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Abstract: Cell‐to‐cell communication mediates a plethora of cellular decisions and behaviors that 

are crucial for the correct and robust development of multicellular organisms. Many of these signals 

are encoded in secreted hormones or growth factors that bind to and activate cell surface receptors, 

to transmit the cue intracellularly. One of the major superfamilies of cell surface receptors are the 

receptor tyrosine kinases (RTKs). For nearly half a century RTKs have been the focus of intensive 

study due  to  their ability  to alter  fundamental aspects of cell biology,  such as cell proliferation, 

growth, and shape, and because of their central importance in diseases such as cancer. Studies in 

model  organisms  such  a  Drosophila  melanogaster  have  proved  invaluable  for  identifying  new 

conserved RTK  pathway  components, delineating  their  contributions,  and  for  the  discovery  of 

conserved mechanisms that control RTK‐signaling events. Here we provide a brief overview of the 

RTK superfamily and the general mechanisms used  in their regulation. We further highlight the 

functions of several RTKs that govern distinct cell‐fate decisions in Drosophila and explore how their 

activities are developmentally controlled. 
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1. The Receptor Tyrosine Kinase Protein Superfamily 

Receptor tyrosine kinases (RTKs) play essential roles in the cellular communication network that 

orchestrates the development of metazoans. They are a major class of enzyme‐coupled cell surface 

receptors  activated when  bound  by  extracellular  signals  from  the  environment  such  as  growth 

factors,  cytokines, and hormones.  Initially, RTKs were discovered  in  the 1970s as  the key  factors 

responsible for transducing several potent growth and proliferative signals, including nerve growth 

factor  (NGF),  epidermal  growth  factor  (EGF),  and  insulin  (for  review  see  [1]).  Since  then, 

bioinformatic analysis has identified thousands of RTKs across eukaryotes. Each can be classified into 

one  of  20  subfamilies  based  on  structural  elements  and  their  homology  with  the  founding 

mammalian representatives [2]. 

While  members  of  the  RTK  protein  superfamily  are  best  known  for  roles  in  driving  cell 

proliferation, they also play critical roles in eukaryotic development and homeostasis. These include 

the  patterning  of  cells  and  tissues  [3],  the  control  of  cell  shape  changes  for  migration  and 

morphogenesis [4], cell and organ/tissue growth control [5,6], and the maintenance and survival of 

both developing and adult tissues [7,8] (Figure 1). 

With their central importance in cellular events it is not surprising that RTK dysregulation is a 

major cause of disease. The aberrant activation of various RTKs is observed in nearly all forms of 

human cancer [9], and as such, these proteins are the targets of significant efforts to produce effective 

pharmacological inhibitors [10,11]. Beyond cancer, RTK signaling has been causally linked to diabetes 

[12], inflammation [13], angiogenesis [14], and numerous developmental syndromes (for review, see 
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[15]). The roles of RTKs in human disease have been covered extensively elsewhere and will not be 

discussed here (see e.g., [16]). 

1.1. RTK Structure, Function, and Signaling 

RTKs are transmembrane glycoproteins that reside at the cell surface, where they catch growth 

factors from the extracellular milieu and subsequently transmit a signal to the inside of the cell via 

enzymatic phosphorylation [2]. The general structure of an RTK is defined by a variable extracellular 

ligand binding (ecto)domain, a hydrophobic single‐pass transmembrane helix, and an intracellular 

protein  tyrosine  kinase domain  (TKD). Ectodomains  comprise  a modular  series  of domains  that 

permit interactions with distinct ligands (multiple ligands in many cases), regulatory cofactors, and 

other receptors [17]. In contrast, the intracellular portion of RTKs varies little and most commonly 

only comprises a single highly conserved TKD. Variations on this exist, however, including a split 

TKD  (into  two parts),  catalytically  inactive TKDs  (e.g., RYK  family  and ErbB3  [18]),  and  by  the 

presence of additional  intracellular ancillary domains  (e.g.,  the  sterile alpha motif  in human Eph 

receptors  [19]). The  insulin  receptor  subfamily  is  the most  notable  exception deviating  from  the 

prototypical RTK  structure. Members  of  this  family  form  as  a  heterotetramer  composed  of  two 

disulphide linked heterodimers, rather than a single chain as is observed for members of other RTK 

subfamilies  [20]. Due  to  the  conserved  nature  of  the  TKD,  it  has  been  utilized  extensively  for 

identification of new RTKs, as well as their classification within the superfamily [21,22].   

Ligand‐induced dimerization  is widely held as  the canonical mechanism by which RTKs are 

activated. Dimerization occurs when a ligand and its RTK monomer associate and a conformational 

change is induced that permits the recruitment of a second receptor monomer to the complex (for 

review see [23]. More recently, an alternative model of has emerged whereby the RTK dimer (such 

as TrkA) exists in the absence of ligand [24]. Here, it is thought that ligand‐binding is sufficient to 

invoke the conformational change necessary for RTK activation. In terms of  ligand‐binding, RTKs 

like TrkA, for example, use a ‘ligand‐mediated’ mode, whereby a bivalent ligand (e.g., an NGF dimer) 

binds the two receptors simultaneously [25]. In other RTKs, such as EGFR (ErbB family), activation 

is  ‘receptor‐mediated’, meaning  that  ligand binding drives  receptor–receptor  interactions without 

ligand–ligand interactions [26]. There are also RTKs like the Fibroblast growth factor receptor (FGFR) 

that require cofactors in addition to ligand binding (e.g., heparin‐like molecules [27,28]).   

Ligand‐binding  triggers  the  juxtaposition of  the  cytoplasmic TKDs, which  in  turn  results  in 

autophosphorylation in trans of tyrosine residues in the TKD activation loops. This serves to stabilize 

the kinase in an open and active conformation. Additional autophosphorylation of tyrosine residues 

in the juxtamembrane and carboxy‐terminal regions control the recruitment of effector proteins that 

carry SRC‐Homology 2 (SH2) or phosphotyrosine‐binding (PDB) domains [29]. For example, Grb2 

binds to phosphorylated tyrosines on active RTKs, allowing its translocation to the plasma membrane 

where  it activates the membrane‐bound G‐protein Ras. Thus, these proteins serve to connect RTK 

phosphorylation to downstream signaling cascades [30]. 

The most  common  cascades  employed  to  transmit  the  signal  from  RTKs  are  the mitogen‐

activated protein kinase (MAPK) cascades, PLCgamma, phosphatidylinositol 3‐kinase (PI3K), and 

Janus Kinase and Signal Transducer and Activator of Transcription (JAK/STAT) signaling pathways 

(Figure 1). The MAPK cascades  include the extracellular signal‐related kinases (ERK1/2), c‐Jun N‐

terminal kinases (JNKs) and P38‐MAPKs [31]. Generally, ERKs are moderators of cell proliferation, 

growth and differentiation through transcriptional targets, while JNKs and p38 MAPKs respond to 

inflammatory cytokines and environmental stress [32].   

In addition to the MAPK pathway, several RTKs including the Insulin receptor family use the 

PI3K‐Akt‐TOR  signaling  axis  to modulate  general  protein  synthesis,  cell  cycle  progression,  and 

inhibit apoptosis via S6K and/or the forkhead transcription factor FOXO [33,34]. Other transduction 

routes have also been described, for example, VEGFR2 can activate the PLCgamma pathway leading 

to phosphorylation of RAF and signaling via MAPK‐ERK [35]. The JAK/STAT pathway also plays 

prominent  roles  in  cell proliferation  [36]. This pathway has been observed  to bolster RTK  signal 
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outputs and mediate crosstalk between other pathways. Some examples of this  include Drosophila 

EGFR [37,38], PDGFR [39], and Drosophila Torso [40].   

 

Figure 1. General overview of receptor tyrosine kinase activation, signaling, and the cell‐fate decisions 

they  influence.  The  binding  of  growth  factors  (inputs)  in  the  extracellular  milieu  induces 

conformation  changes  in  the  receptor  monomer  that  enables  dimerization.  Enzymatic 

autophosphorylation  (circled  p)  by  intracellular  tyrosine  kinase  domains  in  trans  results  in 

recruitment  of  one  or more  signal  transduction  cascades. These  relay  the  signal  to  effectors  that 

determine  cell  fates  (outputs). Mitogen‐activated  protein  kinase, MAPK;  phosphatidylinositol  3‐

kinase–protein kinase B, PI3K–Akt; phospholipase C gamma–protein kinase C, PLCgamma–PKC; 

Janus kinase and signal transducer and activator of transcription, JAK–STAT. 

1.2. General Mechanisms that Control RTK Activity in Development 

The events described above are programmed to take place at precisely controlled locations and 

times  both  during  development  and  in  adult  tissue  homeostasis.  Indeed,  the  spatiotemporal 

regulation of  receptor abundance, as well as  the availability and density at  the membrane are all 

major determinants of RTK output [41]. Receptor location is not only important at the level of the cell 

and  tissue  types  that  express  the  RTK  on  their  surface,  but  also  to  specific  plasma membrane 

compartments. For example, in polarized cells basolateral and apical sides are distinct and separated 

by physical barriers (e.g., adherens and tight junctions), and thus populations of RTKs can be directed 

to either and  their activity  restricted. At  the nanometer‐scale, RTKs  like other membrane  integral 

proteins, occupy distinct plasma membrane microdomains such as caveolae and lipid‐rafts [42,43]. 

These domains influence the spatial organization of RTKs in the membrane and thus the propensity 

with which active dimers or clusters can form. 
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Ligand location and abundance must also be coordinated with that of the receptor to ensure that 

the desired output is both achieved and robust to perturbation [44]. Over four decades of extensive 

study has revealed that the spatiotemporal control of ligands occurs in almost every conceivable way. 

Some  of  the  more  prominent  mechanisms  include  localized  and  transient  tissue  expression, 

specialized  intracellular  trafficking  routes,  regulated  secretion,  and  numerous  post‐translational 

modifications such as proteolytic processing, oligomerization, and glycosylation [45,46]. Additional 

points of spatiotemporal regulation occur once the ligand(s) has complexed with and activated its 

cognate receptor. For example, endocytic internalization of the signaling receptor oligomer can lead 

to rapid signal attenuation via lysosomal degradation, its maintenance, or its further enhancement 

by  ligand–receptor decoupling and  the recycling of receptors back  to  the membrane  [47]. Further 

regulation via feedback loops are known to enhance or diminish signaling, too. The best characterized 

of these operate via the transcriptional upregulation of genes that encode modulators of upstream 

signaling components, including the RTK and ligands themselves [48–50]. 

A great deal of these mechanistic insights have been gained through studies of RTKs and their 

ligands  in both cell culture systems and  in model organism.  In particular, genetic and  functional 

analyses of RTKs in models, including the mouse, fruit fly, and nematode worm have provided the 

crucial contextual links for understanding how these proteins serve to control processes that underlie 

development. Studies of these organisms have revealed novel insights at all levels of RTK regulation 

and  identified many of the components that underpin these mechanisms [51–56]. In the following 

sections, we will focus on the Drosophila RTKs and highlight the general mechanisms by which they 

are controlled. 

2. Drosophila melanogaster as a Model to Study RTK Function in Development 

Studies  in  the model organism Drosophila melanogaster have  contributed  substantially  to our 

present understanding of RTK function in the context of development. This is largely owing to its 

genetic tractability, speed of life‐cycle, and the strong conservation that exists between Drosophila and 

humans, which  extends  to most of  the RTK  families  and  the downstream  intracellular  signaling 

pathways [57,58]. A further advantage of using Drosophila for studying RTKs is the low level of within 

family complexity; the human genome encodes ~58 RTKs across 20 families, whereas the Drosophila 

genome encodes 20 known RTKs with single representatives for 11 of the 20 mammalian families 

(Table 1). This is particularly desirable since mammalian RTKs are known to form heterodimers with 

other family members (e.g., HER2 and ErbB [59]) to yield distinct and complex ligand‐binding and 

signaling characteristics. 

Table 1. Drosophila RTKs and their respective mammalian subfamilies. 

Mammalian RTK 

Family Symbol 

Mammalian RTK Family 

Members 
Drosophila RTK Homolog 

ALK  ALK, LTK  Anaplastic lymphoma kinase (Alk) 

FGFR  FGFR(1–4)  Breathless (Btl), Heartless (Htl) 

DDR1 and DDR2  DDR1, DDR2  Discoidin domain receptor (Ddr) 

RYK  RYK 
Doughnut on 2 (Dnt), Derailed (Drl)†, 

Derailed 2 (Drl‐2) 

EGFR  EGFR, ERBB(2–4)  Epidermal growth factor receptor (EGFR) 

EPH  EphA(1–8), EphA10 
Erythropoietin‐ producing human 

hepatocellular carcinoma cell line (Eph) 

INSR/IGF1R  INSR, IGF1R, IGF2R  Insulin‐like receptor (Inr) 

MuSK  MuSK  Neurotrophic receptor kinase (Nrk) 

TRK  TrkA, TrkB, TrkC  Offtrack (Otk)† 

PDGFR  PDGFRα, PDGFR β, Kit, CSF‐1R  PDGF‐ and VEGF‐ receptor related (Pvr) 

VEGFR  VEGFR(1–3)  PDGF‐ and VEGF‐ receptor related (Pvr) 

RET  RET  Ret oncogene (Ret) 
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ROR1 and ROR2  ROR1, ROR2  RTK‐like orphan receptors (Ror) 

TIE  TIE1, TIE 2  Tie‐like receptor (Tie) 

    Sevenless (Sev) 

    Torso (Tor) 

    Stitcher (Cad96Ca) 
† Denotes an RTK with a catalytically inactive TK domain. 

Akin  to  their mammalian  counterparts, Drosophila RTKs  play  critical  roles  in  all  aspects  of 

development,  including  differentiation  and  tissue  patterning,  morphogenesis,  cell  growth,  and 

proliferation. There are too many developmental events that involve RTKs to cover all in sufficient 

detail here, so we have chosen to highlight several that have and continue to be highly informative 

for our broader understanding of RTK control in the context of animal development. For reference, a 

summary of Drosophila RTKs,  their roles at each  life‐stage, and  their cognate  ligands  involved are 

provided in Table 2.   

3. Epidermal Growth Factor Receptor 

The epidermal growth factor receptor (EGFR) is the only Drosophila member of the EGFR/ErbB 

family of RTKs. It plays a multitude of roles during development, including patterning across both 

the dorsoventral axis and neuroectoderm during early embryogenesis, controlling the survival of glia 

during neurogenesis, differentiation and proliferation  in  the  imaginal discs and brain, and  in  the 

ovary, where EGFR signaling patterns follicle cells and guides the migratory border cells to the oocyte 

(for review see [60], Table 2).   

EGFR  signals via  the  canonical Ras/MAPK  to  activate  the  transcription of  target genes  in  a 

context‐dependent manner  via  the  Pointed  ETS  transcription  factor  [61].  Its  expression  during 

development is broad and therefore is not considered to be the critical aspect regulating its activity 

[62]. Instead, this responsibility mostly falls to the regulation of its ligands. The Drosophila genome 

encodes four ligands for EGFR; three that are produced as transmembrane precursors, Spitz, Keren, 

and Gurken, and one that is constitutively secreted called Vein [63]. Spitz has been most extensively 

characterized  since  it  is  involved  in most  of  the  EGFR‐mediated  processes,  particularly  during 

embryogenesis. 
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Table 2. Drosophila receptor tyrosine kinases and their functions during development. 

Life 

Stage 

Receptor (Gene 

Symbol) 

Ligand (Gene 

Symbol) 
Function  References 

Embryo 

tor  trk  Terminal patterning (maternal)  [64,65] 

Egfr  spi, vn  Embryonic patterning, cell recruitment, specification, proliferation, cell attachment  [60,66–68] 

htl  pyr, ths  Visceral mesoderm specification, migration during gastrulation (cardiogenesis)  [69,70] 

btl  bnl  Tracheal cell migration, central nervous system patterning  [71] 

sev  boss  Male gonad stem cell niche restriction  [72] 

InR  Ilp2, 4, 7  Epidermal and neural cell growth  [73] 

Pvr  Pvf2, 3  Hemocyte migration  [74–76] 

dnt, drl, drl‐2  wnt5  Axon targeting, salivary gland cell migration  [77–79] 

Alk  jeb  Muscle cell specification, neuronal differentiation    [80,81] 

Ror  −  Neural cell growth  [82] 

Nrk  −  Neural cell growth†  [83] 

otk  wnt4  Neuroblast migration  [84] 

Cad96Ca  collagen  Wound healing, axon patterning†  [56] 

Tie  Pvf1†  Border cell migration  [85] 

Larva 

sev  boss  Photoreceptor specification  [86] 

Egfr  spi, vn  Imaginal and wing disc determination, proliferation of eye disc cells    [51,87,88] 

Pvr  Pvf2  Hemocyte proliferation  [89,90] 

htl  pyr, ths  Imaginal disc determination  [91,92] 

btl  bnl  Retinal patterning and glial migration  [93] 

InR  Ilps 1–6  Neural cell and imaginal disc growth  [94] 

Alk  jeb  Spares organ growth during starvation  [95] 

otk  ‐  Photoreceptor axon guidance  [96] 

Eph  Eph  Photoreceptor axon pathfinding  [97] 

tor  Ptth  Initiation of metamorphosis  [98] 

Pupa 

Egfr  spi, vn  Neuron differentiation, leg patterning, specification of bract cell fate  [99–101] 

Pvr  Pvf1, 3  Hemocyte proliferation and differentiation, maintenance of cell adhesion  [102,103] 

htl  pyr, ths  Heart muscle remodeling, leg and thoracic muscle cell differentiation  [104,105] 
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btl  bnl  Imaginal tracheoblast remodeling, eye disc remodeling, male genital disc migration  [93,106,107] 

Alk  jeb  Photoreceptor axon migration  [108] 

Nrk  −  Nervous system restructuring  [83] 

Tie  ‐  Retinal cell differentiation†  [109] 

Adult 

Egfr  grk, spi 
Midgut maintenance, spermatogenesis, oogenesis, germline stem cell attenuation 

(testes), border cell migration (ovary) 
[110–113] 

Pvr  Pvf1, 2  Midgut maintenance, border cell migration (ovary)  [74,114] 

InR  Ilp2, 3, 5  Brain, thorax, abdomen, and gut cell maintenance; body growth  [5,115] 

drl  wnt5  Axon targeting  [116] 

Btl  bnl  Axon retraction (visual system)  [117] 

† Denotes a predicted function or ligand that has not been experimentally confirmed. – Denotes ligand is unknown.
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Surprisingly, like EGFR, Spitz expression is also broad. This is because its activity (and that of 

Keren and Gurken) further requires proteolytic processing for membrane release and secreted ligand 

activity [118,119]. At the center of this mechanism is Rhomboid, the founding member of a serine‐

protease superfamily that acts via intramembrane cleavage [55]. Mutants of rhomboid (rho) phenocopy 

loss of spitz, and the highly dynamic expression pattern of rho closely mirrors that of EGFR‐induced 

MAPK activation, suggesting that rho expression is a critical localizing determinant of EGFR signaling 

[120].   

In several contexts,  rho  is also a  transcriptional  target of EGFR signaling.  Induction of  rho  in 

signal receiving cells therefore converts them into a signal source. Since EGFR ligands predominantly 

act at close range (one to two cells away), this mechanism permits expansion of the signal and can 

generate complex tissue patterning such as during compound eye development [121]. During ovarian 

follicle cell patterning this mechanism is used to relay EGFR activity across the epithelia [120,122]. 

Studies of Drosophila EGFR activity have also described the use of negative feedback circuits to 

produce binary switch‐like outputs. The most well studied of these involves the transcriptional target 

argos, which  encodes  a  secreted  EGFR mimetic  that  acts  to  sequester  and  inhibit  secreted  Spitz 

[48,123,124]. Consistent with its important role in regulating EGFR signaling, loss of argos results in 

phenotypes resembling Egfr gain‐of‐function mutants [125]. Argos is considered to be a long‐range 

Spitz inhibitor, the consequence of which results in a steep concentration gradient of active Spitz from 

its point of  release, and  thereby  limiting  the  spread of  the  ligand. While many other  factors and 

mechanisms have been described in the control of EGFR signaling in Drosophila, some operating only 

in particular developmental contexts [126], the EGFR system relies predominantly on localized ligand 

production  and  regulatory  feedback mechanisms  to  achieve  precise  and  robust  developmental 

outcomes. 

4. Insulin‐Like Receptor 

Like its mammalian counterparts, IR and IGF1R, the Drosophila insulin‐like receptor (InR) is a 

major player in the control of cell, organ, and body growth [5]. InR is ubiquitously expressed with 

notable enrichment in neuronal tissue and ovaries [94], and is activated throughout the lifecycle in 

response  to  nutrition  [54,127].  Loss  of  InR  results  in  embryonic  lethality with  severe  defects  in 

nervous system development (e.g., neuroblast loss, [128]) and failures in germband retraction and 

dorsal  closure  [73]. More well‐known, however, are  the  striking growth phenotypes observed  in 

viable mutants with reduced InR activity. These flies are approximately half the size of controls as a 

result  of  cell  autonomous  reductions  in  both  cell  size  and  number  yet maintain  normal  body 

proportions [129].   

Consistent with their role as the predominant downstream transducers (and regulators) of the 

InR signal, reductions in Chico (homolog of the insulin receptor substrates, IRS1‐4), PI3K, PTEN, Akt, 

TOR, and FOXO function all profoundly affect cell size and number [129,130]. The viability of chico 

nulls, however, suggests that other InR signaling substrates may also exist [131]. This is also observed 

in mice, where multiple IRS proteins are required for mediating insulin activity [132].   

The  Drosophila  genome  encodes  eight  insulin‐like  peptides  (DILP1–8)  that  share  structural 

similarity to preproinsulin (DILP1–5, [129]), IGF1 (DILP6,[133]), and the relaxin family of ILPs that 

instead bind GPCRs (DILP7, 8, [134,135]. The DILPs have distinct spatial and temporal expression 

patterns throughout development and in the adult, and consistent with their function as InR ligands, 

their overexpression  causes  increased body  size  [136]. Of particular  importance  to  the  control of 

systemic growth are DILP2, 3, and 5, which are expressed  in a set of neurosecretory cells (insulin 

producing cells, IPCs) in the larval brain and released directly into circulation. Genetic deletion of 

DILP2, 3, and 5 or ablation of these neurons causes growth phenotypes very similar to chico nulls, 

suggesting that these are responsible for a large proportion InR‐mediated growth [137,138].   

The  IPCs,  like  pancreatic  beta‐cells  in  mammals,  are  under  tight  control.  IPCs  sense  an 

expanding list of different neurotransmitters and peptides from other neurons, as well as factors from 

the gut and other tissues that all converge on DILP regulation (for review see [135]). These inputs and 

others, including glucose‐sensing mechanisms (direct and indirect) influence the transcription of each 
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Ilp independently, as well as their translation and secretion into the lymph. For example, adipokinetic 

hormone  (glucagon‐like)  signaling  in  the  IPCs  has  been  shown  to  trigger  selective  release  of 

DILP3[139].  Intriguingly,  under  conditions  of  starvation,  a  further  layer  of  DILP  regulation  is 

achieved post‐secretion where  the circulating  insulin‐like growth  factor binding protein  (Imp‐L2) 

binds DILP2 and dampens its insulin signaling activity [140]. Thus, systemic InR activity is controlled 

by the production and release of the DILPs and, to a lesser extent, their extracellular sequestration 

(i.e., compared to Argos in EGFR signaling). 

5. The PDGF/VEGF Receptor 

Pvr encodes the only known Drosophila ortholog of the platelet derived growth factor (PDGF) 

and vascular endothelial growth factor (VEGF) receptor families. Akin to its mammalian relatives, 

Pvr comprises an ectodomain with seven immunoglobulin‐like repeats and a split intracellular TKD 

[141]. Many functional similarities exist between mammalian VEGFRs and PDGFRs and Drosophila 

Pvr.  For  instance,  PDGFR  and  VEGFR  families  are  critical  for  hematopoiesis  and  blood  vessel 

formation, respectively in mammals (for review see [142,143], while in flies, Pvr is required for a host 

of  processes,  including  the migration  of  embryonic  blood  cells  called  hemocytes  [144–146],  the 

survival and proliferation of hemocytes and glial cells [7,147], and morphogenesis of vascular‐like 

tubular  structures  such  as  the Malpighian  tubules  (kidney‐like  organs)  and  the  salivary  gland 

[148,149]. These striking similarities suggest that the ancestral function of these RTK families may 

have been  in hematopoiesis rather  than blood vessel  formation  [144]. Pvr  is also critical  for other 

events  such  as  the proliferation  of  adult midgut  stem  cells  [150]  and  the  collective migration  of 

ovarian border cells during oogenesis [74]. 

There  are  three known  ligands  for Pvr, Pvf1–3,  all of which  share  a mammalian VEGF‐like 

domain architecture defined by a centrally located PDGF/VEGF domain comprising a cysteine‐knot 

motif [144]. In order to bind their cognate receptors, mammalian VEGFs require extensive proteolytic 

processing that can yield a complex population of dimerized precursors and mature forms [151]. It is 

not yet known whether these aspects of control are shared with Drosophila Pvfs. 

Unlike Egfr and InR, Pvr is not broadly expressed. In the embryo, Pvr expression is restricted to 

midline glia of the central nervous system and mature hemocytes [75]. Hemocytes are macrophage‐

like phagocytes that resemble cells of the vertebrate myeloid lineage and are necessary for clearance 

of  cellular  debris  (e.g.,  from  programmed  cell  death)  and  pathogens,  wound  healing,  and  the 

deposition  of  basement membrane  [7,145]. Here,  Pvr  plays  dual  roles;  it  is  necessary  for  both 

hemocyte survival and dispersal throughout the embryo. Hemocytes first differentiate in the head 

mesoderm  before  moving  posteriorly  via  both  open  and  invasive  migratory  routes  [152,153]. 

Expression of Pvf2 and Pvf3 correlate with the paths taken by hemocytes, and their mutation (removal 

of both genes) causes greatly reduced hemocyte numbers and defective dispersal patterns [7,144]. 

Initially  it was  thought  that,  in  addition  to  their  roles  as  trophic  factors,  Pvf2  and  Pvf3 were 

chemoattractants [146]. However, more recent data suggest that these ligands are not required for 

guidance to the barrier, but rather for driving invasion once there [152].   

Another informative migratory event involving Pvr permits a small cluster of ovarian follicle 

cells, the border cells, to migrate to the anterior end of the oocyte during oogenesis [74]. This process 

depends upon the partially redundant activities of EGFR and Pvr signaling in the border cells that 

are  guided  to  the  oocyte  by  their  respective  ligands, Gurken  and  Pvf1  [74]. Despite  these  cells 

showing evidence of MAPK activation during migration, the instructive cue is signaled via the Rac 

GTPase and its activator Myoblast‐city to organize actin and polarize the recipient cell. In an elegant 

study, Jekely et al [52] manipulated EGFR and Pvr levels in border cells and demonstrated that the 

location of the receptor at the leading edge within the cells is the most critical parameter for their 

guidance.  This  appears  to  be  facilitated  by  the  endocytosis  and  recycling  of  active  Pvr/EGFR 

receptors,  since  inhibiting  receptor  endocytosis  induced  loss  of  localized  signaling  and  severe 

migration defects (Figure 2).   
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Figure  2.  Pvr‐Pvf1  mediated  collective  migration  of  border  cells  in  the  Drosophila  ovary.  Pvf1 

emanating from the posteriorly located oocyte stimulates the collective migration of the border cell 

cluster toward its anterior boundary during oogenesis. Activation of Pvr by Pvf1 (black dots) at the 

leading‐edge drives  actin polymerization within  invasive  foci  (inset). This  is maintained by  local 

receptor recycling (solid arrows) following endocytosis, complex disassembly (dotted arrow), then 

trafficking back to the cell surface. 

6. Torso in Embryonic Patterning and the Initiation of Metamorphosis 

Torso (Tor) was identified in the seminal mutagenesis screens of the 1980s as one of a handful 

of maternal factors critical for specifying cell fate at the embryonic termini [64,65]. Loss of function 

mutations in these genes all share a common phenotype: a defective head skeleton and absence of 

segments posterior  to abdominal segment A7  [154]. Positional cloning and sequencing of  tor and 

other terminal class genes revealed that terminal patterning is the result of RTK signaling.   

Like other maternal gene products, the mRNA that encodes Tor is deposited into the developing 

oocyte during oogenesis and  translated upon  fertilization where  it  is  then  thought  to be present 

ubiquitously on the early embryo plasma membrane [65]. The ligand for Tor is encoded by trunk (trk), 

a member of the cysteine‐knot family of growth factors and cytokines, and whose expression mirrors 

that of Tor [155]. Despite both Tor and Trk being present throughout the embryo, Tor is only activated 

at the termini. Localized activation of Tor is achieved by the function of a third protein called Torso‐

like (Tsl, [156], Figure 3A). 

Tsl is localized to the inside of the innermost layer of the eggshell coinciding with the domain of 

Tor activation as measured by activation of ERK and its zygotic transcriptional targets tailless and 

huckebein [157,158]. Loss of tsl causes terminal patterning defects identical to loss of trk and tor, and 

when  tsl  is ectopically expressed beyond  the  termini, ectopic Tor activity  is observed  [159]. Early 

work suggested that once produced at the termini, limiting amounts of the Tor ligand were seized by 

Tor, and in the absence of Tor, the ligand could diffuse freely in the extracellular space [64,160]. These 

studies  established  the Tor/terminal patterning  system  as  a  tractable model  for  revealing  spatial 
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control mechanisms  that  continues  to provide  insights, despite  that both RTK‐mediated  terminal 

patterning and Tor itself are not highly conserved [46,161,162]. 

Based on protein sequence Tsl  is not predicted  to have a signaling  function.  Instead, Tsl  is a 

member of  the membrane attack complex/perforin  (MACPF) protein superfamily known for  their 

roles as pore‐forming effectors in vertebrate immunity [163,164]. We and others have been interested 

to understand how Tsl permits activation of Trk/Tor signaling [165]. One hypothesis is that Tsl has 

mediates proteolytic cleavage of Trk to allow it to bind Tor [166]. However, proteolytic processing of 

Trk  appears  to  be  independent  of Tsl  and  cell  culture  experiments  suggest  that  this  takes place 

intracellularly  (mediated  by  prohormone  convertases,  Furins  1  and  2  [167]).  An  alternative 

hypothesis  that has  found support  is  that Tsl stimulates  localized secretion of Trk at  the  termini, 

possibly via the formation of transient membrane pores [167,168].   

If Trk matures  into  the Tor  ligand prior  to  secretion,  it would presumably  require physical 

separation from Tor during its trafficking to the membrane to avoid Tsl‐independent, and therefore 

unrestricted,  activation.  Alternatively,  Trk may  require  other  factors  (i.e.,  chaperones)  or  post‐

translational modifications before being capable of binding Tor. Whether such events are linked to 

the function of Tsl remain to be known. Interestingly, there are MACPF proteins in vertebrates that 

are also involved in developmental events (for review see [169]). Understanding how these and Tsl 

work may reveal common new mechanisms for cell signaling control.   

Tor has a  second  function during  late  larval development  in  the major endocrine gland,  the 

prothoracic gland, that when activated acts as an instructional cue for the initiation of metamorphosis 

[98]. Tor signaling via Ras/MAPK leads to the synthesis and release of 20‐hydroxyecdysone, a critical 

insect  hormone  for moulting.  In  this  role,  the  ligand  for  Tor  is  encoded  by  prothoracicotropic 

hormone  (PTTH),  a  cysteine‐knot growth  factor  closely  related  to Trk  [161]. Unlike  the  terminal 

system however, PTTH is not produced in the same cell type as Tor. PTTH is produced in a small 

number of neurons in the larval brain that innervate the prothoracic gland cells directly [170] (Figure 

3B). Its activity appears to be mediated by its transcription, which is governed by inputs from other 

neurons, including those that control circadian rhythm [170,171]. The reason why Tor signaling via 

Trk requires Tsl, but PTTH does not remains to be determined. Recent structural  insights into the 

interaction  between  Tor  and  PTTH  have  suggested  that  different  signaling  outcomes  could  be 

achieved by tuning receptor levels [172]. It will be interesting to learn whether Trk interacts with Tor 

in a similar manner to PTTH given its action in a developmental context with seemingly very distinct 

temporal requirements.   
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Figure 3. Torso signaling in embryonic patterning and the timing of developmental transitions. (A) 

Activation of Torso by its ligand Trunk at the termini of the early embryo triggers the de‐repression 

of  zygotic  target  genes  and  the  specification  of  terminal  cell  fate.  Torso  signaling  location  is 

determined by Torso‐like  (Tsl), which  is present only at  the  termini and  is  thought  to permit  the 

release of Trunk into the perivitelline space. (B) During larval development, Torso is activated by a 

second  ligand,  called  PTTH,  to  trigger  development  transitions,  including  the  initiation  of 

metamorphosis. Torso is expressed in the major endocrine organ, the prothoracic gland (PG), which 

is  directly  innervated  by  two  pairs  of  PTTH  producing  neurons  from  the  larval  brain.  PTTH 

production  and/or  release  is  gated  by  clock  neurons. Mitogen‐activated  protein  kinase, MAPK; 

extracellular  signal  regulated  kinase,  ERK;  corpus  allatum,  CA;  prothoracic  gland,  PG;  corpora 

cardiaca, CC; prothoracicotropic hormone, PTTH; short neuropeptide F, sNPF; pigment dispersing 

factor, PDF. 

7. Perspectives 

Studies of RTKs and their pathways in model organisms such as Drosophila have and continue 

to yield important insights into the components and mechanisms that control them. Importantly, this 

work has provided an appreciation for how decisions of cell fate are determined  in the context of 

development and how disease arises when such processes fail. However, there is still much to learn. 

For example, we know very little regarding how the dynamics of RTK activation (and deactivation) 

contributes to cell‐fate decisions and the role that their ligands play in this. How important is it that 

RTK signaling occurs at a particular time or place, or at a level or duration sufficient to ensure a cell‐

fate  decision  is  made?  Answers  to  these  questions  requires  advances  in  quantitative  in  vivo 

approaches that permit precise measurements of signaling activity and the ability to modulate RTK 

signaling in native developmental contexts. 

Still,  the most widely  employed  approach  to measuring RTK  signaling  output  in vivo uses 

sample fixation and antibodies raised against phosphorylated (active) signaling substrates, such as 

ERK and Akt (e.g., [173–175]). Unfortunately, however, the development of live‐imaging approaches 

to measure RTK signaling has been more challenging. The most successful strategies employed to 

date use Förster resonance energy transfer (FRET)‐based sensors (e.g., see [176,177]), which have been 

highly informative and sensitive in cell‐culture systems. While their translation to transgenic models 

for  in vivo use have not been as successful, several recent examples using FRET, as well as other 

approaches, including measuring nuclear‐to‐cytoplasmic ratio changes in fluorescent sensors, have 

shown promise [178,179].   

With respect to RTK manipulation, the last few years have seen the emergence of optogenetics 

for controlling RTK activity and that of their signaling pathways [180–182]. This technique uses light‐

sensitive protein domains to  induce subcellular  localization changes or dimerization between two 

proteins  (for  review  see  [183]). Recently,  several groups have  successfully  employed optogenetic 

approaches  to  modulate  RTKs  and  their  pathways  in  Drosophila  (e.g.,  Tor,  Ret  pathways 

[162,182,184]). When coupled with the power of classical genetics available in model organisms, this 

technique offers the ability to begin dissecting the influence of critical signaling parameters, such as 

RTK activation amplitude and duration, as well as spatial and temporal activity on specific cell fates. 

Such  information  will  entitle  us  to  a  greater  understanding  of  the  functional  and mechanistic 

differences  between  RTK  families  and may  help  to  explain why  developmental  processes  have 

evolved to use particular RTKs and not others. 
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