin	
  proteins	
  such	
  as	
  MBP	
  and	
  PLP	
  (Narayanan	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Tyler	
  et	
  al.,	
  2009a).	
  

PDGF-­‐AA/αα,	
  cilia,	
  and	
  oligodendrocytes	
  

Cilia	
  are	
  essential	
  for	
  OLP	
  specification,	
  in	
  so	
  far	
  that	
  specification	
  of	
  the	
  pMN	
  

domain	
  requires	
  cilia-­‐dependent	
  Shh	
  signaling.	
  Response	
  to	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
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appears	
  to	
  require	
  primary	
  cilia	
  in	
  vitro,	
  but	
  whether	
  cilia	
  are	
  important	
  for	
  PDGF-­‐

AA/αα	
  signaling	
  of	
  OLP	
  development	
  is	
  unknown.	
  OLIG1	
  and	
  PDGFRα+	
  OLPs	
  have	
  

cilia	
  as	
  late	
  as	
  p7	
  in	
  the	
  developing	
  mouse	
  brain,	
  as	
  do	
  oligodendroglial-­‐like	
  cells	
  

found	
  in	
  tumors	
  (Cenacchi	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Gangal	
  and	
  Fuchs,	
  2009).	
  Adult	
  OLPs	
  

expressing	
  NG2	
  rarely	
  display	
  cilia,	
  which	
  suggests	
  that	
  cilia	
  are	
  important	
  for	
  early,	
  

not	
  late,	
  OL	
  development	
  (Gangal	
  and	
  Fuchs,	
  2009).	
  

1.8 Introduction	
  to	
  PP2A	
  

PP2A	
  is	
  a	
  serine-­threonine	
  phosphatase	
  involved	
  in	
  the	
  regulation	
  of	
  dozens	
  of	
  

pathways.	
  	
  In	
  this	
  chapter,	
  I	
  discuss	
  PP2A	
  subunit	
  composition	
  and	
  regulation,	
  and	
  the	
  

role	
  of	
  PP2A	
  in	
  cilia.	
  Finally,	
  I	
  focus	
  on	
  the	
  roles	
  of	
  PP2A	
  in	
  regulation	
  of	
  the	
  PI3K/AKT,	
  

mTOR,	
  and	
  Hh/Shh	
  signaling	
  pathways.	
  

Structure	
  and	
  regulation	
  of	
  PP2A	
  

Protein	
  phosphatase	
  2	
  A	
  (PP2A)	
  is	
  a	
  heterotrimeric	
  phosphatase	
  composed	
  

of	
  structural	
  (PP2Aa),	
  regulatory	
  (PP2Ab),	
  and	
  catalytic	
  (PP2Ac)	
  subunits.	
  A	
  single	
  

PP2A	
  holoenzyme	
  contains	
  a	
  PP2Aa,	
  PP2Ab,	
  and	
  PP2Ac	
  subunit.	
  In	
  mammals,	
  both	
  

PP2Aa	
  and	
  PP2Ac	
  have	
  an	
  α	
  and	
  β	
  isoform,	
  while	
  PP2Ab	
  subunits	
  come	
  from	
  the	
  

structurally	
  unrelated	
  B,	
  B’,	
  B’’,	
  and	
  B’’’	
  families	
  (Figure	
  1.8).	
  There	
  are	
  at	
  least	
  

twenty-­‐three	
  isoforms	
  from	
  the	
  combined	
  regulatory	
  B	
  subunit	
  families,	
  and	
  over	
  

90	
  holoenzyme	
  combinations	
  are	
  proposed	
  to	
  exist	
  (Sents	
  et	
  al.,	
  2013).	
  The	
  isoforms	
  

of	
  PP2Aa,	
  PP2Ab,	
  and	
  PP2Ac	
  differ	
  greatly	
  in	
  tissue	
  expression,	
  abundance,	
  

subcellular	
  localization,	
  and	
  in	
  binding	
  to	
  one	
  another	
  and	
  to	
  substrates	
  (Hemmings	
  

et	
  al.,	
  1990;	
  Khew-­‐Goodall	
  et	
  al.,	
  1991;	
  Zhou	
  et	
  al.,	
  2003).	
  These	
  differences,	
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combined	
  with	
  the	
  multitude	
  of	
  holoenzyme	
  compositions,	
  facilitate	
  the	
  fine	
  tuning	
  

of	
  PP2A	
  activity	
  and	
  substrate	
  specificity.	
  

PP2Ac	
  and	
  PP2Ab	
  associations	
  are	
  partially	
  regulated	
  by	
  reversible	
  

methylation	
  and	
  phosphorylation	
  on	
  several	
  residues	
  of	
  the	
  carboxy-­‐terminal	
  tail	
  of	
  

PP2Ac.	
  Methylation	
  of	
  PP2Ac	
  does	
  not	
  alter	
  overall	
  PP2A	
  catalytic	
  activity,	
  but	
  is	
  

required	
  for	
  holoenzyme	
  assembly	
  with	
  the	
  PP2Ab	
  B	
  family	
  (Ikehara	
  et	
  al.,	
  2007;	
  Yu	
  

et	
  al.,	
  2001).	
  PP2Aa	
  and	
  the	
  remaining	
  PP2Ab	
  families	
  (B’,	
  B’’,	
  and	
  B’’’)	
  do	
  not	
  

absolutely	
  require	
  PP2Ac	
  methylation,	
  although	
  methylation	
  may	
  facilitate	
  

association	
  with	
  PP2Ab	
  B’	
  isoforms	
  (Evans	
  and	
  Hemmings,	
  2000;	
  Tolstykh	
  et	
  al.,	
  

2000;	
  Yu	
  et	
  al.,	
  2001).	
  Leucine	
  carboxyl	
  methyltransferase	
  (LCMT1)	
  and	
  protein	
  

phosphatase	
  methylesterase	
  (PME-­‐1)	
  add	
  and	
  remove	
  the	
  methyl	
  group	
  on	
  PP2Ac	
  

at	
  L309,	
  respectively	
  (De	
  Baere	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Favre	
  et	
  al.,	
  1994;	
  Lee	
  and	
  Stock,	
  1993;	
  

Lee	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Leulliot	
  et	
  al.,	
  2004;	
  Ogris	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Xie	
  and	
  Clarke,	
  1993).	
  LCMT1	
  

and	
  PME-­‐1	
  have	
  distinct	
  subcellular	
  localizations,	
  which	
  correspond	
  to	
  localization	
  

of	
  methylated	
  and	
  demethylated	
  PP2Ac.	
  Methylated	
  PP2Ac	
  is	
  found	
  primarily	
  in	
  the	
  

cytoplasm,	
  where	
  the	
  majority	
  of	
  LCMT1	
  is	
  localized,	
  while	
  PME-­‐1	
  and	
  

demethylated	
  PP2Ac	
  predominate	
  the	
  nucleus	
  (Longin	
  et	
  al.,	
  2008).	
  Less	
  is	
  known	
  

about	
  PP2A	
  phosphorylation,	
  except	
  that	
  phosphorylation	
  of	
  one	
  residue,	
  T304,	
  may	
  

inhibit	
  assembly	
  with	
  PP2Ab	
  B	
  family	
  subunits,	
  and	
  phosphorylation	
  of	
  another,	
  

Y307,	
  may	
  interfere	
  with	
  PP2Ab	
  B’	
  subunit	
  assembly	
  (Chen	
  et	
  al.,	
  1992;	
  Chung	
  et	
  al.,	
  

1999;	
  Schmitz	
  et	
  al.,	
  2010).	
  

PI3K/AKT/mTOR	
  signaling	
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PP2A	
  is	
  a	
  negative	
  regulator	
  of	
  the	
  PI3K/AKT	
  signaling	
  pathway	
  and	
  is	
  also	
  

negatively	
  regulated	
  by	
  AKT	
  signaling	
  through	
  mTORC1.	
  PP2A	
  negatively	
  regulates	
  

AKT	
  by	
  dephosphorylation	
  of	
  P-­‐AKTT308,	
  and	
  mTORC1	
  inhibits	
  PP2A	
  by	
  promoting	
  

PP2A	
  complex	
  formation	
  with	
  its	
  negative	
  regulator	
  α4	
  (Du	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Edelstein	
  

and	
  Rockwell,	
  2012;	
  Inui	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Smetana	
  et	
  al.,	
  2006).	
  However,	
  inhibition	
  of	
  

mTORC1	
  through	
  rapamycin	
  does	
  not	
  fully	
  ablate	
  P-­‐AktT308,	
  despite	
  increasing	
  the	
  

activity	
  of	
  PP2A	
  (Li	
  et	
  al.,	
  2013).	
  This	
  is	
  due	
  to	
  the	
  loss	
  of	
  a	
  negative	
  feedback	
  loop,	
  

whereby	
  mTORC1	
  represses	
  PI3K	
  signaling	
  through	
  downregulation	
  of	
  RTKs.	
  In	
  the	
  

absence	
  of	
  this	
  feedback	
  inhibition,	
  RTKs/PI3Ks	
  continue	
  to	
  facilitate	
  

phosphorylation	
  of	
  AktT308	
  and	
  establish	
  a	
  new	
  basal	
  level	
  of	
  P-­‐AktT308.	
  

Hh/Shh	
  signaling	
  

In	
  D.	
  melanogaster,	
  PP2A	
  is	
  a	
  regulator	
  of	
  Hh	
  signaling	
  activity	
  (Casso	
  et	
  al.,	
  

2008;	
  Nybakken	
  et	
  al.,	
  2005).	
  Like	
  the	
  vertebrate	
  Gli	
  proteins,	
  Ci	
  is	
  phosphorylated	
  

by	
  PKA,	
  GSK3β,	
  and	
  CK1	
  and	
  then	
  proteolytically	
  processed	
  into	
  Ci	
  repressor	
  (CiR)	
  

to	
  inhibit	
  Hh	
  target	
  gene	
  transcription.	
  The	
  fly	
  PP2Ab	
  subunit	
  Twins	
  (Tws)	
  regulates	
  

dephosphorylation	
  of	
  Ci,	
  and	
  thus	
  inhibits	
  proteolytic	
  processing	
  of	
  CiFL	
  and	
  

promotes	
  formation	
  of	
  Ci	
  activator	
  (CiA)	
  (Jia	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Uemura	
  et	
  al.,	
  1993).	
  

Another	
  fly	
  PP2Ab	
  subunit,	
  Widerborst	
  (Wdb),	
  dephosphorylates	
  CKI	
  

phosphorylated	
  Smo	
  to	
  maintain	
  Hh	
  activity	
  at	
  an	
  intermediate	
  threshold	
  (Jia	
  et	
  al.,	
  

2009;	
  Su	
  et	
  al.,	
  2011).	
  Furthermore,	
  PP2A	
  is	
  shown	
  to	
  dephosphorylate	
  the	
  CK1	
  

sites	
  on	
  Smo,	
  again	
  promoting	
  an	
  intermediate	
  range	
  of	
  Hh	
  activity	
  (Jia	
  et	
  al.,	
  2009;	
  

Su	
  et	
  al.,	
  2011).	
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In	
  mammalian	
  Shh	
  signaling,	
  PP2A	
  may	
  dephosphorylate	
  GLI3FL,	
  as	
  

inhibition	
  of	
  PP2A	
  decreases	
  the	
  electrophoretic	
  mobility	
  of	
  GLI3FL	
  in	
  vitro,	
  

indicative	
  of	
  hyperphosphorylated	
  Gli3	
  (Wen	
  et	
  al.,	
  2010).	
  In	
  the	
  developing	
  

cerebellum,	
  Shh	
  signaling	
  upregulates	
  expression	
  of	
  the	
  PP2Ab	
  subunit	
  B56γ	
  to	
  

promote	
  dephosphorylation	
  of	
  S6K	
  and	
  to	
  maintain	
  proliferation	
  of	
  cerebellar	
  

granule	
  neuron	
  precursors	
  (CGNPs)	
  (Chizhikov	
  et	
  al.,	
  2007;	
  Mainwaring	
  and	
  

Kenney,	
  2011;	
  Spassky	
  et	
  al.,	
  2008;	
  Wechsler-­‐Reya	
  and	
  Scott,	
  1999).	
  

PP2A	
  and	
  cilia	
  

In C. reinhardtii, both PP2Ac and a regulatory B subunit (most conserved to the 

PP2Ab B family) localize to the outer doublet of the flagellar axoneme, and are required 

for flagellar motility (Elam et al., 2011; Yang et al., 2000). In non-ciliated mammalian 

HeLa cells, PP2Aa, PP2Ac, and the PP2Ab B56α subunits localize to centrosomes, 

although this localization has only been studied in the context of cell division (Andersen 

et al., 2003; Flegg et al., 2010; Horn et al., 2007; Lange et al., 2013). Most interestingly, 

the PP2A inhibitor, I2PP2A/SET, localizes to cilia of human diploid retinal epithelial 

(ARPE-19) cells (Wang and Brautigan, 2008). All together, there is great precedent for a 

role of PP2A in signaling pathway linked to primary cilia in mammals. 

1.9 Outstanding	
  questions	
  and	
  preview	
  

Cells	
  which	
  lack	
  primary	
  cilia	
  have	
  decreased	
  PDGFRα	
  expression	
  and	
  fail	
  to	
  

respond	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  ligand	
  stimulation	
  (Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  2010).	
  Given	
  that	
  

different	
  alterations	
  in	
  IFT	
  and	
  cilia	
  trafficking	
  proteins	
  affect	
  Shh	
  signaling	
  in	
  

distinct,	
  tissue-­‐specific	
  ways,	
  it	
  is	
  possible	
  that	
  the	
  relationship	
  between	
  PDGF-­‐

AA/αα	
  and	
  IFT	
  is	
  similarly	
  complex.	
  However,	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  has	
  only	
  been	
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investigated	
  in	
  the	
  context	
  of	
  IFTB	
  mutants	
  and	
  in	
  fibroblast	
  cells.	
  It	
  remains	
  

unknown	
  how,	
  or	
  if,	
  other	
  IFTs	
  and	
  cilia	
  trafficking	
  proteins	
  regulate	
  PDGF-­‐AA/αα	
  

signaling,	
  and	
  if	
  primary	
  cilia	
  are	
  essential	
  for	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  of	
  other	
  cell	
  

types	
  in	
  vivo.	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  is	
  essential	
  for	
  OL	
  development	
  and	
  

myelination,	
  however	
  defects	
  in	
  myelination	
  are	
  not	
  a	
  symptom	
  of	
  ciliopathies	
  and	
  

only	
  in	
  rare	
  cases	
  has	
  delayed	
  or	
  hypomyelination	
  been	
  reported	
  in	
  patients	
  with	
  

the	
  ciliopathy	
  Joubert	
  syndrome	
  (Fruttiger	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Harting	
  et	
  al.,	
  2011;	
  

Klinghoffer	
  et	
  al.,	
  2002a;	
  Quisling	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  2010;	
  Senocak	
  

et	
  al.,	
  2010).	
  The	
  lack	
  of	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  in	
  Ift88orpk	
  MEFs	
  predicts	
  

that	
  loss	
  of	
  cilia	
  in	
  OLPs	
  would	
  be	
  detrimental	
  for	
  their	
  development,	
  as	
  OLPs	
  

absolutely	
  require	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  in	
  vivo.	
  	
  

Given	
  that	
  OLs	
  require	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling,	
  and	
  that	
  PDGF-­‐AA/αα	
  

signaling	
  is	
  thought	
  to	
  require	
  primary	
  cilia,	
  I	
  asked	
  if	
  cilia	
  are	
  required	
  for	
  OL	
  

development,	
  in	
  vivo.	
  In	
  chapter	
  3,	
  I	
  address	
  this	
  question	
  and	
  present	
  the	
  results	
  of	
  

my	
  work	
  where	
  cilia	
  were	
  either	
  crippled	
  or	
  ablated	
  in	
  vivo	
  in	
  OLPs.	
  In	
  chapter	
  4,	
  I	
  

address	
  whether	
  several	
  cilia	
  transport	
  proteins	
  regulate	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  

stimulation	
  in	
  vitro.	
  For	
  these	
  experiments,	
  I	
  used	
  fibroblast	
  cell	
  lines	
  of	
  the	
  cilia	
  

transport	
  mutants	
  outlined	
  in	
  section	
  1.3.	
  Chapter	
  4	
  also	
  discusses	
  the	
  relationship	
  

between	
  cilia	
  trafficking	
  and	
  PP2A	
  activity,	
  and	
  how	
  it	
  relates	
  to	
  regulation	
  of	
  PDGF-­‐

AA/αα,	
  PI3K/AKT,	
  and	
  mTORC1	
  signaling.
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Chapter	
  2:	
  	
  Materials	
  and	
  Methods	
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Brain	
  tissue	
  lysis	
  

	
   Brain	
  tissues	
  and	
  optic	
  nerves	
  used	
  for	
  Western	
  blot	
  analysis	
  were	
  processed	
  

as	
  follows:	
  	
  Brains	
  and	
  optic	
  nerves	
  were	
  dissected	
  in	
  ice	
  cold	
  PBS,	
  and	
  desired	
  

tissues	
  (optic	
  nerve,	
  brainstem)	
  were	
  placed	
  in	
  1.5ml	
  tubes	
  and	
  flash	
  frozen	
  on	
  dry	
  

ice	
  and	
  ethanol.	
  Samples	
  were	
  labeled	
  and	
  stored	
  at	
  -­‐80°C	
  until	
  required.	
  

	
   Samples	
  were	
  removed	
  from	
  dry	
  ice	
  and	
  placed	
  on	
  wet	
  ice	
  for	
  lysis.	
  Optic	
  

nerve	
  samples	
  were	
  rehydrated	
  in	
  5ul	
  of	
  phosphate	
  buffered	
  saline	
  (PBS;	
  37	
  mM	
  

NaCl,	
  10	
  mM	
  Phosphate,	
  2.7	
  mM	
  KCl	
  in	
  water,	
  pH	
  7.4)	
  and	
  sonicated	
  2x	
  (5	
  seconds)	
  

in	
  50ul	
  of	
  homogenization	
  buffer	
  with	
  protease	
  inhibitors	
  (5mM	
  Tris	
  pH8,	
  0.32M	
  

sucrose,	
  1mM	
  PMSF,	
  1ug/ml	
  each	
  of	
  aprotinin,	
  leupeptin,	
  and	
  pepstatin	
  A	
  in	
  water).	
  

All	
  other	
  brain	
  tissue	
  samples	
  were	
  minced	
  with	
  a	
  small	
  pair	
  of	
  scissors,	
  

homogenized	
  with	
  a	
  pestle	
  in	
  100ul	
  of	
  homogenization	
  buffer	
  with	
  protease	
  

inhibitors	
  (25	
  strokes	
  for	
  brainstem,	
  20	
  strokes	
  for	
  all	
  other	
  brain	
  tissues),	
  and	
  

sonicated	
  2x	
  (5	
  seconds).	
  

MEF	
  lysis	
  

MEFs	
  were	
  rinsed	
  with	
  ice	
  cold	
  PBS,	
  scraped	
  off	
  the	
  plate	
  with	
  a	
  cell	
  scraper,	
  

and	
  lysed	
  in	
  150	
  ul	
  of	
  RIPA	
  buffer	
  (100mM	
  Tris	
  pH7.5,	
  100mM	
  NaCl,	
  1%	
  TritonX-­‐

100,	
  0.5%	
  deoxycholate,	
  0.1%	
  SDS,	
  0.5mM	
  PMSF	
  in	
  water)	
  supplemented	
  with	
  

protease	
  (Roche-­‐1697498001)	
  and	
  phosphatase	
  inhibitors	
  (Sigma-­‐P5726	
  and	
  

Roche-­‐04906845001).	
  MEF	
  lysates	
  were	
  passed	
  through	
  a	
  25⅝	
  gauge	
  needle	
  10	
  

times	
  while	
  on	
  ice,	
  and	
  spun-­‐down	
  at	
  16,000	
  rcf	
  (10	
  min	
  at	
  4°C),	
  after	
  which	
  the	
  

supernatant	
  was	
  transferred	
  to	
  a	
  clean	
  tube.	
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For	
  experiments	
  to	
  look	
  at	
  demethylated	
  PP2Ac,	
  lysates	
  were	
  prepared	
  as	
  

described	
  above,	
  along	
  with	
  an	
  additional	
  treatment	
  to	
  demethylate	
  PP2Ac	
  (Jackson	
  

and	
  Pallas,	
  2012).	
  To	
  demethylate	
  PP2Ac	
  in	
  MEF	
  lysates,	
  supernatant	
  from	
  lysates	
  

were	
  treated	
  with	
  an	
  equal	
  volume	
  of	
  200	
  mM	
  NaOH	
  (5	
  minutes	
  on	
  ice)	
  and	
  then	
  

neutralized	
  with	
  a	
  volume	
  of	
  neutralization	
  buffer	
  (133.3	
  mM	
  HCl	
  and	
  333.3	
  mM	
  

Tris	
  pH	
  6.8)	
  equal	
  to	
  3/5	
  the	
  volume	
  of	
  protein	
  lysate	
  +	
  NaOH.	
  

Base	
  treated	
  and	
  un-­‐treated	
  lysates	
  were	
  aliquoted,	
  flash	
  frozen	
  on	
  dry	
  ice	
  

and	
  ethanol,	
  and	
  stored	
  at	
  -­‐80°C	
  until	
  required,	
  or	
  used	
  immediately	
  for	
  protein	
  

quantification	
  and	
  Western	
  blot	
  analysis.	
  

Protein	
  quantification	
  

Protein	
  concentrations	
  were	
  determined	
  by	
  Coomassie	
  or	
  by	
  the	
  Pierce	
  BCA	
  

Protein	
  Assay	
  Kit	
  (cat#	
  23227).	
  Protein	
  concentrations	
  determined	
  by	
  Coomassie	
  

were	
  done	
  as	
  follows:	
  1-­‐2ul	
  of	
  protein	
  lysate	
  was	
  mixed	
  with	
  8ul	
  of	
  loading	
  buffer	
  

(50	
  mM	
  Tris-­‐HCl	
  pH	
  6.8,	
  	
  2%	
  SDS,	
  1%	
  glycerol,	
  1%	
  β-­‐mercaptoethanol,	
  12.5	
  mM	
  

EDTA,	
  0.02	
  %	
  bromophenol	
  blue	
  in	
  water),	
  run	
  on	
  a	
  6%	
  PAGE	
  until	
  loading	
  dye	
  

reached	
  about	
  halfway	
  down	
  glass	
  plate,	
  gel	
  removed	
  from	
  glass	
  plates	
  and	
  placed	
  

in	
  plastic	
  dish	
  with	
  enough	
  Coomassie	
  buffer	
  (0.1%	
  w/v	
  Coomassie	
  brilliant	
  blue,	
  

50%	
  v/v	
  methanol,	
  10%	
  v/v	
  acetic	
  acid,	
  10%	
  v/v	
  water)	
  to	
  cover	
  gel,	
  covered	
  and	
  

microwaved	
  until	
  gel	
  turned	
  blue,	
  rinsed	
  with	
  water,	
  rinsed	
  in	
  enough	
  Coomassie	
  

destain	
  buffer	
  (50%	
  v/v	
  methanol,	
  40%	
  v/v	
  acetic	
  acid,	
  10%	
  v/v	
  water)	
  to	
  cover	
  gel,	
  

and	
  microwaved	
  in	
  Coomassie	
  destain	
  until	
  background	
  blue	
  was	
  gone	
  and	
  blue	
  

bands	
  were	
  clearly	
  visible.	
  The	
  intensities	
  of	
  the	
  bands	
  were	
  compared	
  to	
  determine	
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how	
  much	
  of	
  each	
  sample	
  was	
  required	
  to	
  get	
  close-­‐to	
  equal	
  loading	
  for	
  Western	
  

blot	
  analysis.	
  

Protein	
  concentrations	
  determined	
  using	
  the	
  Pierce	
  BCA	
  Protein	
  Assay	
  Kit	
  

were	
  done	
  as	
  follows:	
  	
  Albumin	
  standards	
  were	
  made	
  by	
  diluting	
  the	
  provided	
  

albumin	
  in	
  PBS	
  to	
  make	
  20ug,	
  1ug,	
  0.5ug.	
  0.25ug,	
  0.125ug,	
  0.625ug,	
  and	
  0ug	
  

albumin	
  standards.	
  Protein	
  samples	
  were	
  diluted	
  1:20	
  in	
  PBS.	
  Enough	
  volume	
  is	
  

made	
  for	
  each	
  standard	
  and	
  sample	
  to	
  have	
  at	
  least	
  three	
  replicates.	
  25ul	
  of	
  each	
  

albumin	
  standard	
  and	
  protein	
  sample	
  were	
  loaded	
  into	
  a	
  deep	
  dish	
  96	
  well	
  plate.	
  

Working	
  reagent	
  (WR)	
  was	
  prepared	
  by	
  mixing	
  kit	
  reagents	
  A	
  and	
  B	
  at	
  a	
  ratio	
  of	
  50	
  

parts	
  A:1	
  part	
  B.	
  200ul	
  of	
  WR	
  was	
  added	
  to	
  each	
  well	
  of	
  the	
  96	
  well	
  plate.	
  Plates	
  was	
  

covered,	
  placed	
  in	
  a	
  black	
  plastic	
  bag,	
  and	
  placed	
  in	
  a37°C	
  incubator	
  for	
  25	
  minutes.	
  

Following	
  25	
  minute	
  incubation,	
  plate	
  was	
  brought	
  over	
  to	
  

spectrophotometer	
  (in	
  Li	
  Lab,	
  room	
  355),	
  and	
  remained	
  covered	
  in	
  black	
  bag.	
  Plate	
  

was	
  read	
  at	
  562nm	
  to	
  obtain	
  protein	
  concentrations	
  of	
  samples.	
  

SDS	
  PAGE	
  and	
  Western	
  blotting	
  analysis	
  

Prepared	
  protein	
  lysates	
  (from	
  optic	
  nerve,	
  brain	
  tissue,	
  or	
  MEFs)	
  were	
  

mixed	
  with	
  loading	
  buffer,	
  separated	
  by	
  SDS-­‐PAGE	
  on	
  4–20%	
  Mini-­‐PROTEAN	
  TGX	
  

Precast	
  Gels	
  (456-­‐1096EDU)	
  with	
  SDS	
  running	
  buffer	
  (50	
  mM	
  Tris,	
  0.384	
  M	
  glycine,	
  

0.2%	
  SDS	
  in	
  water),	
  and	
  transferred	
  to	
  Trans-­‐Blot	
  Turbo	
  nitrocellulose	
  membranes	
  

(Biorad-­‐170-­‐4059)	
  using	
  the	
  Trans-­‐Blot	
  Turbo	
  system	
  (Biorad-­‐170-­‐4155).	
  

Transfers	
  were	
  done	
  using	
  the	
  pre-­‐programmed	
  setting	
  “High	
  MW”	
  (10	
  minutes;	
  

2.5A	
  constant	
  for	
  2	
  mini	
  gels	
  or	
  1.3A	
  constant	
  for	
  1	
  mini	
  gel).	
  Membranes	
  were	
  

processed	
  as	
  follows:	
  Blocked	
  in	
  Pierce	
  T20	
  blocking	
  buffer	
  (Pierce-­‐37538)	
  (10	
  min	
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at	
  room	
  temperature),	
  incubated	
  with	
  primary	
  antibodies	
  in	
  T20	
  blocking	
  buffer	
  

)overnight	
  at	
  4°C),	
  3x	
  washes	
  in	
  0.1%	
  TBST	
  (20	
  mM	
  Tris	
  base,	
  150	
  mM	
  NaCl,	
  0.1%	
  

Tween-­‐20	
  in	
  water,	
  pH	
  7.6)	
  (5	
  min	
  each	
  at	
  RT),	
  incubated	
  with	
  HRP-­‐conjugated	
  

secondary	
  antibodies	
  (GE	
  Healthcare	
  Life	
  Sciences,	
  NA934,	
  and	
  NA931)	
  in	
  5%	
  w/v	
  

non-­‐fat	
  milk	
  in	
  0.1%	
  TBST	
  (1	
  hour	
  at	
  room	
  temperature),	
  3x	
  washes	
  in	
  0.1%	
  TBST	
  

(10	
  min	
  at	
  room	
  temperature).	
  

After	
  antibody	
  incubations	
  and	
  washes,	
  membranes	
  were	
  prepared	
  for	
  

development	
  as	
  follows:	
  Excess	
  0.1%	
  TBST	
  drained	
  off,	
  membrane	
  placed	
  protein	
  

side	
  up	
  on	
  cling	
  warp,	
  ECL	
  reagent	
  at	
  1:1	
  (Amersham	
  ECL	
  Prime,	
  Cat#	
  RPN2232)	
  

added	
  to	
  protein	
  side	
  of	
  membrane,	
  membrane	
  covered	
  for	
  5	
  minutes	
  at	
  room	
  

temperature,	
  ECL	
  drained	
  off	
  membrane,	
  membrane	
  sealed	
  in	
  cling	
  wrap	
  and	
  placed	
  

in	
  cassette	
  for	
  developing.	
  Signals	
  detected	
  with	
  autoradiography	
  film	
  (Denville,	
  

E3012).	
  

Band	
  intensities	
  were	
  measured	
  with	
  Fiji	
  software	
  and	
  normalized	
  to	
  actin	
  or	
  

eIF5α	
  loading	
  control	
  before	
  averaging	
  (McLean	
  and	
  Bennett,	
  2013).	
  

Embryo	
  dissections	
  

	
   e.10.5-­‐e12.5	
  embryos	
  were	
  dissected	
  in	
  ice	
  cold	
  PBS	
  +	
  0.4%	
  BSA,	
  fixed	
  in	
  4%	
  

PFA	
  (1	
  hour	
  on	
  ice),	
  washed	
  3x	
  in	
  ice	
  cold	
  PBS	
  (30	
  minutes	
  on	
  ice),	
  and	
  sunk	
  in	
  30%	
  

sucrose	
  (30%	
  w/v	
  sucrose	
  in	
  0.1M	
  sodium	
  phosphate	
  buffer)	
  (overnight	
  at	
  4°C).	
  

The	
  next	
  day,	
  excess	
  sucrose	
  was	
  removed	
  by	
  washing	
  embryos	
  in	
  Tissue-­‐TEK	
  OCT	
  

(VWR-­‐25608-­‐930)	
  (2x,	
  30	
  minutes	
  at	
  room	
  temperature).	
  Embryos	
  were	
  embedded	
  

in	
  Tissue-­‐TEK	
  OCT	
  in	
  plastic	
  cubes,	
  placed	
  on	
  a	
  metal	
  block	
  surrounded	
  by	
  dry	
  ice	
  to	
  

freeze,	
  and	
  stored	
  at	
  -­‐80°C	
  or	
  -­‐20°C.	
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Perfusion	
  

	
   Perfusion	
  was	
  performed,	
  as	
  follows,	
  on	
  mice	
  p7	
  and	
  older	
  for	
  collection	
  of	
  

brain	
  tissue	
  to	
  be	
  used	
  for	
  immunofluorescence.	
  All	
  steps,	
  unless	
  indicated,	
  were	
  

performed	
  under	
  a	
  fume	
  hood.	
  Mice	
  were	
  anesthetized	
  through	
  administration	
  of	
  

isoflurane	
  by	
  inhalation,	
  and	
  tested	
  for	
  full	
  anesthetization	
  by	
  absence	
  of	
  reflex	
  after	
  

firm	
  pinching	
  of	
  the	
  foot	
  with	
  forceps.	
  Fully	
  anesthetized	
  mice	
  were	
  place	
  with	
  the	
  

ventral	
  side	
  facing	
  up	
  and	
  all	
  four	
  limbs	
  pinned	
  onto	
  a	
  Styrofoam	
  block.	
  Anesthetization	
  

was	
  maintained	
  by	
  placing	
  a	
  Kimwipe	
  dipped	
  in	
  isoflurane	
  over	
  the	
  nose	
  of	
  the	
  mouse.	
  

Dissection	
  proceeded	
  as	
  follows:	
  	
  Ethanol	
  sprayed	
  on	
  ventral	
  side,	
  scissors	
  used	
  to	
  cut	
  

skin,	
  skin	
  removed,	
  diaphragm	
  cut,	
  ribcage	
  cut	
  and	
  removed	
  to	
  reveal	
  heart,	
  right	
  

atrium	
  of	
  heart	
  cut	
  to	
  permit	
  blood	
  flow,	
  perfusion	
  needle	
  placed	
  in	
  left	
  ventricle	
  and	
  

held	
  in	
  place	
  during	
  perfusion.	
  For	
  perfusion,	
  5-­‐10mLs	
  of	
  ice	
  cold	
  PBS	
  was	
  used	
  to	
  clear	
  

the	
  body	
  of	
  blood	
  (in	
  some	
  cases,	
  more	
  PBS	
  was	
  used	
  until	
  drainage	
  from	
  right	
  ventricle	
  

was	
  primarily	
  clear),	
  10-­‐20	
  mL	
  of	
  4%PFA	
  was	
  used	
  for	
  fixation.	
  Successful	
  perfusion	
  

was	
  determined	
  by	
  stiff	
  limbs	
  and	
  tail.	
  Heads	
  were	
  cut	
  off	
  with	
  scissors,	
  brain	
  tissue	
  was	
  

removed,	
  washed	
  in	
  PBS	
  (3x,	
  30	
  minutes,	
  on	
  ice),	
  and	
  sunk	
  in	
  a	
  minimum	
  of	
  10mL	
  of	
  

30%	
  sucrose	
  in	
  a	
  15mL	
  conical	
  vial	
  (overnight	
  at	
  4°C).	
  The	
  next	
  day,	
  excess	
  sucrose	
  

was	
  removed	
  by	
  washing	
  brains	
  in	
  Tissue-­‐TEK	
  OCT	
  (2x,	
  30	
  minutes	
  at	
  room	
  

temperature).	
  Brains	
  were	
  embedded	
  in	
  Tissue-­‐TEK	
  OCT	
  in	
  plastic	
  cubes,	
  placed	
  on	
  

a	
  metal	
  block	
  surrounded	
  by	
  dry	
  ice	
  to	
  freeze,	
  and	
  stored	
  at	
  -­‐80°C	
  or	
  -­‐20°C.	
  

Sectioning	
  

	
   Frozen	
  embryos	
  and	
  brain	
  tissues	
  embedded	
  in	
  Tissue-­‐TEK	
  OCT	
  were	
  

removed	
  from	
  plastic	
  cubes	
  and	
  sectioned	
  on	
  a	
  Leica	
  CM	
  1850	
  cryostat.	
  e10.5-­‐e12.5	
  

embryos	
  were	
  sectioned	
  at	
  10uM	
  and	
  e16.5-­‐e18.5	
  embryos	
  and	
  p5-­‐p21	
  brains	
  were	
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sectioned	
  at	
  20uM.	
  Slides	
  with	
  sectioned	
  tissues	
  air	
  dried	
  for	
  several	
  hours	
  at	
  room	
  

temperature,	
  and	
  were	
  stored	
  in	
  plastic	
  slide	
  boxes	
  at	
  -­‐80°C	
  or	
  -­‐20°C.	
  

Immunofluorescence	
  

Before	
  incubation	
  with	
  primary	
  antibodies,	
  glass	
  slides	
  with	
  embryo	
  sections	
  

were	
  permeabilized	
  in	
  antibody	
  wash	
  buffer	
  (PBS,	
  0.1%	
  TritonX-­‐100,	
  1%	
  heat-­‐

inactivated	
  sheep	
  serum)	
  (10	
  minutes	
  at	
  room	
  temperature).	
  Glass	
  coverslips	
  with	
  

MEFs	
  were	
  rinsed	
  with	
  cold	
  PBS,	
  fixed	
  with	
  4%	
  paraformaldehyde	
  (PFA)	
  (10	
  min	
  at	
  

room	
  temperature),	
  and	
  then	
  permeabilized	
  in	
  antibody	
  wash	
  buffer	
  (10	
  minutes	
  at	
  

room	
  temperature)	
  before	
  incubating	
  with	
  primary	
  antibodies..	
  

For	
  primary	
  antibody	
  staining,	
  all	
  samples	
  were	
  incubated	
  with	
  primary	
  

antibodies	
  diluted	
  in	
  antibody	
  wash	
  buffer	
  (overnight	
  at	
  4°C),	
  washed	
  3x	
  in	
  

antibody	
  wash	
  buffer	
  (20	
  minutes	
  at	
  room	
  temperature),	
  incubated	
  with	
  secondary	
  

antibodies	
  (Alexa	
  Fluors®)	
  diluted	
  in	
  antibody	
  wash	
  buffer	
  (1	
  h	
  at	
  room	
  

temperature),	
  washed	
  2x	
  in	
  antibody	
  wash	
  buffer	
  (30	
  minutes	
  at	
  room	
  

temperature),	
  and	
  mounted	
  with	
  ProLong	
  Gold	
  Antifade	
  (Invitrogen-­‐P36930).	
  

Coverslips	
  sat	
  at	
  room	
  temperature	
  for	
  10	
  minutes	
  before	
  the	
  edges	
  were	
  sealed	
  

with	
  nail	
  polish,	
  and	
  given	
  another	
  10	
  minutes	
  to	
  dry	
  before	
  storage	
  at	
  4°C	
  in	
  a	
  dark	
  

box.	
  

Fluorescence	
  was	
  visualized	
  on	
  either	
  an	
  Olympus	
  FluoView	
  100	
  confocal	
  

IX81	
  inverted	
  microscope,	
  Nikon	
  Structured	
  Illumination	
  Microscope,	
  or	
  a	
  Leica	
  

DM600B	
  upright	
  microscope.	
  Images	
  were	
  processed	
  using	
  Fiji	
  software	
  (Schindelin	
  

et	
  al.,	
  2012).	
  

Mouse	
  strains	
  and	
  genotyping	
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   The	
  following	
  mouse	
  strains	
  were	
  used:	
  	
  Olig1-­Cre	
  (Olig1tm1(cre)Rth,	
  from	
  D.	
  

Rowitch;	
  MGI:2179311),	
  Nestin-­Cre	
  (Tg(Nes-­cre)1Kln;	
  JAX	
  003771;	
  MGI:2176173),	
  

PLP-­GFP	
  (from	
  Y.	
  Feng),	
  Arl13bfloxed	
  (Arl13btm1Tc;	
  MGI:4948239),	
  Ift88floxed	
  

(Ift88tm1.1Bky,	
  from	
  B.	
  Yoder;	
  MGI:3710186),	
  and	
  Arl13bhennin	
  (Arl13bhnn;	
  

MGI:3578151).	
  

	
   Mouse	
  strains	
  used	
  for	
  MEFs	
  were:	
  Ift172wimple	
  (Ift172wim;	
  MGI:2682066),	
  

Ift172atrioventricular	
  canal	
  1	
  (Ift172avc1,	
  from	
  K.	
  Anderson;	
  MGI:4821824),	
  Ift122sister	
  of	
  open	
  

brain	
  (Ift122sopb,	
  from	
  J.	
  Eggenschwiler;	
  MGI:3578529),	
  Arl13bhennin	
  (Arl13bhnn),	
  

Dync2h1ling-­ling.	
  (Dync2h1lln,	
  from	
  K.	
  Anderson;	
  MGI:3578144).	
  

	
   DNA	
  for	
  genotyping	
  was	
  obtained	
  from	
  ear	
  punches,	
  tail	
  snips,	
  or	
  yolk	
  sacs.	
  

Ear	
  punches	
  and	
  tail	
  snips	
  were	
  digested	
  in	
  Direct	
  lysis	
  buffer	
  (Viagen	
  102-­‐T)	
  with	
  

4mg/ml	
  proteinase	
  K	
  	
  at	
  55°C,	
  overnight,	
  boiled	
  at	
  85°C	
  for	
  45	
  minutes	
  to	
  inactivate	
  

proteinase	
  K,	
  and	
  stored	
  at	
  4°C.	
  Yolk	
  sacs	
  were	
  digested	
  in	
  PCR	
  lysis	
  buffer	
  (50mM	
  

Tris	
  pH8.8,	
  0.5%	
  Tween	
  20	
  in	
  water),	
  boiled	
  at	
  85°C	
  to	
  inactivate	
  proteinase	
  K	
  for	
  

15	
  minutes,	
  and	
  stored	
  at	
  4°C.	
  DNA	
  samples	
  were	
  diluted	
  1:10	
  in	
  sterile	
  water	
  for	
  

PCR	
  genotyping.	
  Primers	
  and	
  PCR	
  conditions	
  are	
  described	
  below:	
  

	
  

All	
  genotyping	
  was	
  performed	
  with	
  Choice	
  Taq	
  (Denville	
  Scientific	
  Inc,	
  

CB4050-­‐3.),	
  except	
  for	
  PLP-­‐GFP	
  and	
  Ift88	
  conditional	
  PCR	
  programs,	
  which	
  used	
  

AmpliTaq	
  Gold	
  (Roche,	
  N12338).	
  Primers	
  were	
  stored	
  at	
  a	
  100uM	
  working	
  stock	
  in	
  

sterile	
  water	
  in	
  -­‐20°C.	
  Working	
  stock	
  primer	
  solutions	
  were	
  composed	
  of	
  5uM	
  of	
  

both	
  forward	
  and	
  reverse	
  primer	
  (10uM	
  combined)	
  in	
  sterile	
  water,	
  except	
  for	
  the	
  

Ift88	
  conditional	
  PCR	
  program	
  (5uM	
  of	
  “Shared	
  Forward”,	
  2.5uM	
  each	
  of	
  “Flox	
  &	
  WT	
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Reverse”	
  and	
  “Deleted	
  Reverse”).	
  Per	
  PCR	
  reaction,	
  5.1175ul	
  PCR	
  mix	
  (2x	
  Denville	
  

PCR	
  buffer,	
  0.4M	
  each	
  of	
  dATP,	
  dCTP,	
  dGTP,	
  dTTP,	
  3mM	
  MgCl2	
  in	
  sterile	
  water),	
  

0.575ul	
  working	
  stock	
  primers,	
  and	
  0.08ul	
  taq	
  mix	
  were	
  used.	
  	
  

	
  

Cre	
  PCR	
  program	
  for	
  Olig1-­Cre,and	
  Nestin-­Cre	
  lines:	
  94°C,	
  3	
  min;	
  (94°C,	
  30	
  sec,	
  

60°C,	
  1	
  min,	
  72°C,	
  1	
  min)x	
  35	
  repeats;	
  72°C,	
  4	
  min;	
  21°C,	
  ∞.	
  

oIMR1084	
  (Cre	
  TG	
  Forward	
  primer):	
  GCG	
  GTC	
  TGG	
  CAG	
  TAA	
  AAA	
  CTA	
  TC	
  

oIMR1085	
  (Cre	
  TG	
  Reverse	
  primer):	
  GTG	
  AAA	
  CAG	
  CAT	
  TGC	
  TGT	
  CAC	
  TT	
  

	
  

oIMR0042	
  (Control	
  Forward	
  primer):	
  CTA	
  GGC	
  CAC	
  AGA	
  ATT	
  GAA	
  AGA	
  TCT	
  

oIMR0043	
  (Control	
  Reverse	
  primer):	
  GTA	
  GGT	
  GGA	
  AAT	
  TCT	
  AGC	
  ATC	
  ATC	
  C	
  

Use	
  Cre	
  TG	
  and	
  Control	
  primers	
  separately.	
  

	
  

Expected	
  bands:	
  	
  For	
  Cre	
  TG	
  primers,	
  one	
  band	
  if	
  Cre+,	
  no	
  band	
  if	
  Cre-­‐.	
  For	
  Control	
  

primers,	
  one	
  band	
  (for	
  Cre+	
  and	
  Cre-­‐).	
  

	
  

Eppitaq	
  PCR	
  program	
  for	
  Arl13bhnn	
  allele:	
  	
  94°C,	
  2	
  min;	
  (94°C,	
  20	
  sec;	
  55°C,	
  30sec;	
  

72°C,	
  45sec)x	
  55	
  repeats;	
  72°C,	
  7	
  minutes;	
  21°C,	
  ∞.	
  

hnn147	
  Forward:	
  AAT	
  GCC	
  TCA	
  AGT	
  GCC	
  TCT	
  TT	
  

hnn147	
  Reverse:	
  GGG	
  ACT	
  CAT	
  CTT	
  TGG	
  GAA	
  CA	
  

	
  

hnn174	
  Forward:	
  TGT	
  GGG	
  TGG	
  CAT	
  ATG	
  TAG	
  GA	
  	
  

hnn174	
  Reverse:	
  GCT	
  AGC	
  TAT	
  TTT	
  CTG	
  TTG	
  CTG	
  GA	
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Use	
  hnn147	
  and	
  hnn174	
  primers	
  separately.	
  

PLP-­GFP	
  program	
  for	
  PLP-­GFP	
  allele: 94°C,	
  12	
  min;	
  (95°C,	
  30sec;	
  58°C,	
  30	
  sec;	
  

72°C,	
  30sec)x	
  35	
  repeats;	
  72,	
  10min;	
  22°C,	
  ∞. 

PLP-­‐GFP	
  Forward-­‐ACG	
  TAA	
  ACG	
  GCC	
  ACA	
  AGT	
  TC	
  

PLP-­‐GFP	
  Reverse-­‐GGG	
  GTG	
  TTC	
  TGC	
  TGG	
  TAG	
  TG	
  

Expected	
  band:	
  	
  ~500bp	
  for	
  presence	
  of	
  GFP,	
  no	
  band	
  if	
  GFP	
  is	
  not	
  present.	
  

	
  

Ift88	
  conditional	
  PCR	
  program	
  for	
  Ift88floxed	
  allele:	
  	
  94°C,	
  12	
  min;	
  (95°C,	
  30sec;	
  

58°C,	
  30	
  sec;	
  72°C,	
  30sec)x30	
  repeats;	
  72°C,	
  5min;	
  21°C,	
  ∞.	
  

Shared	
  Forward-­‐GCC	
  TCC	
  TGT	
  TTC	
  TTG	
  ACA	
  ACA	
  GTG	
  

Flox	
  &	
  WT	
  Reverse-­‐GGT	
  CCT	
  AAC	
  AAG	
  TAA	
  GCC	
  CAG	
  TGT	
  T	
  

Deleted	
  Reverse-­‐CTG	
  CAC	
  CAG	
  CCA	
  TTT	
  CCT	
  CTA	
  AGT	
  CAT	
  GTA	
  

Expected	
  bands:	
  	
  Floxed	
  allele	
  ~370bp,	
  WT	
  allele	
  ~350bp,	
  deleted	
  allele	
  ~270bp.	
  

	
  

Arl13b	
  conditional	
  PCR	
  program	
  for	
  Arl13bfloxed	
  allele:	
  

Conditional	
  Forward:	
  AGG	
  ACG	
  GTT	
  GAG	
  AAC	
  CAC	
  TG	
  

Conditional	
  Reverse:	
  AAG	
  GCC	
  AGC	
  TTG	
  GGT	
  TAT	
  TT	
  

Expected	
  bands:	
  	
  Arl13bfloxed	
  allele	
  679	
  bp,	
  WT	
  allele	
  526	
  bp,	
  deleted	
  allele	
  109	
  bp.	
  

	
  

MEF	
  preparation	
  

	
   MEFs	
  were	
  prepared	
  from	
  e12.5	
  Arl13bhnn	
  embryos,	
  e11.5	
  Ift172wim	
  embryos,	
  

and	
  e11.5	
  Ift122sopbembryos.	
  Embryos	
  were	
  dissected	
  and	
  placed	
  in	
  ice	
  cold	
  PBS	
  +	
  

0.4%	
  BSA	
  on	
  ice.	
  Individual	
  embryos	
  were	
  dissected	
  in	
  dishes	
  with	
  fresh	
  ice	
  cold	
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PBS,	
  head	
  and	
  visceral	
  organs	
  removed,	
  yolk	
  sacs	
  saved	
  for	
  genotyping,	
  and	
  

remaining	
  tissue	
  sucked	
  into	
  a	
  syringe,	
  capped	
  with	
  an	
  18	
  gauge	
  needle	
  and	
  stored	
  

on	
  ice	
  until	
  all	
  embryos	
  from	
  a	
  litter	
  were	
  processed.	
  Embryos	
  in	
  syringe	
  were	
  

brought	
  on	
  ice	
  to	
  the	
  tissue	
  culture	
  hood,	
  and	
  syringes	
  were	
  sprayed	
  down	
  with	
  

ethanol	
  before	
  placing	
  in	
  hood.	
  Tissues	
  were	
  homogenized	
  in	
  1mL	
  of	
  pre-­‐warmed	
  

DMEM	
  high	
  glucose	
  (Corning-­‐10-­‐013)	
  supplemented	
  with	
  10%	
  heat-­‐inactivated	
  

fetal	
  bovine	
  serum	
  (FBS;	
  Corning-­‐35-­‐010)	
  and	
  1%	
  penicillin/streptomycin	
  (P/S;	
  

Corning	
  30-­‐002).	
  Homogenized	
  embryos	
  were	
  plated	
  into	
  tissue	
  culture	
  treated	
  

dishes	
  that	
  were	
  pre-­‐coated	
  with	
  0.1%	
  gelatin	
  for	
  at	
  least	
  one	
  hour	
  prior	
  to	
  plating	
  

embryo	
  homogenates,	
  and	
  maintained	
  in	
  either	
  DMEM	
  high	
  glucose	
  supplemented	
  

with	
  10%	
  FBS	
  and	
  1%	
  P/S	
  or	
  in	
  DMEM/F12	
  (Corning-­‐10-­‐092)	
  supplemented	
  with	
  

10%	
  FBS	
  and	
  1%	
  P/S.	
  

PDGF-­‐AA,	
  LY294002,	
  rapamycin,	
  okadaic	
  acid,	
  and	
  FTY720	
  treatments	
  

MEFs	
  were	
  grown	
  until	
  confluent	
  on	
  plates	
  pre-­‐coated	
  with	
  0.1%	
  gelatin	
  and	
  

then	
  serum-­‐starved	
  	
  in	
  DMEM/F12	
  for	
  48	
  h	
  prior	
  to	
  treatments	
  and	
  subsequent	
  

processing	
  for	
  Western	
  blot	
  analysis.	
  Individual	
  treatments	
  with	
  the	
  indicated	
  

substances	
  were	
  performed	
  in	
  the	
  tissue	
  culture	
  hood	
  as	
  follows:	
  50	
  ng/ml	
  PDGF-­‐

AA	
  (dissolved	
  in	
  sterile	
  4mM	
  HCl;	
  R&D	
  Systems	
  221-­‐AA)	
  treatment	
  for	
  10	
  minutes;	
  

50	
  μM	
  LY294002	
  (dissolved	
  in	
  DMSO;	
  Cell	
  Signaling	
  9901)	
  treatment	
  for	
  1	
  hour;	
  10	
  

nM	
  rapamycin	
  (dissolved	
  in	
  DMSO;	
  MP	
  Biomedicals-­‐159346)	
  treatment	
  for	
  24	
  

hours;	
  200nM	
  okadaic	
  acid	
  (dissolved	
  in	
  DMSO;	
  Cell	
  Signaling	
  5934)	
  treatment	
  for	
  3	
  

hours;	
  10uM	
  FTY720	
  (Sigma	
  SML0700-­‐5MG)	
  treatment	
  for	
  5	
  hours.	
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For	
  dual	
  PDGF-­‐AA	
  and	
  LY294002	
  treatment,	
  cells	
  were	
  treated	
  with	
  50	
  μM	
  

LY294002	
  for	
  1	
  hour,	
  and	
  then	
  with	
  50	
  ng/ml	
  PDGF-­‐AA	
  for	
  the	
  final	
  10	
  minutes	
  of	
  

the	
  LY294002	
  treatment.	
  For	
  dual	
  okadaic	
  acid	
  and	
  LY294002	
  treatment,	
  cells	
  were	
  

treated	
  with	
  200nM	
  okadaic	
  acid	
  for	
  3	
  hours,	
  and	
  then	
  with	
  50	
  μM	
  LY294002	
  for	
  the	
  

final	
  hour	
  of	
  okadaic	
  acid	
  treatment.	
  For	
  dual	
  PDGF-­‐AA	
  and	
  rapamycin	
  treatment,	
  

cells	
  were	
  treated	
  with	
  10	
  nM	
  rapamycin	
  for	
  24	
  hours,	
  and	
  then	
  with	
  50	
  ng/ml	
  

PDGF-­‐AA	
  for	
  the	
  final	
  10	
  minutes	
  of	
  the	
  rapamycin	
  treatment.	
  

PP2A	
  activity	
  assay	
  

	
   The	
  PP2A	
  activity	
  assay	
  kit	
  was	
  purchased	
  from	
  Millipore	
  (17-­‐313).	
  Before	
  

beginning	
  experiment,	
  all	
  reagents	
  were	
  checked	
  for	
  contamination	
  with	
  phosphate	
  

by	
  mixing	
  2-­‐5ul	
  of	
  each	
  reagent	
  with	
  100ul	
  of	
  the	
  Malachite	
  Green	
  Phosphate	
  

Detection	
  Solution.	
  Mixtures	
  that	
  turned	
  green	
  indicated	
  contamination	
  with	
  

phosphate	
  and	
  were	
  not	
  used	
  for	
  experiment.	
  Phosphate	
  standards	
  were	
  made	
  for	
  

the	
  following	
  concentrations,	
  using	
  the	
  phosphate	
  standard	
  provided	
  by	
  the	
  kit,	
  

diluted	
  in	
  water:	
  	
  2000pM,	
  1800pM,	
  1600pM,	
  1400pM,	
  1200pM,	
  1000pM,	
  800pM,	
  

600pM,	
  400pM,	
  200pM,	
  and	
  0pM.	
  

The	
  PP2A	
  activity	
  assay	
  was	
  performed	
  following	
  the	
  manufacturer’s	
  

protocol	
  with	
  protein	
  lysates	
  from	
  WT,	
  Ift172wim,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs.	
  At	
  

least	
  three	
  10cm	
  dishes	
  of	
  fully	
  confluent	
  MEFs,	
  serum	
  starved	
  for	
  48	
  hours	
  prior	
  to	
  

lysis,	
  were	
  pooled	
  together	
  and	
  used	
  for	
  each	
  reaction	
  (a	
  total	
  of	
  500ul	
  of	
  lysis	
  

buffer	
  was	
  used	
  for	
  three	
  dishes).	
  To	
  prepare,	
  MEFs	
  were	
  washed	
  3x	
  with	
  10mL	
  of	
  

TBS,	
  lysed	
  in	
  the	
  recommended	
  lysis	
  buffer	
  (20mM	
  imidazole-­‐HCl,	
  2mM	
  EDTA,	
  2mM	
  

EGTA	
  in	
  sterile	
  water	
  pH	
  7.0,	
  to	
  which	
  10μg/ml	
  each	
  of	
  aprotinin,	
  leupeptin,	
  



	
   44	
  

pepstatin,	
  1mM	
  benzamidine,	
  and	
  1mM	
  PMSF	
  were	
  added),	
  sonicated	
  for	
  ten	
  

seconds	
  (Li	
  lab	
  sonicator),	
  spun	
  down	
  at	
  4°C	
  for	
  5	
  minutes	
  at	
  2000g,	
  and	
  

supernatant	
  transferred	
  to	
  clean	
  1.5mL	
  tubes.	
  To	
  test	
  for	
  phosphate	
  contamination,	
  

2ul	
  from	
  each	
  sample	
  was	
  added	
  to	
  100ul	
  of	
  the	
  Malachite	
  Green	
  Phosphate	
  

Detection	
  Solution	
  (if	
  mixture	
  turns	
  green,	
  sample	
  is	
  contaminated	
  with	
  phosphate	
  

and	
  can	
  not	
  be	
  used).	
  Concentration	
  of	
  supernatants	
  was	
  determined	
  using	
  the	
  

Pierce	
  BCA	
  Protein	
  Assay	
  Kit,	
  as	
  described	
  in	
  Protein	
  Quantification.	
  

To	
  each	
  500ug	
  of	
  sample	
  lysate,	
  the	
  following	
  were	
  added:	
  	
  4ug	
  of	
  anti-­‐PP2Ac	
  

subunit	
  (clone	
  1D6),	
  40ul	
  of	
  Protein	
  A	
  agarose	
  slurry,	
  and	
  enough	
  pNPP	
  Ser/Thr	
  

Assay	
  Buffer	
  to	
  bring	
  the	
  final	
  volume	
  up	
  to	
  500ul.	
  Samples	
  were	
  incubated	
  at	
  4°C	
  

for	
  2	
  hours	
  on	
  an	
  end-­‐to-­‐end,	
  revolving,	
  rotating,	
  tube	
  mixer	
  (in	
  4°C	
  cold	
  room	
  

across	
  from	
  room	
  375).	
  Beads	
  were	
  washed	
  with	
  700ul	
  TBS	
  on	
  ice	
  and	
  spun	
  down	
  

briefly	
  to	
  pellet	
  beads	
  (2000g	
  for	
  5	
  minutes)	
  for	
  a	
  total	
  of	
  3	
  rounds	
  (wash,	
  spin;	
  

wash,	
  spin;	
  wash,	
  spin),	
  followed	
  by	
  a	
  final	
  wash	
  with	
  500ul	
  Ser/Thr	
  Assay	
  Buffer,	
  

spin,	
  and	
  removal	
  of	
  buffer.	
  To	
  beads,	
  60ul	
  of	
  diluted	
  phosphopeptide	
  and	
  20ul	
  of	
  

Ser/Thr	
  Assay	
  Buffer	
  were	
  added	
  (for	
  some	
  samples,	
  1μM	
  okadaic	
  acid	
  was	
  added	
  

to	
  the	
  mixture	
  during	
  the	
  phosphopeptide	
  incubation	
  to	
  serve	
  as	
  a	
  negative	
  control),	
  

sealed	
  tubes	
  were	
  placed	
  in	
  a	
  covered	
  beaker,	
  incubated	
  at	
  30°C	
  in	
  shaking	
  

incubator	
  (in	
  room	
  with	
  the	
  ice	
  machine,	
  between	
  the	
  break	
  room	
  and	
  room	
  355)	
  

for	
  10	
  minutes,	
  and	
  centrifuged	
  briefly	
  to	
  pellet	
  beads	
  (2000g	
  for	
  10	
  seconds).	
  25ul	
  

of	
  supernatant	
  from	
  each	
  sample	
  was	
  transferred	
  into	
  a	
  well	
  of	
  the	
  microtiter	
  plate	
  

included	
  in	
  the	
  kit	
  (in	
  triplicate),	
  100ul	
  of	
  Malachite	
  Green	
  Phosphate	
  Detection	
  

Solution	
  was	
  added	
  to	
  each	
  well,	
  the	
  mixture	
  was	
  incubated	
  for	
  15	
  minutes	
  at	
  room	
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temperature,	
  and	
  the	
  plate	
  was	
  read	
  at	
  650nm	
  using	
  a	
  spectrophotometer	
  (in	
  Li	
  Lab,	
  

room	
  355).	
  Absorbance	
  of	
  samples	
  were	
  determined	
  based	
  on	
  the	
  phosphate	
  

standard	
  curve	
  generated	
  from	
  the	
  phosphate	
  standards.	
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Chapter	
  3:	
  	
  The	
  role	
  of	
  Arl13b	
  and	
  Ift88	
  in	
  oligodendrocyte	
  development	
  in	
  

vivo	
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3.1	
  Summary	
  

Arl13bhnn	
  embryos	
  have	
  an	
  expanded	
  intermediate	
  level	
  of	
  Shh	
  activity	
  in	
  the	
  

caudal	
  neural	
  tube,	
  corresponding	
  to	
  an	
  expansion	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  (Caspary	
  et	
  

al.,	
  2007).	
  Both	
  MNs	
  and	
  OLPs	
  are	
  specified	
  from	
  the	
  pMN	
  domain,	
  and	
  while	
  there	
  

is	
  an	
  expansion	
  of	
  MNs,	
  no	
  PDGFRα+	
  OLPs	
  are	
  seen	
  by	
  the	
  time	
  Arl13bhnn	
  embryos	
  

die	
  around	
  e13.5.	
  This	
  raises	
  the	
  possibility	
  that	
  Arl13b	
  has	
  a	
  role	
  in	
  OLP	
  

specification	
  or	
  development.	
  

To	
  circumvent	
  the	
  neonatal	
  lethality	
  of	
  Arl13bhnn	
  embryos	
  and	
  decipher	
  a	
  

role	
  for	
  Arl13b	
  in	
  OL	
  development,	
  I	
  deleted	
  Arl13b	
  at	
  two	
  time	
  points	
  using	
  two	
  

tissue-­‐specific	
  Cre	
  lines.	
  Olig1-­Cre	
  at	
  e8.5	
  in	
  the	
  pMN	
  domain,	
  and	
  Nestin-­Cre	
  at	
  

e10.5	
  in	
  neural	
  stem	
  cell	
  precursors	
  (NSC)	
  (Lu	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Tronche	
  et	
  al.,	
  1999).	
  To	
  

determine	
  if	
  intact	
  cilia	
  are	
  required	
  for	
  OL	
  specification	
  or	
  development,	
  I	
  used	
  a	
  

conditional	
  allele	
  of	
  Ift88	
  to	
  ablate	
  cilia	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  and	
  in	
  NSC.	
  

In	
  both	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  and	
  Arl13bΔNestin1-­Cre,	
  I	
  did	
  not	
  observe	
  changes	
  in	
  OL	
  

development	
  consistent	
  with	
  a	
  model	
  where	
  cilia	
  are	
  essential	
  for	
  OL	
  development	
  

in	
  vivo.	
  Similarly,	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  and	
  Ift88ΔNestin1-­Cre	
  failed	
  to	
  show	
  deficits	
  in	
  OL	
  

development.	
  With	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos,	
  I	
  also	
  provide	
  support	
  for	
  a	
  model	
  

(discussed	
  in	
  section	
  1.5)	
  where	
  progenitors	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  are	
  generated	
  

sequentially	
  by	
  neural	
  stem	
  cells	
  (NSCs).	
  

3.2	
  Introduction	
  	
  

OLs	
  are	
  the	
  myelinating	
  glia	
  of	
  the	
  vertebrate	
  central	
  nervous	
  system	
  (Bunge	
  

and	
  Glass,	
  1965;	
  Wood	
  and	
  Bunge,	
  1991).	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  is	
  indispensible	
  for	
  

oligodendrocyte	
  development,	
  and	
  is	
  linked	
  to	
  primary	
  cilia	
  in	
  vitro	
  (Fruttiger	
  et	
  al.,	
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1999;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2005).	
  In	
  mouse,	
  loss	
  of	
  PDGF-­‐A	
  (PDGF-­A-­/-­)	
  or	
  of	
  PDGFRα	
  

signaling	
  to	
  PI3K/AKT	
  (PDGFRαPI3K)	
  results	
  in	
  decreased	
  OLPs	
  and	
  OLs	
  during	
  

prenatal	
  development	
  and	
  in	
  severe	
  hypomyelination	
  postnatally	
  (Fruttiger	
  et	
  al.,	
  

1999;	
  Klinghoffer	
  et	
  al.,	
  2002b).	
  	
  

OLPs	
  must	
  migrate	
  throughout	
  the	
  CNS	
  before	
  myelination	
  of	
  axons	
  begins,	
  

and	
  PDGF-­‐AA	
  is	
  a	
  powerful	
  chemoattractant	
  for	
  OLs.	
  The	
  optic	
  nerve	
  is	
  one	
  of	
  the	
  

final	
  regions	
  reached	
  by	
  migrating	
  OLs.	
  In	
  PDGF-­A-­/-­	
  mice,	
  the	
  optic	
  nerve	
  it	
  is	
  one	
  of	
  

the	
  most	
  hypomyelinated	
  regions	
  of	
  the	
  CNS,	
  and	
  Ift88orpk	
  MEFs	
  fail	
  to	
  migrate	
  

towards	
  PDGF-­‐AA	
  ligand	
  (Fruttiger	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2010).	
  	
  

Arl13b	
  is	
  a	
  small,	
  putative	
  GTPase	
  that	
  localizes	
  to	
  cilia	
  and	
  has	
  a	
  role	
  in	
  

trafficking	
  of	
  Shh	
  components	
  and	
  in	
  building	
  the	
  axoneme..	
  Arl13bhnn	
  mice	
  are	
  null	
  

for	
  Arl13b	
  and	
  have	
  defects	
  in	
  the	
  ultrastructure	
  of	
  cilia	
  and	
  in	
  Shh	
  signaling.	
  The	
  

cilia	
  of	
  Arl13bhnn	
  mice	
  are	
  short	
  and	
  stubby,	
  and	
  the	
  B	
  tubule	
  fails	
  to	
  connect	
  to	
  the	
  A	
  

tubule	
  in	
  the	
  outer	
  doublets.	
  Shh	
  signaling	
  components	
  are	
  misdistributed	
  within	
  

the	
  cilia	
  of	
  Arl13bhnn	
  MEFs,	
  and	
  cells	
  are	
  unresponsive	
  to	
  Shh	
  ligand,	
  and	
  instead	
  

have	
  a	
  constitutive	
  moderate	
  level	
  of	
  Shh	
  activity.	
  Ift88	
  is	
  a	
  component	
  of	
  the	
  IFTB	
  

complex,	
  which	
  is	
  required	
  for	
  anterograde	
  trafficking	
  of	
  ciliary	
  cargo.	
  Loss	
  of	
  Ift88	
  

leads	
  to	
  loss	
  of	
  cilia	
  and	
  an	
  absence	
  of	
  Shh	
  signaling	
  activity.	
  

	
   Loss	
  of	
  either	
  Arl13b	
  or	
  Ift88	
  is	
  lethal;	
  embryos	
  die	
  at	
  e13.5	
  and	
  e10.5,	
  

respectively,	
  preventing	
  investigation	
  of	
  OL	
  specification	
  or	
  development.	
  To	
  

circumvent	
  the	
  embryonic	
  lethality,	
  I	
  used	
  conditional	
  alleles	
  of	
  Arl13b	
  and	
  Ift88	
  to	
  

either	
  cripple	
  or	
  ablate	
  cilia	
  in	
  specific	
  cell	
  lineages(Caspary	
  et	
  al.,	
  2007;	
  Huangfu	
  et	
  

al.,	
  2003).	
  Olig1-­Cre	
  restricts	
  deletion	
  to	
  Olig1	
  expressing	
  cells	
  (Arl13bΔOlig1-­Cre	
  and	
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Ift88ΔOlig1-­Cre),	
  while	
  Nestin-­Cre	
  induces	
  deletion	
  in	
  the	
  NSC	
  which	
  give	
  rise	
  to	
  the	
  

entire	
  CNS	
  (Arl13bΔNestin1-­Cre	
  and	
  Ift88ΔNestin1-­Cre).	
  Deletion	
  in	
  the	
  pMN	
  versus	
  the	
  

entire	
  CNS	
  allows	
  me	
  to	
  address	
  whether	
  cilia	
  have	
  a	
  cell	
  autonomous	
  or	
  non-­‐

autonomous	
  role	
  in	
  OL	
  specification	
  and	
  development.	
  Both	
  Cre	
  lines	
  are	
  expressed	
  

before	
  OLP	
  specification;	
  Cre	
  expression	
  is	
  initiated	
  at	
  e8.5	
  in	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  and	
  

Ift88ΔOlig1-­Cre	
  mice,	
  and	
  at	
  e10.5	
  in	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  and	
  Ift88ΔNestin1-­Cre	
  mice.	
  

3.3	
  Results	
  

3.3.1	
  Generation	
  of	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice,	
  birth	
  incidence,	
  and	
  post-­‐natal	
  weight	
  

	
   I	
  crossed	
  females	
  homozygous	
  for	
  the	
  conditional	
  allele	
  of	
  Arl13b	
  

(Arl13bflox/flox)	
  to	
  Arl13b+/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre	
  males	
  to	
  generate	
  Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  

Olig1-­Cre	
  (Arl13bΔOlig1-­Cre)	
  mutants.	
  The	
  Arl13bhnn	
  allele	
  and	
  Olig1-­Cre	
  allele	
  are	
  

linked	
  and	
  segregate	
  together	
  85%	
  of	
  the	
  time	
  (recombination	
  rate	
  of	
  15%).	
  Thus,	
  

85%	
  of	
  progeny	
  from	
  the	
  above	
  cross	
  will	
  be	
  Arl13bflox/Arl13b+	
  or	
  

Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre	
  (no	
  recombination	
  between	
  the	
  Arl13bhnn	
  and	
  Olig1-­

Cre	
  alleles),	
  while	
  15%	
  will	
  be	
  Arl13bflox/Arl13bhnn	
  or	
  Arl13bflox/Arl13b+;	
  Olig1-­Cre	
  

(due	
  to	
  recombination	
  between	
  the	
  Arl13bhnn	
  and	
  Olig1-­Cre	
  alleles).	
  This	
  predicts	
  

that	
  the	
  mutant	
  will	
  appear	
  42.5%	
  of	
  the	
  time	
  (½	
  x	
  85%	
  =	
  42.5%),	
  while	
  any	
  of	
  the	
  

three	
  wild	
  type	
  genotypes	
  will	
  appear	
  57.5%	
  of	
  the	
  time	
  (15%	
  +	
  ½	
  x	
  85%)	
  =	
  

57.5%).	
  

Half	
  of	
  the	
  embryos	
  with	
  Olig1-­Cre	
  are	
  wild	
  type	
  (Arl13bflox/Arl13b+;	
  Olig1-­

Cre),	
  and	
  half	
  are	
  mutants	
  (Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre).	
  As	
  previously	
  reported	
  in	
  

our	
  lab,	
  approximately	
  5%	
  of	
  Olig1-­Cre	
  positive	
  embryos	
  have	
  leaky,	
  ubiquitous	
  Cre	
  

expression	
  (Su,	
  2011).	
  Thus,	
  leaky	
  Cre	
  expression	
  will	
  occur	
  in	
  2.5%	
  of	
  wild	
  type	
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(Arl13bflox/Arl13b+;	
  Olig1-­Cre)	
  embryos,	
  and	
  in	
  2.5%	
  of	
  mutant	
  (Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  

Olig1-­Cre)	
  embryos.	
  Loss	
  of	
  Arl13b	
  in	
  all	
  tissues	
  is	
  embryonic	
  lethal,	
  so	
  2.5%	
  of	
  

Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre	
  embryos	
  will	
  die	
  during	
  midgestation	
  due	
  to	
  leaky	
  Cre	
  

expression.	
  This	
  adjusts	
  the	
  predicted	
  frequency	
  of	
  mutants	
  to	
  40%	
  (42.5%	
  -­‐	
  2.5%	
  =	
  

40%),	
  and	
  the	
  predicted	
  frequency	
  of	
  wild	
  type	
  to	
  60%	
  (57.5%	
  +	
  2.5%	
  =	
  60%).	
  I	
  

outline	
  these	
  calculations	
  in	
  Figure	
  3.1A.	
  I	
  observed	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  pups	
  38.67%	
  of	
  

the	
  time	
  at	
  birth,	
  which	
  is	
  not	
  significantly	
  different	
  from	
  the	
  expected	
  adjusted	
  

ratio	
  of	
  40%	
  (Figure	
  3.1A,	
  B;	
  p=0.7913).	
  Thus,	
  deletion	
  of	
  Arl13b	
  in	
  the	
  pMN	
  

domain	
  at	
  e8.5	
  is	
  not	
  embryonic	
  lethal.	
  

To	
  determine	
  if	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice	
  mimic	
  the	
  phenotype	
  of	
  PDGF-­A-­/-­	
  mice,	
  I	
  

monitored	
  seven	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice	
  and	
  twelve	
  wild	
  type	
  (WT)	
  littermates	
  over	
  

three	
  months	
  for	
  survival,	
  weight,	
  and	
  development	
  of	
  a	
  tremor.	
  A	
  majority	
  of	
  PDGF-­

A-­/-­	
  mice	
  die	
  around	
  p14	
  (others	
  survive	
  to	
  6	
  weeks	
  of	
  age	
  at	
  most),	
  present	
  with	
  a	
  

tremor	
  that	
  is	
  indicative	
  of	
  myelination	
  defects	
  by	
  p21,	
  and	
  become	
  “increasingly	
  

runted”	
  as	
  they	
  age	
  (Fruttiger	
  et	
  al.,	
  1999).	
  Over	
  this	
  time,	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice	
  

survived	
  as	
  long	
  as	
  WT	
  littermates,	
  and	
  failed	
  to	
  present	
  with	
  a	
  tremor,	
  which	
  is	
  

inconsistent	
  with	
  Arl13b	
  being	
  required	
  for	
  OL	
  development	
  (Figure	
  3.1C).	
  While	
  

there	
  was	
  a	
  trend	
  towards	
  decreased	
  weight	
  from	
  p5-­‐p21,	
  no	
  significant	
  difference	
  

was	
  observed	
  between	
  weights	
  at	
  the	
  specified	
  ages,	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice	
  

continued	
  to	
  gain	
  weight	
  with	
  age	
  (Figure	
  3.1D.	
  These	
  data	
  demonstrate	
  that	
  loss	
  of	
  

Ar1l3b	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  of	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice	
  is	
  not	
  lethal	
  in	
  embryos	
  or	
  young	
  

adults,	
  nor	
  does	
  it	
  mimic	
  the	
  postnatal	
  phenotype	
  of	
  PDGF-­A-­/-­	
  mice.	
  

3.3.2	
  Deletion	
  of	
  Arl13b	
  in	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
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Olig1-­Cre	
  expression	
  begins	
  at	
  e8.5,	
  and	
  in	
  vivo	
  turnover	
  of	
  Arl13b	
  takes	
  

approximately	
  42	
  hours	
  (Su	
  et	
  al.,	
  2012).	
  This	
  predicts	
  absence	
  of	
  Arl13b	
  from	
  the	
  

pMN	
  domain	
  of	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
  by	
  e10.5.	
  To	
  determine	
  the	
  timing	
  of	
  Arl13b	
  

turnover	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  of	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos,	
  I	
  stained	
  neural	
  tube	
  

sections	
  of	
  e10.5	
  embryos	
  for	
  Olig2	
  to	
  mark	
  the	
  pMN	
  domain	
  and	
  for	
  Arl13b.	
  By	
  

e10.5,	
  deletion	
  of	
  Arl13b	
  is	
  complete	
  in	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice,	
  shown	
  by	
  an	
  absence	
  of	
  

Arl13b	
  staining	
  in	
  the	
  Olig2+	
  pMN	
  domain	
  (Figure	
  3.2	
  A-­F).	
  

3.3.3	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
  and	
  pups	
  fail	
  to	
  display	
  phenotypes	
  indicative	
  of	
  

disrupted	
  OL	
  development	
  

To	
  determine	
  if	
  Arl13b	
  is	
  required	
  for	
  migration	
  and	
  maturation	
  of	
  OLPs	
  in	
  

the	
  optic	
  nerve,	
  I	
  looked	
  at	
  expression	
  of	
  PDGFRα+	
  at	
  p7	
  and	
  of	
  MBP	
  at	
  p11	
  in	
  the	
  

optic	
  nerves	
  of	
  WT	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  pups.	
  At	
  p7,	
  PDGFRα+	
  OLPs	
  reach	
  the	
  optic	
  

nerve,	
  and	
  at	
  p11	
  myelination	
  in	
  the	
  optic	
  nerve	
  is	
  reaching	
  its	
  peak	
  (Foran	
  and	
  

Peterson,	
  1992;	
  Mudhar	
  et	
  al.,	
  1993a;	
  Wolswijk,	
  Guus,	
  Noble,	
  1995).	
  At	
  p11,	
  there	
  is	
  

no	
  significant	
  difference	
  in	
  MBP	
  expression	
  from	
  protein	
  lysates	
  of	
  WT	
  and	
  

Arl13bΔOlig1-­Cre	
  optic	
  nerves	
  (Figure	
  3.3).	
  These	
  data	
  indicate	
  that	
  Arl13b	
  is	
  not	
  

required	
  for	
  myelination	
  of	
  the	
  optic	
  nerve	
  in	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice.	
  

To	
  determine	
  if	
  Arl13b	
  is	
  required	
  for	
  earlier	
  stages	
  of	
  OLP	
  migration	
  and	
  

maturation	
  in	
  the	
  neural	
  tube,	
  I	
  looked	
  at	
  expression	
  of	
  Olig2,	
  which	
  marks	
  OLPs	
  at	
  

various	
  stages	
  of	
  development,	
  and	
  at	
  expression	
  of	
  MBP.	
  At	
  e16.5,	
  when	
  OLPs	
  are	
  

actively	
  migrating,	
  Olig2+	
  OLPs	
  are	
  seen	
  throughout	
  the	
  rostral	
  and	
  caudal	
  neural	
  

tube	
  of	
  both	
  WT	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
  (Figure	
  3.4	
  B,	
  D,	
  F,	
  H).	
  Furthermore,	
  

MBP	
  is	
  expressed	
  in	
  the	
  rostral	
  neural	
  tube	
  of	
  both	
  WT	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
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(Figure	
  3.4	
  A,	
  E).	
  As	
  MBP	
  is	
  expressed	
  in	
  both	
  the	
  neural	
  tube	
  and	
  optic	
  nerve	
  of	
  

Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mutants,	
  this	
  suggests	
  that	
  Arl13b	
  is	
  not	
  essential	
  for	
  the	
  expression	
  

of	
  MBP	
  at	
  the	
  observed	
  stages	
  and	
  locations.	
  Thus,	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  Arl13b,	
  OLP	
  

maturation	
  into	
  pre-­‐myelinating	
  OLs	
  is	
  on-­‐track,	
  and	
  that	
  OLs	
  are	
  able	
  to	
  migrate	
  

outward	
  from	
  the	
  pMN	
  domain	
  where	
  they	
  are	
  specified.	
  Together,	
  these	
  data	
  

suggest	
  that	
  Arl13b	
  is	
  not	
  essential	
  for	
  migration	
  and	
  maturation	
  of	
  OLPs	
  in	
  either	
  

the	
  neural	
  tube	
  at	
  e16.5,	
  or	
  to	
  the	
  optic	
  nerve	
  at	
  p11.	
  

3.3.4	
  Repopulation	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  with	
  Arl13b	
  expressing	
  Olig2+	
  progenitors	
  

(in	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
  at	
  e12.5)	
  

OLPs	
  are	
  specified	
  from	
  Olig1/2+	
  progenitors	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  at	
  e12.5.	
  

To	
  determine	
  if	
  Arl13b	
  is	
  required	
  for	
  earlier	
  stages	
  of	
  OL	
  development,	
  I	
  looked	
  at	
  

the	
  neural	
  tubes	
  of	
  e12.5	
  embryos.	
  Although	
  I	
  observe	
  loss	
  of	
  Arl13b	
  at	
  e10.5	
  in	
  the	
  

pMN	
  domain	
  of	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos,	
  Arl13b	
  is	
  again	
  present	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  

and	
  along	
  the	
  VZ	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  at	
  e12.5	
  (Figure	
  3.5	
  A-­D).	
  This	
  indicates	
  that	
  

an	
  Arl13b+,	
  Olig1/2-­‐	
  population	
  of	
  cells	
  continually	
  specifies	
  Olig1/2+	
  progenitors	
  

of	
  the	
  pMN	
  domain.	
  Thus,	
  any	
  time	
  Olig1/2-­‐	
  cells	
  give	
  rise	
  to	
  new	
  Olig1/2+	
  

progenitors,	
  	
  the	
  cycle	
  of	
  Arl13b	
  deletion	
  and	
  turnover	
  begins	
  again.	
  As	
  such,	
  the	
  

lack	
  of	
  observable	
  OL	
  phenotype	
  in	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mutants	
  may	
  be	
  due	
  to	
  presence	
  

of	
  Arl13b	
  at	
  right	
  period	
  of	
  time	
  in	
  order	
  for	
  OLP	
  development	
  to	
  continue	
  

smoothly.	
  

3.3.5	
  Generation	
  and	
  characterization	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  mice	
  

To	
  determine	
  if	
  cilia	
  are	
  required	
  for	
  OL	
  development,	
  I	
  generated	
  Ift88flox/flox,	
  

Olig1-­Cre	
  (Ift88ΔOlig1-­Cre)	
  mice	
  by	
  the	
  following	
  cross:	
  	
  Ift88flox/flox	
  females	
  to	
  Ift8Δflox/+,	
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Olig1-­Cre	
  males.	
  As	
  with	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos,	
  approximately	
  5%	
  of	
  Olig1-­Cre	
  

positive	
  embryos	
  have	
  leaky,	
  ubiquitous	
  Cre	
  expression.	
  As	
  such,	
  2.5%	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­

Cre	
  mutant	
  embryos	
  will	
  recapitulate	
  the	
  Ift88	
  null	
  phenotype	
  and	
  die	
  during	
  

midgestation.	
  Adjusting	
  for	
  leaky	
  Olig1-­Cre	
  expression,	
  I	
  observed	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  

mutants	
  at	
  birth	
  at	
  the	
  expected	
  adjusted	
  ratio	
  (32	
  observed	
  vs.	
  26.78	
  expected;	
  

p=0.3009)	
  (Figure	
  3.6).	
  Thus,	
  deletion	
  of	
  Ift88	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  at	
  e8.5	
  is	
  not	
  

lethal.	
  

I	
  crossed	
  females	
  homozygous	
  for	
  the	
  conditional	
  allele	
  of	
  Ift88	
  (Ift88flox/flox)	
  

to	
  Ift88+/Ift88flox,	
  Olig1-­Cre	
  males	
  to	
  generate	
  Ift88flox/Ift88flox;	
  Olig1-­Cre	
  (Ift88ΔOlig1-­

Cre)	
  mutants.	
  From	
  this	
  cross,	
  mutants	
  are	
  generated	
  25%	
  of	
  the	
  time.	
  As	
  with	
  

Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos,	
  approximately	
  5%	
  of	
  Olig1-­Cre	
  positive	
  embryos	
  have	
  leaky,	
  

ubiquitous	
  Cre	
  expression.	
  As	
  such,	
  2.5%	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  mutant	
  embryos	
  will	
  

recapitulate	
  the	
  Ift88	
  null	
  phenotype	
  and	
  die	
  during	
  midgestation.	
  The	
  predicted	
  

frequency	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  mutants	
  is	
  thus	
  re-­‐adjusted	
  to	
  22.5%	
  (25%	
  -­‐	
  2.5%	
  =	
  

22.5%).	
  I	
  observed	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  pups	
  in	
  26.9%	
  of	
  live	
  births,	
  which	
  is	
  not	
  

significantly	
  different	
  from	
  the	
  expected	
  adjusted	
  ratio	
  of	
  22.5%	
  (Figure	
  3.6A,	
  B;	
  

p=0.3009).	
  Thus,	
  deletion	
  of	
  Ift88	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  at	
  e8.5	
  is	
  not	
  embryonic	
  lethal.	
  

To	
  determine	
  the	
  timing	
  of	
  Ift88	
  turnover	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  

embryos,	
  I	
  stained	
  neural	
  tube	
  sections	
  of	
  e12.5	
  embryos	
  for	
  Olig2	
  to	
  mark	
  the	
  pMN	
  

domain,	
  for	
  Arl13b	
  to	
  mark	
  cilia,	
  and	
  for	
  Ift88.	
  At	
  e12.5,	
  both	
  Ift88	
  and	
  Arl13b+	
  cilia	
  

are	
  present	
  in	
  the	
  Olig2+	
  pMN	
  domain	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  neural	
  tubes	
  (Figure	
  3.7	
  A-­C).	
  

This	
  observation	
  halted	
  further	
  investigation	
  of	
  OL	
  development	
  in	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
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mice,	
  as	
  Ift88	
  is	
  present	
  at	
  the	
  onset	
  of	
  OLP	
  specification.	
  Thus,	
  a	
  role	
  for	
  Ift88	
  in	
  

early	
  stages	
  of	
  OL	
  development	
  can	
  not	
  be	
  discerned	
  from	
  this	
  model.	
  

To	
  determine	
  if	
  Ift88	
  is	
  required	
  for	
  maintenance	
  of	
  OLs,	
  and	
  of	
  myelin,	
  in	
  

adults,	
  I	
  monitored	
  two	
  adult	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  males	
  over	
  a	
  period	
  of	
  six	
  months,	
  after	
  

which	
  they	
  were	
  euthanized.	
  Neither	
  male	
  displayed	
  any	
  phenotype	
  indicative	
  of	
  

demyelination,	
  which	
  indicates	
  that	
  maintenance	
  of	
  OLs	
  and	
  of	
  myelin	
  in	
  adults	
  does	
  

not	
  require	
  Ift88.	
  

3.3.6	
  Rational	
  for	
  Nestin-­Cre	
  

	
   To	
  overcome	
  the	
  issues	
  with	
  Olig1-­Cre,	
  I	
  switched	
  to	
  Nestin-­Cre	
  to	
  drive	
  

deletion	
  of	
  Arl13b	
  and	
  Ift88	
  in	
  the	
  neural	
  stem	
  cell	
  (NSC)	
  population.	
  Nestin	
  is	
  a	
  

marker	
  of	
  NSCs,	
  and	
  Nestin-­Cre	
  expression	
  is	
  present	
  by	
  e10.5	
  (Graus-­‐Porta	
  et	
  al.,	
  

2001;	
  Lendahl	
  et	
  al.,	
  1990;	
  Tronche	
  et	
  al.,	
  1999).	
  Among	
  other	
  neuronal	
  cell	
  types,	
  

Nestin+	
  NSCs	
  give	
  rise	
  to	
  the	
  Olig1/2	
  pMN	
  domain,	
  and	
  thus	
  to	
  OLPs	
  (Kessaris	
  et	
  al.,	
  

2008;	
  Lu	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Zhou	
  and	
  Anderson,	
  2002).	
  By	
  inducing	
  deletion	
  in	
  the	
  NSC	
  we	
  

can	
  avoid	
  the	
  continual	
  repopulation	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  with	
  Arl13b+	
  or	
  Ift88+	
  

cells.	
  

3.3.7	
  Generation	
  of	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice	
  and	
  turnover	
  of	
  Arl13b	
  in	
  the	
  neural	
  tube	
  

I	
  generated	
  Arl13bflox/hnn,	
  Nestin-­Cre	
  (Arl13bΔNestin1-­Cre)	
  mutants	
  by	
  the	
  

following	
  cross:	
  Arl13bflox/flox	
  females	
  to	
  Arl13b+/hnn,	
  Nestin-­Cre	
  males.	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  

mutants	
  are	
  born	
  at	
  near	
  expected	
  ratios	
  (Arl13bΔNestin1-­Cre-­‐18.58%	
  observed	
  vs.	
  25%	
  

expected,	
  p=0.1426)	
  (Figure	
  3.8	
  A).	
  To	
  determine	
  if	
  Arl13b	
  turnover	
  is	
  complete	
  by	
  

e12.5,	
  I	
  stained	
  e12.5	
  neural	
  tube	
  sections	
  of	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  embryos	
  for	
  Arl13b	
  

and	
  showed	
  that	
  Arl13b	
  is	
  absent	
  at	
  e12.5	
  (Figure	
  3.9	
  A,	
  D).	
  To	
  show	
  that	
  cilia	
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remain	
  present	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  Arl13b,	
  I	
  stained	
  e12.5	
  neural	
  tube	
  sections	
  with	
  

Ift88.	
  The	
  presence	
  of	
  Ift88	
  in	
  the	
  neural	
  tube	
  at	
  e12.5	
  indicates	
  that	
  cilia	
  remain	
  

(Figure	
  3.9	
  B,	
  E).	
  

3.3.8	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice	
  do	
  not	
  display	
  defects	
  in	
  prenatal	
  OL	
  development	
  or	
  

early	
  postnatal	
  myelination	
  

To	
  determine	
  if	
  loss	
  of	
  Arl13b	
  in	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  embryos	
  affects	
  OLP	
  

specification	
  and	
  migration,	
  I	
  looked	
  at	
  expression	
  of	
  Olig2	
  and	
  PDGFRα	
  OLPs	
  in	
  the	
  

neural	
  tube	
  of	
  e14.5	
  embryos.	
  At	
  this	
  stage,	
  Olig2+	
  OLPs	
  are	
  present	
  throughout	
  the	
  

neural	
  tube	
  of	
  both	
  WT	
  and	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  embryos,	
  which	
  suggests	
  that	
  OLP	
  

migration	
  is	
  not	
  impaired	
  in	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mutants	
  (Figure	
  3.10	
  A,	
  B).	
  

Furthermore,	
  expression	
  of	
  PDGFRα	
  in	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  embryos	
  is	
  grossly	
  

indistinguishable	
  from	
  WT	
  littermates	
  (Figure	
  3.10	
  C,	
  D).	
  Thus,	
  Arl13b	
  is	
  not	
  

essential	
  for	
  the	
  specification	
  of	
  PDGFRα	
  OLPs	
  or	
  for	
  OLP	
  migration	
  in	
  the	
  neural	
  

tube	
  at	
  e14.5.	
  

To	
  follow	
  OLP	
  maturation	
  into	
  pre-­‐myelinating	
  OLs,	
  I	
  monitored	
  expression	
  

of	
  a	
  PLP-­‐GFP	
  transgene	
  in	
  WT	
  and	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  embryos	
  at	
  e14.5.	
  PLP	
  is	
  a	
  

component	
  of	
  myelin	
  and	
  a	
  marker	
  of	
  maturing,	
  pre-­‐myelinating	
  OLs.	
  To	
  assay	
  the	
  

intensity	
  and	
  pattern	
  of	
  PLP-­GFP	
  expression	
  at	
  e14.5,	
  images	
  of	
  whole	
  embryos	
  

were	
  taken	
  under	
  a	
  GFP	
  filter.	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  embryos	
  and	
  WT	
  littermates	
  have	
  no	
  

discernable	
  difference	
  in	
  either	
  intensity	
  or	
  pattern	
  of	
  PLP-­‐GFP	
  at	
  e14.5	
  (Figure	
  

3.11	
  A,	
  B).	
  Both	
  genotypes	
  expressed	
  PLP-­‐GFP	
  throughout	
  the	
  spinal	
  cord	
  and	
  in	
  

the	
  same	
  regions	
  of	
  the	
  brain	
  at	
  similar	
  intensities,	
  although	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  

embryos	
  did	
  appear	
  smaller	
  on	
  average	
  compared	
  to	
  WT	
  littermates.	
  Overall,	
  these	
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data	
  support	
  a	
  model	
  where	
  Ar1l3b	
  is	
  not	
  essential	
  for	
  prenatal	
  stages	
  of	
  OL	
  

development,	
  including	
  PDGFRα	
  OLP	
  specification,	
  OLP	
  migration	
  throughout	
  the	
  

neural	
  tube,	
  and	
  OLP	
  maturation	
  into	
  pre-­‐myelinating	
  OLs.	
  

3.3.9	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice	
  do	
  not	
  display	
  defects	
  in	
  postnatal	
  myelination	
  and	
  

develop	
  cystic	
  kidneys	
  

Nestin+	
  cells	
  also	
  give	
  rise	
  to	
  cells	
  in	
  the	
  kidney,	
  and	
  alterations	
  in	
  cilia	
  in	
  

vivo	
  are	
  known	
  to	
  promote	
  development	
  of	
  cystic	
  kidneys	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Lin	
  

et	
  al.,	
  2003;	
  Pazour	
  et	
  al.,	
  2002;	
  Qin	
  et	
  al.,	
  2001;	
  Trapp	
  et	
  al.,	
  2008).	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  

mice	
  develop	
  cystic	
  kidneys	
  early	
  during	
  postnatal	
  development	
  and	
  die	
  young	
  

(p12.29	
  ±	
  5.24).	
  Kidney	
  failure	
  is	
  a	
  likely	
  cause	
  of	
  death	
  in	
  these	
  mice,	
  given	
  the	
  

development	
  of	
  severely	
  cystic	
  kidneys	
  during	
  postnatal	
  development.	
  

Because	
  the	
  cystic	
  kidneys	
  and	
  overall	
  poor	
  health	
  of	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice	
  

could	
  contribute	
  to	
  defects	
  in	
  OL	
  development,	
  analysis	
  of	
  postnatal	
  OL	
  

development	
  was	
  restricted	
  to	
  p7	
  (Kikusui	
  and	
  Mori,	
  2009;	
  Yusuf	
  et	
  al.,	
  1981).	
  This	
  

was	
  several	
  days	
  before	
  pups	
  died,	
  on	
  average,	
  and	
  is	
  also	
  the	
  time	
  by	
  which	
  OLs	
  

reach	
  the	
  optic	
  nerve	
  and	
  begin	
  myelination	
  (Foran	
  and	
  Peterson,	
  1992;	
  Fruttiger	
  et	
  

al.,	
  2000;	
  Mudhar	
  et	
  al.,	
  1993b).	
  	
  To	
  determine	
  if	
  loss	
  of	
  Arl13b	
  affects	
  OL	
  migration	
  

to	
  the	
  optic	
  nerve	
  by	
  p7,	
  I	
  looked	
  at	
  expression	
  of	
  PDGFRα	
  and	
  Olig2.	
  At	
  this	
  time-­‐

point,	
  there	
  is	
  no	
  difference	
  between	
  expression	
  of	
  PDGFRα	
  and	
  Olig2	
  in	
  the	
  optic	
  

nerves	
  of	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice	
  and	
  their	
  WT	
  littermates	
  (Figure	
  3.12	
  A,	
  B).	
  These	
  

data	
  suggest	
  that	
  Arl13b	
  is	
  not	
  essential	
  for	
  OL	
  migration	
  to	
  the	
  optic	
  nerve	
  at	
  p7.	
  

3.3.10	
  Generation	
  and	
  characterization	
  of	
  Ift88ΔNestin1-­Cre	
  mice	
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I	
  crossed	
  Ift88flox/flox	
  females	
  to	
  Ift88+/flox,	
  Nestin-­Cre	
  males	
  to	
  generate	
  

Ift88flox/flox,	
  Nestin-­Cre	
  (Ift88ΔNestin1-­Cre)	
  mutants.	
  Ift88ΔNestin1-­Cre	
  mutants	
  are	
  born	
  at	
  

near	
  expected	
  ratios	
  (9	
  observed	
  vs.	
  9.75	
  expected,	
  p=0.9203)	
  (Figure	
  3.8	
  B).	
  

Ift88ΔNestin-­Cre	
  embryos	
  maintain	
  cilia	
  and	
  continue	
  to	
  express	
  Ift88	
  as	
  late	
  at	
  e18.5	
  

(Figure	
  3.10	
  A-­C).	
  Thus,	
  I	
  restricted	
  analysis	
  of	
  OL	
  development	
  to	
  later	
  postnatal	
  

stages	
  in	
  these	
  mice	
  in	
  order	
  to	
  give	
  enough	
  time	
  for	
  loss	
  of	
  Ift88	
  to	
  have	
  an	
  affect.	
  	
  

To	
  determine	
  if	
  Ift88	
  is	
  required	
  for	
  late	
  stages	
  of	
  OL	
  development,	
  I	
  

compared	
  expression	
  of	
  Olig2,	
  PDGFRα,	
  and	
  CNP,	
  markers	
  of	
  OLs,	
  OLPs,	
  and	
  

myelinating	
  OLs	
  respectively,	
  at	
  p21	
  in	
  the	
  optic	
  nerve.	
  This	
  is	
  the	
  last	
  region	
  of	
  the	
  

CNS	
  to	
  be	
  myelinated,	
  and	
  is	
  a	
  good	
  place	
  to	
  look	
  for	
  defects	
  in	
  OL	
  migration	
  and	
  

differentiation	
  in	
  myelinating	
  OLs	
  (Baumann	
  and	
  Pham-­‐Dinh,	
  2001).	
  Both	
  

Ift88ΔNestin1-­Cre	
  mice	
  and	
  their	
  WT	
  littermates	
  have	
  no	
  significant	
  difference	
  in	
  

expression	
  of	
  these	
  markers	
  at	
  p21	
  in	
  the	
  optic	
  nerve	
  (Figure	
  3.13	
  D).	
  These	
  data	
  

suggest	
  that	
  Ift88	
  is	
  not	
  required	
  for	
  later	
  stages	
  of	
  OL	
  development	
  and	
  

myelination	
  in	
  the	
  optic	
  nerve.	
  

Like	
  the	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice,	
  Ift88ΔNestin1-­Cre	
  mice	
  also	
  developed	
  cystic	
  

kidneys,	
  and	
  survive	
  slightly	
  longer	
  than	
  Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice	
  (p14.25	
  ±	
  1.89).	
  Since	
  

Ift88	
  turnover	
  takes	
  longer	
  than	
  Arl13b	
  turnover,	
  the	
  most	
  likely	
  explanation	
  is	
  that	
  

Arl13bΔNestin1-­Cre	
  mice	
  develop	
  cystic	
  kidneys	
  earlier	
  due	
  to	
  earlier	
  turnover	
  of	
  

Arl13b.	
  

3.4	
  Discussion	
  

Based	
  on	
  previous	
  links	
  between	
  PDGF-­‐AA/αα	
  and	
  primary	
  cilia,	
  and	
  

because	
  PDGF-­‐AA/αα	
  is	
  essential	
  for	
  OL	
  development,	
  I	
  sought	
  to	
  determine	
  if	
  



	
   58	
  

primary	
  cilia	
  are	
  essential	
  for	
  OL	
  development	
  in	
  vivo.	
  Results	
  from	
  four	
  genetic	
  

models	
  where	
  cilia	
  were	
  crippled	
  (Arl13bΔOlig1-­Cre	
  and	
  Arl13bΔNestin-­Cre)	
  or	
  ablated	
  

(Ift88ΔOlig1-­Cre	
  and	
  Ift88ΔNestin-­Cre)	
  in	
  OLs	
  fail	
  to	
  support	
  a	
  model	
  where	
  cilia	
  are	
  

essential	
  for	
  OL	
  development	
  in	
  vivo.	
  Loss	
  of	
  either	
  Arl13b	
  or	
  Ift88	
  at	
  different	
  

stages	
  of	
  OL	
  development	
  had	
  no	
  discernable	
  effect	
  on	
  prenatal	
  or	
  postnatal	
  OL	
  

development.	
  The	
  implications	
  of	
  these	
  results	
  are	
  discussed	
  below.	
  

3.4.1	
  Benefits	
  and	
  disadvantages	
  of	
  Olig1-­Cre	
  and	
  Nestin-­Cre	
  	
  

The	
  combination	
  of	
  Olig1-­Cre	
  and	
  Nestin-­Cre	
  permit	
  a	
  more	
  comprehensive	
  

analysis	
  of	
  OL	
  development;	
  their	
  advantages	
  and	
  drawbacks	
  are	
  summarized	
  in	
  

Table	
  3.1.	
  Briefly,	
  Olig1-­Cre	
  allows	
  analysis	
  of	
  later	
  stages	
  of	
  OL	
  development	
  and	
  

myelination,	
  while	
  Nestin-­Cre	
  permits	
  analysis	
  of	
  early	
  stages	
  of	
  OL	
  development.	
  

Furthermore,	
  in	
  the	
  Olig1-­Cre	
  models	
  I	
  can	
  ask	
  if	
  cilia	
  are	
  cell	
  autonomous	
  for	
  OL	
  

development,	
  while	
  in	
  the	
  Nestin-­Cre	
  models	
  I	
  can	
  ask	
  if	
  cilia	
  have	
  a	
  non-­‐cell	
  

autonomous	
  role	
  in	
  OL	
  development.	
  As	
  deletion	
  of	
  Arl13b	
  or	
  Ift88	
  through	
  either	
  

Olig1-­Cre	
  or	
  Nestin-­Cre	
  failed	
  to	
  disrupt	
  OL	
  development,	
  this	
  suggests	
  that	
  cilia	
  do	
  

not	
  function	
  in	
  a	
  cell	
  autonomous	
  or	
  non-­‐cell	
  autonomous	
  manner	
  for	
  OL	
  

development.	
  

Table	
  3.1	
  

Benefits	
  and	
  disadvantages	
  of	
  Olig1-­Cre	
  and	
  Nestin-­Cre	
  models	
  

Olig1-­Cre	
   Nestin-­Cre	
  
Re-­‐emergence	
  of	
  Arl13b+	
  or	
  Ift88+	
  cells	
  
in	
  pMN	
  domain	
  prevents	
  analysis	
  of	
  

prenatal	
  OL	
  development	
  

No	
  re-­‐population	
  of	
  Arl13b	
  or	
  Ift88	
  
during	
  OLP	
  specification,	
  permits	
  

analysis	
  of	
  prenatal	
  OL	
  development	
  
Normal	
  lifespan	
  permits	
  analysis	
  of	
  later	
  

stages	
  of	
  OL	
  development	
  and	
  of	
  
prenatal	
  behavior	
  

Mice	
  develop	
  cystic	
  kidneys	
  and	
  die	
  
young,	
  precludes	
  analysis	
  of	
  later	
  stages	
  

of	
  OL	
  development	
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3.4.2	
  Arl13b	
  and	
  Ift88	
  are	
  not	
  essential	
  for	
  OL	
  development	
  in	
  vivo	
  

	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice	
  failed	
  to	
  show	
  defects	
  in	
  OL	
  development	
  or	
  in	
  

myelination.	
  The	
  caveat	
  of	
  this	
  conclusion	
  is	
  that	
  Arl13b	
  is	
  present	
  at	
  the	
  time	
  of	
  

PDGFRα+	
  OLP	
  specification.	
  In	
  vitro,	
  continuous	
  exposure	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  is	
  not	
  

required	
  for	
  sustained	
  migration	
  of	
  OLPs	
  (Frost	
  et	
  al.,	
  2009).	
  Therefore,	
  it	
  is	
  possible	
  

that	
  Arl13b	
  is	
  present	
  at	
  the	
  precise	
  time	
  when	
  OLPs	
  are	
  competent	
  for	
  response	
  to	
  

PDGF-­‐AA.	
  

To	
  circumvent	
  the	
  re-­‐emergence	
  of	
  Arl13b,	
  I	
  used	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  mice	
  to	
  

induce	
  deletion	
  of	
  Arl13b	
  in	
  the	
  NSC	
  population.	
  This	
  avoids	
  the	
  repopulation	
  of	
  the	
  

pMN	
  domain	
  with	
  Arl13b+	
  cells	
  that	
  will	
  undergo	
  another	
  round	
  of	
  Arl13b	
  turnover.	
  

Unlike	
  PDGF-­A-­/-­	
  embryos,	
  which	
  have	
  significantly	
  decreased	
  expression	
  of	
  

immature	
  and	
  mature	
  OL	
  markers,	
  both	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  and	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  mice	
  had	
  

overall	
  normal	
  OL	
  development.	
  This	
  indicates	
  that	
  Arl13b	
  is	
  not	
  essential	
  for	
  

prenatal	
  or	
  postnatal	
  OL	
  development	
  in	
  vivo.	
  

I	
  limited	
  analysis	
  of	
  OL	
  development	
  in	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  and	
  Ift88ΔNestin-­Cre	
  mice	
  to	
  

postnatal	
  stages,	
  since	
  both	
  models	
  maintain	
  expression	
  of	
  Ift88	
  through	
  the	
  time	
  at	
  

which	
  OLPs	
  are	
  specified.	
  Compared	
  to	
  WT	
  littermates,	
  neither	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  nor	
  

Ift88ΔNestin-­Cre	
  mice	
  show	
  defects	
  in	
  postnatal	
  OL	
  development.	
  Furthermore,	
  in	
  stark	
  

contrast	
  to	
  PDGF-­A-­/-­	
  mice	
  which	
  develop	
  a	
  tremor	
  by	
  p21	
  and	
  die	
  by	
  6	
  weeks	
  of	
  age,	
  

Ift88ΔOlig1-­Cre	
  mice	
  failed	
  to	
  present	
  with	
  phenotypes	
  indicative	
  of	
  hypomyelination	
  

and	
  lived	
  for	
  several	
  months	
  (Fruttiger	
  et	
  al.,	
  1999).	
  These	
  data	
  suggest	
  that	
  Ift88	
  is	
  

not	
  essential	
  for	
  postnatal	
  OL	
  development	
  in	
  vivo.	
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The	
  lack	
  of	
  OL	
  phenotype	
  in	
  the	
  Arl13bΔOlig1-­Cre,	
  Arl13bΔNestin-­Cre,	
  Ift88ΔOlig1-­Cre,	
  

and	
  Ift88ΔNestin-­Cre	
  mice	
  implies	
  that	
  cilia	
  and	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  are	
  not	
  linked	
  in	
  

oligodendrocytes.	
  However,	
  my	
  data	
  do	
  not	
  rule	
  out	
  a	
  link	
  between	
  cilia	
  and	
  PDGF-­‐

AA/αα	
  signaling	
  in	
  other	
  cell	
  types	
  in	
  vivo	
  or	
  in	
  vitro.	
  Alternatively,	
  cilia	
  and	
  PDGF-­‐

AA/αα	
  signaling	
  are	
  linked	
  in	
  oligodendrocytes,	
  but	
  the	
  limitations	
  of	
  my	
  in	
  vivo	
  

models	
  preclude	
  an	
  accurate	
  evaluation	
  of	
  this	
  link.	
  

3.4.3	
  Support	
  for	
  a	
  sequential	
  progenitor	
  model	
  from	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
  

The	
  sequential	
  model	
  of	
  MN/OLP	
  specification	
  proposes	
  that	
  a	
  persistent,	
  

self-­‐renewing	
  population	
  of	
  NSCs	
  gives	
  rise	
  to	
  waves	
  of	
  Olig1/2+	
  precursors	
  at	
  

different	
  times	
  during	
  development	
  (Figure	
  1.5	
  B).	
  Depending	
  on	
  the	
  stage	
  of	
  

development,	
  the	
  Olig1/2+	
  precursors	
  will	
  specify	
  either	
  MNs	
  or	
  OLPs:	
  	
  At	
  e9.5,	
  

Olig1/2+	
  progenitors	
  specify	
  MNs,	
  and	
  by	
  e12.5,	
  NSCs	
  generate	
  another	
  wave	
  of	
  

Olig1/2+	
  precursors	
  that	
  then	
  specify	
  OLPs.	
  The	
  mixed	
  model	
  proposes	
  that	
  the	
  

pMN	
  domain	
  is	
  composed	
  of	
  two	
  populations	
  of	
  progenitors:	
  	
  One	
  population	
  

specifies	
  MNs	
  and	
  the	
  other	
  specifies	
  OLPs	
  (Figure	
  1.5	
  A).	
  

My	
  data	
  from	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos	
  is	
  consistent	
  with	
  the	
  sequential	
  model.	
  

I	
  observe	
  loss	
  of	
  Arl13b	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  at	
  e10.5,	
  which	
  is	
  consistent	
  with	
  

deletion	
  initiating	
  at	
  e8.5	
  and	
  Arl13b	
  turnover	
  taking	
  approximately	
  42	
  hours.	
  At	
  

e12.5,	
  the	
  pMN	
  domain	
  is	
  again	
  repopulated	
  with	
  Arl13b+	
  cells.	
  The	
  loss	
  and	
  re-­‐

population	
  of	
  Arl13b+	
  cells	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  suggests	
  that	
  an	
  Olig1/2-­‐	
  population	
  

gives	
  rise	
  to	
  multiple	
  waves	
  of	
  Olig1/2+	
  cells	
  in	
  the	
  pMN	
  domain.	
  Upon	
  expression	
  

of	
  Olig1-­Cre,	
  each	
  wave	
  of	
  Olig1/2+	
  cells	
  begins	
  a	
  round	
  of	
  Arl13b	
  deletion	
  and	
  

turnover.	
  In	
  contrast	
  to	
  the	
  sequential	
  model,	
  the	
  mixed	
  model	
  proposes	
  the	
  



	
   61	
  

existence	
  of	
  a	
  single	
  motor	
  neuron/oligodendrocyte	
  progenitor	
  (MNOP)	
  population	
  

of	
  Olig1/2+	
  cells	
  in	
  the	
  pMN	
  domain.	
  My	
  data	
  do	
  not	
  support	
  the	
  mixed	
  model,	
  as	
  it	
  

predicts	
  that	
  we	
  should	
  not	
  see	
  repopulation	
  of	
  the	
  pMN	
  domain	
  with	
  Arl13b+	
  cells.	
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Chapter	
  4:	
  Cilia	
  transport	
  regulates	
  PDGF-­AA/αα	
  signaling	
  via	
  elevated	
  mTOR	
  

signaling	
  and	
  diminished	
  PP2A	
  activity	
  

(as	
  submitted	
  to	
  the	
  Proceedings	
  of	
  the	
  National	
  Academy	
  of	
  Sciences	
  [PNAS]	
  

on	
  March	
  21,	
  2014)	
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4.1	
  	
  Introduction	
  

Primary	
  cilia,	
  the	
  microtubule-­‐based	
  projections	
  found	
  on	
  the	
  eukaryotic	
  cell	
  

surface,	
  are	
  linked	
  to	
  a	
  number	
  of	
  signaling	
  pathways	
  (Goetz	
  and	
  Anderson,	
  2010).	
  

Primary	
  cilia	
  are	
  built	
  and	
  maintained	
  by	
  intraflagellar	
  transport	
  (IFT),	
  whereby	
  the	
  

two	
  IFT	
  complexes,	
  IFTA	
  and	
  IFTB,	
  carry	
  cargo	
  via	
  kinesin	
  and	
  dynein	
  motors	
  for	
  

anterograde	
  and	
  retrograde	
  transport,	
  respectively.	
  Many	
  signaling	
  pathways,	
  

including	
  Sonic	
  hedgehog	
  (Shh),	
  Wnt,	
  PDGF,	
  and	
  mTORC1,	
  are	
  linked	
  to	
  primary	
  

cilia	
  since	
  mutations	
  in	
  IFTA,	
  IFTB,	
  kinesins,	
  or	
  dyneins	
  alter	
  the	
  signaling	
  response	
  

(Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2005).	
  The	
  relationship	
  

between	
  IFT	
  and	
  signaling	
  can	
  be	
  complex;	
  for	
  example,	
  Shh	
  response	
  is	
  reduced	
  in	
  

IFTB,	
  dynein,	
  and	
  kinesin	
  mutants,	
  but	
  elevated	
  in	
  IFTA	
  mutants	
  (Huangfu	
  et	
  al.,	
  

2003;	
  May	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Tran	
  et	
  al.,	
  2008).	
  	
  

Altering	
  IFT	
  leads	
  to	
  distinct	
  changes	
  in	
  cilia	
  structure,	
  depending	
  on	
  which	
  

IFT	
  or	
  motor	
  protein	
  function	
  is	
  disrupted.	
  For	
  example,	
  primary	
  cilia	
  do	
  not	
  form	
  

when	
  anterograde	
  transport	
  is	
  abolished	
  via	
  loss	
  of	
  IFTB	
  or	
  kinesin	
  components.	
  In	
  

contrast,	
  cilia	
  become	
  swollen	
  when	
  either	
  IFTA	
  or	
  dynein	
  components	
  are	
  lost,	
  

preventing	
  retrograde	
  IFT	
  (Goetz	
  and	
  Anderson,	
  2010).	
  Several	
  other	
  classes	
  of	
  

proteins	
  play	
  roles	
  in	
  trafficking	
  and	
  ciliary	
  structure,	
  including	
  the	
  small	
  GTPase,	
  

ADP-­‐ribosylation	
  factor-­‐like	
  13B	
  (ARL13B)	
  (Larkins	
  et	
  al.,	
  2011).	
  Loss	
  of	
  ARL13B	
  

disrupts	
  the	
  microtubule	
  structure	
  of	
  primary	
  cilia,	
  as	
  well	
  as	
  disrupting	
  the	
  

localization	
  and	
  distribution	
  of	
  proteins	
  within	
  cilia	
  (Caspary	
  et	
  al.,	
  2007;	
  Larkins	
  et	
  

al.,	
  2011).	
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Distinct	
  signaling	
  pathways	
  require	
  cilia	
  for	
  their	
  activity.	
  The	
  best	
  

characterized	
  of	
  these	
  is	
  Shh	
  signal	
  transduction,	
  which	
  does	
  not	
  occur	
  in	
  the	
  

absence	
  of	
  cilia;	
  dynamic	
  ciliary	
  movement	
  of	
  the	
  Shh	
  receptor	
  and	
  other	
  pathway	
  

components	
  is	
  necessary	
  to	
  elicit	
  a	
  Shh	
  response	
  (Corbit	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Haycraft	
  et	
  al.,	
  

2005;	
  May	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Rohatgi	
  et	
  al.,	
  2007).	
  The	
  relationship	
  between	
  PDGF	
  

signaling	
  and	
  cilia	
  is	
  less	
  understood.	
  PDGF-­‐AA	
  acts	
  through	
  Defray	
  homodimers	
  to	
  

activate	
  downstream	
  targets,	
  including	
  Akt	
  kinase.	
  PDGFRs	
  is	
  upregulated	
  and	
  

enriched	
  in	
  primary	
  cilia	
  in	
  growth-­‐arrested	
  fibroblasts	
  (Tucker	
  et	
  al.,	
  1979),	
  and	
  

PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  is	
  critical	
  to	
  induce	
  G0	
  cells	
  into	
  the	
  cell	
  cycle	
  (Greenberg	
  and	
  

Ziff;	
  Pledger	
  et	
  al.,	
  1981;	
  Stiles	
  et	
  al.,	
  1979).	
  Moreover,	
  PDGF-­‐AA	
  cannot	
  signal	
  in	
  

fibroblasts	
  lacking	
  cilia,	
  suggesting	
  ciliary	
  localization	
  of	
  the	
  receptor	
  may	
  be	
  critical	
  

to	
  its	
  function.	
  However,	
  cells	
  lacking	
  cilia	
  display	
  decreased	
  PDGFRs	
  protein	
  levels,	
  

which	
  could	
  also	
  explain	
  the	
  lowered	
  signaling	
  (Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  2010).	
  	
  

Akt	
  is	
  fully	
  activated	
  via	
  phosphorylation	
  of	
  threonine	
  308	
  (P-­‐AktT308)	
  and	
  

serine	
  473	
  phosphorylation	
  (P-­‐AktS473).	
  Dephosphorylation	
  of	
  P-­‐AktT308	
  is	
  mediated	
  

by	
  the	
  phosphatase,	
  PP2A.	
  PP2A	
  regulates	
  the	
  activity	
  of	
  a	
  variety	
  of	
  additional	
  

substrates	
  and	
  is	
  negatively	
  regulated	
  by	
  the	
  mammalian	
  target	
  of	
  rapamycin	
  

complex	
  1	
  (mTORC1)	
  (Andjelković	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Jackson	
  and	
  

Pallas,	
  2012;	
  McBride	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Vereshchagina	
  et	
  al.,	
  2008;	
  Zhao	
  et	
  al.,	
  2003).	
  

Interestingly,	
  the	
  activities	
  of	
  both	
  Akt	
  and	
  mTORC1	
  are	
  linked	
  to	
  primary	
  cilia	
  

(Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2005,	
  2010).	
  Here,	
  using	
  mouse	
  embryonic	
  

fibroblasts	
  (MEFs),	
  we	
  demonstrate	
  a	
  role	
  for	
  cilia	
  transport	
  in	
  the	
  regulation	
  of	
  

PP2A	
  activity.	
  We	
  explore	
  the	
  connections	
  among	
  diminished	
  PP2A	
  activity	
  and	
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misregulation	
  of	
  mTORC1	
  and	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  pathways	
  in	
  cilia	
  transport	
  

mutants.	
  Our	
  data	
  reveal	
  that	
  the	
  role	
  of	
  cilia	
  transport	
  in	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  is	
  

due	
  to	
  elevated	
  mTORC1	
  signaling.	
  Furthermore,	
  we	
  show	
  that	
  cilia	
  transport	
  

regulates	
  PP2A	
  activity	
  and	
  propose	
  that	
  misregulation	
  of	
  PP2A	
  contributes	
  to	
  the	
  

disruption	
  of	
  cilia-­‐linked	
  signaling	
  pathways.	
  	
  

4.2	
  	
  Results	
  

4.2.1	
  	
  PP2Ac	
  Localizes	
  to	
  the	
  Basal	
  Body	
  of	
  MEFs	
  	
  

We	
  examined	
  the	
  subcellular	
  localization	
  of	
  PP2A	
  relative	
  to	
  the	
  primary	
  

cilium	
  in	
  serum-­‐starved,	
  ciliated	
  mouse	
  embryonic	
  fibroblasts	
  (MEFs).	
  PP2A	
  is	
  

composed	
  of	
  a	
  structural	
  subunit	
  (subunit	
  A),	
  a	
  regulator	
  subunit	
  (subunit	
  B),	
  and	
  a	
  

catalytic	
  subunit	
  (subunit	
  C).	
  While	
  there	
  are	
  dozens	
  of	
  B	
  subunits,	
  there	
  are	
  only	
  

two	
  isoforms	
  of	
  the	
  A	
  and	
  C	
  subunits,	
  which	
  are	
  85%	
  and	
  97%	
  identical	
  at	
  the	
  

protein	
  level,	
  respectively	
  (Arino	
  et	
  al.,	
  1988;	
  Green	
  et	
  al.,	
  1987;	
  Hemmings	
  et	
  al.,	
  

1990;	
  Virshup	
  and	
  Shenolikar,	
  2009).	
  Using	
  immunofluorescence,	
  we	
  found	
  PP2Ac	
  

concentrated	
  at	
  the	
  base	
  of	
  the	
  cilium.	
  By	
  co-­‐staining	
  with	
  g	
  tubulin	
  and	
  Arl13b,	
  we	
  

determined	
  PP2Ac	
  localized	
  to	
  the	
  basal	
  body	
  (Fig.	
  4.1A	
  and	
  B).	
  The	
  connection	
  

between	
  PP2Ac	
  and	
  cilia	
  is	
  further	
  supported	
  by	
  data	
  from	
  Chlamydomonas	
  

reinhardtii	
  that	
  show	
  PP2Ac	
  in	
  flagella	
  (Yang	
  et	
  al.,	
  2000).	
  	
  

Previous	
  work	
  showed	
  P-­‐AktS473	
  and	
  AktT308	
  localized	
  to	
  the	
  basal	
  body	
  of	
  MEFs,	
  

where	
  we	
  saw	
  PP2Ac	
  (Schneider	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Zhu	
  et	
  al.,	
  2009).	
  Since	
  P-­‐AktT308	
  is	
  a	
  

PP2A	
  substrate,	
  we	
  examined	
  its	
  localization	
  relative	
  to	
  cilia	
  and	
  found	
  P-­‐AktT308	
  

localized	
  to	
  a	
  single	
  centriole	
  of	
  the	
  basal	
  body	
  of	
  WT	
  MEFs	
  (Fig.	
  S1).	
  Thus,	
  PP2Ac	
  

and	
  its	
  substrate,	
  P-­‐AktT308,	
  localize	
  to	
  the	
  basal	
  body	
  of	
  ciliated	
  WT	
  MEFs.	
  Notably,	
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we	
  saw	
  no	
  change	
  in	
  PP2Ac	
  or	
  P-­‐AktT308	
  localization	
  at	
  the	
  basal	
  body	
  when	
  we	
  

examined	
  MEFs	
  carrying	
  mutations	
  in	
  specific	
  proteins	
  critical	
  for	
  cilia	
  transport	
  

(Fig.	
  4.1A,	
  Fig.	
  S1).	
  

4.2.2	
  	
  P-­‐AktT308	
  is	
  Increased	
  in	
  Cilia	
  Transport	
  Mutant	
  MEFs	
  	
  

Because	
  several	
  regions	
  at	
  the	
  cilium	
  base,	
  including	
  the	
  basal	
  body	
  (a	
  

modified	
  centriole),	
  play	
  roles	
  in	
  regulating	
  protein	
  traffic	
  in	
  and	
  out	
  of	
  the	
  cilium,	
  

we	
  tested	
  whether	
  PP2A	
  and	
  P-­‐AktT308	
  at	
  the	
  basal	
  body	
  might	
  interact	
  with	
  cilia	
  

transport	
  mechanisms	
  (Garcia-­‐Gonzalo	
  et	
  al.,	
  2011).	
  We	
  derived	
  MEFs	
  from	
  mouse	
  

embryos	
  with	
  mutations	
  in	
  the	
  following	
  genes	
  encoding	
  cilia	
  proteins	
  important	
  for	
  

transport:	
  Ift172wim	
  and	
  Ift172avc,	
  an	
  IFTB	
  component;	
  Ift122sopb,	
  an	
  IFTA	
  

component;	
  and	
  Arl13bhnn,	
  a	
  small,	
  ciliary	
  GTPase	
  (Caspary	
  et	
  al.,	
  2007;	
  Friedland-­‐

Little	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003;	
  Qin	
  et	
  al.,	
  2011).	
  Ift172wim	
  and	
  Ift172avc	
  

represent	
  null	
  and	
  hypomorphic	
  alleles,	
  respectively,	
  in	
  an	
  IFT	
  B	
  complex	
  protein,	
  

so	
  Ift172wim	
  MEFs	
  lack	
  cilia,	
  while	
  Ift172avc	
  MEFs	
  have	
  truncated	
  cilia;	
  Ift122sopb	
  

MEFs	
  have	
  disrupted	
  retrograde	
  transport	
  and	
  display	
  swollen	
  or	
  bulgy	
  cilia;	
  and	
  

Arl13bhnn	
  MEFs	
  have	
  short	
  cilia	
  with	
  abnormal	
  ultrastructure	
  and	
  mislocalized	
  

ciliary	
  proteins.	
  With	
  the	
  exception	
  of	
  Ift172wim	
  MEFs,	
  which	
  cannot	
  form	
  cilia,	
  the	
  

other	
  MEFs	
  can	
  be	
  induced	
  to	
  form	
  cilia	
  through	
  serum	
  starvation.	
  We	
  grew	
  WT,	
  

Ift172wim,	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  in	
  serum-­‐supplemented	
  media	
  

until	
  confluent,	
  serum-­‐starved	
  them	
  for	
  48	
  h,	
  and	
  then	
  harvested	
  the	
  cells.	
  Western	
  

blot	
  revealed	
  increased	
  levels	
  of	
  P-­‐AktT308	
  in	
  Ift172wim,	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  and	
  

Arl13bhnn	
  MEFs	
  compared	
  to	
  WT	
  MEFs	
  (Fig.	
  4.1C	
  and	
  E).	
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Because	
  Akt	
  phosphorylation	
  is	
  stimulated	
  through	
  PI3	
  kinase	
  (PI3K)	
  

signaling	
  (Andjelković	
  et	
  al.,	
  1996),	
  to	
  determine	
  whether	
  the	
  increased	
  P-­‐AktT308	
  

levels	
  were	
  PI3K	
  dependent,	
  we	
  pretreated	
  the	
  MEFs	
  with	
  the	
  PI3K	
  inhibitor,	
  

LY294002.	
  We	
  could	
  not	
  detect	
  P-­‐AktT308	
  in	
  LY294002-­‐treated	
  WT,	
  Ift172avc,	
  

Ift122sopb,	
  or	
  Arl13bhnn	
  MEFs,	
  confirming	
  the	
  T308	
  phosphorylation	
  we	
  saw	
  was	
  

PI3K-­‐dependent	
  (Fig.	
  4.1C	
  and	
  E).	
  P-­‐AktT308	
  remained	
  elevated	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs	
  

after	
  LY294002	
  treatment	
  (Fig.	
  4.1C	
  and	
  E).	
  This	
  could	
  be	
  due	
  either	
  to	
  a	
  PI3K-­‐

independent	
  pathway	
  phosphorylating	
  P-­‐AktT308	
  or	
  to	
  a	
  lack	
  of	
  P-­‐AktT308	
  

dephosphorylation,	
  mediated	
  by	
  PP2A.	
  Our	
  observation	
  that	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  and	
  

Arl13bhnn	
  MEFs	
  are	
  LY294002-­‐sensitive	
  while	
  Ift172wim	
  MEFs	
  are	
  insensitive	
  is	
  

consistent	
  with	
  the	
  disruption	
  of	
  cilia	
  transport	
  decreasing	
  P-­‐AktT308	
  

dephosphorylation.	
  

4.2.3	
  	
  PP2A	
  Function	
  is	
  Disrupted	
  in	
  Cilia	
  Transport	
  Mutant	
  MEFs	
  

To	
  determine	
  whether	
  the	
  loss	
  of	
  P-­‐AktT308	
  we	
  saw	
  in	
  WT,	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  

and	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  after	
  LY294002	
  treatment	
  is	
  PP2A	
  dependent,	
  we	
  

pharmacologically	
  inhibited	
  PP2A.	
  Okadaic	
  acid	
  (OA)	
  is	
  a	
  PP2A	
  inhibitor,	
  and	
  

treatment	
  with	
  OA	
  increases	
  P-­‐AktT308	
  in	
  a	
  variety	
  of	
  cell	
  lines	
  in	
  vitro	
  (Cohen	
  et	
  al.,	
  

1989;	
  Edelstein	
  and	
  Rockwell,	
  2012;	
  Li	
  et	
  al.,	
  2013).	
  We	
  performed	
  our	
  analysis	
  in	
  

the	
  presence	
  of	
  OA	
  alone	
  or	
  in	
  the	
  presence	
  of	
  both	
  OA	
  and	
  LY294002.	
  Under	
  either	
  

treatment,	
  we	
  detected	
  P-­‐AktT308	
  in	
  WT,	
  Ift172wim,	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  

MEFs	
  (Figures	
  4.1B	
  and	
  1D),	
  indicating	
  that	
  the	
  loss	
  of	
  P-­‐AktT308	
  we	
  saw	
  in	
  

LY2940002-­‐treated	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  was	
  due	
  to	
  PP2A	
  

activity.	
  P-­‐AktT308	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs	
  treated	
  with	
  OA	
  remained	
  unchanged.	
  These	
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results	
  indicate	
  PP2A	
  activity	
  is	
  disrupted	
  in	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  

and	
  ablated	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs.	
  	
  

PP2A	
  activity	
  is	
  regulated	
  by	
  endogenous	
  inhibitors,	
  such	
  as	
  I2PP2A/SET,	
  

which	
  localizes	
  to	
  primary	
  cilia	
  in	
  human	
  retinal	
  pigment	
  epithelial	
  cells	
  (Li	
  et	
  al.,	
  

1996;	
  Saddoughi	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Wang	
  and	
  Brautigan,	
  2008).	
  To	
  directly	
  ask	
  whether	
  

loss	
  of	
  PP2A	
  activity	
  is	
  responsible	
  for	
  the	
  persistence	
  of	
  P-­‐AktT308	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs,	
  

we	
  treated	
  the	
  cells	
  with	
  FTY720,	
  the	
  inhibitor	
  of	
  I2PP2A/SET,	
  thereby	
  functioning	
  

as	
  a	
  PP2A	
  agonist.	
  We	
  found	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs	
  with	
  FTY720	
  

treatment	
  were	
  equivalent	
  to	
  those	
  in	
  WT	
  MEFs,	
  indicating	
  that	
  the	
  defect	
  in	
  

Ift172wim	
  MEFs	
  is	
  due	
  to	
  lack	
  of	
  PP2A	
  activity	
  (Figure	
  4.1D).	
  Taken	
  together,	
  our	
  data	
  

argue	
  that	
  lack	
  of	
  anterograde	
  transport,	
  as	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs,	
  results	
  in	
  an	
  absence	
  

of	
  PP2A	
  activity,	
  whereas	
  diminished	
  anterograde	
  transport,	
  as	
  in	
  the	
  Ift172avc	
  

MEFs,	
  or	
  abnormal	
  transport,	
  as	
  in	
  the	
  Ift122sopb	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs,	
  leads	
  to	
  

decreased	
  PP2A	
  activity	
  (Fig.	
  4.1E).	
  The	
  LY294002	
  sensitivity	
  of	
  Ift172avc	
  MEFs	
  

compared	
  to	
  the	
  insensitivity	
  of	
  Ift172wim	
  MEFs	
  suggests	
  that	
  the	
  kinetics	
  of	
  cilia	
  

transport	
  may	
  be	
  critical	
  in	
  regulating	
  PP2A	
  activity.	
  

Additionally,	
  we	
  examined	
  Dync2h1lln	
  MEFs,	
  which	
  carry	
  a	
  null	
  allele	
  of	
  the	
  

retrograde	
  dynein	
  motor.	
  Dync2h1lln	
  MEFs	
  do	
  not	
  survive	
  in	
  serum-­‐free	
  conditions,	
  

requiring	
  us	
  to	
  grow	
  the	
  cells	
  in	
  0.5%	
  serum,	
  which	
  introduces	
  confounding	
  

signaling	
  (Ocbina	
  and	
  Anderson,	
  2008;	
  Ocbina	
  et	
  al.,	
  2011)	
  (Fig.S2A).	
  Nevertheless,	
  

P-­‐AktT308	
  was	
  absent	
  following	
  PI3K	
  inhibition	
  (LY294002)	
  and	
  present	
  following	
  

PP2A	
  inhibition	
  (OA)	
  (Fig.	
  S2A).	
  We	
  investigated	
  the	
  Dync2h1lln	
  MEFs	
  in	
  all	
  

subsequent	
  assays	
  and	
  found	
  the	
  results	
  were	
  consistent	
  with	
  results	
  from	
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Ift122sopb,	
  the	
  other	
  mutant	
  that	
  primarily	
  affects	
  retrograde	
  transport	
  (Fig.	
  S2).	
  

Since	
  Ift122sopb	
  cells	
  grow	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  sera,	
  we	
  focused	
  on	
  them.	
  

4.2.4	
  	
  Total	
  PP2A	
  Activity	
  is	
  Similar	
  in	
  WT	
  and	
  Cilia	
  Transport	
  Mutant	
  MEFs	
  

	
   PP2A	
  has	
  dozens	
  of	
  substrates	
  that	
  belong	
  to	
  a	
  variety	
  of	
  pathways	
  (Basu,	
  

2011;	
  Janssens	
  and	
  Goris,	
  2001).	
  To	
  determine	
  whether	
  overall	
  PP2A	
  activity	
  is	
  

altered	
  in	
  the	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs,	
  we	
  used	
  two	
  distinct	
  assays:	
  1)	
  a	
  

commercially	
  available	
  PP2A	
  activity	
  assay	
  and	
  2)	
  Western	
  blot	
  analysis	
  of	
  the	
  

inactive,	
  unmethylated	
  PP2A	
  pool.	
  For	
  the	
  phosphatase	
  activity	
  assay,	
  PP2A	
  is	
  

immunoprecipitated	
  from	
  the	
  cell	
  lysates	
  and	
  its	
  activity	
  monitored	
  on	
  a	
  specific	
  

phosphopeptide	
  substrate	
  (K-­‐R-­‐pT-­‐I-­‐R-­‐R)	
  (Saddoughi	
  et	
  al.,	
  2013).	
  While	
  our	
  

control	
  showed	
  reduced	
  PP2A	
  activity	
  by	
  inhibiting	
  with	
  OA	
  in	
  WT	
  and	
  cilia	
  

transport	
  mutant	
  lysates	
  (Figure	
  4.2A),	
  we	
  found	
  no	
  difference	
  in	
  PP2A	
  activity	
  

towards	
  the	
  phosphopeptide	
  in	
  any	
  of	
  the	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  compared	
  to	
  

WT	
  MEFs.	
  For	
  the	
  second	
  assay,	
  we	
  monitored	
  the	
  methylation	
  state	
  of	
  PP2Ac.	
  

Active	
  PP2Ac	
  is	
  methylated,	
  so	
  unmethylated	
  PP2Ac	
  represents	
  inactive	
  PP2A	
  

(Jackson	
  and	
  Pallas,	
  2012;	
  Turowski	
  et	
  al.,	
  1995).	
  We	
  measured	
  both	
  total	
  and	
  

unmethylated	
  PP2Ac	
  expression	
  by	
  Western	
  blot	
  and	
  found	
  no	
  difference	
  in	
  the	
  

level	
  of	
  total	
  or	
  unmethylated	
  PP2Ac	
  expression	
  in	
  WT,	
  Ift172wim,	
  Ift122sopb,	
  and	
  

Arl13bhnn	
  MEFs	
  (Fig.	
  4.2B).	
  These	
  data	
  indicate	
  that	
  cilia	
  transport	
  does	
  not	
  alter	
  

overall	
  PP2A	
  activity,	
  but	
  rather	
  a	
  specific	
  pool	
  of	
  PP2A	
  activity.	
  	
  

4.2.5	
  	
  mTORC1	
  Pathway	
  Activity	
  is	
  Increased	
  in	
  Cilia	
  Transport	
  Mutant	
  MEFs	
  

mTORC1	
  signaling	
  negatively	
  regulates	
  PP2A	
  activity,	
  and	
  loss	
  of	
  cilia	
  can	
  

result	
  in	
  increased	
  mTORC1	
  signaling	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Peterson	
  et	
  al.,	
  1999).	
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Thus,	
  we	
  wanted	
  to	
  determine	
  whether	
  mTORC1	
  signaling	
  is	
  increased	
  in	
  the	
  cilia	
  

transport	
  mutant	
  MEFs	
  and	
  determine	
  whether	
  it	
  could	
  contribute	
  to	
  the	
  

inactivation	
  of	
  PP2Ac.	
  

We	
  assayed	
  mTORC1	
  pathway	
  activity	
  by	
  monitoring	
  phosphorylation	
  of	
  the	
  

mTORC1	
  subunit,	
  mTOR	
  (P-­‐mTORS2448),	
  and	
  mTORC1’s	
  substrate,	
  p70	
  S6K	
  (P-­‐p70	
  

S6KST389),	
  through	
  Western	
  analysis.	
  mTOR	
  is	
  the	
  core	
  component	
  of	
  mTORC1	
  and	
  

is	
  phosphorylated	
  on	
  serine	
  2448	
  (P-­‐mTORS2448)	
  via	
  Akt	
  signaling	
  (Inoki	
  et	
  al.,	
  

2002).	
  Active	
  mTORC1	
  phosphorylates	
  p70	
  S6K	
  (P-­‐p70	
  S6KST389(Ballou,	
  1988;	
  

Burnett	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Ferrari	
  et	
  al.,	
  1991;	
  Isotani	
  et	
  al.,	
  1999;	
  Jeno,	
  1988).	
  Notably,	
  P-­‐

p70	
  S6KT389	
  is	
  a	
  PP2A	
  substrate	
  (Ballou	
  et	
  al.,	
  1988).	
  We	
  found	
  elevated	
  expression	
  

of	
  P-­‐mTORS2448	
  and	
  of	
  P-­‐p70	
  S6KST389	
  in	
  Ift172wim,	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  

MEFs	
  compared	
  to	
  WT,	
  indicating	
  mTORC1	
  signaling	
  is	
  upregulated	
  when	
  cilia	
  

transport	
  is	
  disrupted	
  (Fig.	
  4.3).	
  

4.2.6	
  Abnormal	
  Response	
  to	
  PDGF	
  Signaling	
  in	
  Cilia	
  Transport	
  Mutant	
  MEFs	
  

mTORC1	
  signaling	
  can	
  inhibit	
  PDGFRα	
  levels,	
  thus	
  decreasing	
  PDGF-­‐AA/αα	
  

signaling.	
  Normally,	
  PDGF-­‐AA/αα	
  stimulation	
  induces	
  P-­‐AktT308	
  and	
  P-­‐AktS473.	
  In	
  

Ift88orpk	
  MEFs	
  carrying	
  a	
  hypomorphic	
  mutation	
  in	
  the	
  IFTB	
  component,	
  P-­‐AktS473	
  

induction	
  is	
  lower	
  than	
  in	
  WT	
  MEFs	
  upon	
  PDGF-­‐AA/αα	
  stimulation	
  (Schneider	
  et	
  al.,	
  

2005,	
  2010).	
  As	
  P-­‐AktT308	
  facilitates	
  phosphorylation	
  of	
  S473,	
  the	
  decreased	
  P-­‐

AktS473	
  following	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  is	
  difficult	
  to	
  reconcile	
  with	
  the	
  elevated	
  P-­‐

AktT308	
  levels	
  we	
  saw	
  in	
  Ift172wim,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  (Bellacosa	
  et	
  al.,	
  

1998).	
  Therefore,	
  we	
  investigated	
  the	
  link	
  between	
  cilia	
  transport,	
  PDGF-­‐AA/αα	
  

signaling,	
  and	
  phosphorylation	
  of	
  Akt.	
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Initially,	
  we	
  examined	
  P-­‐AktS473	
  levels	
  in	
  serum-­‐starved	
  WT,	
  Ift172wim,	
  

Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs.	
  Similar	
  to	
  the	
  published	
  results	
  in	
  Ift88orpk	
  MEFs,	
  we	
  

found	
  low	
  P-­‐AktS473	
  levels	
  when	
  cilia	
  transport	
  was	
  disrupted	
  (Fig.	
  4.4A).	
  Next,	
  we	
  

assessed	
  P-­‐AktT308	
  and	
  P-­‐AktS473	
  induction	
  upon	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  in	
  the	
  cilia	
  

transport	
  mutant	
  MEFs.	
  We	
  found	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  increased	
  levels	
  of	
  P-­‐

AktT308	
  and	
  P-­‐AktS473	
  in	
  WT	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs;	
  however,	
  we	
  detected	
  no	
  change	
  in	
  

P-­‐AktT308	
  and	
  P-­‐AktS473	
  in	
  Ift172wim	
  or	
  Ift122sopb	
  MEFs	
  (Fig.	
  4.4A).	
  These	
  data	
  indicate	
  

that	
  WT	
  and	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  are	
  PDGF-­‐AA	
  responsive,	
  whereas	
  Ift172wim	
  and	
  

Ift122sopb	
  MEFs	
  are	
  not.	
  

Next	
  we	
  analyzed	
  additional	
  steps	
  in	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signal	
  transduction.	
  

PDGFRα,	
  the	
  PDGF-­‐AA	
  receptor,	
  is	
  phosphorylated	
  at	
  tyrosine	
  742	
  and	
  activated	
  

upon	
  PDGF-­‐AA	
  binding	
  (Yu	
  et	
  al.,	
  1991,	
  1994).	
  We	
  found	
  overall	
  PDGFRα	
  levels	
  and	
  

activated	
  P-­‐PDGFRαY742	
  levels	
  were	
  reduced	
  in	
  Ift172wim	
  and	
  Ift122sopb	
  MEFs,	
  

whereas	
  they	
  appeared	
  to	
  be	
  at	
  WT	
  levels	
  in	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  without	
  serum	
  (Fig.	
  

4.4A).	
  These	
  data	
  are	
  consistent	
  with	
  the	
  observation	
  that	
  mTORC1	
  signaling	
  is	
  

elevated	
  in	
  the	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  since	
  mTORC1	
  is	
  known	
  to	
  inhibit	
  

PDGFRα	
  levels	
  (Zhang	
  et	
  al.,	
  2007).	
  The	
  published	
  analysis	
  of	
  Ift88orpk	
  MEFs	
  also	
  

showed	
  low	
  PDGFRα	
  and	
  low	
  P-­‐PDGFRαY742	
  levels,	
  raising	
  the	
  possibility	
  that	
  the	
  

defects	
  in	
  PDGF	
  response	
  could	
  be	
  due	
  to	
  the	
  low	
  levels	
  of	
  receptor	
  (Schneider	
  et	
  al.,	
  

2005,	
  2010).	
  

4.2.7	
  	
  Rapamycin	
  Treatment	
  Restores	
  PDGFRα	
  Levels	
  and	
  Response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  

Stimulation	
  



	
   72	
  

To	
  test	
  whether	
  the	
  aberrant	
  PDGF	
  response	
  in	
  Ift172wim	
  and	
  Ift122sopb	
  MEFs	
  

was	
  the	
  result	
  of	
  increased	
  mTORC1	
  inhibiting	
  PDGFRα	
  levels,	
  we	
  treated	
  the	
  cells	
  

with	
  the	
  mTORC1	
  inhibitor,	
  rapamycin,	
  and	
  examined	
  PDGFRα	
  expression	
  and	
  

PDGF-­‐AA	
  response.	
  We	
  found	
  PDGFRα	
  expression	
  levels	
  were	
  restored	
  by	
  

rapamycin	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs,	
  and	
  that	
  Ift172wim	
  MEFs	
  remain	
  un-­‐ciliated	
  in	
  the	
  

presence	
  of	
  rapamycin	
  (Fig.	
  4.4B	
  and	
  C,	
  S3).	
  We	
  also	
  saw	
  induction	
  of	
  P-­‐PDGFRαY742,	
  

P-­‐AktT308,	
  and	
  P-­‐AktS473	
  expression	
  upon	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation,	
  indicating	
  that	
  

limited	
  PDGFRα	
  levels	
  could	
  explain	
  the	
  low	
  PDGF-­‐AA/αα	
  response	
  of	
  IFT	
  mutants.	
  	
  

The	
  increased	
  basal	
  P-­‐AktT308	
  in	
  rapamycin-­‐treated,	
  WT	
  MEFs	
  highlights	
  the	
  

feedback	
  among	
  mTORC1	
  signaling,	
  PP2A	
  activity,	
  and	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling.	
  P-­‐

AktT308	
  levels	
  reflect	
  the	
  relative	
  activities	
  of	
  PDGF-­‐AA/αα-­‐induced	
  phosphorylation	
  

of	
  Akt	
  and	
  of	
  PP2A-­‐mediated	
  dephosphorylation	
  of	
  Akt.	
  Previous	
  reports	
  showed	
  

that	
  rapamycin	
  can	
  induce	
  Akt	
  phosphorylation	
  (as	
  loss	
  of	
  mTORC1	
  signaling	
  

increases	
  PDGFRα	
  protein	
  expression	
  and	
  downstream	
  signaling)	
  and	
  can	
  increase	
  

PP2A	
  activity	
  (via	
  loss	
  of	
  mTORC1’s	
  inhibition	
  of	
  PP2A)	
  (Li	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Rodrik-­‐

Outmezguine	
  et	
  al.,	
  2011).	
  Indeed,	
  when	
  we	
  treated	
  WT	
  MEFs	
  with	
  rapamycin	
  and	
  

increasing	
  concentrations	
  of	
  PDGFRα	
  blocking	
  antibody,	
  and	
  then	
  stimulated	
  with	
  

PDGF-­‐AA,	
  the	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  dropped	
  as	
  PDGFRα	
  blocking	
  antibody	
  concentration	
  

increased.	
  This	
  is	
  consistent	
  with	
  the	
  known	
  feedback	
  between	
  mTORC1	
  and	
  PDGF-­‐

AA/αα	
  signaling.	
  Based	
  on	
  our	
  finding	
  that	
  loss	
  of	
  Ift172	
  ablates	
  PP2A	
  activity,	
  we	
  

next	
  tested	
  whether	
  the	
  feedback	
  equilibrium	
  depends	
  on	
  IFT172	
  by	
  repeating	
  this	
  

treatment	
  regimen	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs.	
  In	
  contrast	
  to	
  WT	
  MEFs,	
  we	
  found	
  P-­‐AktT308	
  

levels	
  were	
  unchanged,	
  indicating	
  that	
  despite	
  rapamycin	
  treatment,	
  PP2A	
  is	
  unable	
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to	
  dephosphorylate	
  P-­‐AktT308	
  (Fig.	
  4.4D).	
  Together	
  these	
  data	
  argue	
  that	
  the	
  role	
  of	
  

mTORC1	
  signaling	
  in	
  regulating	
  the	
  phosphorylation	
  of	
  Akt	
  via	
  PDGF-­‐AA/αα	
  

signaling	
  and	
  PP2A	
  activity	
  depends	
  on	
  Ift172.	
  

4.3	
  	
  Discussion	
  

Here	
  we	
  clarify	
  the	
  relationship	
  between	
  primary	
  cilia	
  and	
  PDGF-­‐AA/αα	
  

signaling	
  in	
  the	
  context	
  of	
  mTORC1	
  signaling	
  and	
  PP2A	
  activity.	
  Although	
  we	
  see	
  an	
  

inhibited	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  and	
  decreased	
  PDGFRα	
  protein	
  levels	
  in	
  the	
  cilia	
  

transport	
  mutant	
  MEFs,	
  we	
  find	
  that	
  rapamycin	
  treatment	
  restores	
  both	
  PDGFRα	
  

protein	
  levels	
  and	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
  

Consistent	
  with	
  our	
  observations,	
  others	
  have	
  shown	
  that	
  mTORC1	
  signaling	
  is	
  

increased	
  in	
  anterograde	
  mutants	
  and	
  that	
  rapamycin	
  treatment	
  increases	
  PDGFRα	
  

protein	
  expression	
  in	
  vitro	
  (Boehlke	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Zhang	
  et	
  al.,	
  2007).	
  Taken	
  together,	
  

these	
  data	
  indicate	
  that	
  the	
  inhibited	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  

MEFs	
  is	
  an	
  indirect	
  effect	
  of	
  increased	
  mTORC1	
  signaling	
  causing	
  decreased	
  

PDGFRα	
  protein.	
  That	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  is	
  restored	
  in	
  MEFs	
  lacking	
  cilia	
  

(Ift172wim)	
  treated	
  with	
  rapamycin	
  indicates	
  that	
  PDGFRα,	
  although	
  normally	
  

localized	
  to	
  cilia	
  in	
  vitro,	
  need	
  not	
  be	
  there	
  to	
  function.	
  Since	
  other	
  receptors	
  localize	
  

to	
  cilia,	
  it	
  will	
  be	
  interesting	
  to	
  see	
  whether	
  their	
  function	
  requires	
  such	
  localization.	
  

We	
  also	
  show	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  are	
  abnormally	
  elevated	
  in	
  MEFs	
  with	
  aberrant	
  

cilia	
  transport,	
  indicating	
  disrupted	
  PP2A	
  activity	
  toward	
  P-­‐AktT308,	
  with	
  the	
  most	
  

severe	
  PP2A	
  activity	
  disruption	
  in	
  cells	
  lacking	
  anterograde	
  transport.	
  We	
  rescue	
  P-­‐

AktT308	
  levels	
  with	
  a	
  PP2A	
  agonist	
  that	
  blocks	
  the	
  function	
  of	
  an	
  endogenous	
  PP2A	
  

inhibitor.	
  Several	
  feed-­‐forward	
  and	
  feedback	
  loops	
  between	
  mTORC1	
  signaling	
  and	
  



	
   74	
  

PP2A	
  highlight	
  the	
  intricate	
  connections	
  between	
  the	
  pathways.	
  Our	
  data	
  raise	
  the	
  

question	
  of	
  whether	
  the	
  primary	
  defect	
  in	
  the	
  cilia	
  transport	
  mutants	
  is	
  the	
  increase	
  

in	
  mTORC1	
  signaling	
  or	
  the	
  diminished	
  PP2A	
  activity.	
  The	
  most	
  parsimonious	
  

model	
  favors	
  the	
  notion	
  that	
  disruption	
  of	
  cilia	
  transport	
  leads	
  to	
  deregulation	
  of	
  

PP2A	
  activity,	
  which	
  in	
  turn	
  indirectly	
  increases	
  mTORC1	
  signaling.	
  Normally,	
  

mTORC1	
  signaling	
  results	
  in	
  phosphorylation	
  of	
  p70	
  S6KT389,	
  and	
  P-­‐p70	
  S6KT389	
  is	
  a	
  

PP2A	
  substrate	
  (Ballou	
  et	
  al.,	
  1988;	
  Hahn	
  et	
  al.,	
  2010).	
  Thus,	
  diminished	
  PP2A	
  

activity	
  can	
  explain	
  the	
  increased	
  mTORC1	
  signaling	
  and	
  the	
  aberrant	
  P-­‐AktT308	
  

levels	
  we	
  see	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
  The	
  alternative	
  model,	
  that	
  the	
  

increased	
  mTORC1	
  signaling	
  causes	
  the	
  decreased	
  PP2A	
  activity,	
  predicts	
  that	
  total	
  

PP2A	
  activity	
  would	
  be	
  lowered.	
  Because	
  total	
  PP2A	
  activity	
  is	
  not	
  decreased	
  in	
  

Ift172wim	
  MEFs,	
  where	
  elevated	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  are	
  constant,	
  this	
  model	
  is	
  less	
  likely.	
  

Our	
  data	
  argue	
  that	
  only	
  a	
  subset	
  of	
  PP2A	
  activity	
  in	
  the	
  cell	
  is	
  regulated	
  by	
  

cilia	
  transport	
  since	
  we	
  found	
  no	
  evidence	
  that	
  total	
  PP2A	
  activity	
  is	
  regulated	
  by	
  

cilia	
  transport.	
  Rather,	
  we	
  see	
  problems	
  with	
  dephosphorylation	
  of	
  substrates	
  

linked	
  to	
  signaling	
  pathways	
  regulated	
  by	
  primary	
  cilia:	
  Akt	
  and	
  mTORC1	
  (Boehlke	
  

et	
  al.,	
  2010;	
  Hahn	
  et	
  al.,	
  2010;	
  Kuo	
  et	
  al.,	
  2008;	
  Schneider	
  et	
  al.,	
  2005).	
  Experiments	
  

manipulating	
  cilia	
  transport	
  or	
  PP2A	
  in	
  vivo	
  also	
  indicate	
  that	
  some	
  PP2A	
  functions	
  

are	
  spared	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutants.	
  PP2A	
  Cα-­‐/-­‐	
  embryos	
  die	
  around	
  e6.5	
  and	
  fail	
  to	
  

form	
  mesoderm,	
  underscoring	
  the	
  essential	
  role	
  of	
  PP2A	
  early	
  in	
  development	
  (Götz	
  

et	
  al.,	
  1998).	
  In	
  contrast,	
  Ift172wim,	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  Arl13bhnn,	
  and	
  Dync2h1lln	
  

embryos	
  form	
  mesoderm	
  and	
  survive	
  through	
  midgestation	
  (Caspary	
  et	
  al.,	
  2007;	
  

Friedland-­‐Little	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Huangfu	
  et	
  al.,	
  2003;	
  Ocbina	
  and	
  Anderson,	
  2008;	
  Qin	
  et	
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al.,	
  2011).	
  There	
  are	
  over	
  20	
  isoforms	
  of	
  the	
  regulatory	
  B	
  subunit	
  of	
  PP2A,	
  making	
  

possible	
  at	
  least	
  80	
  different	
  combinations	
  of	
  all	
  three	
  PP2A	
  subunits	
  (Haesen	
  et	
  al.,	
  

2012;	
  Jackson	
  and	
  Pallas,	
  2012).	
  The	
  various	
  B	
  subunits	
  have	
  different	
  

developmental,	
  subcellular,	
  and	
  tissue-­‐specific	
  expression	
  patterns	
  and	
  play	
  a	
  large	
  

role	
  in	
  determining	
  PP2A	
  substrate	
  specificity	
  and	
  activity	
  (Janssens	
  and	
  Goris,	
  

2001).	
  Together,	
  these	
  data	
  suggest	
  cilia	
  transport	
  regulates	
  the	
  activity	
  of	
  the	
  

PP2Ac	
  pool	
  seen	
  at	
  the	
  ciliary	
  base.	
  

Several	
  possibilities	
  could	
  explain	
  how	
  cilia	
  transport	
  regulates	
  PP2A	
  

activity.	
  PP2A	
  subunits	
  or	
  the	
  assembled	
  holoenzyme	
  may	
  require	
  cilia	
  transport	
  to	
  

be	
  activated	
  either	
  by	
  being	
  physically	
  brought	
  into	
  the	
  cilium	
  for	
  activation,	
  or	
  by	
  

an	
  activator	
  being	
  transported	
  into	
  the	
  cilium;	
  however,	
  our	
  observation	
  that	
  PP2Ac	
  

remained	
  at	
  the	
  basal	
  body	
  in	
  all	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  suggests	
  the	
  entire	
  

holoenzyme	
  is	
  not	
  transported	
  into	
  the	
  cilium.	
  Alternatively,	
  it	
  is	
  possible	
  that	
  an	
  

inhibitor	
  of	
  PP2A	
  activity	
  is	
  regulated	
  by	
  cilia	
  transport.	
  The	
  rescue	
  of	
  P-­‐AktT308	
  

dephosphorylation	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs	
  upon	
  treatment	
  with	
  FTY720	
  is	
  consistent	
  

with	
  this	
  possibility	
  since	
  FTY720	
  inhibits	
  an	
  endogenous	
  inhibitor	
  of	
  PP2A,	
  

I2PP2A/SET	
  (Li	
  et	
  al.,	
  1996;	
  Saddoughi	
  et	
  al.,	
  2013).	
  

Our	
  data	
  show	
  aberrant	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  when	
  cilia	
  transport	
  is	
  disrupted,	
  with	
  the	
  

most	
  severe	
  defects	
  in	
  MEFs	
  deficient	
  for	
  anterograde	
  transport	
  (Ift172wim).	
  Indeed,	
  

in	
  the	
  presence	
  of	
  the	
  PI3K	
  inhibitor,	
  LY294002,	
  the	
  anterograde	
  mutants	
  show	
  P-­‐

AktT308	
  levels	
  consistent	
  with	
  complete	
  inhibition	
  of	
  PP2A	
  activity.	
  However,	
  these	
  

cells	
  lack	
  cilia,	
  making	
  it	
  impossible	
  to	
  distinguish	
  whether	
  the	
  lack	
  of	
  cilia	
  or	
  the	
  

absence	
  of	
  anterograde	
  traffic	
  underlies	
  the	
  diminished	
  PP2A	
  activity.	
  In	
  the	
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remaining	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs,	
  PP2A	
  is	
  active,	
  albeit	
  less	
  efficient	
  than	
  WT.	
  

Indeed,	
  Ift172avc,	
  Ift122sopb,	
  Arl13bhnn,	
  and	
  Dync2h1lln	
  MEFs	
  required	
  PI3K	
  inhibition	
  

for	
  T308	
  to	
  be	
  completely	
  dephosphorylated	
  as	
  in	
  WT	
  MEFs.	
  Our	
  observations,	
  

combined	
  with	
  the	
  known	
  ciliary	
  localization	
  of	
  the	
  endogenous	
  PP2A	
  inhibitor,	
  

I2PP2A/SET,	
  raise	
  the	
  possibility	
  that	
  cilia	
  transport	
  controls	
  the	
  kinetics	
  of	
  

I2PP2A/SET	
  inhibition	
  of	
  PP2A,	
  thereby	
  regulating	
  PP2A	
  activity.	
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Chapter	
  5:	
  	
  Perspectives	
  

	
  



	
   78	
  

5.1 Arl13b	
  and	
  Ift88	
  in	
  oligodendrocyte	
  development	
  

The	
  results	
  presented	
  in	
  chapter	
  three,	
  The	
  role	
  of	
  Arl13b	
  and	
  Ift88	
  in	
  

oligodendrocyte	
  development	
  in	
  vivo,	
  suggest	
  that	
  Arl13b	
  is	
  not	
  required	
  for	
  OL	
  

development	
  in	
  vivo.	
  Deletion	
  of	
  Arl13b	
  in	
  either	
  Olig1+	
  pMN	
  cells	
  on	
  in	
  Nestin+	
  NSC	
  

had	
  no	
  effect	
  on	
  OLP	
  specification	
  or	
  on	
  OL	
  development.	
  How	
  then,	
  do	
  Arl13bhnn	
  

embryos	
  fail	
  to	
  specify	
  PDGFRα+	
  OLPs	
  when	
  loss	
  of	
  Arl13b	
  in	
  either	
  

oligodendrocytes	
  or	
  in	
  the	
  entire	
  CNS	
  has	
  no	
  affect	
  on	
  PDGFRα+	
  OLP	
  specification?	
  

One	
  possibility	
  is	
  that	
  specification	
  of	
  PDGFRα+	
  OLPs	
  in	
  Arl13bhnn	
  embryos	
  is	
  

delayed	
  beyond	
  the	
  point	
  of	
  embryo	
  survival.	
  That	
  is,	
  if	
  Arl13bhnn	
  embryos	
  survived	
  

longer,	
  PDGFRα+	
  OLPs	
  may	
  eventually	
  appear,	
  and	
  OL	
  development	
  may	
  be	
  delayed.	
  

However,	
  the	
  timing	
  of	
  OL	
  development	
  in	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  embryos	
  is	
  normal,	
  which	
  

suggests	
  that	
  OL	
  development	
  is	
  not	
  delayed	
  in	
  Arl13bhnn	
  embryos.	
  Another	
  

possibility	
  is	
  that	
  Arl13bhnn	
  OLPs	
  (if	
  at	
  all	
  present)	
  express	
  PDGFRα+	
  at	
  low	
  levels	
  

that	
  are	
  not	
  detectable	
  by	
  immunofluorescence,	
  as	
  I	
  show	
  that	
  Arl13bhnn	
  MEFs	
  

express	
  less	
  PDGFRα	
  then	
  WT	
  MEFs.	
  In	
  this	
  case,	
  other	
  markers	
  that	
  recognize	
  

OLPs,	
  such	
  as	
  Sex	
  Determining	
  Region	
  Y-­‐Box	
  (Sox10),	
  NG2,	
  or	
  A2B5,	
  should	
  reveal	
  

the	
  presence	
  of	
  OLPs	
  (Fredman	
  et	
  al.,	
  1984;	
  Kuhlbrodt	
  et	
  al.,	
  1998;	
  Nishiyama	
  et	
  al.,	
  

1996).	
  Alternatively,	
  there	
  may	
  be	
  precocious	
  differentiation	
  of	
  pMN	
  cells	
  into	
  MNs	
  

instead	
  of	
  OLPs,	
  and	
  thus	
  other	
  OLP	
  markers	
  are	
  not	
  expected	
  to	
  be	
  present.	
  

Deletion	
  of	
  Ift88	
  in	
  either	
  pMN	
  or	
  NSCs	
  had	
  no	
  effect	
  on	
  OL	
  development,	
  

with	
  the	
  caveat	
  that	
  Ift88	
  was	
  present	
  all	
  through	
  prenatal	
  development	
  in	
  

Ift88ΔNestin-­Cre	
  mice.	
  Therefore,	
  I	
  can	
  not	
  rule	
  out	
  a	
  role	
  for	
  Ift88	
  in	
  specification	
  of	
  

OLPs	
  or	
  in	
  prenatal	
  OL	
  development	
  based	
  on	
  results	
  from	
  either	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  or	
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Ift88ΔNestin-­Cre	
  mice.	
  However,	
  based	
  on	
  the	
  work	
  of	
  others	
  and	
  on	
  my	
  own	
  in	
  vitro	
  

observations,	
  I	
  predict	
  that	
  cilia	
  transport	
  is	
  not	
  essential	
  for	
  OL	
  development	
  in	
  

vivo.	
  The	
  lack	
  of	
  a	
  hypomyelination	
  phenotype	
  in	
  either	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  or	
  Ift88ΔNestin-­Cre	
  

mice,	
  or	
  in	
  Ift88orpk	
  mice,	
  which	
  are	
  hypomorphs	
  for	
  Ift88	
  support	
  a	
  model	
  where	
  

Ift88	
  is	
  not	
  essential	
  for	
  OLP	
  specification	
  and	
  development	
  in	
  vivo.	
  

The	
  data	
  I	
  present	
  in	
  chapter	
  4	
  further	
  supports	
  a	
  model	
  where	
  cilia	
  are	
  not	
  

essential	
  for	
  OL	
  development,	
  as	
  I	
  demonstrate	
  that	
  even	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  a	
  

functional	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation,	
  Akt	
  and	
  mTORC1	
  appear	
  to	
  remain	
  

active	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
  Both	
  Akt	
  and	
  mTORC1	
  have	
  important	
  roles	
  in	
  

OL	
  development,	
  and	
  their	
  ectopic	
  activation	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutants	
  may	
  bypass	
  

the	
  requirement	
  of	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling	
  and	
  permit	
  “normal”	
  or	
  sufficient	
  OLP	
  

development	
  in	
  vivo	
  (Cui	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Flores	
  et	
  al.,	
  2000,	
  2008;	
  Narayanan	
  et	
  al.,	
  

2009;	
  Tyler	
  et	
  al.,	
  2009b;	
  Vora	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Zou	
  et	
  al.,	
  2011).	
  Thus,	
  even	
  if	
  cilia	
  are	
  

required	
  for	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA,	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  OLPs	
  may	
  be	
  able	
  

proliferate	
  and	
  mature	
  as	
  a	
  result	
  of	
  inappropriate	
  activation	
  of	
  Akt	
  and	
  mTORC1.	
  It	
  

would	
  be	
  interesting	
  to	
  see	
  if	
  either	
  Akt	
  or	
  mTORC1	
  are	
  increased	
  in	
  other	
  cilia	
  

transport	
  mutant	
  cell	
  types,	
  both	
  in	
  vivo	
  and	
  in	
  vitro.	
  

5.2 PP2A	
  and	
  cilia	
  trafficking	
  

The	
  results	
  presented	
  in	
  chapter	
  four,	
  Cilia	
  trafficking	
  regulates	
  the	
  activity	
  of	
  

PP2A,	
  present	
  a	
  novel	
  link	
  between	
  primary	
  cilia	
  and	
  the	
  serine-­‐threonine	
  

phosphatase	
  PP2A.	
  Here,	
  I	
  provide	
  the	
  first	
  published	
  evidence	
  that	
  the	
  catalytic	
  

subunit	
  of	
  PP2A,	
  PP2Ac,	
  localizes	
  to	
  the	
  basal	
  body	
  of	
  ciliated	
  MEFs.	
  I	
  then	
  show	
  that	
  

phosphorylation	
  of	
  two	
  PP2A	
  substrates,	
  P-­‐AktT308	
  and	
  P-­‐p70	
  S6KT389,	
  is	
  increased	
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in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  (Ift172wim,	
  Ift122sopb,	
  and	
  Arl13bhnn),	
  which	
  indicates	
  

decreased	
  PP2A	
  activity	
  towards	
  these	
  substrates	
  upon	
  cilia	
  transport	
  disruption.	
  

Furthermore,	
  I	
  show	
  that	
  dephosphorylation	
  of	
  P-­‐AktT308	
  is	
  restored	
  in	
  cilia-­‐null	
  

Ift172wim	
  MEFs,	
  following	
  inhibition	
  of	
  I2PP2A/SET,	
  an	
  inhibitor	
  of	
  PP2A	
  that	
  

localizes	
  along	
  the	
  length	
  of	
  cilia.	
  As	
  phosphorylation	
  of	
  PP2A	
  substrates	
  is	
  

increased,	
  and	
  since	
  I2PP2A/SET	
  inhibition	
  restores	
  dephosphorylation	
  of	
  P-­‐AktT308	
  

in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs,	
  I	
  propose	
  that	
  cilia	
  transport	
  regulates	
  I2PP2A/SET	
  

activity	
  towards	
  PP2A,	
  such	
  that	
  absence	
  of	
  functional	
  cilia	
  transport	
  promotes	
  

I2PP2A/SET	
  inhibition	
  of	
  PP2A.	
  

I	
  further	
  propose	
  that	
  multiple	
  cilia-­‐related	
  signaling	
  pathways	
  are	
  linked	
  to	
  

primary	
  cilia	
  in	
  vertebrates	
  through	
  PP2A.	
  PP2A	
  regulates	
  dephosphorylation	
  of	
  Hh	
  

components	
  in	
  Drosophila,	
  and	
  may	
  regulate	
  dephosphorylation	
  of	
  Gli	
  proteins	
  and	
  

other	
  Shh	
  components	
  in	
  vertebrates	
  (Casso	
  et	
  al.,	
  2008;	
  Jia	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Krauss	
  et	
  

al.,	
  2008,	
  2009;	
  Mainwaring	
  and	
  Kenney,	
  2011;	
  Nybakken	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Su	
  et	
  al.,	
  

2011;	
  Wen	
  et	
  al.,	
  2010).	
  In	
  vertebrate	
  Shh,	
  the	
  Gli	
  family	
  of	
  transcription	
  factors	
  acts	
  

to	
  promote	
  or	
  repress	
  expression	
  of	
  Shh	
  target	
  genes.	
  Unphosphorylated,	
  full	
  length	
  

Gli	
  (GliFL)	
  proteins	
  are	
  processed	
  into	
  activators	
  (GliA),	
  while	
  phosphorylated	
  Gli	
  

proteins	
  are	
  processed	
  into	
  repressors	
  (GliR)	
  (Pan	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Wang	
  et	
  al.,	
  2000a).	
  

Multiple	
  IFT	
  mutants	
  display	
  decreased	
  GliR	
  (suggesting	
  inhibited	
  phosphorylation),	
  

which	
  could	
  be	
  accounted	
  for	
  through	
  decreased	
  PP2A	
  activity	
  towards	
  a	
  negative	
  

regulator	
  of	
  PKA	
  called	
  RII	
  (Caspary	
  et	
  al.,	
  2007;	
  Haycraft	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Huangfu	
  et	
  al.,	
  

2003;	
  Isensee	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Liem	
  et	
  al.,	
  2012;	
  Liu	
  et	
  al.,	
  2005;	
  May	
  et	
  al.,	
  2005;	
  Qin	
  et	
  

al.,	
  2011;	
  Tran	
  et	
  al.,	
  2008).	
  PKA	
  phosphorylates	
  GliFL,	
  and	
  phosphorylation	
  of	
  GliFL	
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is	
  required	
  for	
  its	
  processing	
  into	
  Gli	
  R	
  (Chen	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Riobó	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Tuson	
  et	
  

al.,	
  2011;	
  Wen	
  et	
  al.,	
  2010).	
  In	
  mammalian	
  cells,	
  PP2A	
  dephosphorylation	
  inactivates	
  

a	
  negative	
  regulator	
  of	
  PKA	
  called	
  RII	
  (Isensee	
  et	
  al.,	
  2013).	
  It	
  is	
  tempting	
  to	
  

speculate	
  that	
  misregulation	
  of	
  PP2A	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutants	
  could	
  promote	
  

hyperphosphorylation	
  of	
  RII,	
  contributing	
  to	
  decreased	
  PKA	
  activity	
  and	
  thus	
  

decreased	
  GliFL	
  phosphorylation	
  and	
  subsequently	
  decreased	
  GliR.	
  As	
  discussed	
  in	
  

section	
  1.4,	
  the	
  absence	
  of	
  anterograde	
  IFT	
  would	
  prevent	
  formation	
  of	
  GliA	
  

(Huangfu	
  and	
  Anderson,	
  2005;	
  Tran	
  et	
  al.,	
  2008).	
  

Shh	
  activity	
  in	
  the	
  vertebrate	
  neural	
  tube	
  establishes	
  an	
  opposing	
  gradient	
  of	
  

GliA	
  and	
  GliR,	
  and	
  the	
  ratio	
  of	
  GliA:GliR	
  is	
  important	
  for	
  proper	
  cell	
  fate	
  specification	
  

along	
  the	
  dorsal/ventral	
  axis.	
  In	
  Arl13bhnn	
  mutants,	
  there	
  is	
  an	
  intermediate	
  level	
  of	
  

Shh	
  activity	
  in	
  the	
  neural	
  tube	
  instead	
  of	
  a	
  gradient,	
  and	
  GliA,	
  but	
  not	
  GliR,	
  activity	
  is	
  

inhibited	
  (Caspary	
  et	
  al.,	
  2007).	
  Normal	
  GliR	
  activity	
  suggests	
  that	
  there	
  is	
  sufficient	
  

phosphorylation	
  and	
  processing	
  of	
  GliFL	
  into	
  GliR,	
  and	
  lowered	
  GliA	
  activity	
  suggests	
  

that	
  dephosphorylation	
  of	
  GliFL	
  is	
  inhibited.	
  As	
  PP2A	
  activity	
  does	
  not	
  appear	
  as	
  

severely	
  inhibited	
  in	
  Arl13bhnn	
  mutants	
  as	
  it	
  is	
  in	
  Ift172wim	
  mutants	
  (based	
  on	
  

comparisons	
  of	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  in	
  Arl13bhnn	
  and	
  Ift172wim	
  MEFs),	
  Arl13bhnn	
  mutants	
  

may	
  have	
  sufficient	
  PP2A	
  activity	
  to	
  permit	
  PKA	
  phosphorylation	
  of	
  GliFL,	
  and	
  thus	
  

allow	
  for	
  processing	
  of	
  phosphorylated	
  GliFL	
  into	
  GliR.	
  Furthermore,	
  some	
  amount	
  of	
  

GliFL	
  dephosphorylation	
  is	
  likely	
  to	
  occur,	
  thus	
  accounting	
  for	
  the	
  low	
  levels	
  of	
  GliA	
  

and	
  intermediate	
  level	
  of	
  Shh	
  activity	
  in	
  the	
  neural	
  tubes	
  of	
  Arl13bhnn	
  embryos	
  

(Caspary	
  et	
  al.,	
  2007).	
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My	
  results	
  have	
  implications	
  for	
  inhibition	
  of	
  I2PP2A/SET	
  as	
  a	
  novel	
  

treatment	
  option	
  for	
  ciliopathy	
  patients,	
  if	
  PP2A	
  activity	
  is	
  indeed	
  regulated	
  by	
  IFT.	
  

The	
  I2PP2A/SET	
  inhibitor	
  FTY720	
  (Fingolimod,	
  Gilenya®)	
  is	
  already	
  approved	
  for	
  

treatment	
  of	
  multiple	
  sclerosis	
  in	
  humans,	
  and	
  multiple	
  pre-­‐clinical	
  models,	
  in	
  

mouse	
  and	
  in	
  patient	
  tissue	
  samples,	
  support	
  use	
  of	
  FTY720	
  as	
  a	
  treatment	
  in	
  

colorectal	
  cancer,	
  leukemia,	
  and	
  Huntington	
  disease	
  (Henault	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Kappos	
  et	
  

al.,	
  2006;	
  Nagahashi	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Neviani	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Oaks	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Di	
  Pardo	
  et	
  

al.,	
  2013;	
  Rosa	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Saddoughi	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Thomas	
  and	
  Ziemssen,	
  2013).	
  

Loss	
  of	
  primary	
  cilia	
  can	
  promote	
  formation	
  of	
  medulloblastoma,	
  a	
  malignant	
  tumor	
  

that	
  derives	
  from	
  the	
  cerebellum	
  and	
  is	
  the	
  most	
  common	
  solid	
  tumor	
  in	
  children	
  

under	
  four	
  years	
  of	
  age	
  (McKean-­‐Cowdin	
  et	
  al.,	
  2013;	
  Mueller	
  and	
  Chang,	
  2009;	
  

Patel	
  et	
  al.,	
  2013).	
  Over-­‐activation	
  of	
  several	
  cilia-­‐linked	
  signaling	
  pathways	
  (Shh,	
  

PI3K/AKT,	
  mTOR)	
  are	
  observed	
  in	
  mouse	
  and	
  human	
  medulloblastoma,	
  and	
  

FTY720	
  treatment	
  could	
  further	
  improve	
  patient	
  outcomes,	
  as	
  PP2A	
  regulates	
  

aspects	
  of	
  all	
  three	
  pathways	
  (Bhatia	
  et	
  al.,	
  2009;	
  Buonamici	
  et	
  al.,	
  2010;	
  

Hambardzumyan	
  et	
  al.,	
  2008;	
  Jóźwiak	
  et	
  al.,	
  2011;	
  Włodarski	
  et	
  al.,	
  2006).	
  Thus,	
  it	
  is	
  

of	
  great	
  relevance	
  to	
  investigate	
  the	
  role	
  of	
  IFT	
  in	
  regulation	
  of	
  PP2A	
  and	
  

I2PP2A/SET	
  in	
  mammalian	
  cilia-­‐dependent	
  signaling	
  pathways.	
  

5.3 PDGF-­AA/αα,	
  Akt,	
  and	
  mTORC1	
  

The	
  results	
  from	
  chapter	
  4	
  also	
  demonstrate	
  that	
  decreased	
  PDGFRα	
  protein	
  

levels	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  is	
  a	
  side	
  effect	
  of	
  mTORC1	
  upregulation,	
  and	
  

that	
  inhibition	
  of	
  mTORC1	
  restores	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  in	
  the	
  absence	
  

of	
  functional	
  cilia	
  transport.	
  Prior	
  to	
  my	
  work,	
  PDGF-­‐AA/αα,	
  Akt,	
  and	
  mTORC1	
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signaling	
  were	
  only	
  described	
  in	
  the	
  context	
  of	
  anterograde	
  IFT,	
  and	
  studies	
  on	
  

PDGF-­‐AA/αα	
  in	
  Ift88orpk	
  MEFs	
  analyzed	
  P-­‐AktS473,	
  which	
  regulates	
  substrate	
  

specificity,	
  but	
  not	
  P-­‐AktT308,	
  which	
  regulates	
  Akt	
  kinase	
  activity	
  (Alessi	
  et	
  al.,	
  1996;	
  

Calleja	
  et	
  al.,	
  2007;	
  Guertin	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Jacinto	
  et	
  al.,	
  2006;	
  Moore	
  et	
  al.,	
  2011;	
  

Vincent	
  et	
  al.,	
  2011).	
  My	
  work	
  fine	
  tunes	
  our	
  understanding	
  of	
  the	
  relationship	
  

between	
  PDGF-­‐AA,	
  Akt,	
  mTORC1,	
  and	
  cilia	
  in	
  vitro.	
  

As	
  mentioned	
  in	
  section	
  5.2,	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  are	
  increased	
  in	
  cilia	
  transport	
  

mutant	
  MEFs,	
  but	
  do	
  not	
  increase	
  upon	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  in	
  Ift172wim	
  and	
  

Ift122sopb	
  MEFS,	
  which	
  also	
  have	
  low	
  levels	
  of	
  PDGFRα	
  protein.	
  Through	
  inhibition	
  of	
  

mTORC1	
  in	
  Ift172wim	
  and	
  Ift122sopb	
  MEFS,	
  I	
  restore	
  PDGFRα	
  protein	
  expression	
  

levels,	
  which	
  in	
  turn	
  restores	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation.	
  This	
  observation	
  

highlights	
  the	
  role	
  of	
  cilia	
  as	
  a	
  signaling	
  hub	
  that	
  regulates	
  a	
  multitude	
  of	
  

interconnected	
  pathways	
  in	
  vertebrates	
  and	
  the	
  importance	
  of	
  considering	
  how	
  

cilia-­‐dependent	
  pathways	
  interact	
  with	
  one	
  another	
  when	
  investigating	
  the	
  links	
  

between	
  any	
  one	
  pathway	
  and	
  cilia.	
  Importantly,	
  it	
  demonstrates	
  that	
  cilia	
  need	
  not	
  

be	
  present	
  for	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation,	
  as	
  previously	
  thought.	
  

Signaling	
  pathways	
  do	
  not	
  function	
  in	
  isolation,	
  as	
  shown	
  by	
  the	
  connections	
  

between	
  PDGFRα,	
  Akt,	
  mTORC1,	
  and	
  PP2A	
  (Figure	
  5.3).	
  Activated	
  PDGFRα	
  signals	
  

to	
  activate	
  Akt,	
  which	
  consists	
  of	
  phosphorylation	
  on	
  both	
  Akt	
  T308	
  and	
  Akt	
  S473	
  

(Figure	
  5.3A).	
  Phosphorylated	
  Akt	
  promotes	
  activation	
  of	
  mTORC1,	
  leading	
  to	
  

phosphorylation	
  of	
  substrates	
  such	
  as	
  p70	
  S6K	
  (Figure	
  5.3B).	
  mTORC1	
  mediated	
  

inhibition	
  of	
  PP2A	
  inhibits	
  dephosphorylation	
  of	
  Akt	
  and	
  keeps	
  the	
  pathway	
  “on,”	
  

while	
  mTORC1	
  also	
  signals	
  to	
  downregulated	
  expression	
  of	
  PDGFRα,	
  thus	
  turning	
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the	
  pathway	
  “off”	
  (Figure	
  5.3C,	
  D).	
  As	
  PDGFRα	
  decreases,	
  phosphorylation	
  of	
  Akt	
  

decreases,	
  activation	
  of	
  mTORC1	
  decreases,	
  and	
  inhibition	
  of	
  PP2A	
  is	
  relieved,	
  thus	
  

leading	
  to	
  dephosphorylation	
  of	
  Akt	
  and	
  a	
  “shutting	
  down”	
  of	
  the	
  pathway	
  (Figure	
  

5.3E).	
  

5.4 Final	
  summary	
  

In	
  summary,	
  this	
  thesis	
  presents	
  data	
  that	
  further	
  our	
  understanding	
  of	
  the	
  

role	
  of	
  cilia	
  in	
  signaling,	
  particularly	
  in	
  PDGF-­‐AA/αα	
  signaling,	
  show	
  that	
  Arl13b	
  is	
  

not	
  required	
  for	
  OL	
  development	
  in	
  vivo,	
  and	
  that	
  decreased	
  PDGFRα	
  expression	
  

and	
  response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  is	
  a	
  result	
  of	
  increased	
  mTORC1	
  signaling	
  in	
  cilia	
  mutant	
  

MEFs.	
  Furthermore,	
  the	
  manuscript	
  within	
  this	
  thesis	
  introduces	
  PP2A	
  as	
  a	
  novel,	
  

basal-­‐body	
  associated	
  phosphatase	
  in	
  vertebrates,	
  shows	
  that	
  IFT	
  regulates	
  PP2A	
  

activity	
  towards	
  specific	
  substrates,	
  and	
  provides	
  precedent	
  for	
  further	
  study	
  of	
  

PP2A	
  as	
  a	
  regulator	
  of	
  Shh,	
  a	
  well	
  described	
  cilia-­‐dependent	
  signaling	
  pathway.	
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Figure	
  1.2.1-­‐The	
  ciliary	
  axoneme	
  consists	
  of	
  an	
  outer	
  ring	
  with	
  nine	
  microtubule	
  

doublets,	
  and	
  may	
  or	
  may	
  not	
  have	
  a	
  central	
  pair	
  of	
  microtubules.	
  

A-­‐The	
  microtubule	
  doublets	
  of	
  the	
  outer	
  ring	
  are	
  composed	
  of	
  a	
  13	
  protofilament	
  A	
  

tubule	
  connected	
  to	
  an	
  11	
  filament	
  B	
  tubule.	
  

B-­‐Motile	
  cilia	
  contain	
  a	
  central	
  pair	
  of	
  microtubule	
  singlets,	
  as	
  well	
  as	
  radial	
  spokes	
  

and	
  axonemal	
  dynein	
  arms,	
  all	
  which	
  help	
  to	
  generate	
  motility.	
  

C-­‐Primary	
  cilia	
  lack	
  a	
  central	
  pair	
  of	
  microtubules,	
  as	
  well	
  as	
  radial	
  spokes	
  and	
  

axonemal	
  dyneins.

A	
  

B	
   C	
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Figure	
  1.2.2-­‐Cargo	
  transport	
  into	
  and	
  out	
  of	
  the	
  cilium	
  is	
  regulated	
  by	
  IFT.	
  

Kinesin	
  and	
  dynein	
  motors	
  move	
  along	
  the	
  microtubule	
  doublets	
  of	
  the	
  outer	
  ring	
  

for	
  anterograde	
  and	
  retrograde	
  transport,	
  respectively.	
  The	
  IFTB	
  complex	
  and	
  

kinesin	
  motors	
  carry	
  cargo	
  for	
  anterograde	
  transport,	
  and	
  the	
  IFTA	
  complex	
  and	
  

dynein	
  motors	
  regulate	
  retrograde	
  transport	
  of	
  cargo.

A
nt
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og

ra
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R
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Figure	
  1.4-­‐Five	
  distinct	
  cell	
  fates	
  are	
  specified	
  in	
  the	
  ventral	
  neural	
  tube	
  by	
  an	
  

opposing	
  gradient	
  of	
  GliA	
  and	
  GliR,	
  established	
  by	
  diffusion	
  of	
  Shh	
  ligand	
  from	
  the	
  

notochord	
  and	
  floorplate.	
  

A-­‐A	
  gradient	
  of	
  Shh	
  is	
  required	
  for	
  the	
  establishment	
  of	
  five	
  ventral	
  cell	
  fates.	
  The	
  

more	
  ventral	
  fates	
  require	
  higher	
  levels	
  of	
  Shh	
  activity,	
  while	
  the	
  more	
  dorsal	
  fates	
  

are	
  specified	
  at	
  lower	
  levels	
  of	
  Shh	
  activity.	
  

B-­‐Shh	
  ligand	
  from	
  the	
  notochord	
  and	
  floorplate	
  establishes	
  a	
  gradient	
  of	
  Shh	
  

activity,	
  such	
  that	
  the	
  most	
  ventral	
  regions	
  of	
  the	
  neural	
  tube	
  have	
  the	
  greatest	
  Shh	
  

activity,	
  and	
  more	
  dorsal	
  regions	
  have	
  less.	
  

A	
   B	
   C	
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C-­‐	
  GliA	
  activity	
  is	
  greatest	
  in	
  the	
  most	
  ventral	
  regions	
  of	
  the	
  neural	
  tube,	
  and	
  

decreasing	
  going	
  dorsally.	
  GliR	
  activity	
  is	
  at	
  the	
  lowest	
  in	
  the	
  most	
  ventral	
  regions	
  of	
  

the	
  neural	
  tube,	
  and	
  increases	
  more	
  dorsally.	
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Figure	
  1.5-­‐The	
  mixed	
  progenitor	
  model	
  and	
  sequential	
  model	
  of	
  pMN	
  domain	
  

specification.	
  These	
  two	
  models,	
  the	
  mixed	
  progenitor	
  and	
  sequential	
  models,	
  

propose	
  how	
  MNs	
  and	
  OLPs	
  are	
  specified	
  from	
  the	
  pMN	
  domain.	
  

These	
  cartoons	
  illustrate	
  two	
  models	
  of	
  MN	
  and	
  OLP	
  specification	
  from	
  NSCs.	
  NSCs	
  

are	
  in	
  orange,	
  pMNs	
  in	
  gray,	
  MNs	
  in	
  green,	
  and	
  OLPs	
  in	
  hot	
  pink.	
  Arrows	
  indicate	
  

“where”	
  the	
  different	
  cell	
  types	
  come	
  from	
  (For	
  example,	
  in	
  the	
  left	
  panel,	
  the	
  gray	
  

pMN	
  cells	
  give	
  rise	
  to	
  green	
  MNs.	
  Some	
  gray	
  pMNs	
  remain	
  as	
  pMNs,	
  and	
  at	
  e12.5	
  

these	
  pMNs	
  produce	
  pink	
  OLPs).	
  

A-­‐The	
  mixed	
  progenitor	
  model	
  proposes	
  that	
  the	
  pMN	
  domain	
  is	
  composed	
  of	
  a	
  

mixed	
  population	
  of	
  cells.	
  One	
  population	
  gives	
  rise	
  to	
  MNs	
  at	
  e10.5,	
  while	
  the	
  other	
  

gives	
  rise	
  to	
  OLPs	
  at	
  e12.5.	
  

A	
   B	
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B-­‐The	
  sequential	
  model	
  proposes	
  that	
  the	
  pMN	
  domain	
  is	
  consistently	
  replenished	
  

by	
  NSCs.	
  At	
  e10.5,	
  the	
  first	
  “waves”	
  of	
  pMN	
  cells	
  give	
  rise	
  to	
  MNs.	
  Later,	
  at	
  e12.5,	
  

NSCs	
  specify	
  another	
  wave	
  of	
  pMN	
  cells.	
  These	
  pMN	
  cells	
  give	
  rise	
  to	
  OLPs.	
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Figure	
  1.6-­‐The	
  three	
  PDGF	
  receptor	
  dimers	
  bind	
  different	
  homo	
  and	
  heterodimers	
  

of	
  PDGF	
  ligand.	
  

A-­‐There	
  are	
  four	
  PDGF	
  ligands:	
  	
  A,	
  B,	
  C,	
  and	
  D.	
  A	
  and	
  B	
  forms	
  homodimers	
  and	
  a	
  

heterodimer	
  with	
  each	
  other.	
  C	
  and	
  D	
  only	
  form	
  heterodimers.	
  

A	
  

B	
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B-­‐There	
  are	
  two	
  PDGF	
  receptors:	
  	
  α	
  and	
  β.	
  PDGFRαα	
  binds	
  PDGF-­‐AA,	
  CC,	
  AB,	
  and	
  BB	
  

dimers.	
  PDGFRαβ	
  binds	
  PDGF-­‐AB	
  and	
  BB	
  dimers.	
  PDGFRββ	
  binds	
  PDGF-­‐BB	
  and	
  DD	
  

dimers.	
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Figure	
  1.7.1-­‐OLs	
  undergo	
  the	
  same	
  developmental	
  steps	
  from	
  OLPs	
  into	
  mature,	
  

post-­‐mitotic,	
  myelinating	
  OLs.	
  

In	
  the	
  mouse	
  neural	
  tube,	
  the	
  NSC	
  population	
  gives	
  rise	
  to	
  the	
  pMN	
  domain,	
  which	
  

then	
  specifies	
  OLPs.	
  The	
  stages	
  of	
  OL	
  development	
  are	
  characterized	
  by	
  morphology	
  

and	
  by	
  the	
  expression	
  of	
  stage-­‐specific	
  markers.	
  OLPs	
  are	
  bipolar,	
  express	
  PDGFRα,	
  

and	
  are	
  actively	
  proliferating	
  and	
  migrating	
  throughout	
  the	
  neural	
  tube.	
  As	
  OLPs	
  

become	
  pre-­‐OLs,	
  both	
  expression	
  of	
  PDGFRα	
  and	
  migration	
  decrease.	
  From	
  pre-­‐OLs	
  

to	
  immature	
  OLs,	
  the	
  number	
  of	
  extensions	
  increases,	
  as	
  does	
  extension	
  branching.	
  

Pre-­‐myelinating	
  OLs	
  are	
  post-­‐mitotic,	
  and	
  are	
  recognized	
  by	
  expression	
  of	
  myelin	
  

components	
  and	
  formation	
  of	
  a	
  myelin-­‐like	
  membrane.	
  Fully	
  mature,	
  myelinating	
  

OLs	
  wrap	
  extensions	
  of	
  the	
  plasma	
  membrane	
  around	
  the	
  axons	
  of	
  multiple	
  

neurons.	
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Abbreviations:	
  	
  NSC-­‐Neural	
  Stem	
  Cell,	
  pMN-­‐precursor	
  Motor	
  Neuron,	
  MN-­‐Motor	
  

Neuron,	
  OLP-­‐Oligodendrocyte	
  Progenitor,	
  OL-­‐Oligodendrocyte,	
  CNP-­‐,	
  GalC-­‐

Galactosylceramides,	
  PLP-­‐proteolipid	
  protein	
  (PLP),	
  MBP-­‐Myelin	
  Basic	
  Protein,	
  

MAG-­‐myelin-­‐associated	
  glycoprotein,	
  MOG-­‐	
  myelin/oligodendrocyte	
  glycoprotein.	
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Figure	
  1.7.2-­‐	
  Mature	
  OLs	
  myelinate	
  multiple	
  axons	
  by	
  wrapping	
  axon	
  segments	
  in	
  

multilayered	
  sheaths	
  of	
  myelin.	
  

Myelin	
  is	
  primarily	
  composed	
  of	
  fats,	
  and	
  provides	
  insulation	
  to	
  neurons	
  to	
  facilitate	
  

smooth	
  and	
  rapid	
  signal	
  transduction.	
  Immature	
  OLs	
  begin	
  to	
  produce	
  myelin	
  

proteins	
  during	
  gestation,	
  while	
  the	
  process	
  of	
  myelination	
  is	
  greatest	
  after	
  birth.	
  In	
  

the	
  CNS,	
  a	
  single	
  OL	
  can	
  myelinate	
  multiple	
  axons.
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Figure	
  1.8-­‐PP2A	
  is	
  composed	
  of	
  a	
  structural	
  (A),	
  regulatory	
  (B),	
  and	
  catalytic	
  (C)	
  

subunit.	
  

The	
  structural	
  A	
  subunit,	
  and	
  the	
  catalytic	
  C	
  subunit	
  each	
  have	
  α	
  and	
  β	
  isoforms.	
  The	
  

regulatory	
  B	
  subunit	
  comes	
  from	
  one	
  of	
  four	
  unrelated	
  B	
  subunit	
  families,	
  which	
  

contain	
  fifteen	
  different	
  proteins	
  that	
  can	
  form	
  up	
  to	
  twenty-­‐three	
  isoforms	
  

combined.	
  The	
  B	
  subunit	
  family	
  contains	
  Bα,	
  Bβ,	
  Bγ,	
  and	
  Bδ	
  proteins.	
  The	
  B’	
  family	
  

contains	
  B’α,	
  B’β,	
  B’γ,	
  B’δ,	
  and	
  B’ε.	
  The	
  B’’	
  family	
  contains	
  PR48,	
  PR59,	
  PR72,	
  and	
  

PR130.	
  The	
  B’’’	
  family	
  contains	
  proteins	
  PR93	
  and	
  PR110.
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Observed vs. expected (Live births) 

  WT Arl13bΔOlig1-Cre 

Expected 60.00% 40.00% 
Observed 61.33% 38.73% 

A	
  

C	
  

A	
  

B	
  

C	
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Figure	
  3.1	
  A,	
  B-­‐Observed	
  vs.	
  expected	
  ratios	
  of	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  pups.	
  C-­‐Percent	
  

survival	
  over	
  3	
  months	
  for	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  and	
  WT	
  littermates.	
  D-­‐Average	
  weights	
  of	
  

Arl13bΔOlig1-­Cre	
  pups	
  at	
  p5,	
  p7,	
  p11,	
  p14,	
  and	
  p21.	
  

A-­‐The	
  Arl13bhnn	
  allele	
  is	
  linked	
  to	
  Olig1-­Cre,	
  and	
  recombination	
  between	
  the	
  two	
  is	
  

observed	
  15%	
  of	
  the	
  time.	
  This	
  produces	
  genotypes	
  Arl13bflox/Arl13bhnn	
  and	
  

Arl13bflox/Arl13b+;	
  Olig1-­Cre.	
  The	
  remaining	
  85%	
  of	
  genotypes	
  will	
  be	
  

Arl13bflox/Arl13b+	
  and	
  Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre.	
  The	
  genotypes	
  of	
  wild	
  type	
  

mice	
  are	
  Arl13bflox/Arl13bhnn,	
  Arl13bflox/Arl13b+;	
  Olig1-­Cre,	
  and	
  Arl13bflox/Arl13b+.	
  

The	
  mutant	
  genotype	
  is	
  Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre.	
  

5%	
  of	
  Olig1-­Cre	
  positive	
  embryos	
  have	
  leaky,	
  ubiquitous	
  Cre	
  expression.	
  This	
  is	
  

divided	
  between	
  the	
  two	
  genotypes	
  that	
  have	
  Olig1-­Cre:	
  Arl13bflox/Arl13b+;	
  Olig1-­Cre	
  

(wild	
  type)	
  and	
  Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre	
  (mutant).	
  As	
  a	
  result,	
  2.5%	
  of	
  each	
  

Olig1-­Cre	
  positive	
  genotype	
  has	
  ubiquitous	
  Cre	
  expression.	
  Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  

Olig1-­Cre	
  (mutant)	
  embryos	
  die	
  during	
  midgestation,	
  since	
  ubiquitous	
  loss	
  of	
  Arl13b	
  

C	
  
B	
  

D	
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is	
  embryonic	
  lethal.	
  Arl13bflox/Arl13b+;	
  Olig1-­Cre	
  embryos	
  have	
  a	
  wild	
  type	
  allele	
  of	
  

Arl13b,	
  and	
  thus	
  survive	
  to	
  birth.	
  

The	
  calculation	
  for	
  mutants	
  expected	
  to	
  survive	
  to	
  birth	
  is	
  ½*(85%)	
  -­‐2.5%	
  =	
  40%.	
  ½	
  

of	
  85%	
  are	
  mutant	
  because	
  half	
  of	
  the	
  85%	
  non-­‐recombinants	
  genotypes	
  are	
  

Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre	
  (mutant).	
  2.5%	
  is	
  subtracted	
  since	
  2.5%	
  of	
  

Arl13bflox/Arl13bhnn;	
  Olig1-­Cre	
  embryos	
  will	
  die	
  during	
  midgestation	
  due	
  to	
  leaky,	
  

ubiquitous	
  Olig1-­Cre	
  expression.	
  

The	
  calculation	
  for	
  wild	
  type	
  expected	
  to	
  survive	
  to	
  birth	
  is	
  15%	
  +	
  ½*(85%)	
  +2.5%	
  

=	
  60%.	
  Recombination	
  between	
  the	
  Arl13bhnn	
  allele	
  and	
  Olig1-­Cre	
  allele	
  occurs	
  15%	
  

of	
  the	
  time,	
  and	
  the	
  resulting	
  genotypes	
  are	
  wild	
  type.	
  ½	
  of	
  85%	
  are	
  wild	
  type	
  

because	
  half	
  of	
  the	
  85%	
  non-­‐recombinants	
  genotypes	
  are	
  Arl13bflox/Arl13b+	
  (wild	
  

type).	
  2.5%	
  is	
  added	
  to	
  bring	
  the	
  sum	
  to	
  100%,	
  since	
  2.5%	
  was	
  subtracted	
  from	
  the	
  

mutant	
  calculation.	
  (n=92	
  WT,	
  and	
  n=58	
  Arl13bΔOlig1-­Cre).	
  

B-­‐	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  pups	
  are	
  born	
  at	
  the	
  expected	
  ratios	
  (table	
  form	
  of	
  Figure	
  3.1A).	
  

C-­‐No	
  difference	
  in	
  survival	
  of	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  mice	
  compared	
  to	
  their	
  WT	
  littermates	
  

over	
  3	
  months	
  (n=12	
  WT,	
  n=7	
  Arl13bΔOlig1-­Cre).	
  

D-­‐While	
  there	
  is	
  an	
  overall	
  trend	
  towards	
  lower	
  a	
  lower	
  weight	
  in	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  

pups	
  at	
  the	
  indicated	
  ages,	
  there	
  is	
  no	
  significant	
  difference	
  between	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  

pups	
  and	
  their	
  WT	
  littermates	
  (n=12	
  WT,	
  n=7	
  Arl13bΔOlig1-­Cre).	
  Blue	
  bars-­‐WT.	
  Red	
  

bars-­‐	
  Arl13bΔOlig1-­Cre.	
  Error	
  bars	
  show	
  standard	
  deviation.	
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Figure	
  3.2	
  Neural	
  tube	
  of	
  WT	
  (A-­‐C)	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  (D-­‐F)	
  e10.5	
  embryos	
  stained	
  

for	
  Olig2	
  (red;	
  A	
  and	
  D)	
  and	
  Arl13b	
  (green;	
  B	
  and	
  E).	
  

(A-­‐C)	
  WT	
  embryos	
  express	
  Arl13b	
  along	
  the	
  ventricular	
  zone	
  (VZ)	
  of	
  the	
  neural	
  tube	
  

at	
  e10.5.	
  

(D-­‐F)	
  At	
  e10.5,	
  expression	
  of	
  Arl13b	
  is	
  absent	
  from	
  the	
  Olig2+	
  pMN	
  domain	
  of	
  

Arl13bΔOlig1-­Cre	
  embryos,	
  but	
  present	
  in	
  other	
  regions	
  of	
  the	
  neural	
  tube.	
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Figure	
  3.3	
  Protein	
  levels	
  of	
  MBP,	
  normalized	
  to	
  actin	
  loading	
  controls,	
  from	
  the	
  optic	
  

nerves	
  of	
  p7	
  WT	
  (white	
  bars)	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  (gray	
  bars)	
  pups	
  (n=6	
  WT,	
  n=4	
  

Arl13bΔOlig1-­Cre)..	
  

At	
  p11,	
  there	
  is	
  no	
  significant	
  difference	
  in	
  MBP	
  expression	
  for	
  any	
  one	
  isoform	
  or	
  

for	
  total	
  MBP	
  between	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  pups	
  and	
  their	
  WT	
  littermates.	
  Error	
  bars	
  

show	
  standard	
  deviation.
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Figure	
  3.4	
  Rostral	
  (A-­‐B,	
  E-­‐F)	
  and	
  caudal	
  (C-­‐D,	
  G-­‐H)	
  neural	
  tube	
  of	
  WT	
  (A-­‐D)	
  and	
  

Arl13bΔOlig1-­Cre	
  (E-­‐H)	
  e16.5	
  embryos	
  stained	
  for	
  MBP	
  (red)	
  and	
  Olig2	
  (green).	
  

(A,	
  E)	
  Expression	
  of	
  MBP	
  in	
  the	
  rostral	
  neural	
  tube	
  is	
  seen	
  at	
  e16.5	
  in	
  both	
  WT	
  (A)	
  

and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  (E)	
  embryos.	
  

(B,	
  D,	
  F,	
  H)	
  Olig2+	
  OLs	
  are	
  specified	
  and	
  found	
  throughout	
  the	
  rostral	
  (B,	
  F)	
  and	
  

caudal	
  (D,	
  H)	
  neural	
  tubes	
  of	
  WT	
  (B,	
  D)	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  (F,	
  H)	
  e16.5	
  embryos.	
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Figure	
  3.5	
  Caudal	
  (A,	
  C)	
  and	
  rostral	
  (B,	
  D)	
  neural	
  tube	
  of	
  WT	
  (A-­‐B)	
  and	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  

(C-­‐D)	
  e12.5	
  embryos	
  stained	
  for	
  Olig2	
  (red)	
  and	
  Arl13b	
  (green).	
  

(A-­‐B)	
  WT	
  embryos	
  continue	
  to	
  express	
  Arl13b	
  along	
  the	
  ventricular	
  zone	
  and	
  within	
  

the	
  Olig2+	
  pMN	
  domain	
  of	
  the	
  caudal	
  and	
  rostral	
  neural	
  tube	
  at	
  e12.5.	
  

(C-­‐D)	
  Arl13bΔOlig1-­Cre	
  re-­‐express	
  Arl13b	
  at	
  e12.5	
  along	
  the	
  ventricular	
  zone	
  and	
  

within	
  the	
  pMN	
  domain	
  of	
  the	
  caudal	
  and	
  rostral	
  neural	
  tube	
  at	
  e12.5.	
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Observed vs. expected (Live births) 

  WT Ift88ΔOlig1-Cre 

Observed 73.10% 26.90% 
Expected 77.50% 22.50% 

	
  

Figure	
  3.6	
  Observed	
  vs.	
  expected	
  ratios	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  pups.	
  

A-­‐Ift88flox/Ift88flox	
  females	
  were	
  crossed	
  to	
  Ift88flox/Ift88+,	
  Olig1-­Cre	
  males.	
  This	
  cross	
  

produces	
  genotypes	
  Ift88flox/Ift88+,	
  Ift88flox/Ift88flox,	
  Ift88flox/Ift88+,	
  Olig1-­Cre,	
  and	
  

Ift88flox/Ift88flox,	
  Olig1-­Cre.	
  The	
  genotypes	
  of	
  wild	
  type	
  mice	
  are	
  Ift88flox/Ift88+,	
  

Ift88flox/Ift88flox,	
  and	
  Ift88flox/Ift88+,	
  Olig1-­Cre.	
  The	
  mutant	
  genotype	
  is	
  

Ift88flox/Ift88flox,	
  Olig1-­Cre.	
  Wild	
  type	
  genotypes	
  are	
  generated	
  75%	
  of	
  the	
  time,	
  and	
  

the	
  one	
  mutant	
  genotype	
  is	
  generated	
  25%	
  of	
  the	
  time.	
  

5%	
  of	
  Olig1-­Cre	
  positive	
  embryos	
  have	
  leaky,	
  ubiquitous	
  Cre	
  expression.	
  This	
  is	
  

divided	
  between	
  the	
  two	
  genotypes	
  which	
  have	
  Olig1-­Cre:	
  Ift88flox/Ift88+,	
  Olig1-­Cre	
  

A	
  

B	
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(wild	
  type)	
  and	
  Ift88flox/Ift88flox,	
  Olig1-­Cre	
  (mutant).	
  As	
  a	
  result,	
  2.5%	
  of	
  each	
  Olig1-­

Cre	
  positive	
  genotype	
  has	
  ubiquitous	
  Cre	
  expression.	
  Ift88flox/Ift88flox,	
  Olig1-­Cre	
  

(mutant)	
  embryos	
  die	
  during	
  midgestation,	
  since	
  ubiquitous	
  loss	
  of	
  Ift88	
  is	
  

embryonic	
  lethal.	
  Ift88flox/Ift88+,	
  Olig1-­Cre	
  embryos	
  have	
  a	
  wild	
  type	
  allele	
  of	
  Ift88,	
  

and	
  thus	
  survive	
  to	
  birth.	
  

The	
  calculation	
  for	
  mutants	
  expected	
  to	
  survive	
  to	
  birth	
  is	
  25%	
  -­‐2.5%	
  =	
  22.5%.	
  2.5%	
  

is	
  subtracted	
  since	
  2.5%	
  of	
  Ift88flox/Ift88flox,	
  Olig1-­Cre	
  embryos	
  will	
  die	
  during	
  

midgestation	
  due	
  to	
  leaky,	
  ubiquitous	
  Olig1-­Cre	
  expression.	
  

The	
  calculation	
  for	
  wild	
  type	
  expected	
  to	
  survive	
  to	
  birth	
  is	
  75%	
  +	
  2.5%	
  =	
  77.5%.	
  

2.5%	
  is	
  added	
  to	
  bring	
  the	
  sum	
  to	
  100%,	
  since	
  2.5%	
  was	
  subtracted	
  from	
  the	
  

mutant	
  calculation.	
  (n=87	
  WT,	
  and	
  n=32	
  Ift88ΔOlig1-­Cre).	
  

B-­‐Ift88ΔOlig1-­Cre	
  pups	
  are	
  born	
  at	
  the	
  expected	
  ratios	
  (table	
  form	
  of	
  Figure	
  3.6A).
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Figure	
  3.7	
  Neural	
  tube	
  of	
  Ift88ΔOlig1-­Cre	
  e12.5	
  embryos	
  stained	
  for	
  Olig2	
  (red	
  cells),	
  

Arl13b	
  (red	
  punctae),	
  and	
  Ift88	
  (green	
  punctae).	
  

(A)	
  At	
  e12.5,	
  the	
  Olig2+	
  pMN	
  domain	
  is	
  present.	
  (A-­‐C)	
  Both	
  Arl13b+	
  cilia	
  and	
  Ift88	
  

persist	
  in	
  the	
  pMN	
  domain	
  and	
  along	
  the	
  ventricular	
  zone	
  of	
  the	
  pMN	
  domain.	
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Observed vs. expected (Live births) 
  WT Arl13bΔNestin-Cre 

Observed 81.42% 18.58% 
Expected 75.00% 25.00% 

	
  

	
  

Observed vs. expected (Live births) 
  WT Ift88ΔNestin-Cre 

Observed 76.92% 23.08% 
Expected 75.00% 25.00% 

	
  

Figure	
  3.8	
  Observed	
  vs.	
  expected	
  ratios	
  of	
  Arl13bΔNstin-­Cre	
  (A)	
  and	
  Ift88ΔNestin-­Cre	
  pups	
  

(B).	
  

A-­‐Both	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  pups	
  are	
  born	
  at	
  the	
  expected	
  ratios.	
  (n=92	
  WT,	
  and	
  n=21	
  

Arl13bΔNestin-­Cre).	
  

B-­‐	
  Ift88ΔNestin-­Cre	
  pups	
  are	
  born	
  at	
  the	
  expected	
  ratios.	
  (n=30	
  WT,	
  and	
  n=9	
  Ift88ΔNestin-­

Cre).

A	
  

B	
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Figure	
  3.9	
  Neural	
  tube	
  of	
  WT	
  (A-­‐C)	
  and	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  (D-­‐F)	
  e12.5	
  embryos	
  stained	
  

for	
  Olig2	
  (red	
  cells),	
  Arl13b	
  (red	
  punctae;	
  A,	
  D),	
  and	
  Ift88	
  (green	
  punctae;	
  B,	
  F).	
  

A,	
  D-­‐At	
  e12.5,	
  Arl13b	
  is	
  present	
  in	
  the	
  neural	
  tube	
  of	
  WT,	
  but	
  not	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  

embryos.	
  

B,	
  C,	
  E,	
  F-­‐The	
  presence	
  of	
  Ift88	
  in	
  both	
  WT	
  and	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  embryos	
  indicates	
  

presence	
  of	
  cilia	
  at	
  e12.5.	
  Loss	
  of	
  Arl13b	
  staining	
  is	
  observed	
  throughout	
  the	
  neural	
  

tube	
  of	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  embryos	
  at	
  e12.5.	
  Thus,	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  embryos	
  maintain	
  

cilia,	
  but	
  lose	
  Arl13b	
  in	
  the	
  neural	
  tube	
  by	
  e12.5.	
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Figure	
  3.10	
  Neural	
  tube	
  of	
  WT	
  (A,C)	
  and	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  (B,	
  D)	
  e14.5	
  embryos	
  stained	
  

for	
  Olig2	
  (A,	
  B;	
  green)	
  and	
  PDGFRα	
  (C,	
  D;	
  green).	
  

(A,	
  B)	
  At	
  e14.5,	
  Olig2+	
  OLPs	
  are	
  present	
  and	
  migrating	
  throughout	
  the	
  neural	
  tube	
  in	
  

both	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  and	
  WT	
  littermates.	
  

(C,	
  D)	
  At	
  e14.5,	
  PDGFRα	
  +OLPs	
  are	
  present	
  and	
  migrating	
  throughout	
  the	
  neural	
  

tube	
  in	
  both	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  and	
  WT	
  littermates.	
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Figure	
  3.11	
  	
  Whole	
  embryos	
  of	
  WT	
  (A)	
  and	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  (B)	
  e14.5	
  embryos	
  

expressing	
  PLP-­‐GFP.	
  

(A,	
  B)	
  Expression	
  of	
  PLP-­‐GFP,	
  a	
  marker	
  of	
  maturing	
  OLs,	
  is	
  present	
  throughout	
  the	
  

central	
  nervous	
  system	
  of	
  Arl13bΔNestin-­Cre	
  (B)	
  and	
  WT	
  (A)	
  e14.5	
  embryos.	
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Figure	
  3.12	
  Average	
  normalized	
  values	
  of	
  PDGFRα	
  (A)	
  and	
  Olig2	
  (B)	
  from	
  p7	
  optic	
  

nerves	
  of	
  WT	
  pups	
  (white	
  boxes)	
  and	
  Arl13bΔNstin-­Cre	
  (gray	
  boxes).	
  (n=6	
  WT,	
  and	
  n=6	
  

Arl13bΔNestin-­Cre).	
  

(A)	
  There	
  is	
  no	
  difference	
  in	
  amount	
  of	
  PDGFRα	
  in	
  the	
  optic	
  nerves	
  of	
  WT	
  (white	
  

boxes)	
  and	
  Arl13bΔNstin-­Cre	
  (gray	
  boxes)	
  p7	
  pups.	
  

(B)	
  There	
  is	
  no	
  difference	
  in	
  amount	
  of	
  Olig2	
  in	
  the	
  optic	
  nerves	
  of	
  WT	
  (white	
  

boxes)	
  and	
  Arl13bΔNstin-­Cre	
  (gray	
  boxes)	
  p7	
  pups.	
  

Error	
  bars	
  show	
  standard	
  deviation.	
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Figure	
  3.13	
  Neural	
  tube	
  sections	
  of	
  e18.5	
  Ift88ΔNstin-­Cre	
  (A-­‐C)	
  embryos	
  stained	
  for	
  

Arl13b	
  (A,	
  red)	
  and	
  Ift88	
  (B,	
  green).	
  Average	
  normalized	
  values	
  of	
  Olig2,	
  PDGFRα,	
  

and	
  CNP	
  from	
  p11	
  optic	
  nerves	
  of	
  WT	
  (white	
  boxes)	
  and	
  Ift88ΔNstin-­Cre	
  (gray	
  boxes)	
  

pups.	
  

(A-­‐C)	
  At	
  e18.5,	
  both	
  Arl13b+	
  cilia	
  (A,	
  C)	
  and	
  Ift88	
  (B,	
  C)	
  are	
  present	
  in	
  the	
  neural	
  

tube	
  of	
  Ift88ΔNstin-­Cre	
  embryos.	
  

(D)	
  At	
  p21,	
  the	
  optic	
  nerves	
  of	
  WT	
  (white	
  boxes)	
  and	
  Ift88ΔNstin-­Cre	
  (gray	
  boxes)	
  pups	
  

contain	
  similar	
  levels	
  of	
  Olig2,	
  PDGFRα,	
  and	
  CNP.	
  Error	
  bars	
  show	
  standard	
  

deviation.	
  (n=2	
  WT,	
  and	
  n=2	
  Ift88ΔNestin-­Cre).	
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Figure	
  4.1:	
  PP2Ac	
  localizes	
  to	
  the	
  basal	
  body	
  of	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs,	
  

and	
  P-­‐AktT308	
  is	
  increased	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
  

A:	
  Serum-­‐starved	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  were	
  immunolabeled	
  for	
  the	
  

catalytic	
  subunit	
  of	
  PP2A,	
  PP2Ac	
  (green),	
  and	
  for	
  the	
  basal	
  body	
  using	
  γ-­‐tubulin	
  

(red).	
  

B:	
  Serum-­‐starved	
  WT	
  MEFs	
  were	
  immunolabeled	
  for	
  the	
  catalytic	
  subunit	
  of	
  PP2A,	
  

PP2Ac	
  (green),	
  for	
  the	
  basal	
  body	
  using	
  γ-­‐tubulin	
  (red),	
  and	
  for	
  cilia	
  using	
  Arl13b	
  

(red,	
  blue).	
  

C:	
  Serum-­‐starved	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  were	
  lysed	
  and	
  processed	
  for	
  

Western	
  blot	
  analysis	
  of	
  P-­‐AktT308	
  under	
  the	
  indicated	
  experimental	
  conditions	
  (no	
  

serum,	
  +LY294002,	
  +okadaic	
  acid,	
  and	
  +okadaic	
  acid	
  +LY294002).	
  Note	
  the	
  

presence	
  of	
  P-­‐AktT308	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs	
  during	
  LY294002	
  treatment.	
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D:	
  Serum-­‐starved	
  WT	
  and	
  Ift172wim	
  MEFs	
  were	
  treated	
  with	
  a	
  PP2A	
  agonist	
  FTY720,	
  

and	
  then	
  lysed	
  and	
  processed	
  for	
  Western	
  blot	
  analysis	
  of	
  P-­‐AktT308.	
  FTY720	
  

agonizes	
  PP2A	
  activity	
  by	
  inhibiting	
  the	
  PP2A	
  inhibitor	
  I2PP2A/SET1.	
  Note	
  the	
  

absence	
  of	
  P-­‐AktT308	
  in	
  Ift172wim	
  MEFs.	
  

E:	
  Average	
  densitometry	
  values	
  of	
  P-­‐AktT308	
  in	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  

under	
  the	
  different	
  experimental	
  conditions.	
  Error	
  bars	
  show	
  standard	
  deviation	
  

(n=3,	
  p<0.0001).
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Figure	
  4.2:	
  PP2A	
  phosphatase	
  activity	
  and	
  levels	
  of	
  total	
  and	
  unmethylated	
  PP2Ac	
  

are	
  unchanged	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
  

A:	
  PP2A	
  activity	
  was	
  measured	
  in	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
  Bars	
  show	
  

the	
  average	
  of	
  three	
  independent	
  experiments	
  (n=3).	
  Error	
  bars	
  show	
  standard	
  

deviation.	
  

B:	
  Serum-­‐starved	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  were	
  lysed	
  and	
  processed	
  for	
  

Western	
  blot	
  analysis	
  of	
  total	
  and	
  unmethylated	
  PP2Ac	
  levels.	
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Figure	
  4.3:	
  mTORC1	
  signaling	
  is	
  increased	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
  

Phosphorylation	
  of	
  mTOR	
  (P-­‐mTORS2448)	
  (n=2,	
  p<0.01)	
  and	
  of	
  p70	
  S6K	
  (P-­‐p70	
  

S6KT389)	
  (n=2,	
  p<0.001)	
  are	
  increased	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs.	
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Figure	
  4.4:	
  Response	
  to	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  is	
  inhibited	
  in	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  

MEFs	
  and	
  is	
  restored	
  by	
  inhibition	
  of	
  mTORC1	
  with	
  rapamycin.	
  

A:	
  Comparison	
  of	
  PDGFRα,	
  P-­‐PDGFRαY742,	
  P-­‐AktT308,	
  and	
  P-­‐AktS473	
  in	
  WT	
  and	
  cilia	
  

transport	
  mutant	
  MEFs	
  in	
  the	
  presence	
  or	
  absence	
  of	
  PDGF-­‐AA	
  ligand	
  stimulation.	
  

B:	
  Rapamycin	
  treatment	
  of	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  in	
  the	
  absence	
  of	
  

serum,	
  with	
  or	
  without	
  PDGF-­‐AA	
  ligand	
  stimulation.	
  

C:	
  Average	
  densitometry	
  values	
  of	
  PDGFRα,	
  P-­‐PDGFRαY742,	
  P-­‐AktT308,	
  and	
  P-­‐AktS473	
  

in	
  Ift172wim	
  MEFs	
  during	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  alone	
  or	
  PDGF-­‐AA	
  stimulation	
  and	
  

rapamycin	
  treatment.	
  Error	
  bars	
  show	
  standard	
  deviation	
  (n=2,	
  p<0.05-­‐*).	
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D:	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  of	
  WT	
  and	
  Ift172wim	
  MEFs	
  treated	
  with	
  rapamycin,	
  PDGF-­‐AA,	
  and	
  

an	
  increasing	
  concentration	
  of	
  PDGFRα	
  blocking	
  antibody.
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Figure	
  S1:	
  	
  P-­‐AktT308	
  localization	
  in	
  WT	
  and	
  indicated	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  

Serum	
  starved	
  WT	
  and	
  cilia	
  transport	
  mutant	
  MEFs	
  were	
  immunolabeled	
  for	
  P-­‐

AktT308	
  (green)	
  and	
  for	
  the	
  basal	
  body	
  using	
  γ-­‐tubulin	
  (red).	
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Figure	
  S2:	
  	
  P-­‐AktT308	
  levels	
  of	
  Dync2h1lln	
  MEFs	
  grown	
  in	
  0.5%	
  serum	
  	
  

A:	
  	
  WT	
  and	
  Dync2h1lln	
  MEFs	
  grown	
  in	
  0.5%	
  serum	
  were	
  lysed	
  and	
  processed	
  for	
  

Western	
  blot	
  analysis	
  of	
  P-­‐AktT308	
  under	
  the	
  indicated	
  conditions	
  (0.5%	
  serum	
  only,	
  

+LY294002,	
  +okadaic	
  acid,	
  +okadaic	
  acid	
  +LY294002,	
  and	
  +rapamycin).	
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B:	
  	
  WT	
  and	
  Dync2h1lln	
  MEFs	
  grown	
  in	
  0.5%	
  serum	
  were	
  immunolabeled	
  for	
  the	
  

catalytic	
  subunit	
  of	
  PP2A,	
  PP2Ac	
  (green),	
  and	
  for	
  the	
  basal	
  body	
  using	
  γ-­‐tubulin	
  

(red).	
  

C:	
  	
  WT	
  and	
  Dync2h1lln	
  MEFs	
  grown	
  in	
  0.5%	
  serum	
  were	
  lysed	
  and	
  processed	
  for	
  

Western	
  blot	
  analysis	
  of	
  phosphorylated	
  mTOR	
  (P-­‐mTORS2448),	
  p70	
  S6K	
  (P-­‐p70	
  

S6KT389),	
  and	
  S6	
  (S6S235/236).	
  Note	
  the	
  increased	
  P-­‐mTORS2448	
  and	
  P-­‐p70	
  S6KT389	
  in	
  

Dync2h1lln	
  MEFs	
  relative	
  to	
  WT	
  MEFs.	
  

D:	
  	
  Comparison	
  of	
  PDGFRα,	
  P-­‐PDGFRαY742,	
  P-­‐AktT308,	
  and	
  P-­‐AktS473	
  in	
  WT	
  and	
  

Dync2h1lln	
  MEFs	
  grown	
  in	
  0.5%	
  serum	
  with	
  or	
  without	
  stimulation	
  with	
  PDGF-­‐AA	
  

ligand.	
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Figure	
  S3:	
  	
  Ift172wim	
  MEFs	
  do	
  not	
  form	
  cilia	
  during	
  rapamycin	
  treatment.	
  

A:	
  	
  WT	
  MEFs	
  in	
  serum-­‐free	
  media	
  were	
  immunolabeled	
  for	
  Arl13b	
  (red),	
  to	
  mark	
  

cilia,	
  and	
  PDGFRα	
  (green).	
  

B:	
  Ift172wim	
  MEFs	
  in	
  serum-­‐free	
  media	
  were	
  immunolabeled	
  for	
  γ-­‐tubulin	
  (red),	
  to	
  

mark	
  the	
  basal	
  body,	
  and	
  PDGFRα	
  (green).	
  

C:	
  Ift172wim	
  MEFs	
  in	
  serum-­‐free	
  media,	
  treated	
  with	
  rapamycin,	
  were	
  

immunolabeled	
  for	
  Arl13b	
  (red),	
  to	
  mark	
  cilia,	
  and	
  PDGFRα	
  (green).	
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Figure	
  5.3	
  PDGF-­‐AA/αα,	
  Akt,	
  mTORC1,	
  and	
  PP2A	
  interact	
  with	
  one	
  another	
  to	
  

regulated	
  pathway	
  activity.	
  

A-­‐	
  PDGF-­‐AA/αα	
  activates	
  PI3K,	
  which	
  leads	
  to	
  phosphorylation	
  of	
  Akt	
  on	
  threonine	
  

308	
  (P-­‐AktT308)	
  and	
  serine	
  473	
  (P-­‐AktS473).	
  

B-­‐Activated	
  Akt	
  inhibits	
  TSC1/2,	
  which	
  promotes	
  activation	
  of	
  mTORC1.	
  

C-­‐mTORC1	
  signaling	
  inhibits	
  PP2A	
  activity	
  as	
  a	
  way	
  to	
  maintain	
  

phosphorylation/activation	
  of	
  Akt,	
  and	
  thus	
  activation	
  of	
  mTORC1.	
  

D-­‐mTORC1	
  signaling	
  leads	
  to	
  down-­‐regulation	
  of	
  PDGFRα	
  as	
  a	
  way	
  to	
  “turn-­‐off”	
  

signaling	
  to	
  Akt.	
  

A	
  

B	
  

C	
  

D	
  

E	
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E-­‐Decreased	
  PDGFRα	
  leads	
  to	
  decreased	
  activation	
  of	
  Akt	
  and	
  mTORC1.	
  As	
  mTORC1	
  

inhibition	
  of	
  PP2A	
  is	
  relieved,	
  PP2A	
  is	
  able	
  to	
  dephosphorylate	
  P-­‐AktT308.	
  This	
  

reduces	
  the	
  kinase	
  activity	
  of	
  Akt	
  and	
  further	
  “turns-­‐off”	
  Akt	
  signaling.	
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