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Les cancers ont longtemps été considérés comme des pathologies dont le déclenchement et 

l’évolution dépendaient seulement des altérations génétiques. Au cours de ces dernières 

années, le rôle crucial du microenvironnement tumoral environnant les cellules cancéreuses a 

été mis en évidence. Sa composition est particulièrement hétérogène, seule une partie des 

cellules sont malignes. Les cellules non malignes assurent plusieurs fonctions dans le 

développement tumoral. La matrice extracellulaire est également un constituant majeur du 

microenvironnement tumoral. Les protéines matricielles participent à l’organisation 

architecturale du tissu et régulent de nombreux aspects du comportement cellulaire. Lors du 

développement d’un foyer tumoral, la composition de la matrice extracellulaire est modifiée et 

peut réguler certains évènements responsables de la dissémination tumorale.  

Les carcinomes ovariens représentent la première cause de décès par cancer gynécologique 

en occident et ont un mauvais pronostic principalement en raison de la découverte tardive de 

la maladie ainsi qu’un taux élevé de récidive.  

Au moins un tiers des patientes atteintes d’un cancer épithélial de l’ovaire présentent une 

accumulation de liquide inflammatoire, l’ascite, au moment du diagnostic et presque toutes ont 

de l’ascite au moment de la récidive. Par sa richesse en molécules bioactives, l’ascite constitue 

un microenvironnement tumoral unique. 

L’une des particularités de ce cancer est la capacité des cellules cancéreuses ovariennes à 

se propager dans la cavité abdominale, conduisant à des métastases péritonéales. Cette 

dissémination s’illustre notamment par le détachement, à partir de l’épithélium ovarien de 

surface, de cellules isolées ou sous forme d’agrégats multicellulaires appelés sphéroïdes 

tumoraux. Ces sphéroïdes baignant dans l’ascite sont capables de résister à l’anoïkis 

(apoptose) et de se réimplanter sur le mésothélium péritonéal, site privilégié de dissémination 

du cancer de l’ovaire, entraînant ainsi la formation de foyers tumoraux secondaires. 

Néanmoins, l’influence de l’ascite sur le développement des niches pré-métastatiques et son 

impact sur les mécanismes biologiques conduisant à l’implantation des cellules cancéreuses 

au mésothélium, restent mal compris et peu étudiés. 

Les deux objectifs globaux du travail de thèse ont été : d’une part d’appréhender le rôle de 

l’ascite lors de l’implantation des cellules cancéreuses métastatiques sur le mésothélium 

péritonéal et de décrypter les mécanismes sous-jacents à ce processus ; et d’autre part le 

développement d’un modèle de co-culture tridimensionnel entre les sphéroïdes tumoraux 

ovariens et les cellules mésothéliales en condition ascitique, mimant ainsi les étapes précoces 

de la dissémination métastatique péritonéale. 
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Approfondir les connaissances des processus cellulaires et moléculaires conduisant à la 

dissémination intrapéritonéale ainsi que déterminer le rôle potentiel de protéines ascitiques 

dans ce processus pourraient permettre la découverte de nouvelles cibles thérapeutiques. 

Dans le cadre des travaux de Doctorat présentés, le manuscrit comporte une première partie 

bibliographique divisée en trois volets. Après une présentation des généralités sur les cancers 

de l’ovaire, les parties sont divisées selon le type de microenvironnement qui peut être présent 

au cours de l’initiation, du développement et de la métastase tumorale. Chaque 

microenvironnement présenté se compose de différents protagonistes, qu’ils soient 

moléculaires ou cellulaires, qui impactent le comportement des cellules cancéreuses dans les 

différentes étapes de développement des cancers de l’ovaire. La composition riche et 

complexe de ces microenvironnements est présentée. De plus, les interactions entre les 

cellules et la matrice et les voies de signalisation modulant le comportement cellulaire qui en 

découlent sont décrites. L’ensemble de cette partie de bibliographie vise à présenter des 

protagonistes cellulaires et acellulaires, retrouvés dans les différents microenvironnements du 

cancer de l’ovaire, qui jouent un rôle dans la dissémination métastatique péritonéale.  

A la suite de cette synthèse bibliographique, les objectifs de l’étude sont annoncés puis les 

méthodes expérimentales et matériels utilisés dans le cadre de ces travaux sont décrits. 

Les résultats obtenus pendant ces trois ans de travaux de thèse sont ensuite présentés. 

Premièrement, la composition de l’ascite en fibrinogène/fibrine a été décrite. L’impact de 

l’ascite sur les deux modèles cellulaires étudiés, les sphéroïdes tumoraux ovariens et les 

monocouches mésothéliales, ainsi que sur leurs interactions a ensuite été investigué. De plus, 

le rôle des récepteurs d’adhérence de type intégrines a été étudié dans différents mécanismes 

qui permettent la dissémination métastatique péritonéale. Enfin, la conception du modèle 

tridimensionnel est détaillée.  

L’ensemble des résultats obtenus sont ensuite discutés et les perspectives de ce travail sont 

énoncées. Les références bibliographiques sont ensuite répertoriées. Une partie annexe 

comporte les communications par affiches réalisées et les résumés des communications 

orales présentées pendant ce travail de thèse. La partie annexe comporte également deux 

articles publiés sur des projets transverses mais complémentaires de mon projet doctoral et 

un article en cours de soumission concernant ce travail de thèse.  
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Généralité cancer de l’ovaire, stades et les différents microenvironnements  

 

1. Généralités et données épidémiologiques 

Le cancer de l’ovaire est une pathologie grave, complexe et insidieuse, responsable d’environ 

239 000 cas et 152 000 décès par an dans le monde. Ces chiffres en font la 7ème cause de 

décès tous cancers confondus chez les femmes et la 1ère cause de mortalité par un cancer 

gynécologique. Ce cancer apparaît le plus souvent après la ménopause. L’âge moyen au 

moment du diagnostic est de 65 ans. Le taux de mortalité augmente avec l’âge, étant de 3 

pour 100 000 femmes entre 40 et 44 ans, et de 28 pour 100 000 femmes au-delà de 74 ans 

[1]. 

En France, le cancer de l’ovaire est un cancer peu fréquent, touchant environ 4 400 femmes 

chaque année et représentant 3% des nouveaux cancers féminins. Les taux d'incidence sont 

les plus élevés dans les régions les plus développées, avec des taux dépassant 7,5 pour 100 

000 et les plus faibles en Afrique subsaharienne avec des taux inférieurs à 5 pour 100 000 [1].  

Si l’incidence du cancer ovarien reste faible, c’est une pathologie au sombre pronostique avec 

une mortalité très élevée, du fait d’un diagnostic tardif. Le cancer de l’ovaire provoque peu de 

symptômes à un stade débutant. Les symptômes sont le plus souvent digestifs 

(ballonnements, indigestion, constipation, douleur dans le ventre) ou urinaires (envie fréquente 

d’uriner, difficulté à se retenir) et s’apparentent à des symptômes du quotidien. L’absence de 

symptôme précis à un stade débutant et le manque de dépistage aboutit à un diagnostic tardif. 

De ce fait, le cancer de l’ovaire est souvent diagnostiqué à un stade avancé (70 % à 75 % des 

cas aux stades III ou IV) c’est-à-dire lorsque des cellules cancéreuses ont atteint d’autres 

organes du bassin ou de l’abdomen. A ces stades, la survie à 5 ans est alors d’environ 30 à 

40%. A l’inverse, lorsque la pathologie est détectée lorsque la tumeur présente une localisation 

limitée aux ovaires, le taux de survie des patientes à 5 ans est de 90% [2–4].  

De plus, les cellules développent une capacité de chimioresistance ce qui favorise les cas de 

récidives et du faible taux de survie [5]. 20% des patientes rechutent dans les 6 mois suivant 

une chirurgie et une chimiothérapie, les 80 % restant sont sensibles aux chimiothérapies mais 

le danger de rechute plus tardive reste très importante [6]. Les sites de récidives des cancers 

ovariens sont variables, et concernent le pelvis, le parenchyme splénique ou toute autre région 

de l’abdomen. La carcinose péritonéale reste la forme de récidive la plus fréquente.  
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2. Les ovaires  

Au nombre de deux, les ovaires sont des organes appartenant à l’appareil reproducteur de la 

femme. De forme ovoïde et d’une longueur de 3 à 4 cm, ils sont situés dans le bassin, de 

chaque côté de l’utérus (Figure 1). Ils ont comme fonctions principales la production des 

ovocytes et d’hormones, principalement les œstrogènes et la progestérone. 

  

 

Figure 1 : Localisation anatomique des ovaires dans le corps humain. 

Institut national du cancer  

 

L’estrogène, est une hormone impliquée dans le développement et le maintien des caractères 

sexuels secondaires chez la jeune femme à la puberté. Les œstrogènes agissent sur le 

système uro-génital, la glande mammaire, le squelette, la peau et les muqueuses, le système 

cardiovasculaire, le cerveau, le système digestif. Ce sont ces hormones qui entraînent la 

croissance des seins, l'arrivée des règles, la pilosité pubienne et l'ovulation à la puberté. Après 

la ménopause, les taux d’œstrogènes diminuent de manière importante puisque les ovaires 

cessent d’en produire. Les tissus qui étaient sensibles aux œstrogènes subissent différentes 

modifications et notamment une atrophie, par exemple au niveau de la peau, des muqueuses 

et du squelette qui se décalcifie.  
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La progestérone est une hormone qui sert à préparer l’utérus pour une grossesse. Elle est 

produite dans la seconde moitié du cycle menstruel après l’ovulation, période pendant laquelle 

ses taux augmentent pendant quelques jours puis diminuent en l’absence de fécondation. Au 

fur et à mesure que la femme vieillit, les ovaires produisent de moins en moins d’hormones et 

ses cycles menstruels finissent par s’arrêter au moment de la ménopause.  

L’équilibre entre ces deux hormones est nécessaire, en l’absence de progestérone, la 

muqueuse de l’utérus se développe trop sous l’effet des œstrogènes, ce qui peut se traduire 

par des hémorragies génitales, une augmentation du volume de l’utérus et favoriser le 

développement de tumeurs de l’utérus (fibromes).  

Chaque ovaire est entouré d’une mince couche de tissu appelée capsule. Les ovaires sont 

constitués de trois différents types de cellules (Figure 2) : 

• Les cellules épithéliales de surface, qui forment la couche externe des ovaires ; 

• Les follicules ovariens (cellules germinales), situés sous les cellules épithéliales et à 

partir desquels les ovules sont fabriqués ; 

• Les cellules du stroma, présentent au niveau du tissu conjonctif qui remplit l’intérieur 

des ovaires, qui font le lien entre le corps de l’ovaire et la surface épithéliale.  

 

 

Figure 2 : Coupe transversale d’un ovaire. 

Institut nationale du cancer 

 

Les ovaires peuvent être le siège de tumeurs, souvent bénignes, comme les kystes (tumeur 

remplie de liquide), mais parfois malignes. Cela survient lorsque des cellules de l’ovaire, 

initialement normales, se transforment et se multiplient de façon « anarchique », jusqu’à 

former une tumeur maligne. Dans 90% des cas, les cancers de l’ovaire se développent à partir 

des cellules épithéliales de surface, on parle alors d’adénocarcinome [4,7]. D’autres formes 
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de cancers peuvent se développer à partir des follicules ovariens (tumeurs germinales 

malignes) ou du tissu de soutien qui forme le corps des ovaires (tumeurs du stroma et des 

cordons sexuels). 

Les tumeurs de l’épithélium ovarien de surface peuvent être classés selon 8 sous-types 

histologiques : séreux, endométrioïde, mucineux, à cellules claires, à cellules intermédiaires, 

à cellules squameuses, à cellules épithéliales mixtes et indifférenciées (Figure 3). Quel que 

soit le sous-type de tumeurs, il convient de différencier les tumeurs bénignes appelées 

adénomes, les tumeurs à la limite de la malignité que l’on appelle des tumeurs « borderline » 

ou des tumeurs à faible potentiel invasif et les tumeurs malignes appelées adénocarcinomes 

[8]. 

 

Séreux Endometrioïde Mucineux Cellule claire 

Figure 3 : Observation histologique des principaux sous-types des cancer de l’épithélium ovarien de 
surface. 

D’après Karts et al. [8] 

 

3. Les stades de disséminations et les microenvironnements rencontrés 

L’extension des tumeurs épithéliale de l’ovaire suit plusieurs stades caractérisés par la taille 

et la localisation des tissus atteints.  

Selon la classification de la Fédération Internationale des Gynécologues (FIGO), les stades 

précoces regroupent les stades I et II et les stades avancés les stades III et IV (Figure 4). De 

manière générale : 

• Au stade I, la tumeur est limitée à l’ovaire. 

• Au stade II, la tumeur s’est étendue au petit bassin. 

• Au stade III, la tumeur s’est étendue au-delà du petit bassin. Le péritoine et/ou des 

ganglions lymphatiques sont touchés. C’est généralement à ce stade qu’il y a 

l’apparition d’un liquide inflammatoire, retrouvé dans l’abdomen, appelé ascite.  

• Au stade IV le cancer de l’ovaire est disséminé à d’autres organes. Il existe des 

métastases à distance. 

https://www.e-cancer.fr/Patients-et-proches/Les-cancers/Cancer-de-l-ovaire/Tumeurs-et-cancers-rares/Tumeurs-germinales-malignes
https://www.e-cancer.fr/Patients-et-proches/Les-cancers/Cancer-de-l-ovaire/Tumeurs-et-cancers-rares/Tumeurs-germinales-malignes
https://www.e-cancer.fr/Patients-et-proches/Les-cancers/Cancer-de-l-ovaire/Tumeurs-et-cancers-rares/Tumeurs-du-stroma-et-des-cordons-sexuels
https://www.e-cancer.fr/Patients-et-proches/Les-cancers/Cancer-de-l-ovaire/Tumeurs-et-cancers-rares/Tumeurs-du-stroma-et-des-cordons-sexuels
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Figure 4 : Stade de classification FIGO. 

D’après Labidi-Galy SI. [9]   

 

La classification TNM (Tumeur, Node, Métastases) s’applique aux tumeurs malignes 

épithéliales et stromales. Contrairement aux stades FIGO, basés sur les données 

chirurgicales, les stades TNM sont basés sur les données cliniques et histopathologiques 

(Tableau 1) [10,11]. Les catégories T s’intéressent à la tumeur primitive, les catégories N à 

l’absence ou à la présence d’une extension locorégionale au niveau des ganglions et les 

catégories M à l’absence ou la présence d’une extension métastasique à distance. 

 

Tableau 1 : Correspondance des stades FIGO et TNM. 

D’après Doctinews.  
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4. Prise en charge thérapeutique 

La caractérisation de la tumeur (type histologique, stade et grade) est essentielle pour le choix 

des traitements. Dans 75% des cas, les tumeurs de l’ovaire sont décelées à un stade avancé 

nécessitant une étape de chirurgie et de chimiothérapie. 

 

4.1. Traitements de base  

La prise en charge thérapeutique des cancers ovariens se fait dans des centres spécialisés. 

Elle repose sur la chirurgie et la chimiothérapie, la radiothérapie restant peu prescrite. 

Effectivement, la radiothérapie (rayons ou particules de haute énergie pour détruire les cellules 

cancéreuses) est rarement employée pour traiter le cancer de l’ovaire, car ce cancer touche 

généralement trop d’organes et plusieurs tissus dans la région atteinte pour que la 

radiothérapie soit efficace. La chirurgie cyto-réductrice a pour objectif premier l’exérèse des 

lésions mais permet aussi de compléter le diagnostic, notamment en précisant l’extension 

intra-abdominale.  

Les protocoles standards de chimiothérapie du cancer épithélial de l’ovaire consistent 

habituellement en une association de deux médicaments, ou plus, administrés toutes les 3 à 4 

semaines par voie intraveineuse. La chimiothérapie intrapéritonéale peut également être 

utilisée afin de délivrer des doses plus élevées d’agents chimiothérapeutiques au sein de la 

cavité péritonéale, site d’implantation métastatique des cancers ovariens. 

Généralement il y a une association des sels de platine, induisant des dommages à l’ADN et 

aboutissant à l’apoptose des cellules, avec un autre agent, généralement de la classe des 

taxanes, qui inhibe la dynamique des microtubules ayant un effet cytostatique sur les cellules 

[12]. Les principaux agents chimiothérapeutiques proposés aux patientes sont les sels de 

platine, notamment le cisplatine. Ils provoquent l’arrêt de la prolifération des cellules après 

s’être liés à l’ADN.  

Les associations d’agents chimiothérapeutiques les plus souvent employées sont les 

suivantes : 

• carboplatine et paclitaxel 

• carboplatine et docétaxel 

• cisplatine et paclitaxel 
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4.2. Traitements ciblés  

Certaines femmes atteintes d’un cancer de l’ovaire reçoivent un traitement ciblé. De nombreux 

essais cliniques visent à utiliser de petites molécules pharmacologiques inhibitrices ciblant les 

processus participant à la croissance et/ou à la dissémination tumorale.  

Un anti-angiogénique ciblant les néo-vaisseaux tumoraux peut-être associé selon les cas et le 

traitement ciblé mis en place. Le VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) est un médiateur 

clé de l'angiogenèse, un processus important dans la croissance et les métastases du cancer 

de l'ovaire. Les agents anti-angiogéniques ont été introduits dans les protocoles de traitements 

des cancers de l’ovaire. Ils ciblent la formation de nouveaux vaisseaux à partir de vaisseaux 

préexistants. Le bevacizumab est un anticorps monoclonal qui se lie au facteur pro-

angiogénique VEGF et empêche son interaction avec ses récepteurs (VEGFR-1 et 2) localisés 

à la surface des cellules endothéliales. [7] 

Les inhibiteurs de PARP (Poly ADP Ribose Polymerase) sont aussi utilisés en traitement ciblé. 

Ils agissent sur le système de réparation de l’ADN en synergie avec la perte de la fonction du 

gène BRCA par les cellules cancéreuses, provoquant une importante instabilité génétique qui 

mène à l’apoptose des cellules cibles. Les patients porteurs de mutations de BRCA1 / 2 sont 

très sensibles au traitement par inhibiteurs de PARP [7].  

Des molécules interférant avec les voies de signalisation altérées dans les cancers de l’ovaire 

sont également développées. Elles ciblent notamment les voies de survie MAP-Kinases et 

PI3-Kinase/Akt. Des stratégies d’immunothérapies sont également envisagées (anticorps, 

inhibiteur de checkpoints immunologiques, vaccins).  

Les récepteurs d’adhérences cellulaires jouent des rôles clé dans les comportements 

cellulaires physiologiques mais aussi pathologiques tel que le cancer. Les intégrines sont les 

responsables essentielles des interactions cellule-matrice extracellulaire. Les intégrines sont 

impliquées dans plusieurs processus du cancer de l’ovaire : la formation des sphéroïdes, la 

résistance à l’anoïkis des cellules cancéreuses, leurs interactions avec les protéines 

matricielles des différents microenvironnements, leur implantation sur le mésothélium … 

Plusieurs études et essais cliniques portent sur les intégrines comme cible thérapeutique dans 

le cancer [13]. Des études précliniques ont montré l'efficacité de plusieurs inhibiteurs des 

intégrines pour bloquer la progression du cancer, notamment en bloquant l'angiogenèse [14].  

Tous ces essais ouvrent de nouvelles perspectives thérapeutiques avec l’espoir de voir de 

nouvelles molécules émerger dans les prochaines années.  
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Comprendre les interactions entre les divers protagonistes du cancer de l’ovaire et les 

différents types de microenvironnement rencontrés a permis de mettre en place des thérapies.  

 

Au cours des différentes étapes métastatiques, les cellules cancéreuses rencontrent différents 

types de microenvironnement qui vont pouvoir influencer leur comportement cellulaire et 

favoriser le processus de métastases. Cette dissémination atypique et multi-sites rencontre 

trois microenvironnements différents : le microenvironnement « ovarien », « ascitique » et 

« mésothélial » (Figure 5).  

 

 

Figure 5 : Les différents microenvironnements du cancer de l’ovaire. 

Modifié d’après « Vivre avec un cancer de l’ovaire ». 
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Chapitre 1 : Foyer primaire et microenvironnement ovarien  

 

Le foyer primaire du cancer ovarien de l’épithélium est situé sur la surface épithéliale de 

l’ovaire, un site qui est au cœur de beaucoup de mécanismes moléculaires et hormonaux. De 

plus, l’initiation de ce cancer peut être dû à plusieurs phénomènes mutationnels dont des 

mutations héréditaires. Le microenvironnement ovarien participe à l’initiation du foyer primaire 

ainsi qu’à la croissance tumorale (Figure 6).  

 

 

Figure 6 : Emplacement du « microenvironnement ovarien ». 

Modifié d’après « Vivre avec un cancer de l’ovaire ». 

 

Une cellule cancéreuse est une cellule « anormale » ayant acquis des caractères spécifiques 

à l'origine d'un cancer. Les cellules cancéreuses se diffèrent des cellules normales /saines par 

les « hallmarks » (Figure 7). Ces marques et capacités distinctives des cellules cancéreuses 

sont nombreuses et diverses : l'insensibilité aux signaux inhibiteurs de la croissance, la 

capacité à échapper à l'apoptose, la capacité de se répliquer indéfiniment, l'induction de 

l'angiogénèse, la capacité à former des métastases, la dérégulation du métabolisme 

énergétique cellulaire, la capacité à échapper au système immunitaire, la mise en place de 

l'inflammation et de mutations du génome [15]. 
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Figure 7 : Les « Hallmarks » du cancer. 

D’après Hanahan et al. [15] 

Une tumeur maligne composée de cellules cancéreuses se développe grâce à la combinaison 

de plusieurs processus : des mutations génétiques au niveau des proto-oncogènes ou des 

gènes suppresseurs de tumeur, des évènements épigénétiques et l’influence de facteurs 

environnementaux. Le remodelage de l’épithélium ovarien de surface associé à l’activité 

génitale de la femme ainsi que son microenvironnement sont propices à la formation et la 

croissance d’une tumeur primaire.  

 

1. Génétique et épigénétique 

Sous l'influence de facteurs de l'environnement, de certains agents chimiques ou physiques, 

ou de certains virus, le génome humain subit des altérations, appelées mutations génétiques. 

Lorsque les systèmes de maintien de l’intégrité du génome et de réparation des dommages 

de l’ADN sont défectueux, la cellule conserve ces mutations et devient anormale, ne répondant 

plus aux signaux de régulation. Ces mutations transforment notamment les proto-oncogènes 

en oncogènes. Ces oncogènes acquièrent alors le pouvoir de transformer une cellule normale 

en cellule maligne par la stimulation « incontrôlée » de divisions cellulaires. Les gènes 

suppresseurs de tumeur ou anti-oncogènes ont pour fonction de freiner le déclenchement de 

la division cellulaire. Ce sont des gènes capables d’inhiber la prolifération cellulaire en bloquant 

le cycle cellulaire. Le plus important d’entre eux est le gène p53, dont les mutations sont 

impliquées dans plus de la moitié des cancers [16]. Au-delà des mutations génétiques, les 

modifications épigénétiques sont également impliquées dans le développement des cancers.   

Ces modifications ne créent pas de lésions/mutations ou délétions de l’ADN, elles se 
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traduisent par des modifications des profils de méthylations de l’ADN et des modifications 

covalentes des histones. On peut citer comme exemples des hyperméthylations localisées au 

niveau de promoteur des gènes suppresseurs de tumeur entrainant alors la répression de leur 

expression. L’hérédité et l’environnement génèrent des mutations génétiques et épigénétiques 

qui dérèglent l’activité et l’intégrité du génome aboutissant à des pathologies telle que le 

cancer. Ces modifications jouent sur le gain de fonctions (constitutives) des proto-oncogènes 

et sur la perte de fonction des gènes suppresseurs de tumeurs, conduisant à des changements 

des voies de signalisation et déréglant le cycle cellulaire. 

 

1.1. Proto-oncogènes et gènes suppresseurs de tumeurs  

Des mutations, translocations ou amplifications d'oncogènes tels que HER-2 / neu, c-myc, K-

ras et des gènes suppresseurs de tumeurs tels que p53, BRCAI et BRCA2 ont été impliqués 

dans un large éventail de tumeurs malignes humaines, et en particulier dans le cancer de 

l'ovaire [17].  

 

1.1.1. Les proto-oncogènes  

Les proto-oncogènes sont des gènes normalement présents dans le génome qui stimulent la 

croissance cellulaire. Suite à des transformations telles que des mutations, les proto-

oncogènes deviennent des oncogènes et favorisent la survenue d’un cancer.  

Les chercheurs tendent à trouver des liens entre les modifications de certains oncogènes et 

leur rôle dans les stades de la tumeur mais aussi dans la survie globale et dans la 

chimiorésistance.  

D’après plusieurs études, il y aurait une corrélation entre les altérations de K-ras et le type 

histologique, les mutations de K-ras étant détectées plus fréquemment dans les tumeurs 

ovariennes mucineuses (bénignes, limites ou malignes) que dans les autres types. Ces 

résultats soutiennent l'hypothèse que l'activation de K-ras suite à une mutation est un 

événement précoce de tumorigenèse ovarienne mucineuse [17]. D’autre part, il a été montré 

que c-myc est particulièrement surexprimé dans les tissus des adénocarcinomes séreux et 

que l'amplification de c-myc est le plus souvent découvert aux stades avancés, ce qui peut 

suggérer que c-myc joue un rôle critique dans la progression de la maladie [18]. Au-delà de 

leur rôle dans l’initiation ou la progression de la maladie, plus de 25 oncogènes ont été 

détectés comme favorisant la résistance aux médicaments [19].  
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1.1.2. Les gènes suppresseurs de tumeurs  

A l’inverse des proto-oncogènes, les gènes suppresseurs de tumeur inhibent la division 

cellulaire et / ou favorisent la mort cellulaire. Leur inactivation suite à des transformations ne 

leur permet plus d’assurer leur rôle de régulateur négatif de la prolifération. Parmi eux, p53 est 

un régulateur de transcription nucléaire qui participe à de multiples processus cellulaires. En 

se liant à l'ADN, p53 contrôle l'expression de centaines de gènes cibles afin de maintenir 

l'homéostasie et l'intégrité du génome. P53 peut activer les protéines de réparation de l'ADN 

lorsque l'ADN a subi des dommages, arrêter la croissance cellulaire en maintenant le cycle 

cellulaire à la transition G1 / S, permettant la réparation de l'ADN et initier l'apoptose si les 

dommages à l'ADN s'avèrent irréparables. 

Des altérations de p53 ont été détectées dans environ 50% des carcinomes ovariens [17] et 

dans 97% des cas de cancer ovarien séreux de haut grade [20]. Certains auteurs suggèrent 

que les altérations de p53 pourraient représenter une étape précoce dans la carcinogenèse 

ovarienne [17,20]. 

 

1.2. L’hérédité génétique 

Dans environ 10 % des cas, le cancer de l’ovaire à une cause génétique. Cette prédisposition 

génétique est due à des mutations affectant les gênes BRCA1 et BRCA2. Plus de 200 

mutations différentes du gène BRCA1 et 80 du gène BRCA2 ont été répertoriées. Plus de 

80 % des mutations conduisent à une protéine absente ou tronquée non fonctionnelle. Ces 

mutations augmentent le risque de développer un cancer de l’ovaire de 10 à 25 fois. Une 

mutation du gène BRCA1 accroît davantage le risque de cancer de l'ovaire qu’une mutation 

du gène BRCA2 : le risque est de 22-59% pour le BRCA1 et de 4-18% pour le BRCA2. Il y a 

aussi une différence sur l’âge des patientes atteintes, les femmes porteuses d'une mutation 

du BRCA1 sont plus susceptibles d’avoir un cancer de l’ovaire avant l’âge de 50 ans et les 

femmes porteuses d'une mutation du BRCA2 après l’âge de 60 ans. 

Ces gènes sont impliqués dans la réparation des dommages de l’ADN, ils appartiennent à la 

famille des gènes suppresseurs de tumeurs. Ils codent pour des protéines qui permettent de 

maintenir l’intégrité du génome en réparant les cassures doubles brins de l’ADN, leur rôle 

physiologique est donc le contrôle négatif du cycle cellulaire lors de cassures double brin 

d’ADN. La présence de mutations dans l’un de ces deux gènes perturbe cette fonction et fait 

augmenter fortement le risque de cancer de l’ovaire. 

L’identification de ces gènes (proto-oncogène et gène suppresseur de tumeur) devrait 

permettre des avancées dans le diagnostic et dans les applications thérapeutiques, telles que 
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la capacité d'inactiver des formes mutantes ou de restaurer la fonction normale de ces gènes. 

Un certain nombre de protocoles de thérapie génique pour le cancer de l'ovaire comprennent 

des stratégies utilisant des oncogènes ou des gènes suppresseurs de tumeur tels que p53. 

1.3. Epigénétique  

Le terme épigénétique désigne les processus moléculaires permettant de moduler l’expression 

des gènes, mais qui ne sont pas fondés sur des changements dans la séquence de l’ADN. 

L'épigénétique est la régulation dynamique de l'expression génique par modification de la 

chromatine au niveau de l'ADN (méthylation) et des histones (acétylation, méthylation, 

phosphorylation…) en réponse à des signaux de l’environnement. Les modifications 

épigénétiques sont dynamiques et réversibles. Cette instabilité est sous l’influence de 

l’environnement mais aussi du vieillissement. 

L'importance de la dérégulation épigénétique pour la progression du cancer ne peut être sous-

estimée, car diverses modifications épigénétiques aberrantes sont des « hot spot » de 

mutations et déclenchent l'activation des oncogènes, la répression des gènes suppresseurs 

de tumeur et la transcription altérée des gènes codant pour les protéines nécessaires au bon 

fonctionnement physiologique des cellules. Ces modifications épigénétiques participent donc 

à la tumorigenèse.  

Des études ont montré que l’épigénome est altéré dans le cancer épithélial ovarien. De plus, 

un lien entre le degré de méthylation et les sous-types de cancer épithélial de l’ovaire a été 

démontré. Les carcinomes à cellules claires et endométrioïde sont plus susceptibles d'avoir 

un phénotype hyperméthylé par rapport aux cancers séreux de l'ovaire de haut grade qui sont 

globalement hypométhylés [21]. Les gènes suppresseurs de tumeurs communément inactivés 

par des modifications épigénétiques lors de la tumorigenèse du cancer de l’ovaire sont les 

gènes hMLH1 et DPH2L1 [22]. 

Tout comme les modifications génétiques, les modifications épigénétiques permettent elles 

aussi l’initiation et la progression tumorale ainsi que la chimiorésistance des cellules 

cancéreuses. Cependant, contrairement aux causes génétiques du cancer affectant la 

séquence de l’ADN qui sont irréversibles, les modifications épigénétiques sont réversibles. De 

ce fait, de nouvelles approches thérapeutiques s’ouvrent avec l’utilisation d’inhibiteurs 

spécifiques des méthyltransférases de l’ADN ou des histone-désacétylases. 
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2. Cancérogénèse de l’épithélium ovarien de surface 

L’initiation du processus tumoral a donc pour origine un dérèglement du génome suite à des 

modifications génétiques et épigénétiques. Cependant, l’activité physiologique des ovaires 

entraîne la survenue d’évènements, modifiant le microenvironnement de l’épithélium, le 

rendant plus propice à la survenue de mutations et la cancérogenèse.  

2.1. Remodelage de l’épithélium ovarien de surface 

Au cours de la vie d’une femme, l’épithélium ovarien de surface est fragilisé à chaque libération 

d’ovocyte, favorisant les processus de cicatrisation et de proliférations par les cellules 

épithéliales. Durant les mécanismes de réparation, les cellules épithéliales remodèlent la 

matrice extracellulaire et peuvent se retrouver dans le stroma, ce qui entraine des kystes 

d’inclusion. A répétition, ces mécanismes pourraient engendrer des tumeurs [23]. C’est 

pourquoi, les hypothèses favorisant les grossesses sont aujourd’hui avancées comme étant 

préventives contre le cancer de l’ovaire [24] ainsi qu’une limitation de l’ovulation par des 

moyens contraceptifs ou l’allaitement [25].  

 

2.2. Régulation Hormonale 

L’ovaire est un site qui entraine une exposition accrue des hormones stéroïdiennes et de 

gonadotrophines dans l’environnement de la tumeur. Effectivement, les ovaires sont à la fois 

le site de production de certaines hormones (œstrogène et progestérone) mais aussi un site 

qui est sous l’influence d’autres hormones. Les hormones FHS (Follicules-Stimulating 

Hormone) et LH (Luteinising Hormone) stimulent la prolifération cellulaire en activant des 

oncoprotéines ce qui favoriserait la malignité via la signalisation des récepteurs aux facteurs 

de croissance (EGFR), les MAPK (ERK1/2) et d’autres protéines kinases (PKA, PKC, PI3K) 

[26].  

Concernant les hormones produites par les ovaires, l’utilisation d'œstrogènes post-

ménopausique comme traitement hormonal substitutif à la ménopause a été associée à un 

risque accru de cancer de l’ovaire en cas de traitement durant plus de 5 ans [27,28].  

 

2.3. Inflammation 

Au cours de chaque ovulation et pendant l’étape de cicatrisation, un processus inflammatoire 

a lieu ce qui constitue un environnement pro-inflammatoire favorisant la survenue de 

transformation maligne des cellules. Durant ce processus, les cellules sont soumises à un 

stress chronique engendré par les cytokines inflammatoires, les espèces réactives de 
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l’oxygène, les facteurs de croissances et les cellules immunitaires. C’est pourquoi les patientes 

traitées par des anti-inflammatoires de manière chronique, tel que l’aspirine, seraient moins 

sujettes à ce cancer [29]. De plus, l’ocytocine qui a été dosée dans l’ascite tumorale ovarienne, 

avec un taux jusqu'à 200 fois plus élevés que dans le plasma, possède des propriétés anti-

inflammatoires qui apporteraient un effet protecteur contre le cancer ovarien [30]. 
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3. Organisation moléculaire et cellulaire du foyer tumoral primaire ovarien 

Le foyer tumoral regroupe une population hétérogène de cellules, dont une partie seulement 

est maligne, ainsi qu’un tissu environnant, le stroma (Figure 8). Le stroma tumoral inclut une 

matrice extracellulaire dense et complexe, sécrétée par les cellules cancéreuses et non 

cancéreuses. Cette dernière forme la trame de soutien du tissu mais peut-être remaniée de 

façon exacerbée avec une synthèse/dégradation accrue, des modifications de sa composition 

biochimique et de ses propriétés biophysiques. Les cellules du stroma interagissent 

physiquement via l’établissement de complexes jonctionnels et communiquent via des facteurs 

sécrétés dans le milieu extracellulaire comme des chimiokines, des facteurs de croissance ou 

des hormones. L’irrigation du foyer tumoral est assurée par les vaisseaux sanguins et 

lymphatiques [31].  

 

Figure 8 : Le foyer tumoral. 

D’après Leroy-Dudal et al. [31]. 

 

3.1. La Matrice Extracellulaire  

La matrice extracellulaire (MEC) est en enchevêtrement hétérogène et complexe de 

macromolécules fibreuses et adhésives présent entre les cellules. La MEC constitue une 

structure 3D acellulaire dynamique qui facilite les interactions et l'adhérence entre les cellules 

et leur environnement et permet une organisation en tissu. La MEC a donc un rôle de soutien 

aux tissus mais aussi un rôle sur le fonctionnement cellulaire. Effectivement, la MEC maintient 

https://sante-medecine.journaldesfemmes.fr/faq/8031-adherence-definition
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l’intégrité cellulaire mais régule aussi différents comportements cellulaires tels que la 

prolifération, la différenciation et la migration dans des processus physiologiques et 

pathologiques. La MEC se compose de glycoprotéines, de protéines fibreuses, de 

protéoglycanes (PGs), de facteurs de croissance piégés, des polysaccharide assemblés en 

un maillage interagissant avec la surface des cellules [32].  

Il existe deux principaux types de MEC qui diffèrent selon leur localisation et leur composition 

(Figure 9) :  

• La MEC interstitielle ou stromale, retrouvée au niveau des tissus conjonctifs. Elle sert 

de tissu de soutien et entoure les cellules. La MEC interstitielle est abondante et riche 

en fibres de collagène et d’élastine. On y trouve de façon éparse des fibroblastes qui 

synthétisent cette matrice, des cellules inflammatoires et des vaisseaux sanguins. 

• La lame basale est une MEC qui sépare l’épithélium du stroma sous-jacent. C’est une 

MEC plus fine et étroitement associée à la face inférieure des cellules. Les constituants 

majeurs des lames basales sont le collagène de type IV, la laminine, les 

protéoglycanes à héparane-sulfate et le nidogène. 

 

 

Figure 9 : Vue d'ensemble schématique des matrices extracellulaires. 

Modifié d’après Theocharis et al. [32] et « Molécular Biology of the cell, 4th edition, Bruce Albert et al.» 
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La proportion et l’organisation de ces protéines peuvent varier dans le foyer tumoral par rapport 

à la matrice d’origine d’un individu sain. Ces modifications d’architecture et de composition 

favorisent la dissémination des cellules cancéreuses. L’acquisition d’un caractère invasif et 

migratoire est fortement influencée par le contenu de la MEC notamment en fibronectine, en 

collagène, en vitronectine et en laminine. Les cellules cancéreuses ovariennes sont capables 

de remodeler et modifier la composition de cette matrice pour faciliter l’invasion tumorale, les 

métastases et la résistance à certains traitements [33]. Dans le cancer de l’ovaire, la MEC joue 

un rôle primordial dans le comportement cellulaire et dans l’évolution des stades. La MEC des 

carcinomes ovariens est constituée de protéines fibreuses comme les collagènes de type I, II, 

III et plus rarement de type IV, de PGs comme les syndécanes et les perlécanes, des 

glycoprotéines adhésives comme la vitronectine, la fibronectine ou la laminine [34,35]. Ici, 

nous développons l’importance des protéines de la MEC (collagène, fibronectine, vitronectine 

et laminine) au niveau du foyer primaire. 

 

3.1.1. Les collagènes  

Les collagènes font partie d'une famille de protéines dites structurales, le plus souvent 

présente sous forme fibrillaire.  Les collagènes sont les protéines la plus abondantes de la 

MEC représentant près de 30 % de la masse totale de protéines du corps humain. Le 

collagène est sécrété principalement par les cellules des tissus conjonctifs : les 

fibroblastes. Cette protéine s'associe à d'autres collagènes et interagit avec les protéines 

extracellulaires, les glycosaminoglycanes et les acides nucléiques. Les collagènes sont 

présents dans les os, le cartilage, l'interstitium pulmonaire, les muscles ainsi que les parois 

des vaisseaux.  

A ce jour, 28 types de collagènes sont recensés selon leurs structures et fonctions. Ils sont 

classés en sept groupes en fonction des assemblages supramoléculaires qu’ils génèrent. 

Dans le cas du cancer de l’ovaire, c’est essentiellement deux groupes qui sont étudiés :  

• Les collagènes formant des fibres (collagènes de type I, II, III, V, XI, XXIV et XXVII). 

L’association de plusieurs molécules de collagènes permet la formation de fibrilles puis 

de fibres. Ce sont les éléments structuraux majeurs des tissus conjonctifs. Les 

collagènes fibrillaires sont le sous-groupe prédominant présent dans la MEC, et leurs 

fonctions uniques sont régies par leur conformation et leur structure, ce qui leur permet 

de former des fibrilles hautement organisées (Figure 10). 

• Les collagènes formant des réseaux (collagènes de type IV, VIII et X).  Ils s’associent 

entre eux et forment des réseaux. Ils peuvent également interagir avec d’autres 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Famille_de_prot%C3%A9ines
https://fr.wikipedia.org/wiki/Prot%C3%A9ine_fibreuse
https://fr.wikipedia.org/wiki/Tissu_conjonctif
https://fr.wikipedia.org/wiki/Interstitium_pulmonaire
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macromolécules matricielles et créer des complexes multimoléculaires comme celui 

entre le collagène IV et la laminine dans les lames basales. 

 

Figure 10 : Structure des collagènes fibrillaires. 

Modifié d’après Cellulyod. 

 

Dans le tissu de l'ovaire normal, le collagène est organisé sous forme de fibrilles minces, 

longues et ondulées, parallèles à la limite épithéliale et fournissant une élasticité à la MEC. En 

revanche, le remodelage du collagène dans le stroma tumoral se traduit par des fibrilles plus 

épaisses et plus courtes, regroupées en faisceaux à des angles tendant vers la perpendiculaire 

à la limite épithéliale [36]. Le collagène fibrillaire de type I est le composant structurel le plus 

abondant de la MEC ovarienne. Plusieurs études in vitro ont établi l'importance de ce 

collagène de type I dans l'adhésion et la migration des cancers épithéliaux ovariens, 

démontrant avec succès que le collagène I améliorait la migration de plusieurs lignées 

cellulaires cancéreuses ovariennes [37,38].  

Une étude a mis en avant que les gènes de remodelage du collagène (AEBP1, COL11A1, 

COL5A1, COL6A2, LOX, POSTN, SNAI2, THBS2, TIMP3 et VCAN) régulés par la 

signalisation du TGF-β1 favorisent les métastases et contribuent à une mauvaise survie 

globale chez les patientes atteintes d'un cancer séreux de l'ovaire. De plus, les niveaux de 

COL11A1 augmentent continuellement au cours de la progression de la maladie du cancer de 

l'ovaire. Le knockdown de COL11A1 diminue la migration cellulaire in vitro, l'invasion et la 

progression tumorale chez la souris. Cette signature de 10 gènes, qui est à la fois une valeur 

prédictive et une pertinence biologique, peut donc être utile comme cible thérapeutique [39].  
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3.1.2. La fibronectine  

La fibronectine, du latin fibro- fibre, necto- adhérer, est une glycoprotéine dimérique ubiquitaire 

de 500 kDa environ. La fibronectine est une glycoprotéine présente sous forme soluble, dans 

les fluides physiologiques mais aussi sous forme fibrillaire dans la MEC. La fibronectine est 

synthétisée et sécrétée dans le plasma par les hépatocytes à la concentration de 300 μg/mL. 

Elle est également retrouvée dans les fluides biologiques tels que les urines ou encore le 

liquide amniotique mais peut également être retrouvée dans des fluides pathologiques comme 

l’ascite [40]. La fibronectine retrouvée en fibrilles insolubles dans les matrices extracellulaires 

est quant à elle synthétisée par différents types cellulaires, notamment, les fibroblastes, les 

chondrocytes ou les cellules endothéliales. Dans les MECs, la fibronectine forme un réseau 

dense de fibres interconnectées entre elles.  

Les différents domaines de la fibronectine lui permettent différents types de liaisons : 

• Le domaine situé à l’extrémité N-terminale permet la liaison avec divers ligands 

matriciels tels que le collagène, l’héparine ou encore la fibrine.  

• Le domaine de liaison central contient les sites de reconnaissance par les 

récepteurs d’adhérence de type intégrines, en particulier la séquence RGD. Les 

principaux récepteurs reconnaissant la fibronectine sont les intégrines α5β1 

[41].   

• Le domaine situé à l’extrémité C-terminale confère à la molécule de fibronectine 

une affinité avec les chaînes de GAGs des protéoglycanes. 

Grâce à ses nombreuses interactions avec différentes molécules, la fibronectine régule la 

stabilité et l’architecture de la MEC. De plus, son organisation en fibrilles constitue un support 

structural idéal pour l’adhérence des cellules induisant la transduction de signaux régulant le 

comportement cellulaire. Effectivement, au-delà de son rôle structural, la fibronectine est 

impliquée dans la prolifération cellulaire, la migration et la différenciation dans des processus 

tels que la réparation tissulaire, le développement embryonnaire et la tumorigenèse. 

 

Figure 11 : Structure de la fibronectine et ses domaines de liaison. 

D’après Freire-de-Lima. [42] 
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Dans les stades initiaux du carcinome ovarien, des niveaux élevés de fibronectine sont 

présents dans le stroma tumoral entourant les tumeurs [43] et les niveaux de fibronectine sont 

significativement corrélés avec le stade de la tumeur et la croissance de la tumeur [44,45]. 

L'augmentation de l'expression de la fibronectine est corrélée de manière significative et 

défavorable avec la survie globale des patientes [45].  

 

3.1.3. La vitronectine  

Le nom vitronectine dérive du latin vitro- verre, necto- adhérer. La vitronectine est une 

glycoprotéine synthétisée par les hépatocytes et sécrétée dans le plasma à une concentration 

d’environ 300 μg/mL. La vitronectine est également retrouvée dans d’autres fluides corporels. 

La vitronectine de poids moléculaire de 75 kDa, existe aussi sous une forme insoluble dans 

les MECs où elle est sécrétée par d’autres types cellulaires telles que les cellules endothéliales 

ou encore les cellules cancéreuses ovariennes [46].  

La vitronectine est composée de plusieurs domaines fonctionnels qui lui permettent différents 

types d’interactions :  

• Son domaine situé à l’extrémité N-terminale lui permet d’interagir avec le récepteur de 

l’urokinase (uPAR) et l’inhibiteur de l’urokinase PAI-1. 

• Comme pour la fibronectine, la vitronectine est constituée d’une séquence RGD 

reconnue par les récepteurs cellulaires de types intégrines. Les principaux récepteurs 

de la vitronectine sont les intégrines de la famille αv, en particulier l’intégrine αvβ3. 

Toutefois, elle est également reconnue par les intégrines αvβ1, αvβ5, αvβ6, αvβ8 et 

αIIbβ3 [47].  

• Le domaine central de la vitronectine interagit avec le complexe thrombine-anti-

thrombine III.  

• Le domaine C-terminal de la protéine permet l’interaction à l’héparine, aux collagènes, 

aux GAGS, au plasminogène et aux composants du système du complément.  

La vitronectine est une protéine, tout comme la fibronectine, qui a plusieurs fonctions. La 

vitronectine joue un rôle dans l’adhérence, l’étalement et la migration des cellules. Elle joue le 

rôle de molécule d'adhérence cellulaire via les intégrines, et particulièrement l’αVβ3. Elle 

intervient dans la régulation des cascades d'enzymes protéolytiques de la coagulation 

sanguine, de la fibrinolyse et du système du complément. La vitronectine régule la dégradation 

protéolytique de la MEC en interagissant avec des composants du système uPA/uPAR 

(urokinase Plasminogen Activator/urokinase Plasminogen Activator Receptor). La vitronectine 

a donc un rôle dans différents processus physiologiques et pathologiques.  
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Figure 12 : Structure de la vitronectine et de ses domaines de liaison. 

D’après la Protein Data Bank #P04004. 

 

Il a été montré que la vitronectine est exprimée par différentes lignées cancéreuses ovarienne 

[46]. Il a aussi été démontré qu’une grande proportion d'épithélium ovarien normaux et de 

tumeurs hautement différenciées exprimaient simultanément les sous-unité αv, β3 et la 

vitronectine, en revanche, dans tous les carcinomes modérément et peu différenciés, il n'y 

avait pas la présence de la sous-unité β3 ou de vitronectine [48].  

 

3.1.4. Les laminines  

Les laminines sont des glycoprotéines hétérotrimériques de grande taille avec un poids 

moléculaire de 400 à 1000 kDa. Les laminines sont composées par l’assemblage de 3 chaînes 

polypeptidiques : α (alpha), β (bêta) et γ (gamma). Il existe 5 sous-unités de chaînes α, 3 pour 

β et 3 pour γ. Cette diversité des chaines permet des combinaisons différentes portant le 

nombre d’isoforme de la laminine à 15.  

Les laminines sont l’un des constituants protéiques majeurs de la lame basale. En plus de ses 

fonctions structurelles, la laminine régule également l’adhésion cellulaire et la migration, ce 

qui montre un rôle dans l’homéostasie tissulaire et la morphogenèse. Ceci est partiellement 

médié par les interactions entre la laminine et d'autres molécules de la MEC.  Effectivement la 

chaine α de la laminine permet la liaison avec plusieurs protéines telles que les intégrines via 

la séquence RGD, les protéoglycanes ou bien l’héparane sulfate. Les chaînes β et γ fixent les 

molécules de collagène et particulièrement le collagène IV (Figure 13).  

 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Lame_basale
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Figure 13 : Structure de la laminine et de ses domaines de liaison. 

Modifié d’après « Histologie et biologie cellulaire : Une introduction à l'anatomie pathologique, Kierszenbaum, 

2015 » 

Les stromas des carcinomes ovariens sont constitués en partie de laminine [49]. Les chaines 

α1 et β2 de la laminine sont typiques des carcinomes séreux tandis que la chaine α4 est 

associée aux carcinomes mucineux [31]. Une augmentation de la prolifération, de l’adhérence 

et de la migration a été observée dans des lignées cellulaire de cancer l’ovaire en réponse à 

la laminine [37].  

 

3.1.5. Le fibrinogène 

Le fibrinogène est une protéine qui a plusieurs similitudes avec la fibronectine. Appelée aussi 

facteur I de la coagulation, le fibrinogène est une protéine soluble présente abondamment 

dans le plasma à une concentration variant entre 2 à 4 g/L. Cette protéine est synthétisée et 

secrétée par les cellules du foie.  

En termes de fonction, le fibrinogène possède un rôle majeur dans le processus d’hémostase 

lors d’une brèche vasculaire. C’est une protéine de l’inflammation impliquée lors de la 

réparation tissulaire qui module l'activité des plaquettes sanguines et des cellules 

endothéliales. Cette protéine participe au phénomène d’agrégation plaquettaire lors de 

l’hémostase primaire et représente également la protéine de la phase finale de la coagulation, 

en permettant la formation du caillot de fibrine. Plusieurs situations pathologiques vont 

conduire à une hyperfibrinogénémie (excès de fibrinogène) telles que les cancers, les 



Synthèse bibliographique 

34 

 

syndromes inflammatoires, le syndrome néphrotique, l’utilisation de traitements 

antirétroviraux.  

En termes de structure, le fibrinogène est une molécule de 340 kD mesurant environ 45 nm 

de long.  La molécule est constituée de 3 paires de chaines polypeptidiques α, β et γ enroulées 

de façon hélicoïdale de masse molaire comprise entre 48 et 70 kDa. Ces chaines sont reliées 

entre elles par des ponts disulfures et forment ainsi la protéine comportant plusieurs 

domaines : deux domaines D présents à chaque extrémité de la molécule, et en son centre, 

un domaine E. L’extrémité NH2-terminale des chaines α et β correspond respectivement au 

fibrinopeptide A et au fibrinopeptide B. Le clivage des deux paires de fibrinopeptides (A et B), 

localisées sur le domaine central E, convertit le fibrinogène en fibrine. Les monomères de 

fibrine se polymérisent en un réseau de fibres de fibrine (Figure 14).  

 

Figure 14 : Structure du fibrinogène et de la fibrine. 

Modifié d’après Sigma-Aldrich 

 

Ce mécanisme est appelé fibrinoformation, c’est un processus ordonné et complexe 

comprenant plusieurs étapes (Figure 15) :  

• La polymérisation de la fibrine est initiée par le clivage des extrémités NH2-terminales 

des chaines peptidiques Aα et Bβ du fibrinogène par la thrombine, entrainant le 

relargage des fibrinopeptides A. Cette modification catalytique donne naissance à un 

monomère de fibrine.  

• La formation d’oligomères de fibrine se met en place puis celles de protofibrilles, 

structures composées de plusieurs monomères de fibrine liés entre eux de façon 

longitudinale.  
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• L’agrégation latérale des protofibrilles s’en suit, conduisant à la formation de fibres de 

fibrine : l’élongation et l’épaississement des fibres de fibrine et le branchement entre 

protofibrilles permet la structure tridimensionnelle et la réticulation du réseau de fibrine. 

• La consolidation de la structure par le FXIIIa clôture le processus de fibrinoformation. 

Le FXIII est une transglutaminase qui nécessite une activation calcium-dépendante par 

la thrombine. Lorsque ce facteur est activé, il permet de former des liaisons covalentes 

entre les monomères de fibrine, ce qui permet de consolider le réseau de fibrine. Ce 

phénomène est appelé le « cross-linking » de la fibrine. 

 

Figure 15 : Etapes de la fibrinoformation. 

Modifié d’après Weisel et al. [50] 

 

Un autre mécanisme existe concernant la fibrine : la fibrinolyse. C’est un processus 

physiologique complexe de dissolution des caillots sanguins (qui sont constitués de fibrine) 

par la plasmine. Par ce mécanisme, la fibrinolyse diminue la quantité de fibrine dans le sang, 

par conséquent contribue à protéger l'organisme contre les risques de thrombose (caillot de 

sang). La lyse du maillage de fibrine est assurée par la plasmine, forme activée du 

plasminogène. Cette dernière est activée par l'urokinase qui provient de la pro-urokinase et 

l’activateur tissulaire du plasminogène (t-PA). L'hydrolyse de la fibrine polymérisée se produit 

lorsque le plasminogène est activé à proximité de la fibrine. La plasmine clive la fibrine dans 

la région enroulée entre les domaines D et E ainsi que le clivage d'un peptide de la région C-
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terminale de la chaîne a produisant ainsi des produits de dégradation de la fibrine appelés D-

Dimères (Figure 16). 

 

Figure 16 : Structure de la fibrine dégradée. 

Modifié d’après Sigma-Aldrich. 

 

Les multiples domaines du fibrinogène et de la fibrine leur permettent de jouer un rôle non 

seulement dans l’hémostase mais aussi dans la cicatrisation, la migration et la prolifération 

cellulaire grâce à des interactions avec les cellules endothéliales, les leucocytes ainsi que les 

composants de la MEC.  

Le fibrogène est présent dans le plasma sanguin dont les taux augmentent dans les états 

inflammatoires tels que le cancer de l’ovaire [51].  Le fibrinogène et la fibrine sont aussi des 

composants réguliers du stroma de tumeurs solides. Une grande partie du fibrinogène 

extravasé est rapidement coagulé en fibrine par la tumeur. 

 

3.2. Les récepteurs d’adhésion cellulaire 

Les récepteurs d’adhérence cellulaire permettent aux cellules d’interagir avec d’autres cellules 

et avec leur environnement. Les interactions entre les récepteurs d’adhérence cellulaire et 

leurs ligands organisent les cellules au sein des tissus. Toutes les molécules d’adhérence 

cellulaire sont des protéines transmembranaires et possèdent un domaine extracellulaire en 

interaction avec les ligands matriciels et un domaine cytosolique interagissant avec des 

protéines adaptatrices, de structure et de signalisation, en contact avec le cytosquelette. Ces 

interactions cellulaires peuvent être fortes et stables ou alors transitoires. Les récepteurs 

d’adhésion cellulaire ont donc pour propriété fondamentale l’ancrage des cellules entre elles 

ou à la MEC pour assurer la cohésion d’un tissu. Outre leur rôle structural, ces récepteurs 

d’adhésion ont comme fonction la capacité de transformer une information extracellulaire en 

un message intracellulaire biochimique. En réponse à ses signaux, les cellules modulent leur 

comportement cellulaire (modifient leur adhésion à la MEC ou régulent la prolifération, la 
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différenciation, la migration, l’apoptose…). Ainsi, les récepteurs d’adhésion cellulaire sont des 

instruments de signalisation bidirectionnelle à travers la membrane plasmique. Il existe quatre 

principales familles de récepteurs d’adhérence cellulaire : les intégrines, les cadhérines, la 

superfamille des immunoglobulines et les sélectines.  

 

3.2.1. Interactions cellules – matrice extracellulaire : les intégrines un élément 

essentiel  

Bien que certains protéoglycanes, notamment de la famille des syndécanes, remplissent le 

rôle d’adhésion entre les cellules et la MEC, les principaux récepteurs d’adhérence sont les 

intégrines. 

Les intégrines sont des hétérodimères composés de deux sous-unités α et β. Elles constituent 

une large famille de glycoprotéines situées à la surface de la membrane cellulaire, ce sont 

des récepteurs de diverses molécules de la MEC. A ce jour, 18 sous-unités α et 8 sous-unités 

β ont été répertoriées. Leur combinaison génère 24 intégrines différentes. Ces différentes 

combinaisons confèrent aux intégrines leurs spécificités de liaison, de fonction et de 

localisation.  

 

Figure 17 : Schéma d’une intégrine et répertoire des intégrines liant des protéines de la MEC 

D’après « Biology, 5th edition, Campbell et al. » et  Hynes et Naba [52] 

 

Les intégrines sont essentiellement les molécules responsables des interactions cellule-MEC. 

Leurs principaux ligands extra-cellulaires sont les collagènes I et IV, la laminine, la fibronectine, 
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la vitronectine, le fibrinogène (Figure 17). Certaines sous-unités α ne peuvent s’associer 

qu’avec une seule sous-unité β, c’est le cas de l’intégrine α5β1, qui est le récepteur spécifique 

de la fibronectine [41]. 

Les intégrines interagissent avec les ligands matriciels via des séquences spécifiques et 

peuvent être classées en fonctions des séquences reconnues (Tableau 2). 

 

Séquences peptidiques Intégrines Ligands 

RGD (Arg-Gly-Asp) α5β1, α8β1, αvβ3, αvβ1, 

αvβ5, αvβ6, αvβ8, αIIbβ3 

Fn, Vn, Collagènes 

GFOGER (Gly-Phe-

hydroxyPro-Gly-Glu-Asp) 

α1β1, α2β1, α10β1 et α11β1 Collagènes 

LDV (Leu-Asp-Val) α4β1 Fn 

Tableau 2 : Séquences peptidiques portées par les ligands matriciels et reconnues par les intégrines. 

 

Les deux principales fonctions des intégrines sont donc l’attachement de la cellule à la 

MEC, mais aussi la transduction de signaux de la MEC vers la cellule. Ce type de signaux « 

outside-in » résulte de l’interaction des intégrines avec des macromolécules de la MEC et a 

pour conséquence de moduler le comportement cellulaire : forme, polarité, prolifération, 

migration, survie, différenciation...  

Les intégrines jouent un rôle central dans la signalisation cellulaire. Suite à la fixation du ligand 

sur les intégrines, les intégrines se regroupent (cluster d’intégrines) et activent des voies de 

transduction intracellulaires faisant intervenir des protéines kinases. Ces dernières, 

dépourvues d’activité enzymatiques intrinsèques, interagissent avec des molécules 

intracellulaires de structure, comme la vinculine, la taline ou la paxiline (Figure 18) et des 

molécules de signalisation comme FAK (Focal Adhesion Kinase) ou Src [53]. Ces complexes 

multimoléculaires forment des adhésions focales qui sont des transducteurs qui convertissent 

les informations mécaniques du microenvironnement en signaux biologiques. Ces 

informations peuvent être la composition biochimique, la topographie ou encore la rigidité de 

l’environnement extracellulaire [54].  

https://fr.wikipedia.org/wiki/Transduction_de_signaux
https://fr.wikipedia.org/wiki/Signalisation_cellulaire
https://fr.wikipedia.org/wiki/Prot%C3%A9ines
https://fr.wikipedia.org/wiki/Kinase
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Figure 18 : Schéma d’un complexe multimoléculaire formant une adhésion focale. 

Modifié d’après « Molécular Biology of the cell, 4th edition, Bruce Albert et al.» 

 

3.2.2. Interactions cellules – cellules 

Le contact cellule-cellule est un élément central pour le contrôle de la polarité cellulaire, de 

l’organisation des tissus et de la compartimentation des organes. 

Les jonctions adhérentes permettent un maintien de la morphologie et des fonctions normales 

des cellules épithéliales. Elles interviennent également dans la stabilisation des cellules dans 

le phénotype de différenciation. Les cadhérines forment ces jonctions adhérentes. Les 

jonctions serrées appelées aussi étanches ou imperméables sont caractéristiques des tissus 

épithéliaux. Elles bloquent la circulation de fluides entre les cellules et assurent ainsi 

l'étanchéité entre deux compartiments tissulaires.  Les éléments principaux contribuant à la 

formation de ces jonctions sont deux protéines nommées claudine et occludine (Figure 19). 

L’ensemble de ces jonctions assurent la cohésion entre les cellules et le maintien des tissus.   

 

Figure 19 : Interactions entre les principales protéines formant les jonctions serrées et adhérentes.  

D’après Abbott et al. [55] 
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3.2.2.1. Les Cadhérines  

Les cadhérines, principales protéines de l’adhérence intercellulaire, sont des glycoprotéines 

transmembranaires qui jouent un rôle important dans les processus du développement 

embryonnaire ainsi que dans les processus pathologiques. Les cadhérines sont une grande 

famille de protéines transmembranaires comprenant plus de 350 membres très divers en 

termes de structure et de fonctions. La famille des cadhérines comporte différents membres 

identifiés, dont l’expression est spécifique du tissu : la E-Cadhérine (Epithéliale), la N-

Cadhérine (Nerveuse), la P-Cadhérine (Placentaire), la VE-Cadhérine (Endothélium 

Vasculaire) ...  Les cadhérines sont indispensables à la formation des complexes de jonction 

adhérentes : les domaines extracellulaires d’une cadhérine interagissent avec les domaines 

d’une autre cadhérine sur une cellule voisine et le domaine cytoplasmique permet de lier les 

filaments d’actine ou les microtubules par l’intermédiaire des caténines (Figure 19).  

La perte de fonction ou d’expression des cadhérines peut entraîner de sérieuses 

conséquences physiopathologiques tel que le développement tumoral [56]. Par exemple, la 

dérégulation de l’E-cadhérine contribue à l’acquisition d’un phénotype invasif dans de 

nombreuses tumeurs de type épithéliales [57,58]. 

 

3.2.2.2. Les Occludines 

La claudine et l’occludine sont des protéines transmembranaires présentent notamment dans 

les jonctions serrées pour assurer les fonctions de cohésion de cette structure cellulaire 

spécifique. Ce sont des molécules qui traversent quatre fois la membrane et présentent deux 

boucles extracellulaires. Ces protéines transmembranaires sont associées à d’autres 

protéines comme la ZO-1, la ZO-2, la ZO-3. La ZO-1 interagit avec la spectrine, elle-même 

reliée aux microfilaments d’actine du cytosquelette (Figure 19). 

Plusieurs études ont révélé que la dissociation des jonctions serrées est une étape clé dans 

la progression tumorale. Effectivement, plusieurs carcinomes sont associés à une perte de 

polarité cellulaire et à la dissociation des jonctions serrées. Par exemple, la claudine 1 est 

fortement exprimée dans plusieurs cancers colorectaux et la claudine 4 dans les cancers de 

l’ovaire. De plus, les oncogènes Ras et Raf-1 entraînent la délocalisation de l’occludine et la 

dissociation des jonctions serrées [59]. 
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3.3. Les cellules stromales 

En plus du microenvironnement matriciel, les cellules du stroma jouent aussi un rôle essentiel 

sur le développement tumoral. Au sein du microenvironnement tumoral ovarien, différents 

types cellulaires sont retrouvés : fibroblastes, cellules endothéliales, les adipocytes, cellules 

immunitaires … (Figure 20)  

 

Figure 20 : Représentation du microenvironnement tumoral et des différentes cellules stromales qui le 
composent 

D’après Rodrigues et al. [60]. 

 

3.3.1. Les fibroblastes associés au cancer 

Les fibroblastes quiescents constituent la population cellulaire la plus abondante du stroma. 

Dans le contexte des tumeurs épithéliales, les fibroblastes sont dans un état activé et sont 

appelés FACs (Fibroblastes Associés au Cancer). La détection des FACs est généralement 

associée à un pronostic clinique défavorable, car ces cellules sont connues pour jouer un rôle 

à chaque étape de la tumorigenèse : l’initiation, la croissance, l’invasion ou les métastases. 

Dans cette partie nous nous intéressons aux fibroblastes retrouvés au niveau du site primaire 

de la tumeur. 

C’est un échange entre les cellules cancéreuses et fibroblastiques qui intervient puisque le 

TGF-β, produit et sécrété par les cellules cancéreuses, favorise l’activation des fibroblastes en 

FACs. A leur tour, les fibroblastes sécrètent des cytokines pro-inflammatoires (IL-6), des 

chimiokines (SDF-1), des facteurs de croissances (VEGF), des protéases (MMPs) et des 
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molécules de la MEC (Fibronectine) ce qui stimulent la progression tumorale et le 

développement d’une résistance aux chimiothérapies [61,62].  

Les fibroblastes sont les cellules produisant le plus de MEC que ce soit dans des conditions 

pathologiques ou physiologique [63]. Cette sécrétion de MEC accrue par les fibroblastes 

aboutit à une activité pro-tumorale qui favorise la création d’une niche métastatique [64,65]. 

De plus, la rigidité de la MEC joue aussi un rôle primordial dans l’acquisition du phénotype 

invasif des cellules cancéreuses, cette rigidité est due à un dépôt accru de protéines de la 

MEC, notamment de collagène I, et de modifications post-traductionnelles des protéines qui 

la composent. Les FACs sont les principaux médiateurs de ces changements [63].  

En plus d’une production abondante de MEC, les FACs produisent une grande quantité de 

protéases, ce qui dérégule l’équilibre entre la production et la dégradation des protéines par 

les cellules saines. Il y a donc une action couplée des cellules cancéreuses et des FACs, qui 

produisent toutes deux des métalloprotéases matricielles (MMPs), notamment MMP2, MMP9, 

MMP13 et MMP14 [66]. 

Les FACs créent donc un environnement inflammatoire favorisant ainsi le recrutement de 

cellules immunitaires, l’angiogenèse, la croissance et l’invasion tumorale [67].  

 

3.3.2. Les cellules immunitaires et les macrophages associés au cancer 

Le stroma se compose également de cellules immunitaires comme les lymphocytes T et les 

macrophages. La pathologie cancéreuse entraine un état inflammatoire proche d’un état 

d’inflammation chronique. Le recrutement des macrophages dans les tumeurs est assuré par 

les cytokines, les chimiokines et les facteurs de croissances provenant des cellules 

cancéreuses et des cellules du stroma. Les chimiokines les plus importants pour ces cellules 

sont les CCL (chemokine (C-C motif) ligand) : CCL2, CCL3, CCL4, CCL5 et CCL22 [68]. Les 

macrophages associés aux tumeurs (MAT), sont généralement observés aux limites de la 

tumeur, ils sont capables d’induire une immunosuppression dirigée principalement vers les 

lymphocytes T [69].  Dans les phases initiales, les macrophages infiltrant une tumeur 

présentent le phénotype M1 et expriment une série de cytokines, chimiokines et molécules 

effectrices pro-inflammatoires, telles que l’Interleukine-12 (IL-12), IL-23, TNF-α, iNOS et MHCI 

/ II ce qui tend à réduire la malignité. Au fur et à mesure que la pathologie progresse, les 

macrophages adoptent la fonction M2 et expriment un large éventail de molécules anti-

inflammatoires, telles que l'IL-10, le TGF-β et commencent à modifier le microenvironnement 

en un phénotype favorisant la progression cancéreuse [68]. Les macrophages associés 

aux tumeurs et leurs sécrétions telles que les cytokines, chimiokines et MMPs 
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favorisent l’angiogenèse, la croissance, les métastases et l’immuno-modulation de la tumeur 

[70].  

 

3.3.3. Les adipocytes associés au cancer 

Les adipocytes, présents dans l’environnement de la tumeur, semblent eux aussi jouer un rôle 

dans la malignité tumorale. Au cours de leur interaction avec les cellules cancéreuses, les 

adipocytes se dédifférencient en pré-adipocytes ou sont reprogrammés en adipocytes 

associés au cancer (AACs). Nieman et al montrent que les adipocytes omentaux humains 

primaires favorisent la migration et l'invasion des cellules cancéreuses de l'ovaire et que les 

adipokines, notamment l'interleukine-8 (IL-8), assurent la médiation de ces activités. La co-

culture de cellules adipocytaires et de cellules cancéreuses ovariennes a entraîné le transfert 

direct de lipides des adipocytes vers les cellules cancéreuses de l'ovaire ce qui a favorisé 

la croissance tumorale in vitro et in vivo. Les cellules cancéreuses et les AACs participent 

également à un échange dynamique de métabolites. Plus précisément, les AACs libèrent des 

acides gras par lipolyse, lesquels sont ensuite transférés aux cellules cancéreuses et utilisés 

pour la production d'énergie par β-oxydation [71,72].  

 

3.4. La vascularisation tumorale et la voix lymphatique   

La survie et le développement des tumeurs dépendent d’événements et d’échanges 

biologiques assurés par le sang et la lymphe.  

 

3.4.1. La vascularisation sanguine 

Une tumeur peut grossir jusqu’à un volume de 1-2 mm3 avant que la diffusion de l’oxygène et 

des nutriments soit rendue impossible. Pour pallier à ce problème les cellules endothéliales 

acquièrent un phénotype pro-angiogénique qui permet d’initier la formation de nouveaux 

vaisseaux sanguins à partir de ceux existants dans le stroma environnant [73]. La 

néoangiogenèse est sous le contrôle de différents facteurs pro- et anti-angiogénique. Le VEGF 

(vascular endothelial growth factor) et le FGF (fibroblast growth factor) sont sécrétés par les 

cellules cancéreuses ce qui active les cellules endothéliales qui vont proliférer et migrer 

conduisant à la formation de nouveaux vaisseaux. Les FACs participent également à 

l’angiogenèse tumorale par la production du VEGF ou du facteur SDF-1 (stromal cell-derived 

factor)/CXCL12, ce dernier étant impliqué à la fois dans le recrutement de progéniteurs 

endothéliaux au sein même de la tumeur, et dans la croissance tumorale par la liaison à son 
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récepteur CXCR4 (C-X-C motif Chemokine Receptor type 4) à la surface des cellules 

cancéreuses [74]. Les carcinomes ovariens sont donc des tumeurs solides et vascularisées, 

cependant la dissémination hématogène de cellules cancéreuses ovariennes reste un 

phénomène extrêmement rare [75]. L’approche thérapeutique pour empêcher cette 

vascularisation repose sur des molécules anti-angiogéniques ciblant le VEGF et ses 

récepteurs ce qui a pour but de limiter la croissance de la tumeur [76]. La mise en place de ce 

système vasculaire permet la survie du foyer primaire, cependant, cette vascularisation n’est 

pas la première cause de dissémination des cellules cancéreuses ovariennes puisque la voie 

hématogène est un mode de dissémination rare dans le cancer de l’ovaire épithélial.  

 

3.4.2. La vascularisation lymphatique  

Le système lymphatique constitue un vaste ensemble de vaisseaux qui drainent une partie 

des liquides interstitiels sous forme de lymphe vers les organes lymphoïdes et vers le cœur. 

La lymphe passe par des ganglions lymphatiques qui sont à la fois des filtres mécaniques et 

des barrières immunitaires s’opposant à la progression d’éléments pathogènes véhiculés par 

celle-ci. Parmi ces éléments peuvent se trouver des cellules cancéreuses qui peuvent soit être 

détruites dans les ganglions soit s’y développer avant de poursuivre leur propagation vers 

d’autres organes [77]. La production, par les cellules cancéreuses, de facteurs de croissance 

stimule la néoformation des vaisseaux lymphatiques. Au cours du développement tumoral, le 

système lymphatique est considéré dans de nombreux cas de cancers comme la voie primaire 

de dissémination des métastases. Dans le cas du cancer de l’ovaire, cela est extrêmement 

rare et ce sont majoritairement les ganglions lymphatiques qui sont colonisés par 

dissémination via la lymphe. Une lymphadénectomie qui est l'ablation chirurgicale de certains 

ganglions lymphatiques ne semble pas permettre un taux de survie plus élevé, ceci démontre 

que la voix de dissémination lymphatique n’est pas la voix principale dans la dissémination 

cancéreuse ovarienne [78]. 
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Chapitre 2 : Dissémination métastasique et microenvironnement ascitique 

Dans le cancer de l’ovaire, la dissémination métastasique ne se fait que très rarement par voie 

sanguine et lymphatique. Dans les cas de tumeur épithéliale de l’ovaire, il y a une 

dissémination par extension aux organes avoisinants : les trompes de Fallope, l’utérus et le 

colon. Les cellules sont capables de se détacher de la tumeur primaire et se retrouver dans 

des fluides péritonéaux, appelés ascites, ce qui permet aux cellules de se propager dans la 

cavité péritonéale pour venir coloniser des niches métastasiques du péritoine. (Figure 21)  

 

 

Figure 21 : Emplacement du « microenvironnement ascitique ». 

Modifié d’après « Vivre avec un cancer de l’ovaire ». 

 

1. L’ascite, un microenvironnement unique et complexe 

L’ascite est une accumulation anormale de liquide inflammatoire dans l’abdomen qui peut 

atteindre plusieurs litres (Figure 22). La présence d’ascite est généralement liée à une cirrhose 

hépatique, cependant dans 10% des cas elle est associée au développement tumoral. Le 

principal cancer associé à la présence d’ascite est le cancer de l’ovaire, représentant 38 % 

des ascites malignes chez la femme [79]. Au moment du diagnostic, plus d’un tiers des 

patientes atteintes de carcinomes ovariens présente une accumulation d’ascite dans la cavité 

péritonéale. L’incidence d’apparition de l’ascite varie allant de 45 à 75 % selon le sous-type 

histologique de carcinome ovarien, le type séreux étant le plus fréquemment associé à la 

présence d’ascite [80]. De plus, au-delà du sous-type histologique, il semble aussi y avoir une 

relation entre la présence d’ascite et le stade tumoral. Effectivement, aux stades « précoces » 

(I-II, selon la classification FIGO) le taux d’apparition de l’ascite est d’environ 17% contre 89% 

pour les stades « avancés » (III -IV, selon la classification FIGO). Il y a aussi un parallèle entre 
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l’apparition de l’ascite et sa quantité dans l’abdomen, puisque les volumes d’ascite sont 

généralement inférieurs à 0,5 litres au moment de la chirurgie pour les patientes atteintes d’un 

cancer ovarien de stades I-II, alors qu’ils sont largement supérieurs chez la plupart des 

patientes à un stade avancé de la maladie (III-IV) [81]. Lorsque l’accumulation d’ascite 

dépasse un certain volume, environ 1,5 L, elle devient cliniquement détectable. Le volume 

important d’ascite dans l’abdomen entraine des symptômes tels que l’augmentation du volume 

de l’abdomen, des nausées, une gêne respiratoire… [79]. La survie à 5 ans est de 45 % pour 

des patientes ne présentant pas d’apparition d’ascites contre 5 % pour des femmes avec un 

carcinome ovarien à un stade avancé avec présence d’ascite [82]. Avec toutes ces données, 

la présence d’ascite est considérée comme un facteur de mauvais pronostic [83].  

 

 

Figure 22 : Localisation de l’ascite chez les patientes malades. 

Modifié d’après la plateforme « depositphotos ». 

 

1.1. Formation de l’ascite 

La séreuse péritonéale est le revêtement lisse du péritoine à l’intérieur de laquelle circule, à 

l’état physiologique, une faible quantité de liquide péritonéal. Celui-ci provient du liquide 

interstitiel produit par les capillaires lymphatiques situés sous le mésothélium.  

Ce liquide a pour rôle de maintenir les surfaces séreuses de la paroi péritonéale lubrifiées ce 

qui favorise le glissement des organes sans frictions et permet le passage de solutés entre la 
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paroi péritonéale et les organes adjacents. Son volume physiologique est compris entre 20 et 

50 mL [84]. La formation d’une ascite pathologique résulte d’un déséquilibre entre production 

et résorption de ce liquide. La résorption peut être diminuée en cas d’obstruction des canaux 

lymphatiques sous-péritonéaux. Cette obstruction est la plus souvent tumorale ou infectieuse 

[85]. La production excessive et la résorption restreinte ont pour conséquences une 

augmentation des volumes accumulés d’ascites pouvant varier de quelques millilitres à 

plusieurs litres ainsi que l’apport d’une richesse importante en protéines dans ce liquide.  

Dans le cas du cancer de l’ovaire, on retrouve une accumulation de l’ascite dans la cavité 

péritonéale. Effectivement, la présence de cellules cancéreuses vient diminuer la réabsorption 

des fluides par les vaisseaux lymphatiques [79,86]. L’accumulation de l’ascite est aussi 

influencée par une surexpression du VEGF par les cellules cancéreuses, ce qui cause une 

hyperperméabilité des micro-vaisseaux de la cavité péritonéale [87,88].  

 

1.2. Composition de l’ascite et impact sur le comportement cellulaire 

Dans le cas du cancer de l’ovaire, l’ascite immerge la cavité péritonéale dans laquelle résident 

les cellules cancéreuses mais aussi beaucoup d’autres protagonistes. A ce titre, l’ascite 

représente un microenvironnement tumoral complexe qui contient une grande variété de 

composants solubles ainsi qu’une population hétérogène de cellules. De plus, c’est un 

microenvironnement particulier en raison de son caractère fluide. 

 

1.2.1. Composante cellulaire de l’ascite 

La fraction cellulaire de l’ascite se compose de cellules cancéreuses, de cellules 

mésothéliales, de cellules endothéliales, d’adipocytes, de fibroblastes, d’hématies, de cellules 

immunitaires, de cellules souches mésenchymateuse et de cellules souches cancéreuses [89–

91] (Figure 23). C’est donc un mélange très hétérogène de cellules qui est retrouvé dans 

l’ascite. Cet ensemble de cellules peut être distingué en 2 parties : les cellules appelées « 

résidentes » et les cellules appelées « non-résidentes ». Les cellules cancéreuses ovariennes 

exfoliées à partir de la surface des ovaires et les cellules mésothéliales desquamées des 

organes de la cavité péritonéale, appartiennent au groupe des cellules résidentes. Dans le 

groupe des cellules « non-résidentes » des ascites sont retrouvés les macrophages, les 

monocytes, les hématies ou les cellules souches mésenchymateuses [92].  



Synthèse bibliographique 

48 

 

 

Figure 23 : Composition cellulaire et acellulaire de l’ascite. 

D’après Kim et al. [91] 

 

Une des caractéristiques particulières des cellules retrouvées dans l’ascite sont les cellules 

cancéreuses. Les cellules cancéreuses ovariennes exfoliées du foyer tumoral primaire se 

retrouvent en suspension dans l’ascite sous forme individuelle et/ou sous forme d’agrégats 

multicellulaires appelés sphéroïdes. Ces sphéroïdes ont pu être isolés à partir de l’ascite [93].  

Tous les différents types de cellules retrouvées dans l’ascite coopèrent au sein du 

microenvironnement tumoral via plusieurs « cross-talk » et contribuent au développement de 

la pathologie [94]. Par exemple, les cellules souches mésenchymateuses associées au 

carcinome retrouvées dans l’ascite, peuvent promouvoir l’angiogenèse et ainsi favoriser la 

progression tumorale [89]. La compréhension des interactions entre les cellules cancéreuses 

et les autres types cellulaires dans l’ascite permettrait de mieux comprendre les mécanismes 

de dissémination et de chimiorésistance des cellules cancéreuses. 

 

1.2.2. Composante acellulaire de l’ascite  

L'ascite contient des molécules provenant d’exsudats plasmatiques ainsi que des molécules 

bio-actives sécrétées à la fois par les cellules cancéreuses de l'ovaire et par le 

microenvironnement péritonéal.  Dans cette partie acellulaire de l’ascite, sont retrouvées de 

nombreuses protéines de la MEC, des facteurs de la coagulation, des matrikines, des 

protéases, des cytokines et des chimiokines. Tous ces éléments ont la capacité de moduler le 
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comportement cellulaire et peuvent influencer la prolifération, l'angiogenèse et le potentiel de 

dissémination des cellules cancéreuses [90,91,95] (Figure 24). 

 

 

Figure 24 : Organisation des différentes voies de communication des divers composants cellulaires de 
l’ascite.  

D’après Kim et al. [91] 

 

La vitronectine est l’une des protéines de la MEC retrouvée dans l’ascite [96]. Selon les études, 

la concentration de la vitronectine dans l'ascite est en moyenne de 300 μg/ml, ce qui 

correspond à ses concentrations dans le plasma humain [40,97]. Des recherches montrent 

que la vitronectine est l’un des principaux facteurs chimioattractant présent dans les fluides 

ascitiques qui potentialise la migration des cellules cancéreuses. Cependant son activité peut 

être inhibée après liaison au fibrinogène [97,98].  

D’après d’autres études du laboratoire, des isoformes de la vitronectine et la fibronectine ont 

été caractérisées dans les ascites et ces protéines ont pu être purifiées. Ces protéines, issues 

d’ascite après purification, ont favorisé l’adhérence, l’étalement et la migration de cellules 

cancéreuses ovariennes de manière intégrines dépendante. De plus, les cellules cancéreuses 

sont capables de remodeler la fibronectine ascitique [40].  

Des études montrent des niveaux élevés de laminine dans les ascites des patientes atteintes 

de cancer de l’ovaire par rapport au liquide péritonéal sain [36].   

L’ascite contient également des chimiokines, telle CCL18 dont l’expression a été associée à 

un mauvais pronostic dans certains cancers. Les niveaux de CCL18 sont nettement 

augmentés dans les ascites séreuses des cancers de l’ovaire par rapport aux épanchements 
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péritonéaux bénignes. L’ascite et CCL18 ont augmenté de manière dose-dépendante la 

migration de lignées cellulaires cancéreuses ovariennes [99].  

Les cytokines sont produites à la fois par des cellules cancéreuses et des cellules 

mésothéliales péritonéales, et se concentrent dans l'ascite. Des études ont montré que des 

cytokines étaient présentes dans l’ascite à de fortes concentrations telles que l’IL-6 et IL-10. 

IL-6 contribue à la progression du cancer ovarien par inhibition de l'apoptose, la stimulation de 

l'angiogenèse, l'augmentation de la migration et l'invasion ainsi que la stimulation de la 

prolifération cellulaire.  

Ainsi, en plus d’être associée à un mauvais pronostic vital, l’ascite par sa composition cellulaire 

et moléculaire, est à elle-même un microenvironnement complexe qui est un acteur clé du 

développement tumoral.  

Ce véritable « réservoir » de protéines bioactives favorise la survie des cellules cancéreuses 

et leur mobilité. Ainsi, elle peut contribuer au développement d’une chimiorésistance et à la 

dissémination, deux processus sous-jacents à la récurrence des cancers ovariens. 

 

2. Organisation des cellules cancéreuses en sphéroïdes  

Une des particularités du cancer de l’ovaire est la capacité des cellules cancéreuses à se 

détacher du foyer primaire sous forme isolées et/ou organisées en agrégats multicellulaires 

appelés sphéroïdes. Ces sphéroïdes peuvent être retrouvés flottants dans l’ascite avant de se 

déposer sur les parois du mésothélium. Organisées en sphéroïdes, les cellules cancéreuses 

survivent dans l’ascite bien qu’elles ne soient pas adhérentes [92]. 

 

2.1. Formation des sphéroïdes  

Avant que les cellules cancéreuses ovariennes ne disséminent dans la cavité péritonéale, elles 

subissent des réarrangements de leurs interactions cellules-cellules et cellules-MEC ce qui 

facilite leur détachement du foyer primaire. 

Les sphéroïdes retrouvés dans les ascites peuvent bourgeonner à partir de cellules du foyer 

tumoral primaire ou se former suite au réarrangement  en agrégats multicellulaire de cellules 

cancéreuses ovariennes isolées [100]. 

In vitro, l’ascite régule la prolifération et l’invasion des cellules cancéreuses mais aussi la 

formation des sphéroïdes [96,101,102]. Cette accentuation de la formation des sphéroïdes en 

ascite peut être liée à l’effet de l’ascite sur la transition épithélio-mésenchymateuse (TEM) 

[101]. Lors de la formation de ces sphéroïdes, les cellules cancéreuses ovariennes peuvent 
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subir une TEM, c’est-à-dire la perte d’un phénotype épithélial pour l’acquisition d’un phénotype 

plus mésenchymateux. Ceci se traduit par la perte d’expression de marqueurs épithéliaux tels 

que les E-Cadhérines ce qui aboutit à une diminution des interactions intercellulaires, 

favorisant le détachement des cellules cancéreuses du foyer primaire. De plus, il y a aussi 

surexpression des N- et P-Cadhérines, ce qui confère aux cellules cancéreuses des capacités 

migratoires et invasives accrues [103]. Pour que les cellules cancéreuses puissent développer 

un foyer tumoral secondaire, il faut un « switch » inverse des cadhérines et donc une transition 

mésenchymo-épithéliale (TME) qui permettra une meilleure prolifération des cellules. 

Cependant, ces transitions peuvent être que partielles, et certaines cellules ont un phénotype 

intermédiaire [104].   

 

2.2. Capacité de survie des cellules en sphéroïdes 

Les cellules cancéreuses ovariennes ont une capacité de survie très forte et mettent en place 

de nombreux mécanismes de résistance durant la cancérogenèse. Cependant la survie de 

ces cellules cancéreuses est accentuée lorsque les cellules sont organisées en sphéroïdes, 

notamment leur capacité à résister à l’anoïkis et à acquérir une chimiorésistance.  

2.2.1. Resistance à la mort cellulaire par anoïkis  

Les sphéroïdes, lors de la dissémination, sont capables de résister à l’anoïkis, c’est-à-dire à 

la mort cellulaire à la suite d’une perte d’encrage. Les intégrines permettent aux cellules de 

résister à l’anoïkis. L’étude de Carduner et al a montré que les signaux en aval des intégrines 

αv conduisent à l’activation de PKC et ERK1/2, des voies de signalisation de survie [105]. 

TRAIL (tumor-necrosis-factor related apoptosis inducing ligand) est une cytokine capable 

d'induire l'apoptose en se liant à des récepteurs transmembranaires exprimés à la surface de 

la cellule cible. Par un jeu d’interactions protéiques, la fixation de TRAIL sur ces récepteurs 

agonistes (TRAIL-R1 et TRAIL-R2) conduit à l’activation de l’apoptose.  L’ascite semble aussi 

favoriser la résistance à l’anoïkis via l’activation de FAK et Akt dans une voie dépendante de 

l’intégrine αvβ5, ce qui confère une protection contre la mort cellulaire induite par TRAIL et par 

l’activation des caspases [106]. L'ostéoprotégérine (OPG) est présente à des niveaux élevés 

dans l’ascite chez les patients atteints de cancer de l'ovaire. Il a été montré une corrélation 

positive entre les niveaux d'OPG dans l'ascite et la capacité de l'ascite à atténuer la mort 

cellulaire induite par TRAIL [107]. La teneur élevée en VEGF dans les ascites favoriserait la 

survie des cellules cancéreuses ovariennes. Une étude montre que le VEGF-A et son 

récepteur, le VEGFR-2, protègent de l’anoïkis les cellules cancéreuses ovariennes en 

suspension dans l’ascite. Résultats impliquant que des agents bloquant le VEGF pourraient 

potentiellement induire l’apoptose des cellules cancéreuses [108]. L’ascite augmente la 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Cytokine
https://fr.wikipedia.org/wiki/Apoptose
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transcription de Mcl-1 selon un processus Erk-1/-2 et Elk1-dépendant, ce qui induirait la 

protection des cellules cancéreuses de la mort par apoptose [109]. De plus, les E-Cadhérines 

sont surexprimées dans les cellules cancéreuses organisées en sphéroïdes et elles induisent 

une signalisation PI3K/AKT supprimant l’anoïkis [110].  

Enfin, l’organisation tridimensionnelle des sphéroïdes permettraient aux cellules du centre des 

sphéroïdes d’être dans un état de quiescence, ce qui permettrait de surmonter la perte 

d’ancrage en attendant de pouvoir à nouveau adhérer dans un microenvironnement plus 

propice [111].  

 

2.2.2. Acquisition de chimiorésistance 

Les traitements par chirurgie et chimiothérapie sont efficaces pour réduire la masse tumorale, 

cependant la plupart des patientes rechutent rapidement après ces traitements. La présence 

résiduelle de cellules cancéreuses en suspension dans la cavité péritonéale est suffisante pour 

conduire à la formation de nouveaux foyers tumoraux. Effectivement, les sphéroïdes ont la 

capacité d’acquérir une chimiorésistance. La première raison est, tout comme pour la 

résistance à l’anoïkis, l’organisation tridimensionnelle des sphéroïdes qui entraine une 

mauvaise délivrance des agents chimiothérapeutiques au cœur des sphéroïdes [112]. Le 

faible taux de prolifération des cellules cancéreuses dans les sphéroïdes serait une des 

raisons de la perte de sensibilité aux agents thérapeutiques ciblant le cycle cellulaire [113].  

Les ascites des cancers ovariens séreux de haut grade auraient un rôle protecteur contre 

l’effet cytotoxique des agents chimiothérapeutiques en protégeant les cellules de l’apoptose 

induite par TRAIL [114]. L’IL-10, retrouvée dans l’ascite, contribue partiellement à l'inhibition 

de TRAIL par interaction avec d'autres facteurs solubles. Sa neutralisation inhibe l’effet 

protecteur des ascites [115].  

De nombreuses découvertes ont démontré le rôle émergent des cellules immunitaires et des 

cellules hôtes dans cette résistance aux traitements via de nombreuses voies de signalisation 

[116]. 

Dans le cancer de l'ovaire, les voies AKT, NFkB et STAT3 jouent un rôle déterminant dans la 

médiation de la chimiorésistance en bloquant les mécanismes apoptotiques (Figure 25). PI3K 

/AKT de la voie de survie mTOR (mechanistic Target Of Rapamycin) est dérèglée dans environ 

70% des cancers de l'ovaire par causes de mutations génétiques, notamment par amplification 

ou activation d'AKT1, PIK3CA (codant pour PI3K) ou mTOR mais aussi par inactivation de 

PTEN, TSC ou LKB1 [117,118].  
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Figure 25 : Représentation schématique des voies de signalisation dans le microenvironnement du 
cancer de l'ovaire, impactant la réponse des cellules cancéreuses aux médicaments 

chimiothérapeutiques. 

D’après Pogge et al. [116] 

 

La formation des sphéroïdes ainsi que leur croissance et les capacités des cellules 

cancéreuses à résister à l’anoïkis et à développer une chimiorésistance est dû en grande partie 

à l’ascite et à ses divers constituants cellulaires et moléculaires qui le composent.  

 

3. Intégrines, MEC et sphéroïdes  

La cohésion des sphéroïdes ne suffit pas par l’interaction seule des cellules entres-elles, il est 

nécessaire que les cellules interagissent avec les éléments de la MEC qu’elles produisent ou 

la MEC environnante, pour former des sphéroïdes capables de survivre et de disséminer. Les 

cellules ovariennes saines et cancéreuses synthétisent certains ligands matriciels des 

intégrines. De plus, l’intégrine α6β4 et les intégrines des familles β1 et β3 sont les principales 

intégrines exprimées par les cellules ovariennes saines et cancéreuses, et sont susceptibles 

de jouer un rôle dans la biologie de ce cancer [119].  

L’une des protéines clé dans la formation des sphéroïdes est la fibronectine. L’étude de R. 

Casey et ses collaborateurs a montré que l’apport exogène de fibronectine favorise la 

formation des sphéroïdes par les cellules cancéreuses ovariennes. A l’inverse, l’utilisation 
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d’anticorps bloquants anti-α5 ou anti-β1 inhibe ce processus. Ces résultant mettent en avant 

que les interactions entre la fibronectine et α5β1 sont impliquées dans la formation des 

sphéroïdes [120].  De plus, la formation des sphéroïdes qui est renforcée par la fibronectine a 

aussi été associée à une expression accrue des intégrines α3β1 et α4β1 en plus des intégrines 

α5β1 dans les sphéroïdes [121]. 

Des études montrent que la laminine peut favoriser la formation de sphéroïdes alors qu’à 

l’inverse le collagène de type IV inhiberait cette formation [120]. Des études antérieures de 

l’équipe démontrent aussi l’importance de la vitronectine, qui est l’une des principales 

protéines de la MEC retrouvée dans l’ascite, et de leur récepteurs les intégrines αv dans les 

premières étapes de la formation des sphéroïdes [96]. De plus, ces interactions cellules-MEC 

entrainent des signaux qui pourraient favoriser certains comportements cellulaires, tel que la 

résistance à l’anoïkis des cellules cancéreuses lorsqu’elles sont sous la forme de sphéroïdes.  
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Chapitre 3 : Implantation des métastases et microenvironnement mésothélial  

 

Environ 75% des patientes atteinte de carcinomes ovariens présentes des métastases 

péritonéales dans les stades avancés de la maladie (III-IV, selon la classification FIGO) [122].  

L’ancrage des cellules cancéreuses au péritoine représente une étape clé de la dissémination 

métastasique des cancers de l’ovaire. Dans le cas du cancer de l’ovaire, après avoir quittées 

le foyer primaire et avoir été transportées dans l’ascite, les cellules cancéreuses viennent 

s’implanter sur le mésothélium péritonéal au niveau de la cavité abdominale de manière isolée 

ou en sphéroïdes. Une fois les cellules implantées au niveau du péritoine, elles sont capables 

de proliférer et de migrer au travers du mésothélium pour venir envahir les tissus conjonctifs 

sous-jacent et former des foyers secondaires. Le péritoine est constitué en surface d’un 

mésothélium et d’un tissu conjonctif sous-jacent. Ce tissus lâche est constitué de fibroblastes, 

de macrophages, de lymphocytes et d’adipocytes et d’une MEC abondante. De plus, le 

péritoine présente une vascularisation sanguine et lymphatique riche qui est propice à 

l’établissement d’un foyer tumoral secondaire. Le mésothélium péritonéal et son 

microenvironnement participent au tropisme des cellules cancéreuses constituants de vraies 

niches métastasiques (Figure 26).  

 

Figure 26 : Emplacement du « microenvironnement mésothélial ». 

Modifié d’après « Vivre avec un cancer de l’ovaire ». 
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1. Mésothélium, cellules mésothéliales et matrice extracellulaire 

Les sites des métastases de cancer de l’ovaire sont les organes sous-jacents au mésothélium, 

tissu constitué d’une seule couche de cellules mésothéliales couvrant un stroma sous-jacent 

composé de divers constituants de la MEC. Les cellules mésothéliales synthétisent des 

cytokines, des facteurs de croissance et du liquide lubrifiant pour protéger le tissu [123]. Les 

cellules mésothéliales produisent aussi différents types de protéines matricielles qui vont 

réguler le comportement des cellules cancéreuses ovariennes et particulièrement leur 

implantation (Figure 27).  

 

Figure 27 : Implantation péritonéale des cellules cancéreuses ovariennes. 

Modifié d’après Fuller & Howell. [124] 

 

1.1. Le mésothélium, une barrière efficace  

Le mésothélium est un épithélium spécialisé qui tapisse les principales cavités du corps telles 

que le péritoine, le péricarde, le mésentère, le bassin et la plèvre. C'est un tissu d'origine 

mésodermique. Le mésothélium est composé d'une seule couche de cellules épithéliales 

pavimenteuses jointives reposant sur une lame basale. La fonction principale du mésothélium 

est la protection des structures internes et l'aide au mouvement et à la respiration. Le 

mésothélium fournit une surface glissante, non adhésive et protectrice aux structures et 
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organes internes. Les cellules mésothéliales ont également un rôle dans la présentation de 

l'antigène, l'inflammation et la réparation des tissus, la coagulation et la fibrinolyse et l'adhésion 

des cellules cancéreuses… 

En cas de lésion, les cellules mésothéliales sont capables de synthétiser et exprimer des 

chimiokines ainsi que des récepteurs membranaires (I-CAM-1, VCAM-1) reconnus par les 

leucocytes. Elles expriment aussi des marqueurs épithéliaux (cytokératine 6, 8, 18 et 19) et 

mésenchymateux (vimentine, desmine) témoignant de leur capacité à réaliser une TEM lors 

du processus de cicatrisation en cas de lésion à la surface du péritoine [112].  

Les jonctions cellules-MEC et cellules-cellules assurent l’intégrité du mésothélium et lui 

permettent d’assurer son rôle de barrière protectrice et dynamique. Les cadhérines sont les 

principales protéines de l’adhérence intercellulaire. Dans le mésothélium c’est particulièrement 

la N-Cadhérine qui est exprimée (N pour Nerveuse) puisque le mésothélium est d’origine 

mésodermique. Les cadhérines sont associées au cytosquelette par les caténines. Le 

système cadhérine-caténine joue un rôle central dans l’organisation structurale et 

fonctionnelle des contacts cellule-cellule dans les épithéliums [119]. L'occludine est une 

protéine transmembranaire présente notamment dans les jonctions serrées. Elle permet des 

jonctions étanches qui ont pour fonction d’assurer la cohésion entres les cellules des 

épithéliums. Ces deux protéines permettent de maintenir l’intégrité et l’homéostasie du 

mésothélium intègre [119].  

 

1.2. Cellules mésothéliales et matrice extracellulaire  

Le mésothélium est un feuillet de cellules mésothéliales adhérentes à une membrane basale. 

Cette membrane basale est composée majoritairement des collagènes de type IV, de la 

fibronectine et de la laminine. Le collagène de type I est lui aussi retrouvé mais il est 

majoritairement présent de manière diffuse dans le stroma péritonéal [125].  

Les cellules mésothéliales synthétisent des protéines matricielles telles que la fibronectine et 

la vitronectine [123,126]. Protéines matricielles retrouvées également en grande quantité dans 

l’ascite [40].  

Les cellules mésothéliales sécrètent à leur pôle apical des glycosaminoglycanes qui sont 

principalement des hyaluronanes, des surfactants et des protéoglycanes. C’est l’ensemble de 

ces molécules qui forme une surface antiadhésive qui permet le glissement des organes entre 

eux et évite leur friction [127]. Les cellules péritonéales sont particulièrement riches en acide 

hyaluronique [128,129]. 
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La synthèse de ces protéines par les cellules mésothéliales va favoriser l’implantation des 

sphéroïdes et l’adhésion des cellules cancéreuses ainsi que leur migration.  

Les cellules mésothéliales ne synthétisent pas de fibrinogène. Cependant, des expériences in 

vivo chez la souris ont mis en évidence la présence de dépôt de fibrine à la surface de la cavité 

péritonéale après implantation de cellules cancéreuses ovariennes [130,131].  

 

2. Implantation péritonéale  

Les cellules cancéreuses ovariennes isolées et les sphéroïdes flottants dans l’ascite 

s’implantent au niveau du mésothélium. L’implantation péritonéale nécessite une succession 

d’évènements cellulaires tels que l’adhérence, la migration, la prolifération et l’invasion. Ces 

mécanismes sont médiés et favorisés par différents protagonistes. Les interactions cellules-

cellules et cellules-MEC jouent un rôle clé dans le processus de dissémination atypique des 

cancers ovariens. 

Les sphéroïdes provenant de liquide d’ascites sont capables d’adhérer et de migrer sur une 

monocouche de cellules mésothéliales, cultivées ex-situ, et de l’envahir [132]. Les cellules 

cancéreuses ovariennes adhèrent sur la majorité des protéines matricielles grâce à la diversité 

de leur répertoire d’intégrines [119]. Les cellules mésothéliales ont la capacité de synthétiser 

de nombreuses protéines matricielles, ce qui favorise l’implantation des sphéroïdes. 

Effectivement, K. Burleson et ses collaborateurs ont démontré que les sphéroïdes tumoraux 

ovariens adhèrent spécifiquement sur la fibronectine, la laminine et le collagène IV de la MEC 

du mésothélium [93]. 

La fibronectine semble être un acteur clé dans l’implantation des cellules cancéreuses 

métastasiques. Effectivement, l'augmentation de l'expression de la fibronectine (codée par le 

gène FN1) a été détectée dans les métastases cancéreuses ovariennes par rapport à la 

tumeur ovarienne primaire. Les cellules mésothéliales humaines primaires sécrètent de la 

fibronectine à leur surface. L’inhibition de la production de fibronectine dans les cellules 

mésothéliales primaires in vitro ou dans des modèles murins, soit génétiquement (système 

cre-lox) soit via siRNA, entraine la diminution de l'adhérence, de l'invasion, de la prolifération 

et des métastases des cellules cancéreuses ovariennes [133].  De plus, via un modèle de co-

culture, il a été déterminé que les cellules ovariennes cancéreuses sécrètent le TGF-β1, qui à 

son tour active une voie de signalisation du récepteur TGF-β / RAC1 / SMAD dans les cellules 

mésothéliales, ce qui favorise un phénotype mésenchymateux et une régulation positive de la 

transcription de la fibronectine. Enfin, inhiber l’interaction des intégrines α5 et des intégrines 

β1 avec la fibronectine bloque les étapes initiales et tardives des métastases. La fibronectine 
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exprimée et retrouvée sur les cellules mésothéliales favorise l’adhérence, la migration et la 

prolifération des cellules cancéreuses ovariennes (Figure 28) [133]. 

 

Figure 28 : Communication entre les cellules cancéreuses ovariennes et les cellules mésothéliales au 
cours des étapes initiales des métastases. 

D’après Keny et al. [133] 

 

Le détachement des cellules cancéreuses ovariennes de leur site primaire est précédé d’une 

transition épithélio-mésenchymateuse. Ce processus est initié notamment par une diminution 

de l’expression des E-cadhérines. Il a été démontré que l’inhibition de l’expression des E-

cadhérines induit la surexpression du récepteur spécifique de la fibronectine, α5β1, favorisant 

l’adhérence des cellules cancéreuses ovariennes sur les sites métastasiques secondaires 

comme le péritoine [134]. 

La vitronectine semble aussi jouer un rôle dans cette implantation péritonéale. La présence de 

vitronectine à la surface des cellules cancéreuses et au niveau péricellulaire a été démontrée 

in vitro et in situ. Cette présence induit le recrutement des récepteurs intégrines αv au niveau 

des contacts focaux entre la monocouche mésothéliales et les cellules cancéreuses 

ovariennes. L’ajout d’anticorps bloquants anti-Vn, anti-intégrines αv, anti-uPAR ou de peptide 

cRGDfV entraine une inhibition significative de l’adhérence des cellules cancéreuses sur les 

cellules mésothéliales. Ceci permet de mettre en évidence le rôle de la vitronectine et de ses 

récepteurs dans l’implantation des cellules cancéreuses et de leur dissémination au niveau du 

mésothélium [126].  

Comme cité plus haut, l’ascite se compose de nombreux constituants différents telles que les 

métalloprotéinases. La MMP2, retrouvée dans l’ascite, clive la fibronectine et la vitronectine 
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en de petits fragments, appelés matrikines, qui renforcent l’adhérence des cellules 

cancéreuses au péritoine via les intégrines α5β1 et αVβ3 [135]. 

En résumé de ces différentes études, le blocage des sous-untités αv, α5 et β1 ainsi que 

l’utilisation d’un peptide RGD inhibent l’adhérence des cellules cancéreuses ovariennes sur 

une monocouche de cellules mésothéliales [126,133,136]. 

La présence de cellules mésothéliale sénescentes dans le péritoine lors des métastases de 

cancer ovarien a suscité des interrogations. En comparaison avec des cellules mésothéliales 

à un passage précoce, les cellules sénescentes ont montré une augmentation des niveaux 

d'expression de l'ARNm de la fibronectine ainsi que de l’expression de la protéine. Ceci 

renforcerait l’interaction des cellules cancéreuses ovariennes sur les cellules mésothéliales 

via l’intégrine α5β1. L'effet du stress oxydatif sur la synthèse de fibronectine s'est révélé être 

médié par le TGFβ-1, dont la voie de signalisation était contrôlée par p38 MAPK. L'activité de 

p38 MAPK a nettement augmenté dans les cellules mésothéliales sénescentes. Le traitement 

de ces dernières avec des antioxydants a considérablement atténué l'augmentation de 

l'activité p38 MAPK, la production de TGFβ-1 et de la fibronectine ce qui a donc réduit 

l'adhérence des cellules cancéreuses ovariennes [137]. De plus, l’augmentation de la 

sénescence des cellules mésothéliales lors de leur exposition à l'ascite maligne a récemment 

été décrite. Effectivement, l'analyse des lésions excisées du péritoine des patientes atteintes 

d'un cancer de l'ovaire a montré l'abondance de cellules mésothéliales sénescentes à 

proximité du tissu cancéreux. De plus, la croissance des tumeurs dans la cavité péritonéale 

de souris a été intensifiée lorsque les cellules cancéreuses ont été co-injectées avec des 

cellules mésothéliales sénescentes. Ces résultats semblent indiquer que les cellules 

mésothéliales sénescentes qui s’accumulent dans le péritoine in vivo pourraient créer une 

niche métastasique favorisant l’implantation des cellules cancéreuses ovariennes. [138] 

D’autres protagonistes de la MEC tel que l’acide hyaluronique exprimé à la surface des cellules 

mésothéliales permet aux sphéroïdes d’y adhérer. Cette adhérence cellulaire peut être dirigée 

par le CD44 qui est exprimé à la surface de sphéroïdes provenant de patientes [139,140]. Par 

ailleurs, des expériences in vivo chez la souris ont mis en évidence la présence de dépôt de 

fibrine à la surface de la cavité péritonéale après implantation de cellules cancéreuses 

ovariennes [130,131]. Néanmoins, l’impact direct du fibrinogène / fibrine sur l’implantation 

péritonéale est encore peu étudié.   

Le rôle de la P-Cadhérine a été identifié dans la formation des sphéroïdes ainsi que dans la 

migration des cellules cancéreuses ovariennes. L’inhibition de la P-Cadhérine par des shRNA 

et des peptides bloquants diminue l’adhérence des cellules cancéreuses sur les cellules 

mésothéliales. Dans des modèles de xénogreffes intra-péritonéales de souris, l'inhibition de la 
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P-cadhérine a diminué l'agrégation des cellules entre elles et la survie 

des cellules cancéreuses flottantes dans les ascites ainsi que l’implantation tumorale sur le 

péritoine. Ces résultats indiquent que la P-cadhérine favorise la dissémination intra-

péritonéale des cellules cancéreuses ovariennes en facilitant l'agrégation multicellulaire des 

cellules cancéreuses et les interactions tumeur-péritoine, en plus de favoriser la migration des 

cellules cancéreuses [141].  

Toutes ces données permettent de mettre en avant les nombreux protagonistes impliqués 

dans l’adhérence des cellules cancéreuses ovariennes, isolées ou en sphéroïdes, sur le 

mésothélium péritonéal pour venir coloniser les tissus qui lui sont sous-jacents. Un véritable 

jeu d’interactions entre les récepteurs de type intégrines et la MEC du microenvironnement 

mésothélial s’établie pour permette l’adhérence des cellules cancéreuses au mésothélium.  

 

3. Clairance et transmigration mésothéliale 

L’implantation des cellules cancéreuse ovariennes est une étape clé de la formation d’un foyer 

secondaire, cependant il existe un autre mécanisme qui prend le relais de l’implantation : la 

clairance. La clairance est la capacité des cellules cancéreuses et des sphéroïdes, après 

l’implantation, à « pousser » les cellules du mésothélium pour venir coloniser le tissu sous-

jacent en migrant au travers de la monocouche mésothéliale [142]. Les cellules cancéreuses 

ovariennes perturbent les jonctions intercellulaires, conduisant à la rétraction des cellules 

mésothéliales et à l'exposition de la MEC sous-jacente. De plus, les cellules cancéreuses 

peuvent induire l’apoptose des cellules mésothéliales [143].  

Des chercheurs ont pu mesurer la clairance via l’utilisation des cellules cancéreuses 

ovariennes GFP (Green Fluorescent Protein) et des cellules mésothéliales RFP (Red 

Fluorescent Protein), dans différentes conditions. Ils ont pu démontrer que la régulation 

négative, via siRNA, de la sous unité d’'intégrine α5, de la taline ou de la myosine II dans les 

sphéroïdes diminuait la clairance mésothéliale [144].  

Iwanicki et son équipe ont mis en évidence que le blocage de l'expression de la taline I dans 

les sphéroïdes cancéreux inhibe la clairance des cellules mésothéliales. De plus, le 

recrutement de taline I semble nécessaire pour la clairance des cellules mésothéliales 

engendrée par la myosine. Le blocage de l’intégrine α5β1 dans les cellules cancéreuses de 

l'ovaire diminue la clairance des cellules mésothéliales, tandis qu'une surexpression de 

l'intégrine α5β1 augmente la clairance des cellules mésothéliales. L’ensemble de ces données 

révèlent que les sphéroïdes cancéreux ovariens éliminent les cellules mésothéliales de 

manière dépendante des intégrines α5β1 et de la taline [126] (Figure 29). 
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Figure 29 : Schéma des forces contractiles générées par les sphéroïdes favorisant la clairance 
mésothéliale. 

D’après Iwanicki et al. [142] 

 

Le fait que la clairance soit facilitée par les cellules cancéreuses ovariennes engendre une 

augmentation de la transmigration. La TEM semble là aussi être impliquée dans le mécanisme 

de transmigration de cellules cancéreuses ovariennes comme le décrit Pakula et al. Comparé 

à un milieu de culture ou à de l’ascite bénin, les cellules de deux lignées de cellules 

cancéreuses ovariennes exposées à des fluides malins ont une expression de E-Cadhérine 

diminuée et celle de la vimentine augmentée. Ces deux protéines sont des marqueurs de la 

TEM. Les auteurs ont ensuite étudié la migration de cellules cancéreuses ovariennes à travers 

une monocouche de cellules mésothéliales. La transmigration des cellules A2780 et SKOV3 

était plus élevée lorsque les cellules étaient pré-incubées avec de l’ascite malin par rapport 

aux fluides ascitiques bénins. Les auteurs ont réalisé les mêmes expériences en neutralisant 

les médiateurs de la TEM : le caractère invasif des cellules A2780 a été significativement réduit 

lors de la neutralisation de l’HGF (Hepatocyte Growth Factor) et du TGF-β1 (Transforming 

Growth Factor-β1). L'invasion des cellules SKOV3 était quant à elle diminuée par l'inhibition 

de l'EGF (Epidermal Growth Factor), de l'IGF (Insulin-like Growth Factor), de l'HGF et du TGF-

β1. En ce qui concerne les voies de signalisation pouvant jouer un rôle sur la transmigration 

des cellules cancéreuses, les auteurs ont pu observer une diminution de l’invasion des cellules 

A2780 lors du blocage de Smad 2/3 et d'ILK (Integrin-Linked Kinase), mais pas de AP-1 

(Activator Protein 1). Dans le cas des cellules SKOV3, leur invasion a été réduite lors de 

l'inhibition de Smad 2/3 et du facteur de transcription SP-1 (Specificity Protein 1), mais pas de 

ILK. Ces résultats suggèrent l’importance de la TEM et des voix de signalisation associées 

lors du mécanisme de transmigration [145].  
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4. Mise en place des foyers secondaires : la carcinose péritonéale et son 

microenvironnement endothélial   

Une fois les cellules cancéreuses implantées et la clairance du mésothélium établie, les 

cellules cancéreuses envahissent le tissu conjonctif sous-jacent afin de développer des 

métastases formant ainsi des foyers secondaires. Puis, suite à des processus d’angiogenèse 

et de lymphangiogenèse, les cellules cancéreuses ovariennes peuvent également se propager 

à travers les vaisseaux lymphatiques vers les ganglions ou emprunter la circulation sanguine 

pour coloniser des organes éloignés.   

Tout comme au niveau du foyer primaire, la croissance du carcinome dépend de sa 

vascularisation. Les cellules cancéreuses vont devoir réorganiser le microenvironnement 

endothélial et interagir avec l’endothélium.  

La fibronectine semble à nouveau favoriser l’implantation des cellules cancéreuses aux 

cellules endothéliales. La participation active des intégrines αvβ3 et α5β1 et la réorganisation 

de la fibronectine endothéliale lors de l'adhésion des cellules cancéreuses ovariennes de la 

lignée IGROV1 à une monocouche de cellules endothéliales de la veine ombilicale humaine 

(HUVEC) a été établie [34]. Il a aussi été démontré que ces cellules cancéreuses ovariennes 

IGROV1 adhéraient rapidement à cette monocouche de cellules HUVEC. Cette adhérence est 

inhibée par les anticorps bloquants anti-intégrine αv et anti-Vn, mais pas par les anticorps anti-

intégrine β1. De plus, après ancrage des cellules cancéreuses, la formation « de trous » dans 

la monocouche et la disparition du réseau inter-endothélial de la VE-Cadhérine se sont faites, 

traduisant une rupture de l’intégrité endothéliale [146]. Enfin, la transmigration de cellules 

d'adénocarcinome ovarien humain à travers la MEC endothéliale implique la participation de 

MMP-2 favorisant la migration des cellules cancéreuses [147].  

Bien que l'adhérence directe des cellules cancéreuses à la couche de cellules mésothéliales 

soit considérée comme une étape clé pour l'invasion péritonéale de sphéroïdes tumoraux 

ovariens, Matsuoka et ses collaborateurs ont identifié un autre mécanisme pour l'invasion 

péritonéale. Dans 6 des 20 cas de carcinomes ovariens étudiés, une croissance extra-

péritonéale des sphéroïdes a été observée avec la néovascularisation des vaisseaux 

d'alimentation, qui relient le stroma hôte intrapéritonéal et les lésions extra-péritonéales 

cancéreuses à travers la monocouche mésothéliale qui reste intègre. Ce mécanisme semble 

se dérouler en plusieurs étapes, les sphéroïdes s’ancrent dans des réseaux de fibrine extra-

péritonéaux, puis induisent la migration de cellules endothéliales CD34+ et l’expression du 

VEGF-A, construisant des réseaux vasculaires extra-péritonéaux autour des sphéroïdes 

(Figure 30 A). Au cours de la croissance extra-péritonéale des sphéroïdes, des fibroblastes 

associés au cancer rejoignent le complexe (Figure 30 B). Dans les lésions plus avancées la 
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monocouche mésothéliale est déstabilisée (Figure 30 C). Les cellules mésothéliales 

disparaissent autour des zones d'insertion des vaisseaux d'alimentation de la tumeur, puis le 

stroma extra-péritonéal et intrapéritonéal sont intégrés, permettant aux sphéroïdes et aux 

cellules cancéreuses ovariennes d'envahir le stroma hôte, en restant associés aux FACs 

(Figure 30 D). Cette nouvelle stratégie étudiée met en avant la croissance pré-invasive des 

cellules cancéreuses ovariennes ancrées à la fibrine ainsi que la néovascularisation sur la face 

externe de la surface péritonéale qui elle reste intacte [148]. 

 

Figure 30 : Nouvelle stratégie d'implantation péritonéale par les cellules cancéreuses de l'ovaire.  

D’après Matsuoka et al. [148] 

 

L’implantation péritonéale des cellules cancéreuses reste la voie de dissémination privilégiée 

des cancers ovariens, avec un développement des métastases provoquant des carcinoses 

péritonéales. Les cellules cancéreuses ovariennes mettent en place secondairement une 

néovascularisation permettant l’établissement d’un foyer secondaire irrigué et la migration des 

cellules cancéreuses vers les organes plus lointains. 
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Le projet de recherche fondamental a pour premier objectif de contribuer à décrypter les 

mécanismes sous-jacents à l’implantation métastatique des cancers ovariens sur le 

mésothélium tapissant la cavité péritonéale et d’appréhender le rôle régulateur du 

microenvironnement tumoral qu’est l’ascite au cours de ce processus. Le « décryptage » de 

la mécanistique de cette implantation est au cœur du travail. Pour répondre à cela, nous 

proposons de développer un modèle in vitro de co-culture tridimensionnel entre des cellules 

mésothéliales saines et des sphéroïdes tumoraux d’adénocarcinomes ovariens, en présence 

d’ascites, mimant ainsi les étapes précoces de la dissémination. La mise au point de ce modèle 

est le second objectif de ce projet de recherche.  

 

1) Caractérisation de la composante matricielle et de son devenir lors de 

l’implantation péritonéale 

L’objectif de cette approche est de déterminer l’influence de l’ascite sur les différents 

protagonistes retrouvés lors de l’implantation des cellules cancéreuses sur le mésothélium 

ainsi que sur le microenvironnement matriciel, afin d’estimer qualitativement et 

quantitativement les microenvironnements propices à l’établissement de niches 

métastatiques.  

 

2) Modèle de co-culture tridimensionnel de cellules mésothéliales et de sphéroïdes 

tumoraux en condition ascitique  

De manière plus précise, les objectifs de cette approche sont d’estimer l’impact d’une matrice 

tridimensionnelle de fibrine sur les cellules cancéreuses et les cellules mésothéliales, mais 

avant tout d’estimer l’impact de l’ascite sur la co-culture de cellules cancéreuses / cellules 

mésothéliales en absence de matrice tridimensionnelle pour permettre la « Calibration » des 

conditions optimales de co-culture en présence d’ascite, afin de déployer ensuite le modèle 

3D de co-culture en matrice tridimensionnelle. Le développement d’un modèle de co-culture 

3D de sphéroïdes cancéreux/cellules mésothéliales en condition ascitique sera ensuite réalisé 

afin de permettre, à terme, des études mimant la réalité de la pathologie concernant les 

interrelations entre les cellules cancéreuses et les cellules mésothéliales saines dans un 

microenvironnement complexe et dans des mécanismes tels que la clairance ou la 

transmigration. 
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1. Collecte des échantillons d'ascites 

Les échantillons d’ascites sont collectés après avoir obtenu le consentement éclairé des 

patientes atteintes d’adénocarcinome ovarien. Les prélèvements ont eu lieu au Centre de lutte 

contre le cancer François Baclesse (Caen) et sont conservés aux Centre de Ressources 

Biologiques OvaRessources. Ces deux organismes ont mis en place une collection 

d’échantillons annotée en termes de paramètres clinico-pathologiques. Les échantillons 

recueillis depuis l’an 2000 et la collecte d’un nombre important de données clinico-biologiques 

associées constituent désormais une collection de haute valeur pour les cliniciens et les 

chercheurs travaillant dans le domaine de l’onco-gynécologie. Les ascites utilisées dans cette 

étude ont toutes été certifiées cytologiquement positives pour les cellules malignes. 

Les ascites sont prélevées dans des flacons ne contenant ni EDTA, ni héparine. 

Immédiatement après la collecte, les échantillons ont été centrifugés à 400 g pendant 5 min 

puis les surnageants ont été stockés à -20 ° C. Les échantillons ont été stérilisés par filtration 

(0,2 μm, faible liaison) et supplémentés avec de la pénicilline (200 UI / ml) / streptomycine 

(200 μg / ml) avant la culture cellulaire.  

Les ascites ont été testées sur les cellules sur 5 jours afin de vérifier « leur compatibilité en 

culture cellulaire » et la non contamination des ascites.  

Les aspects macroscopiques (couleur, présence de sang, présence d’agrégat, consistance…) 

des ascites ont été déterminés. Dans cette étude, 8 ascites de 8 patientes différentes 

étiquetées ASC #1, ASC #2, ASC #3, ASC #4, ASC #5, ASC #6, ASC #7 et ASC #8 ont été 

utilisées. 

 

 

Figure 31 : Processus de la collecte et du stockage des ascites. 
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2. Culture cellulaire 

2.1. Lignées cellulaires cancéreuses et saines 

2.1.1. Lignées cellulaires cancéreuses  

La lignée d’adénocarcinome ovarien IGROV1 est issue de l’ovaire d’une patiente atteinte d’un 

cancer de l’ovaire de stade III (FIGO), et nous a été généreusement fournie par le Dr. J Bénard 

[149]. Les cellules IGROV1 ont un aspect polygonal et ont un temps de doublement d’environ 

20 h. Elles ont la particularité de former des populations hétérogènes de cellules adhérentes 

en monocouche et de cellules en suspension regroupées en amas multicellulaires irréguliers. 

La lignée cellulaire d'adénocarcinome ovarien humain SKOV3 (ATCC® HTB-77TM, Manassas, 

USA), a été généreusement fournie par le Dr L. Poulain de l'équipe BioTICLA INSERM U1086 

(Biologie et Thérapie Innovantes des Cancers Localement Agressifs, Caen, France). Cette 

lignée a été isolée à partir d’ascites de patientes atteintes de cancer de l’ovaire. Les cellules 

SKOV3 ont une morphologie de type fibroblastique et forment uniquement des monocouches 

en condition adhérente et leur temps de doublement est d’environ 30 h.  

Ces deux lignées sont des modèles d’étude des tumeurs ovariennes largement éprouvées 

dans la littérature, que cela soit avec des approches expérimentales in vitro et in vivo. 

 

IGROV1 SKOV3 

  

 

Figure 32 : Lignées cellulaires d’adénocarcinome ovarien cultivées en conditions adhérentes. 

 

2.1.2. Lignées cellulaires saines  

La lignée de cellules mésothéliales MeT-5A provient de mésothélium humain sain. Elle a été 

achetée auprès d’ATCC® (CRL-9444). Les cellules MeT-5A ont une forme pavimenteuse et 

possèdent un temps de doublement d’environ 30 h. 

La lignée cellulaire fibroblastique BJ (ATCC® CRL-2522) est issue de peau humaine. Elles ont 

une forme fusiforme et un temps de doublement d’environ 30 h.  
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MeT-5A BJ 

  

 

Figure 33: Lignées cellulaires saines cultivées en conditions adhérentes. 

 

2.2. Conditions et analyse des cultures 

2.2.1. Culture des cellules en condition adhérente 

Le milieu de culture des cellules IGROV1 et SKOV3 est du RPMI-1640 glutaMAX contenant 

10 % de sérum de veau fœtal (SVF), 1 % de pénicilline / streptomycine et 7,5 % de bicarbonate 

de sodium, c’est un milieu dit « complet ». 

Le milieu de culture des cellules MeT-5A est du M199 L-Glutamine contenant 10% de SVF, 

7,5 % de bicarbonate de sodium, 1 % de pénicilline / streptomycine, 0,0001 % d’EGF, 0,0002 

% d’insuline et 0,8 % d’hydrocortisone. Il est appelé, dans cette étude, « milieu de culture 

classique ».  

Le milieu de culture complet des cellules BJ est du milieu DMEM contenant 10 % de SVF, 1 

% de pénicilline / streptomycine et 7,5 % de bicarbonate de sodium. L’ensemble des réactifs 

de culture cellulaire est fourni par Invitrogen. 

Les cellules IGROV1, SKOV3 et MeT-5A ont aussi été cultivées en présence d’ascite dans 

certaines expériences.  

Les cellules saines et cancéreuses ont été cultivées à 37°C dans une atmosphère humide 

contenant 5 % de CO2. Le milieu de culture a été changé tous les 2 à 3 jours, et les cellules 

ont été repiquées deux fois par semaine. Les différents travaux ont été effectués à partir de 

cellules sub-confluentes cultivées dans des boîtes de 25 à 175 cm².  

Les cellules sub-confluentes ont été décrochées avec 0,25% de trypsine-EDTA (Life 

technologies, France). Dans certaines expériences, les cellules ont été cultivées sur un 

revêtement de 10 ug / ml de fibronectine, de vitronectine ou de fibrinogène. Dans les 

expériences de migration, les chambres de Boyden ont été recouvertes d’un coating de 50 
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µg/ml de fibronectine ou fibrinogène. La fibronectine et la vitronectine ont été purifiées à partir 

du plasma sanguin humain (fourni par l'établissement français du sang) comme décrit par 

Poulain et al [150]. Le fibrinogène a été acheté auprès de Hyphen BioMed (PP001C). 

 

2.2.2. Préparation du milieu conditionné des fibroblastes  

A partir de flasques confluentes à 90% de fibroblastes (BJ), le milieu de culture a été remplacé 

par du milieux DMEM dépourvu de SVF (DMEM 0 %). Ce milieu a été récupéré après 24h 

d’incubation avec les cellules BJ puis congelé à -20°C. Ce milieu est appelé « Milieu 

conditionné de fibroblastes », annoté « MCF ».  

 

2.3. Formation et analyse des sphéroïdes 

Afin de produire des sphéroïdes, les cellules cancéreuses ovarienne ont été cultivées selon 

deux méthodes, une technique de culture non-adhérente et la technique de la goutte 

suspendue « Hanging drop ».  

 

 

  

 

 

Figure 34 : Deux techniques différentes de culture en condition non adhérentes 

 

2.3.1. Technique de culture non-adhérente sur substrat non adhésif  

La première technique consiste à recouvrir des boîtes de culture de 25 cm² par 6 mL d’agarose 

1 % (dissous dans l’eau distillé), 3 mL sur la face arrière et 3 mL sur la face basse de la boite 

de culture. Après solidification de l’agarose, les cellules sont ensemencées dans du milieu 

complet ou dans de l’ascite à une densité de 1 500 000 cellules pour 5 mL. En absence 

Agarose 1 % 

Milieu de culture ou ascites 

Agarose 1 % 

Cellules SKOV3 

Conditions de culture non-adhérente en agarose 
Technique “Hanging drop” 

Cellules 

SKOV3 

Sphéroïdes PBS 



Matériel et méthodes 

75 

 

d’adhérence, les cellules s’agrègent entre elles, ce qui induit la formation non spontanée de 

sphéroïdes. La formation des sphéroïdes a été suivie chaque jour par microscopie à contraste 

de phase. 

 

2.3.2. Technique « Hanging drop » 

La deuxième méthode est la technique « Hanging drop » : une suspension de 500 cellules 

SKOV3 a été ensemencée dans un volume total de 20 µL d'ascite. Les gouttes contenant 

l’ascite et les cellules ont été déposées sur le fond du couvercle d’une boîte de Petri. La partie 

inférieure de la boîte de Pétri a été remplie de PBS stérile pour créer une chambre humide 

empêchant ainsi l'évaporation. Il est possible de placer au moins 25 gouttes par couvercle. Le 

couvercle de la boîte de Pétri a été retourné et placé sur le fond de la boîte (Figure 34). 

L'ensemble a été transféré dans un incubateur humidifié à 37° C pendant 5 jours pour 

contribuer à la sédimentation et à l'agrégation des cellules afin de favoriser la formation des 

sphéroïdes. La formation des sphéroïdes a été suivie chaque jour par microscopie à contraste 

de phase.  

 

2.3.3. Caractérisation des sphéroïdes  

Afin de caractériser les sphéroïdes par une « approche quantitative » plus précise que par une 

analyse « visuelle », une analyse de leur taille et de leur morphologie a été réalisée. Les 

sphéroïdes ont été générés en milieu de culture ou avec les ascites #1, #2, #4, #6 ou #7 

pendant 5 jours. A la fin de ce temps d’incubation, le périmètre moyen des sphéroïdes a été 

mesuré via le logiciel d'imagerie open-source : FIJI.  

Une macro personnalisée dans FIJI, combinée à l'approche PHANTAST, a été utilisée pour 

identifier précisément le contour des sphéroïdes. Ces contours ont ensuite été analysés en 

utilisant la rondeur comme indicateur du niveau de compactage des sphéroïdes. Plus les 

sphéroïdes sont compacts, plus ils doivent être proches d'un cercle parfait (Roundness = 1, 

Figure 35). Les résultats ont été tracés à l'aide de la routine MATLAB personnalisée.  

 

Figure 35 : Exemples de différents types de « Roundness » 
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3. Etude du comportement cellulaire  

3.1. Test de viabilité cellulaire 

Pour le test de prolifération, les cellules Met-5A ont été ensemencées dans des plaques de 24 

puits à 16 000 / cm2 et incubées dans du milieu M199 complet (milieu de culture) pendant 5 

jours jusqu'à confluence. A la confluence, le milieu a été retiré et les cellules ont été incubées 

dans un nouveau milieu M199 complet ou avec de l’ascite (#1, #2 ou #6). Le nombre de 

cellules vivantes (et mortes) a été mesuré par le test d'exclusion au bleu trypan à 0 h, 24 h, 72 

h ou 96 h après le renouvellement du milieu de culture ou l’ajout de l'ascite. Les résultats sont 

représentatifs au minimum de 3 expériences indépendantes réalisées en triplicata, et sont 

exprimés en moyenne ± l’erreur standard de la moyenne. 

 

3.2. Analyse de la répartition des cellules dans le cycle cellulaire 

Les cellules Met-5A ont été ensemencées dans une boîte de culture (75 cm²) et incubées dans 

du milieu de culture pendant 5 jours jusqu'à confluence. A la confluence, les cellules ont été 

incubées dans un nouveau milieu de culture ou avec de l’ascite (#1, #2 ou #6) pendant 24 h 

ou 96 h. Les cellules ont ensuite été rincées deux fois avec du tampon phosphate salin (PBS), 

récoltées avec de la trypsine-EDTA et remises en suspension dans un milieu complet. Après 

centrifugation, les cellules ont été fixées dans de l'éthanol à 70% et stockées à -20 ° C pendant 

la nuit. Après centrifugation, les cellules ont été remises en suspension dans du PBS avec 

calcium et magnésium et avec de la RNase (40 ug / ml) (AM2694, INVITROGEN). Les cellules 

ont été marquées, dans la glace, pendant 30 minutes avec de l'iodure de propidium (20 ug / 

ml) (P4864, Sigma-Aldrich). Par condition, 50 000 cellules ont été analysées dans un 

cytomètre en flux (BD Accuri C6plus). Le pourcentage de distribution du cycle cellulaire dans 

les phases pré-G1, G0/G1, S et G2/M a été déterminé avec le logiciel BD Accuri C6 Plus. Les 

résultats sont représentatifs au minimum de 3 expériences indépendantes réalisées en 

triplicata, et sont exprimés en moyenne ± l’erreur standard de la moyenne. 

 

3.3. Test de Migration et d’invasion cellulaire en chambre de Boyden  

La migration des cellules a été estimée en chambre de Boyden. Les filtres des chambres de 

Boyden contiennent des pores de 8 µm. Selon les conditions, les filtres ont été laissés vides 

ou recouverts d’un coating de fibronectine (50 µg/ml) ou de fibrinogène (50 µg/ml). Les cellules 

ont été ensemencées, en présence d’ascite, dans la partie supérieure à une densité cellulaire 

de 10 000 cellules isolées. La partie inférieure contenant la solution chimioattractante a été 

remplie avec de l’ascite (ASC), du milieu conditionné de fibroblastes (MCF) ou du milieu de 
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culture (MC). La migration des cellules a été suivie pendant 24 h à 72 h. L’estimation du 

nombre de cellules ayant migrées a été faite par coloration au bleu de Coomassie (B0149, 

Sigma-Aldrich). 5 champs ont été pris en photo pour permettre le comptage (un exemple d’un 

champs représentatif, Figure 36). Les résultats sont représentatifs au minimum de 3 

expériences indépendantes réalisées en triplicata, et sont exprimés en moyenne ± l’erreur 

standard de la moyenne. 

Pour estimer l’invasion, les filtres ont été recouverts de matrigel (354483, CORNING) ou d’un 

gel de fibrine (3 mg / ml, voir préparation du gel ci-après). Les conditions d’ensemencement 

de la partie inférieure et supérieure sont identiques à celles du test de migration cellulaire. 

L’invasion a été suivie pendant 24 h à 48 h. L’estimation de l’invasion a été faite par coloration 

au bleu de Coomassie. 5 champs ont été pris en photo pour permettre le comptage. Les 

résultats sont représentatifs au minimum de 3 expériences indépendantes réalisées en 

triplicata, et sont exprimés en moyenne ± l’erreur standard de la moyenne. 

 

 

Figure 36 : Acquisitions au microscope optique à contraste de phase après coloration des chambres 
de Boyden au bleu de Coomassie 

 

3.4. Etude de la désagrégation des sphéroïdes sur la Fibronectine et le Fibrinogène  

Pour observer la désagrégation des sphéroïdes sur de la MEC, des lamelles de verres ont été 

recouvertes d’un revêtement « coating » de fibronectine (Fn) ou de fibrinogène (Fg) à 10 

µg/ml. Les sphéroïdes, préalablement formés selon la technique de « Hanging drop », ont été 

déposés sur les revêtements protéiques puis incubés 24 h en milieu de culture ou en ascite. 

La surface de dispersion (µm²) des sphéroïdes a ensuite été mesurée via le logiciel FIJI. Les 

résultats sont représentatifs au minimum de 3 expériences indépendantes réalisées en 

triplicata, et sont exprimés en moyenne ± l’erreur standard de la moyenne. 
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4. Caractérisation et localisation des protéines étudiées  

4.1. Dosage ELISA 

Les concentrations de fibrinogène humain et de thrombine ont été mesurées par des kits de 

dosage immunologique (ab208036 et ab108909 abcam, respectivement) selon les instructions 

du fabricant. Les anticorps spécifiques de la protéine sont préalablement fixés sur des plaques 

96 puits, ils sont appelés anticorps de capture. Les échantillons standards pour la gamme 

d’étalonnage et les échantillons d’ascites ont été ajoutés aux puits selon différentes dilutions, 

puis des anticorps de détection biotinylés spécifiques de la protéine ont été ajoutés, suivi de 

plusieurs rinçages avec le tampon de lavage. Le conjugué streptavidine-peroxydase a été 

ajouté et les conjugués non liés aux anticorps de détection ont été éliminés avec du tampon 

de lavage. Le TMB (3,3 ', 5,5'-tétraméthylbenzidine) a ensuite été utilisé pour visualiser la 

réaction enzymatique de la streptavidine-peroxydase. La streptavidine-peroxydase catalyse le 

TMB pour produire un produit de couleur bleue qui vire au jaune après l'ajout de la solution 

d'arrêt acide. La densité de la coloration jaune est directement proportionnelle à la quantité de 

protéine capturée dans la plaque. L'absorbance a été mesurée à 450 nm par le 

spectrofluoromètre (Xenius XM, SAFAS). Les concentrations de fibrinogène et de thrombine 

ont été déterminées à partir de la courbe d'étalonnage des standards correspondants. Les 

seuils de sensibilité du dosage du fibrinogène et de la thrombine, avec les kits, sont 

respectivement de ~ 0,20 ng/ml et 0,10 pg/ml. Les résultats sont représentatifs au minimum 

de 2 expériences indépendantes réalisées en duplicata, et sont exprimés en moyenne ± 

l’erreur standard de la moyenne. 

 

4.2. Western blot 

La quantité des protéines ascitiques totales a préalablement été déterminée en utilisant le test 

d'acide bicinchoninique (BCA1-1KT, Sigma-Aldrich). Une quantité égale de protéines 

provenant des différentes ascites et du milieu de culture M199 (10 µg) ont été traitées avec du 

tampon Laëmmli (Tris 125 nM pH 6,8, 20% de glycérol, 4% de SDS, 0,005% de bleu de 

bromophénol, 5% de β-mercaptoéthanol). Ces échantillons ont été soumis à une 

électrophorèse SDS-PAGE bis-acrylamide à 10% dans des conditions réductrices sous un 

courant électrique (30 mA/gel) puis transférés sur membrane de nitrocellulose (Bio-Rad) 

pendant 1h à 100V à température ambiante (RT). La membrane a été bloquée 1 h à TA avec 

TTBS (132 n% de NaCl, 20 nM de Tris-HCL, pH 7,6, 0,05% de Tween) et 5% de BSA. La 

membrane a ensuite été sondée pendant 2 h à température ambiante avec un anticorps anti-

fibrinogène (1: 1 000, A0080, DAKO). Après trois lavages avec du TTBS, la membrane a été 

incubée pendant 1h à TA dans du TTBS-BSA 0,5% et avec un anticorps anti-lapin conjugué 
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avec la peroxydase de raifort (1/5 000, A6154, Sigma-Aldrich). Après trois lavages avec du 

TTBS, l'immunoréactivité a été détectée par chimioluminescence (ECL, Millipore). La 

chimioluminescence des protéines a été révélée à l'aide de l’appareil ImageQuant LAS 500 

(GE Healthcare Life Sciences, France). 

Les cellules Met-5A ont été cultivées dans des flacons de culture dans du milieu de culture 

jusqu'à confluence. Ensuite, un nouveau milieu de culture ou de l’ascite a été ajouté pendant 

24 h, 48 h, 72 h ou 96 h. Les cellules ont été lavées une fois avec du PBS glacé et lysées avec 

du tampon RIPA (# 9806, Cell Signaling TECHNOLOGY) complété avec un inhibiteur de la 

protéase PMSF (P7626, Sigma-Aldrich). Le lysat cellulaire a été clarifié par centrifugation à 10 

000 g pendant 10 min à 4 ° C et les concentrations de protéines ont été déterminées en utilisant 

le test BCA. Une quantité égale de protéine (10 ug) a été traitée avec du tampon Laëmmli et 

soumise à une électrophorèse SDS-PAGE bis-acrylamide à 10% dans des conditions 

réductrices, puis transférée sur une membrane de nitrocellulose (Bio-Rad) pendant 1 h à 100 

V à RT. La membrane a été bloquée avec le tampon de blocage TBS (927-50000, Odyssey) 

pendant 1 h. Les membranes ont été sondées avec des anticorps anti-N-cadhérine (ab45139, 

abcam), anti-ZO-1 (610966, BD biosciences), anti-β-actine (A5441, Sigma-Aldrich) et anti-α-

tubuline (T9026, Sigma- Aldrich) (respectivement à ces dilutions : 1: 1 000; 1: 500; 1: 2 500 et 

1: 1 000). L'anticorps lié a été détecté en utilisant un anticorps secondaire fluorescent (IRDye 

800CW anti-lapin et IRDye 680RD anti-mousse) (1/80 000). La fluorescence des membranes 

a été lue par le système d'imagerie infrarouge ODDYSEY (LI-COR Biosciences). 

 

4.3. Tests d’activités protéiques : RhoA, cdc42 et Rac1  

Trois membres de la famille des Rho-GTPases ont été étudiés : RhoA, Rac1 et Cdc42 par 

immunoprécipitation (RhoA / Rac1 / Cdc42 Activation Assay Combo Biochem Kit, #BK030, 

Cytoskeleton, Inc). En utilisant des cultures sub-confluentes qui avaient été privées de sérum 

(0,1 % de SVF) pendant 18 h, les cultures ont ensuite été incubées avec de l'ascite ou du 

milieu de culture pendant 30 min ou 24 h. A la fin de chaque temps d’incubation, les cellules 

ont été lavées deux fois avec du PBS froid, grattées dans 500 ml de tampon de lyse avec des 

inhibiteurs de protases. Après centrifugation à 10 000 g pendant 1 min, les surnageants ont 

été congelés dans de l'azote liquide. Les concentrations ont ensuite été déterminées par 

dosage BCA. 500 ug de protéines cellulaires totales des différentes conditions ont été utilisés 

pour un test d’immunoprécipitation (IP) ainsi que pour les contrôles positifs et négatifs. Les 

protéines ont été incubées avec 50 µg de billes rhotekin-RBD (rhotekin - Rho Binding Domain) 

pour le test de pull down RhoA et 10 µg de billes PAK-PBD (p21 Activated Kinase I - 

p21Binding Domain) pour Cdc42 et Rac1 pendant 1 h à 4 ° C avec une rotation douce. Après 
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des centrifugations et des rinçages décrits dans le protocole du fabricant, 20 µL de tampon 

Laëmmli ont été ajoutés aux échantillons et ils ont été analysés par SDS-PAGE (12%). 30 ug 

de protéine totale ont été analysés pour la quantification des petites GTPases spécifiquement 

étudiées (RhoA, Rac1 ou Cdc42) ainsi que 20 ng de protéine correspondante marquée à 

l’histidine, servant de contrôle pour les anticorps. Les protéines ont ensuite été transférées sur 

une membrane en PVDF pendant 45 minutes à 75 V. Les membranes ont été bloquées avec 

du lait écrémé à 5% dans du TTBS pendant 30 minutes à RT sous agitation. Les membranes 

ont été sondées avec un anticorps anti-RhoA (1: 500), anti-Rac1 (1: 500) ou anti-Cdc42 (1: 

250) dilué dans du TTBS pendant une nuit à 4 ° C sous agitation. Après lavage, les membranes 

ont été incubées avec un anticorps secondaire anti-souris conjugué HRP (GENA931, Sigma-

Aldrich) diluée dans du TTBS (1: 5 000) pendant 1 h à RT sous agitation. Après lavage, les 

anticorps liés aux protéines ont été détectés par révélation ECL (Millipore). La 

chimioluminescence des protéines a été révélée à l'aide de l’appareil ImageQuant LAS 500 

(GE Healthcare Life Sciences, France). L’intensité des bandes pour permette la comparaison 

des différentes conditions a été déterminée sur FIJI.  

 

4.4. Localisation moléculaire / Immunofluorescence 

4.4.1. Immunomarquage  

Les différentes expériences de culture des cellules MeT-5A (en monocouche ou en cellules 

isolées), de sphéroïdes sur un coating de Fg ou Fn ou de co-cultures entre les sphéroïdes et 

la monocouche mésothéliale ont été réalisées sur lamelles comme décrits précédemment. 

Après la culture, les lamelles sont rincées au PBS, fixées avec du paraformaldhehyde 3 % 

dilué dans du PBS (10 min) puis rincées avec du PBS contenant 0,5 % de BSA (PBS-BSA). 

Elles ont ensuite été perméabilisées avec du Triton X100 0,1 % dans du PBS (4 min) à 4°C 

pendant 30 minutes à température ambiante, puis rincées 3 fois au PBS-BSA. Puis, les 

lamelles ont été incubées avec un anticorps primaire pendant 2 h à température ambiante ou 

une nuit à 4°C selon le marquage (Tableau 3). Après plusieurs lavages dans du PBS-BSA, les 

cellules ont été incubées pendant 1 h avec l’anticorps secondaire approprié couplé à un 

fluorochrome (Alexa 568 ou Alexa 488, Tableau 4). Les anticorps ont été dilués dans le PBS-

BSA 0,5 %. L’ADN des noyaux cellulaires a été marqué avec le DAPI (4,6-diamino-2-

phenyliindol dihydrochloride, D9542, Sigma Aldrich) ou du Hoechst (33342, abcam). Pour 

certaines expériences, le cytosquelette d’actine a été marqué par de la phalloïdine couplée au 

FITC (P5282, Sigma Aldrich) ou au TRITC (P1951, Sigma Aldrich). Les lamelles ont été 

montées dans le réactif antifade Prolong-Gold (P36930, Invitrogen) et analysées par 

microscopie confocale à balayage laser (LSM710, Zeiss). 
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Pour les sphéroïdes, le marquage a été réalisé selon le même protocole mais dans des 

microtubes pour permettre des centrifugations à chaque étape de rinçage. De plus, les 

sphéroïdes ont été incubés pendant une nuit à 4 ° C avec l'anticorps primaire (Tableau 3) et 

ont été incubés pendant 2 h à température ambiante avec les anticorps secondaires 

appropriés couplés à un fluorochrome (Alexa 568 ou Alexa 488, Tableau 4).  

Pour les deux types de marquages, des témoins de spécificité ont été réalisés en incubant les 

cellules avec l’anticorps secondaire seul. Ces contrôles étaient négatifs. Les observations des 

marquages immunfluorescents ont été réalisées avec un microscope confocal (LSM710, 

Zeiss) équipé d'une diode de 405 nm, de lasers 458, 488, 514, 561 et 633 nm et d'objectifs 

x20 Apo Plan, ouverture numérique 0.8 et x63 avec Apo Plan immersion, ouverture numérique 

1.4.  

Cible de l’anticorps 
(Anti-) 

Référence 
Espèce, Nature, 

couplage 
Fournisseur 

Dilution 
Ac IR 

Temps d’incubation Ac IR 

Cellules en 
monocouche 

Cellules en sphéroïdes ou 
en co-culture 

Collagène IV (IF) 
C1926 

 
Ac M., IgM de 

Souris 

Sigma-Aldrich 
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Vitronectine Vn (IF) V7881 
Ac M., IgM de 

Souris 

Fibronectine Fn (IF) 
F3648 

 
Ac P., IgM de 

Lapin 

Laminine LM (IF) L9393 Ac P., IgG de lapin 

Vinculine (IF) V9131 
Ac M., IgG de 

Souris 

Tubuline (IF) T9026 
Ac M., IgG de 

Souris 

Vimentine (IF) CBL202 
Ac M., IgG2a de 

souris 

Fibrinogène Fg 
(IF/IHC) 

A0080 Ac P., Ig de lapin DAKO Une nuit à 4°C 

N-Cadhérine (IF) ab45139 Ac P., IgG de lapin abcam 

 
Z0-1 (IF) 610966 

Ac M., IgG de 
Souris BD 

biosciences 
Rac 1 (IF) 610651 

Ac M., IgG2b de 
souris 

Intégrine αv (IF) sc-9969 
Ac M., IgG de 

Souris 
Santa-Cruz 

 
 

Une nuit à 4°C 
Intégrine β1 (IF) Mab1965 

Ac M., IgG1 de 
souris 

Sigma-Aldrich 

Intégrine α5 β1 (IF) Mab1969 
Ac M., IgG de 

Souris 
 

Tableau 3 : Liste des anticorps primaires utilisés en immunofluorescence  

(Ac P. : Anticorps polyclonaux, Ac M. : Anticorps monoclonaux) 

 

Cible de 
l’anticorps (Anti-) 

Référence Fournisseur Couplage 
Dilution Ac 

IIR 

Temps d’incubation Ac IR 

Cellules en 
monocouche 

Cellules en 
sphéroïdes 

Mouse 
Life 

technologies 
A11004 Alexa fluro 568 1/400ème 
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Rabbit 
Life 

technologies 
A11011 Alexa fluro 568 1/400ème 

Mouse 
Life 

technologies 
A11029 Alexa fluro 488 1/400ème 

Rabbit 
Life 

technologies 
A11008 Alexa fluro 488 1/400ème 

Tableau 4 : Liste des anticorps secondaires utilisés en immunofluorescence  
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4.4.2. Immunohistochimie : Analyse ex vivo 

Des sphéroïdes, isolés à partir d'ascite de patientes atteintes d'un carcinome ovarien humain, 

ont été collectés lors de ponctions chirurgicales dans le centre de cancérologie complet F. 

Baclesse (Caen, France), après diagnostic pathologique certifié. Les sphéroïdes ont été inclus 

en paraffine, puis des sections de 5 μM ont été déparaffinées et réhydratées. Elles ont ensuite 

été chauffées pendant 30 min à 97 ° C dans un tampon citrate 10 mM, pH 6 pour la 

récupération de l'antigène, puis lavées avec 0,1 M Tris – 0,15 M NaCl et incubées avec 10% 

de peroxyde d'hydrogène pour bloquer activité peroxydase endogène. Les sites de fixation 

non spécifiques ont été saturés avec une solution neutralisante du kit Ultratech HRP. Les 

coupes ont été incubées pendant 1 h à TA avec un anticorps anti-fibrinogène (1: 400) (A0080, 

DAKO). Après lavage au PBS, les coupes ont été incubées avec le système de détection 

universel Ultratech HRP Streptavidine-Biotine selon les instructions du fabricant (Beckman 

Coulter, Villepinte, France). La coloration a été visualisée à l'aide d'un système chromogène 

DAB (Zymed, Clinisciences, Montrouge, France) et les noyaux ont été contre-colorés à 

l'hématoxyline. Après lavage à l'eau, les coupes ont été déshydratées à l'aide d'alcool et de 

toluène avant d'être montées avec Entellan (Merck, Darmstadt, Allemagne). L'anticorps 

primaire a été omis des contrôles négatifs. Suite à une xénogreffe de cellules cancéreuses de 

l'ovaire (lignée cellulaire IGROV1) injectées dans le péritoine de la souris, des tranches 

péritonéales, au niveau de l’interface péritoine / cellules cancéreuses, ont également été 

soumises à un marquage IHC anti-fibrinogène, comme décrit précédemment, après sacrifice 

à 28 jours et dissection de la souris. 

 

5. Analyse aux microscopes électronique à balayage et à force atomique 

5.1. Préparation des échantillons pour l’analyse au MEB  

Les échantillons analysés au microscope électronique à balayage (MEB) ont été soumis aux 

étapes suivantes : pour chaque échantillon, le milieu de culture a été éliminé par deux rinçages 

au PBS (37 ° C) et fixé par une suspension de 0,2 M de cacodylate et de glutaraldéhyde à 2% 

pendant 30 minutes à température ambiante. Ensuite, les échantillons ont été rincés trois fois 

avec du cacodylate 0,2 M et placés successivement dans différents bains d'éthanol à 30%, 

50%, 80% et 100% pendant 10 min. Les échantillons ont été séchés par séchage au point 

critique pendant 16 échanges (EM CPD300, Leica). Enfin, ils ont été métallisés par 

pulvérisation d'une fine couche de platine de 4 nm, avant d'être observés au MEB (GeminiSEM 

300, ZEISS). 
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5.2. Microscopie corrélative  

Les cellules Met-5A ont été ensemencées sur une lamelle de verre gravée avec un motif en 

grille permettant d’avoir des repères de position (P35G-1,5-14-CGRD, MatTek). La culture 

s’est faite jusqu'à la confluence puis l’ascite a été ajoutée. A 24 h d'incubation, les cellules ont 

été marquées avec un anticorps anti-fibrinogène (A0080, DAKO) ou de la phalloïdine couplée 

au TRITC (P1951, Sigma Aldrich) selon le protocole de marquage immunfluorescent décrit 

précédemment. Les observations du marquage immunfluorescent ont été réalisées au 

microscope confocal (LSM710, Zeiss). Ensuite, les cellules ont été lavées, déshydratées et 

séchées comme décrit précédemment. Enfin, les cellules ont été métallisées par pulvérisation 

d'une couche de 4 nm de platine, avant d'être observées à l'aide du MEB (GeminiSEM 300, 

ZEISS). Les acquisitions des images de microscopie confocale et du MEB ont été superposées 

avec ICY, un logiciel de traitement d'images open source, avec le plugin ecCLEM [151]. 

 

5.3. Microscopie à force atomique 

Les cellules Met-5A ou SKOV3 ont été ensemencées de façon isolée, après 24 h d’adhérence 

en milieu de culture, elles ont été incubées avec un nouveau milieu de culture ou en ascites. 

Des monocouches de cellules Met-5A ont été formées, après confluence elles ont été incubées 

avec du milieu de culture ou de l’ascite. Après 24 h d’incubation, la mesure de l’élasticité ou la 

topographie des cellules / monocouches ont été faites à l’aide d’une pointe colloïdale 

(R=3.5μm, k=0.17N/m) sur le microscope à force atomique (BioScope Resolve AFM with 

Advanced correlation stage). (Les résultats obtenus sont des résultats préliminaires)  

• Monocouche Met-5A en milieu de culture : 61 mesures 

• Monocouche Met-5A en ascite : 68 mesures 

• Cellules SKOV3 isolées en milieu de culture : 19 mesures 

• Cellules SKOV3 isolées en ascite : 34 mesures 
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Pointe du microscope à force atomique 
 

   
Monocouche Met-5A SKOV3 isolées 

Figure 37 : Observation des cellules avec la caméra du microscope à force atomique 

 

6. Mise au point du modèle de co-culture 

6.1. Réalisation de la co-culture 

Pour illustrer au mieux in vitro la dissémination des cellules cancéreuses ovariennes et leur 

implantation sur le mésothélium, un modèle de co-culture de sphéroïdes tumoraux ovariens et 

de cellules mésothéliales a été réalisé et utilisé. Les cellules Met-5A ont d'abord été cultivées 

sur des lamelles de verre dans des plaques de 24 puits à 16 000 / cm² pendant 5 jours, jusqu'à 

confluence, dans du milieu de culture. Les sphéroïdes générés par la technique « Hanging 

drop » ont été déposés sur la monocouche mésothéliale confluente en milieu de culture ou en 

ascite. Ce modèle de co-culture a été observé et suivie au cours du temps par microscopie 

optique à contraste de phase puis utilisé dans différentes expériences décrites ci-dessous. 

 

6.2. Utilisation de Nanoparticules pour quantifier la clairance et observer les 

sphéroïdes mixtes 

Des nanoparticules ont été utilisées pour différencier les lignées cellulaires lors de la clairance. 

Les nanoparticules (NPs) sont construites à partir de polymère biodégradable d’acide poly 

(lactique-co-glycolique) chargées avec des colorants de cyanine. Celles-ci nous ont été 

fournies par Andreas Reich de l’équipe biophotonique des interactions moléculaires et 

cellulaires du laboratoire de bioimagerie et pathologies (UMR CNRS 7213, Strasbourg) [152]. 

Ces nanoparticules ont la capacité d’être endocytées de manière homogène par les cellules, 

sans influencer sur la viabilité ou autres comportements cellulaires. L’incorporation des 

nanoparticules se fait à partir de cellules adhérentes et confluentes à 50 %. Les cellules Met-

5A ont été ensemencées dans des plaques de 6 puits à 21 000 / cm2. Après 18 heures 

d'adhésion, le milieu de culture a été éliminé, les cellules ont été lavées deux fois avec du PBS 
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et une fois avec de l'opti-MEM (Gibco). Les cellules ont été incubées avec une solution 

fraîchement préparée des NPs. La solution de NPs a été préparée à partir de la solution mère 

dans un tampon phosphate 20 10-3 M à un pH de 7,4 avec une concentration de particules de 

3 10-9 M (0,04 g-1 L de polymère). Ensuite, cette solution a été diluée au 1/10 avec l’opti-MEM. 

La suspension de NPs a été déposée sur les cellules pendant 3 h à 37 ° C, puis la suspension 

de NPs a été éliminée, les cellules ont été rincées avec de l'opti-MEM puis du PBS. Après ce 

temps, les cellules marquées au Cy3 ou Cy5 ont pu être décrochées et utilisées pour 

différentes expériences comme la clairance et l’analyse de sphéroïdes mixtes.  

L’incorporation des nanoparticules a été vérifiée à l’aide d’un marqueur membranaire pour 

délimiter le contour cellulaire et vérifier l’incorporation homogène des nanoparticules par les 

cellules.  

 

Figure 38 : Vérification de l’incorporation des nanoparticules par les cellules Met-5a 

 

6.2.1. Etude de la clairance 

Pour observer et quantifier la clairance, les cellules MeT-5a ont été marquées avec les 

nanoparticules puis ont été incubées avec le milieu de culture pour former une monocouche 

confluente. Lorsque celle-ci a été formée, les sphéroïdes non marqués ont été déposés dessus 

et la co-culture a pu être incubée pendant 24 h, avec du milieu de culture ou de l’ascites. 

L’ensemble des cellules de la co-culture a ensuite été fixé au Paraformaldehyde (PFA) 4% et 

l’ADN des noyaux cellulaires est marqué au DAPI (4,6-diamino-2-phenyliindol dihydrochloride, 

D9542, Sigma Aldrich). 

Pour observer ce phénomène de clairance, des acquisitions d’images au microscope 

confocale ont été réalisées pour visualiser uniquement la fluorescence de la monocouche 

mésothéliale. La perte de fluorescence de la monocouche à l’emplacement des sphéroïdes 

témoigne de la clairance de la monocouche mésothéliale par les sphéroïdes. Les surfaces des 

zones de clairance ont ensuite été mesurées sur FIJI dans les différentes conditions 

d’incubation. Les résultats sont représentatifs au minimum de 3 expériences indépendantes 

réalisées en triplicata, et sont exprimés en moyenne ± l’erreur standard de la moyenne. 
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Figure 39 : Protocole d’observation de la clairance avec les nanoparticules 

 

6.2.2. Essai de formation de sphéroïdes mixtes (IGROV1-SKOV3) 

Les nanoparticules ont aussi été utilisées pour former des sphéroïdes « mixtes » avec les deux 

lignées cellulaires cancéreuses, les cellules SKOV3 marquées à la Cy3 et les cellules IGROV1 

marquées à la Cy5. Une fois le marquage établi, les sphéroïdes ont été formés selon le 

protocole de « Hanging drop » détaillé ci-dessus avec 500 cellules de chaque lignée. Les 

sphéroïdes ont ensuite été déposés sur une monocouche mésothéliale confluente non 

marquée, la co-culture a été suivie jusqu’à 72 h. L’observation au microscope optique à 

contraste de phase de la co-culture et son analyse au microscope confocal pour étudier la 

dispersion des sphéroïdes ont pu être réalisés. Les acquisitions des images au microscope 

confocal ont pu permettre l’analyse de la répartition des cellules des deux lignées cellulaires 

au sein des sphéroïdes mixtes. Les résultats ont été tracés à l'aide de la routine MATLAB 

personnalisée. 

 

 

6.2.3. Etude de l’implication des intégrines dans la désagrégation des 

sphéroïdes et dans la clairance des cellules mésothéliales 

Pour les expériences d'inhibition d’implantation de sphéroïdes sur des revêtements protéiques 

(fibronectine, fibrinogène), d’invasion de sphéroïdes dans des gels de fibrine ou d’étude de la 

clairance, des peptides bloquants Cyclo (-RDGfc) (637851-1, Anaspec) et cilengitide 

(SML1594, Sigma Aldrich) ont été utilisés à une concentration de 100 µg / ml et 50 µg / ml, 

respectivement. Le C (-RGDfc) est un peptide bloquant spécifique des intégrines αV et le 

Cilengitide spécifique des intégrines αVβ3, αVβ5 et α5β1 [153]. Les sphéroïdes ont été pré-

incubés pendant 2 h 30 à 4 ° C avec l'un des peptides avant d'être déposés sur les revêtements 

protéiques ou sur les monocouches mésothéliales préalablement marquées avec les NPs 

comme décrit ci-dessus. En présence des peptides bloquant les intégrines ou en leur absence 
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(Ctrl), les zones de dispersion des sphéroïdes sur les revêtements protéiques ainsi que la zone 

de clairance des cellules mésothéliales ont été mesurées par le logiciel Image J. Les résultats 

sont représentatifs au minimum de 3 expériences indépendantes réalisées en triplicata, et sont 

exprimés en moyenne ± l’erreur standard de la moyenne. 

 

6.3. Gel de fibrine avec sphéroïdes : modèle de culture 3D 

Préparation des gels de fibrine (avec sphéroïdes) : Pour observer la dispersion et l'invasion 

des sphéroïdes du cancer de l'ovaire dans un gel de fibrine, une suspension de fibrinogène à 

3 mg / ml dans du PBS a été réalisée. 1 U / ml de thrombine humaine (T6884, Sigma) a été 

ajoutée et la suspension de fibrinogène (Fg) a été rapidement transférée dans des plaques 48 

puits (150 ul / puits). Cette suspension de fg a été incubée pendant 30 minutes à 37 ° C afin 

de polymériser en gel de fibrine. Puis une suspension avec 150 µL de la suspension de Fg à 

3 mg / ml, 50 µL d'ascite contenant des sphéroïdes (préalablement formés puis pré-incubés 

avec des peptides bloquants Cyclo (-RDGfc) et cilengitide, comme décrit ci-dessus) et de la 

thrombine (1U / ml) a été ajoutée sur le 1er gel initialement formé. L'ensemble a été incubé à 

37 ° C pendant 30 min pour permettre la polymérisation de la seconde suspension en gel de 

fibrine. Ensuite, le milieu de culture ou l’ascite a été ajouté aux puits. La dispersion, la 

désagrégation et l'invasion des cellules des sphéroïdes dans les gels de fibrine ont été suivies 

à différents temps au microscope optique à contraste de phase. 

 

7.  Analyses statistiques 

Toutes les données chiffrées ont été obtenues à partir d'au moins 3 expériences 

indépendantes réalisées en triplicata. Les données ont été exprimées en moyenne ± l’erreur 

standard de la moyenne. Toutes les expériences ont été réalisées par un test ANOVA 

unidirectionnel apparié (* P <0,05, ** P <0,01, *** P <0,001). 
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1. L’ascite, un « réservoir » de molécules bioactives : Caractérisation du fibrinogène 

et de la fibrine dans les ascites  

Le fibrinogène (Fg) et la fibrine ont été identifiés sur les tissus de la muqueuse péritonéale 

chez des souris porteuses de tumeurs ascitiques [130]. Cette donnée bibliographique nous a 

incité à évaluer la présence de ces facteurs au sein d’un panel de liquides ascitiques prélevés 

chez des patientes atteintes de carcinomes ovariens. 

Ainsi, la concentration en Fg a été déterminée par le test ELISA sur un panel de 8 échantillons 

d'ascite, et a été comparée à celle du milieu de culture utilisé classiquement en culture 

cellulaire pour les lignées cancéreuses ou mésothéliales. 

Les résultats obtenus montrent une hétérogénéité des concentrations en Fg selon les 

différentes ascites allant de 266 à 1725 µg / ml, la concentration la plus élevée se rapprochant 

de la concentration retrouvée dans le plasma humain (1800 à 4000 µg / ml) (Figure 40 A). Ces 

concentrations fluctuantes reflètent l'hétérogénéité de la composition de l'ascite en fonction de 

la source de l'échantillon. Le milieu de culture qui a été complété avec 10% de SVF ne contient 

pas de fibrinogène. 

Cependant, la présence de Fg dans les ascites n'est pas suffisante pour justifier la présence 

de sa forme polymérisée et donc la présence de fibrine. Dans ce cadre, la thrombine, le 

principal effecteur de la polymérisation du Fg, a également été dosée par test ELISA.  

Les résultats révèlent la présence de thrombine dans la majorité des ascites testées (#1, #2, 

#3, #4 et #5), à des concentrations significativement plus hautes que celle du milieu de culture 

cellulaire classique (Figure 40 B).  

  

Figure 40 : Caractérisation du fibrinogène et de la thrombine dans les ascites.  

Les concentrations de fibrinogène (A) et de thrombine (B) ont été quantifiées par test ELISA dans les 
ascites et dans le milieu de culture (MC). Les valeurs p ont été calculées par un test ANOVA 
unidirectionnel apparié (* P <0,05, ** P <0,01, *** P <0,001) avec le milieu de culture (MC) vs Ascites 
#1, #2, #3, #4, #5, #6, #7 ou #8. 
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La présence de Fg a également été recherchée par Western blot dans le panel de 8 

échantillons ascitiques et dans le milieu de culture cellulaire. 

Comme observé dans la Figure 41, le fibrinogène est détecté dans tous les échantillons testés, 

avec des intensités de bandes différentes selon les ascites. De plus, aucune bande n’a été 

détectée en milieu de culture cellulaire classique, ce qui valide l’absence de fibrinogène dans 

ce milieu. Dans les échantillons d’ascites, le Fg a été détecté par la présence de 3 bandes 

entre 48 et 75 kDa, représentatives des 3 paires de chaînes polypeptidiques α, β et γ qui 

constituent la molécule de fibrinogène. De plus, des bandes de ~ 85/97 kDa, caractéristiques 

des structures dimères γ - γ de la fibrine réticulée, sont observées.  

La protéolyse de la fibrine réticulée par la plasmine conduit au fragment DD (D-Dimer constitué 

des domaines D de 2 molécules de fibrine réticulées via les chaînes γ et au fragment E 

(domaine E central). Les bandes de fragment E ~ 40/44 kDa et le fibrinogène/fibrine dégradés 

sont également détectés, ce qui suggère fortement la présence de protagonistes du processus 

de fibrinolyse dans les ascites (Figure 41).  

 

 

Figure 41 : Caractérisation de la fibrine dans l'ascite. 

Western blot représentatif de la détection du fibrinogène/fibrine dans le MC ou dans les ascites. Des 
quantités égales (10 µg) de protéines totales du milieu de culture ou des ascites ont été séparées sur 
SDS-PAGE dans des conditions réductrices. Puis le Fg et la fibrine sont recherchées par un anticorps 
spécifique et révélées par un anticorps secondaire couplé à la peroxydase. 
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Conclusion : Partie 1 « L’ascite, un « réservoir » de molécules bioactives : 

Caractérisation du fibrinogène et de la fibrine dans les ascites » 

 

Ces résultats montrent la présence de fibrinogène, de thrombine ainsi que de fibrine 

dans l'ascite issue de tumeurs ovariennes humaines. De plus ces résultats démontrent 

que des mécanismes de polymérisation du Fg en fibrine et de fibrinolyse se produisent 

dans les ascites présentent dans la cavité abdominale de patientes atteintes de cancer 

de l'ovaire. 
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2. L’ascite, un acteur clé de la formation des sphéroïdes tumoraux : Impact de l’ascite 

sur les sphéroïdes tumoraux ovariens  

2.1. Deux techniques expérimentales pour l’obtention de sphéroïdes tumoraux 

La dissémination du carcinome ovarien est en partie due à des agrégats multicellulaires 

ovariens appelés sphéroïdes, présents dans la cavité péritonéale puis implantés sur le 

mésothélium péritonéal.  

Deux techniques expérimentales de formation des sphéroïdes ont été comparées pour pouvoir 

déterminer la technique permettant la meilleure reproductibilité, pour les expériences 

nécessitant des quantifications avec les sphéroïdes.  

Les sphéroïdes tumoraux ovariens ont été générés in vitro avec la lignée cellulaire SKOV3, 

avec une technique de culture en conditions non-adhérentes (lorsque les boites de culture 

sont recouvertes d’agarose) ou avec la technique de la goutte suspendue « Hanging Drop ».  

Dans la condition non-adhérente en agarose, les cellules sont capables de former de petits 

agrégats en milieu de culture. Cependant, ces sphéroïdes semblent peu compacts et 

possèdent surtout des tailles très hétérogènes. En ascites, on peut observer la présence de 

très gros agrégats. Avec la technique « Hanging drop », la calibration de la taille des 

sphéroïdes ainsi que de leur nombre sont assurés. Effectivement, il y a un sphéroïde par 

goutte. De plus, en conditions ascitiques les sphéroïdes se forment plus rapidement et sont 

plus compacts qu’en milieu de culture. (Figure 42). 
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Figure 42 : Comparaison de deux techniques expérimentales de formation de sphéroïdes tumoraux. 

Les sphéroïdes sont formés selon une condition de culture non-adhérente avec les boites de culture 
recouvertes d’agarose ou selon la technique de goutte suspendue « Hanging drop » où les cellules 
sédimentent dans une goutte. Les sphéroïdes ont été formés avec ces deux techniques en milieu de 
culture ou en ascites pendant 5 jours. Barre d’échelle : 50 µm. 
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La comparaison des sphéroïdes, formés au bout de 5 jours avec différentes ascites, révèle 

que la forme des sphéroïdes semble moins circulaire dans le milieu de culture, ce qui indique 

une compaction plus faible des sphéroïdes par rapport à ceux formés dans les ascites. Dans 

le milieu de culture, les cellules cancéreuses de l'ovaire ont formé des sphéroïdes peu 

compacts, dispersés et non reproductibles d'une goutte à l'autre (Figure 43).  

 

 

Figure 43 : Effet de l'ascite sur la formation des sphéroïdes. 

Les sphéroïdes ont été générés en utilisant la méthode « Hanging drop » : 500 cellules SKOV3 ont été 
ensemencées dans un volume total de 20 µL de milieu de culture ou d'ascite. Des photographies 
représentatives au microscope optique à contraste de phase ont été prises après 5 jours de formation 
des sphéroïdes. Barre d'échelle : 200 µm. 

 

Dans des conditions ascitiques, les cellules cancéreuses de l'ovaire forment des sphéroïdes 

compacts, uniques et de taille similaire dans chaque goutte (Figure 44 A).  

Afin de « quantifier » l’impact de l’ascite sur la formation des sphéroïdes, les périmètres de 

ces derniers, dans les différentes conditions, ont été mesurés (µm). La moyenne des 

périmètres est significativement plus faible pour les sphéroïdes formés dans les ascites (1050 

µm +/- 115,2) par rapport à ceux formés dans le milieu de culture (1600 µm +/- 648,5) (Figure 

44 A).  

De plus, la sphéricité des sphéroïdes a été mesurée dans chaque condition. L'indicateur de 

sphéricité a été utilisé pour décrire le compactage des sphéroïdes. Un cercle parfait a une 

rondeur égale à 1. Lorsque l'indicateur est proche de 1, le sphéroïde est considéré comme 

compact.  La sphéricité moyenne est significativement plus élevée pour les sphéroïdes formés 

dans les ascites (0,882 UA +/- 0,014) comparés à ceux formés dans le milieu de culture (0,737 
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UA +/- 0,034) (Figure 44 B). De plus, on observe une hétérogénéité des tailles ainsi que de la 

sphéricité pour les sphéroïdes formés en milieu de culture, ceci renforce l’effet de l’ascite sur 

sa capacité à former des sphéroïdes compacts.  

       

A) B) 

  

Figure 44 : Effet de l'ascite sur la taille et la compaction des sphéroïdes. 

Les sphéroïdes ont été générés en utilisant la méthode « Hanging drop ». 500 cellules SKOV3 ont été 
ensemencées dans un volume total de 20 µL de milieu de culture ou d'ascite. Les périmètres moyens 
(A) et la sphéricité (B) des sphéroïdes SKOV3 ont été mesurés après 5 jours de formation avec le 
logiciel ImageJ. Un cercle parfait a un indicateur de rondeur = 1 (UA). Les résultats sont représentatifs 
d'au moins trois expériences indépendantes et sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs de P ont 
été calculées par un test ANOVA unidirectionnel apparié (* P <0,05, ** P <0,01, *** P <0,001) avec des 
différences significatives estimées par comparaison MC vs Ascites #1, #2, #4, #6 ou #7. 

 

Ces résultats, dans un premier temps, montrent la capacité des cellules cancéreuses 

de l'ovaire à former des sphéroïdes lorsqu'elles sont maintenues dans un état de culture 

indépendant de l'ancrage. Cette formation est renforcée par l'ascite quelle que soit la 

technique in vitro utilisée. De plus, ces résultats ont permis de valider l’utilisation de la 

technique « Hanging drop » pour assurer l’utilisation de sphéroïdes calibrés, en termes 

de taille et de nombre, dans les expériences suivantes. Enfin, ces résultats mettent en 

exergue l’impact de l’ascite sur la formation des sphéroïdes ainsi que sur leur 

compaction en comparaison avec le milieu de culture.  
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2.2. Le microenvironnement matriciel des sphéroïdes : Caractérisation de la 

matrice extracellulaire présente au sein des sphéroïdes 

Lors de la dissémination tumorale, les sphéroïdes sont amenés à interagir activement avec le 

microenvironnement péritonéal et ceci, entre autres, via les interactions entre les protéines de 

la MEC et leurs récepteurs. L’expression matricielle in vitro et in situ des sphéroïdes tumoraux 

ovariens a donc été observée. 

Pour étudier et visualiser l'expression et l'organisation des protéines de la MEC dans les 

sphéroïdes, une immunofluorescence sur les sphéroïdes ovariens, générés dans l'ascite, a 

été réalisée. 

La localisation et l’organisation de la vitronectine (Vn) et de la fibronectine (Fn) est visualisée 

à la surface des sphéroïdes. Le fibrinogène (Fg) est également présent et notamment organisé 

en réseau fibrillaire avec la présence de fibrilles à la surface des sphéroïdes. Les cellules 

SKOV3 n’exprimant pas le fibrinogène dans un milieu de culture classique, le Fg visualisé au 

sein des sphéroïdes semble provenir du contenu ascitique ; il est donc « fournie » aux 

sphéroïdes par l’ascite. (Figure 45 A).  

La marquage immunfluorescent montre la présence spécifique de fibrinogène et l'analyse au 

MEB montre une organisation en réseau, évocatrice d'une organisation en dépôt de fibrine à 

la surface des sphéroïdes, probablement amenée par l’ascites (Figure 45 B).  
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A) Vitronectine/DAPI Fibronectine/DAPI Fibrinogène/DAPI  

 

 

 

B) 
 

 

 

Figure 45 : Localisation et organisation des protéines matricielles des sphéroïdes générées in vitro. 

(A) Immunofluorescence de la vitronectine, de la fibronectine et du fibrinogène au niveau des 
sphéroïdes SKOV3 formés in vitro en conditions ascitiques (vert). L’ADN des noyaux cellulaires ont été 
marqués avec du DAPI (bleu). Les marquages immunofluorescents ont été visualisés par microscopie 
confocale à balayage laser. Barre d'échelle : 100 µm. (B) Les sphéroïdes SKOV3 ont été formés in vitro 
en ascites (#4 ou #6) et analysés par microscopie électronique à balayage (MEB). Les flèches indiquent 
des dépôts de macromolécules organisées en réseaux. Barres d'échelle : 50 µm (au-dessus) et 10 µm 
(en dessous). 
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Comme le montre la Figure 40 et la Figure 41, les différentes ascites sont une source de 

fibrinogène et de fibrine qui peuvent être réorganisés par les cellules cancéreuses ovariennes 

in vitro. Une approche ex-vivo a également été utilisée pour conforter nos études in vitro. Des 

immunohistochimies, sur des coupes en paraffine de sphéroïdes isolés à partir d'ascite de 

patientes ont donc également été analysées pour l'expression de Fg / fibrine.  

La présence de Fg à la périphérie et à l'intérieur des sphéroïdes ex-vivo est clairement visible 

et conforte donc la présence organisée de Fg et fibrine au sein du microenvironnement 

péricellulaire des sphéroïdes (Figure 46).  

 

 

Figure 46 : Présence de fibrinogène/fibrine associés aux sphéroïdes ex vivo. 

Immunohistochimique du fibrinogène/fibrine au niveau des sphéroïdes tumoraux isolés à partir d'ascite 
de patientes. Barre d'échelle : 200 µm. 

 

Ces résultats nous indiquent qu’en présence d’ascites les sphéroïdes présentent un 

environnement riche en diverses protéines matricielles. De plus, la présence de 

fibrinogène et de fibrine apportés par l’ascite est retrouvée autour et au sein des 

sphéroïdes in vitro et ex vivo.   

  



 Présentation des résultats 

100 

 

Conclusion : Partie 2 « L’ascite, un acteur clé de la formation des sphéroïdes 

tumoraux : Impact de l’ascite sur les sphéroïdes tumoraux ovariens » 

 

Ces résultats démontrent la capacité de l’ascite à renforcer la formation ainsi que la 

compaction des sphéroïdes. Ces caractéristiques, accentuées par l’ascite, pourraient 

favoriser la résistance des sphéroïdes aux traitements thérapeutiques en comparaison 

avec les cellules isolées.  

De plus, en ascite, les sphéroïdes expriment ou réorganisent différentes protéines 

matricielles. Ces molécules matricielles, pourraient activement participer à 

l’implantation des sphéroïdes tumoraux sur le mésothélium péritonéal, ce qui 

favoriserait l’apparition et l’extension des métastases. La présence abondante de 

fibrinogène et de fibrine au sein des ascites et aux abords des sphéroïdes démontrée 

in vitro et ex vivo suggère leur importance dans le processus de dissémination tumorale 

ovarienne. 
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3. Impact de l’ascite sur le mésothélium 

3.1. Le microenvironnement mésothélial : Caractérisation de la matrice 

extracellulaire des cellules mésothéliales 

Le mésothélium péritonéal bordant la cavité abdominale représente un site privilégié et propice 

à l’implantation des tumeurs de l’ovaire. En effet, les cellules cancéreuses isolées ou plus 

souvent en amas multicellulaire (sphéroïdes) migrent principalement vers le mésothélium du 

péritoine, le traversent et envahissent le tissu conjonctif sous-jacent ce qui créer des 

métastases. Les cellules cancéreuses de l'ovaire, via leurs récepteurs membranaires, 

adhèrent aux protéines de la MEC mésothéliale et s’ancrent aux cellules mésothéliales 

constituant le mésothélium.  

Afin d’étudier ce mésothélium et illustrer au mieux son microenvironnement matriciel ainsi que 

sa capacité à constituer une barrière protectrice potentiellement déstabilisée au cours de 

l’implantation tumorale, le modèle cellulaire utilisé est les cellules Met-5A. Les cellules Met-5A 

ont été ensemencées dans un milieu de culture pendant 5 jours afin d’obtenir une monocouche 

confluente « solide » et stable. A la confluence, le milieu a été retiré et les cellules ont été 

incubées dans un nouveau milieu de culture ou en ascite. L’expression des protéines 

matricielles des cellules de cette monocouche a été visualisée après 24 h d’incubation en 

milieu de culture ou en ascites. Nous avons focalisé notre attention sur les constituants de la 

lame basale mais aussi sur la fibronectine dont nous avons, précédemment dans l’équipe, mis 

en évidence son importance au sein du microenvironnement tumoral ovarien [40]. Nous avons 

également, suite à nos résultats cités plus haut, investigué plus particulièrement le Fg/fibrine.  

Les cellules mésothéliales de la monocouche expriment le collagène IV, la laminine et la 

fibronectine en condition classique de culture. Cependant, en présence d'ascite, cette 

expression augmente, apparaît plus intense et dense, et est associée à une organisation en 

réseau de protéines (Figure 47).  

Concernant le fibrinogène, l’immunofluorescence révèle l’absence de marquage de Fg lorsque 

que les cellules mésothéliales sont en condition classique de culture. En revanche, en ascites, 

la présence de Fg, et plus spécifiquement l’organisation de réseaux de fibrine, sont observées. 

Cet apport et ce dépôt de fibrinogène et de fibrine ascitique est visualisé Figure 47.  
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Figure 47 : Effet de l'ascite sur la localisation et l’organisation des protéines matricielles de la 
monocouche mésothéliale. 

Immunofluorescence du collagène IV, de la laminine, de la fibronectine et du fibrinogène au niveau de 
la monocouche de cellules Met-5A après 24 heures d'incubation avec un milieu de culture ou en ascite. 
L’ADN des noyaux cellulaires ont été marqués avec du DAPI (bleu). Barre d'échelle : 100 µm. 

 

Ces réseaux de fibrine flottants et parfois sous forme de paillette peuvent, selon l’ascite, être 

observés au microscope optique à contraste de phase dès l’ajout de l’ascite sur les 

monocouches (Figure 48 A).  

Ces réseaux de fibrine ont été analysés par MEB lorsque les monocouches mésothéliales ont 

été incubées avec le milieu de culture ou différentes ascites (#2, #5 ou #6) pendant 24 h.  

Les observations confirment l'absence de réseaux de fibrine lorsque les cellules mésothéliales 

ont été incubées avec du milieu de culture. A l’inverse, des réseaux hétérogènes de fibres, à 

la fois en termes de quantité et d'organisation, selon les différentes ascites utilisées, sont 

visualisés (Figure 48 B). Les acquisitions MEB ont révélé que les réseaux sont bien organisés 

en fibres [154,155] (Figure 48 B, grossissement). 
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Figure 48 : Présence du fibrinogène et de la fibrine sur les monocouches mésothéliales. 

(A) Des cellules mésothéliales ont été incubées avec l’ascite #7 et la présence de paillettes de 
fibrinogène a été photographiée (flèches). Barre d'échelle : 100 µm. (B) La monocouche de cellules 
Met-5A a été incubée 24 heures avec un milieu de culture ou différentes ascites (#2, #5 ou #6) et 
analysée par MEB. Barre d'échelle : 100 µm. Barre d'échelle du grossissement : 10 µm (flèche orange). 

 

Les analyses en microscopie électronique à lumière corrélative (CELM) permettent de 

superposer des images de fluorescence à celle du MEB. Ceci permet d’estimer et de confirmer 

une colocalisation de molécules. Ainsi, nos études révèlent, par le marquage en 

immunofluorescence du Fg, que les réseaux observés sont bien corrélés aux réseaux de 

fibrines retrouvés en MEB. Ceci permet d’affirmer que les fibres visualisées sur le mésothélium 

sont bien composées de fibrine.  
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MEB Fibrinogène Fibrinogène / Noyaux 

   

Figure 49 : Co-localisation de fibrinogène et de fibrine sur le mésothélium. 

La monocouche de cellules Met-5A a été incubée 24 heures avec de l'ascite et a été analysée par 
microscopie électronique-lumière corrélative (CELM). Immunofluorescence du fibrinogène (orange). 
L’ADN des noyaux cellulaires ont été marqués avec du DAPI (bleu). Les marquages 
immunofluorescents ont été visualisés par microscopie confocale à balayage laser, puis le même 
échantillon a été séché par séchage au point critique et analysé par MEB. Barre d'échelle : 100 µm. 

 

Ces résultats démontrent que l'ascite permet la densification et la réorganisation des 

protéines de la MEC (Collagène IV, Laminine, Fibronectine) par les cellules 

mésothéliales. De plus, l'ascite est une source de Fg et de fibrine qui se déposent et 

s'organisent en réseaux sur le mésothélium. Cette présence renforcée et accentuée de 

matrice extracellulaire à la surface de la monocouche mésothéliale en conditions 

ascitiques pourrait favoriser l’implantation des sphéroïdes puis leur dispersion sur le 

mésothélium. 

 

3.2. Impact de l’ascite sur le fonctionnement cellulaire : Etude de la cytotoxicité, 

viabilité et du cycle cellulaire des cellules mésothéliales  

Le mésothélium péritonéal est le site privilégié d’implantation des métastases 

d’adénocarcinome ovarien. Les dépôts de protéines matricielles favorisent l'implantation des 

cellules cancéreuses ovariennes isolées et/ou en sphéroïdes mais ne justifient pas leur 

capacité à traverser le mésothélium pour coloniser les tissus sous-jacents. En effet, la 

membrane mésothéliale est une barrière stable et protectrice dans des conditions 

physiologiques, qui empêche, normalement, le passage des cellules cancéreuses. Nous 

avons donc voulu étudier l’impact de l’ascite sur cette barrière protectrice potentiellement 

déstabilisée au cours de l’implantation tumorale.  

Après 5 jours de culture, les cellules mésothéliales ont formé une monocouche confluente 

« mimant » le mésothélium. A la confluence de cette monocouche, le milieu de culture a été 
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retiré et les cellules ont été incubées dans un nouveau milieu de culture ou avec différentes 

ascites. 

Après 24 h d'incubation en ascite (ASC #1, ASC #2, ASC #6), les cellules mésothéliales 

semblent être en légère souffrance cellulaire avec une déstabilisation apparente de la 

monocouche et l'accumulation de vésicules intracellulaires qui augmente avec le temps (96 

h). En revanche, en conditions classique de culture, les cellules de la monocouche semblent 

avoir une morphologie classique (Figure 50).  
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Figure 50 : Effet de l'ascite sur l’état morphologique de la monocouche mésothéliale. 

Les cellules Met-5A ont été ensemencées dans du milieu de culture pendant 5 jours jusqu'à confluence. 
Ensuite, des monocouches mésothéliales ont été incubées avec du milieu de culture (MC) ou des 
ascites (#1, #2 ou #6) pendant 24 h ou 96 h. Des photographies représentatives ont été prises à 24 h 
et 96 h au microscope optique à contraste de phase. Barre d'échelle : 100 µm et 50 µm pour les 
grossissements.  

 

Pour évaluer une possible cytotoxicité due aux molécules présentes dans les ascites, un test 

LDH (Lactacte deshydrogénase) a été réalisé en comparant la cytotoxicité des différentes 

ascites du panel au milieu de culture.  

Les résultats montrent une cytotoxicité des ascites sur les cellules mésothéliales à 24 h mais 

celle-ci se stabilise au cours du temps comparé au milieu de culture (Figure 51). 

 



 Présentation des résultats 

106 

 

 

Figure 51 : Effet de l'ascite sur la cytotoxicité cellulaire des cellules mésothéliales. 

Les cellules Met-5A ont été ensemencées dans du milieu de culture pendant 5 jours jusqu'à confluence. 
Ensuite, des monocouches mésothéliales ont été incubées avec du MC ou des ascites (#1, #2, #3, #4, 
#5, #6, #7 ou #8) pendant 24 h, 48 h, 78 h ou 144 h. Un test à la Lactate Deshydrogénase (LDH) a été 
réalisé à chaque temps pour mesurer la cytotoxicité des ascites sur les cellules mésothéliales.  

 

Par ailleurs, la viabilité des cellules de la monocouche mésothéliale a été estimée par le test 

d'exclusion au bleu trypan après 0, 24, 72 ou 96 heures de culture cellulaire en condition 

classique ou ascitique (ascites #1, #2 ou #6).  

Après 24 h de culture, aucun effet de l'ascite n'est observé sur la viabilité des cellules Met-5A 

par rapport au milieu de culture. Cependant, à 72 h, les ascites #1 et #6 inhibent de manière 

significative la viabilité des cellules Met-5A par rapport au milieu de culture. Au même temps, 

l'ascite #2 semble avoir un effet intermédiaire, entre les ascites #1/ #6 et le milieu de culture, 

sur la viabilité des cellules de la monocouche Met-5A. A 96 h, les ascites #1 et #6 inhibent de 

manière significative la viabilité des cellules Met-5A par rapport à l’ascites #2. Ces différences 

entre les ascites illustrent l'hétérogénéité des ascites déjà évoquée précédemment mais le 

profil général des ascites tend à suggérer que les ascites ont un effet inhibiteur sur la viabilité 

des cellules du mésothélium (Figure 52). 
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Figure 52 : Effet de l'ascite sur la viabilité cellulaire des cellules mésothéliales. 

Les cellules Met-5A ont été ensemencées dans du milieu de culture pendant 5 jours jusqu'à confluence. 
Les monocouches mésothéliales ont ensuite été incubées avec du MC ou des ascites (#1, #2 ou #6) 
pendant 24 h, 72 h ou 96 h. Le nombre de cellules viables a été mesuré par le test d'exclusion au bleu 
trypan à chacun des temps. Les résultats sont représentatifs d'au moins trois expériences 
indépendantes et sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs p ont été calculées par un test ANOVA 
unidirectionnel apparié (** P <0,01, *** P <0,001) avec des différences significatives estimées par 
comparaison entre le MC et les ascites. 

 

Pour approfondir cet impact des ascites sur le fonctionnement cellulaire, l'analyse du cycle 

cellulaire des cellules Met-5A, en monocouche, a été réalisée après l'ajout des ascites #1, #2 

et #6 pendant 24 h et 96 h.  

Contrairement au milieu de culture, l'ascite #6 augmente considérablement le pourcentage de 

débris cellulaires et de mort cellulaire (Pic pré-G1) au fil du temps (Figure 53). Ce résultat 

conforte l’impact des ascites sur la viabilité des cellules mésothéliales. En outre, à 24 h comme 

à 96 h, l'ASC #6 diminue considérablement la proportion de cellules Met-5A dans la phase G0 

/ G1 et augmente la phase G2 / M du cycle cellulaire. A partir de 24 h d'incubation avec les 

ascites #1 ou #2, le pourcentage de cellules en phase S diminue significativement et le 

pourcentage de cellules en phase G0 / G1 augmente significativement par rapport au milieu 

de culture. A 96 h, le nombre de cellules en phase G0 / G1 diminue de manière significative 

et le nombre de cellules en phase G2 / M augmente significativement par rapport au milieu de 

culture. Ces trois ascites semblent bloquer les cellules dans la phase G2 / M du cycle cellulaire 

(Figure 53). De plus ces données confirment la diminution de la densité cellulaire globale 

observée sur la Figure 52. Cependant, ces résultats montrent encore des différences entre les 

ascites. Alors que les ascites #1 et #2 ne sont associées qu'à une diminution de la densité 

cellulaire en bloquant le cycle cellulaire en G2 / M, l’ascite #6 en plus de ce blocage, semble 

plus agressive avec un effet cytotoxique sur la monocouche mésothéliale.  
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Figure 53 : Effet de l'ascite sur le cycle cellulaire des cellules mésothéliales. 

Les cellules Met-5A ont été ensemencées dans du milieu de culture pendant 5 jours jusqu'à confluence. 
Les monocouches mésothéliales ont ensuite été incubées avec du MC ou des ascites (#1, #2 ou #6) 
pendant 24 h ou 96 h. L’analyse du cycle cellulaire des cellules Met-5A après incubation avec du MC 
ou des ascites pendant 24 ou 96 h a été réalisée. Les cellules ont été marquées avec de l'iodure de 
propidium et analysées dans un cytomètre en flux. Les résultats sont représentatifs d'au moins trois 
expériences indépendantes et sont exprimés en moyenne ± SEM. Le pourcentage de distribution du 
cycle cellulaire dans les phases Pré-G1, Go / G1, S et G2 / M a été déterminé avec le logiciel BD Accuri 
C6 Plus. Les valeurs p ont été calculées par un test ANOVA unidirectionnel apparié (* P <0,05, ** P 
<0,01, *** P <0,001) avec des différences significatives estimées par comparaison MC vs Ascites #1, 
#2 ou #6. 

 

L’ascite induit une légère cytotoxicité des cellules mésothéliales lorsqu’elles sont en 

monocouche à 24 h. Cependant, au cours du temps, l'ascite affaiblit le mésothélium en 

affectant la viabilité des cellules mésothéliales ainsi qu'en déstabilisant leur distribution 

dans le cycle cellulaire. Globalement, il est démontré que les molécules ascitiques 

impactent le fonctionnement des cellules mésothéliales. 

 

3.3. Ascites et déstabilisation de la barrière mésothéliale : Caractérisation des 

jonctions cellulaires des cellules mésothéliales 

Comme mentionné dans l’introduction bibliographique du manuscrit, le mésothélium agit 

comme une barrière physiologique. Sa déstabilisation facilite la migration des cellules 

cancéreuses au travers de cette barrière. La déstabilisation apparente de la monocouche n’est 

probablement pas induite uniquement par une cytotoxicité des ascites ou par une apoptose 

accrue. 

Les monocouches mésothéliales ont été incubées pendant 24 heures avec du milieu de culture 

ou de l'ascite puis des marquages immunfluorescents des glycoprotéines N-Cadhérine et des 

jonctions serrées ZO-1 ont été réalisés. Ces deux molécules sont au cœur des interactions 

intercellulaires épithéliales et sont capitales pour le maintien de la cohésion du mésothélium. 
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En milieu de culture classique, le marquage immunfluorescent de la N-Cadhérine révèle une 

localisation jonctionnelle régulière entre les cellules de la monocouche mésothélial. En ascites, 

le marquage diffus de la N-Cadhérine suggère fortement une dislocation de la protéine 

intercellulaire le long des cellules de la monocouche. Le marquage immunfluorescent de ZO-

1 révèle aussi une expression irrégulière de la protéine en conditions ascitiques comparée au 

milieu de culture (Figure 54).  
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Figure 54 : Effet de l'ascite sur l'intégrité du mésothélium. 

Immunofluorescence de la N-Cadhérine (rouge) ou ZO-1 (vert) au niveau de la monocouche de cellules 
Met-5A après 24 h d'incubation avec du milieu de culture ou de l'ascite. L’ADN des noyaux cellulaires 
ont été marqués avec du DAPI (bleu). Barre d'échelle : 50 µm.  

 

Cependant, les quantités de protéines N-cadhérine et ZO-1, suivies par Western blot, ne sont 

pas affectées par les différentes ascites en comparaison avec le milieu de culture (Figure 55). 

L’ascite ne semble donc pas avoir d’influence sur la synthèse ou la dégradation de ces 

protéines. Les bandes de N-cadhérine et de ZO-1 ont été observées respectivement à 150 et 

220 kDa. 

Suite à ces résultats, notre hypothèse est que les molécules contenues dans les ascites 

favorisent la dislocation de la monocouche mésothéliale et perturbent l’organisation 

des jonctions intercellulaires mésothéliales telle que la N-Cadhérine et la ZO-1, sans 

forcément affecter la synthèse ou la dégradation des protéines étudiées.  



 Présentation des résultats 

110 

 

  

Figure 55 : Effet de l'ascite sur la N-Cadhérine et ZO-1 

Des monocouches de Met-5A ont été incubées avec du milieu de culture ou des ascites (#1, #2, #3, #4, 
#5, #6, #7 ou #8) pendant 24 h. Un Western blot représentatif pour l'expression de la N-cadhérine et 
ZO-1 dans les cellules Met-5A a été analysé. Des quantités égales (10 ug) de protéines totales des 
cellules Met-5a ont été séparées sur SDS-PAGE dans des conditions réductrices. La tubuline a été 
utilisée comme témoin de charge. Les résultats sont donnés sous forme de graphique du facteur relatif 
de la N-cadhérine ou de la ZO-1 par rapport à celui de la tubuline. Les données sont exprimées en 
moyenne ± SEM et représentatives de trois expériences indépendantes. ns : non significatif. 
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3.4. Ascite et perturbation du « squelette » et de l’élasticité cellulaire : Etude de 

l’organisation du cytosquelette des cellules mésothéliales. 

Le maintien de l'intégrité du mésothélium est dû à la stabilité des jonctions cellule-cellule mais 

aussi à la propriété mécanique des cellules qui leur est conférée par leur cytosquelette ainsi 

que par leur capacité d'ancrage.  

Après 24 h d'incubation des cellules mésothéliales avec le milieu de culture ou de l’ascite, le 

marquage de la tubuline (microtubules) et de la vimentine (filaments intermédiaires) ne 

révèlent aucun impact de l'ascite sur leur organisation par rapport au milieu de culture (Figure 

56).  
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Figure 56 : Effets de l'ascite sur le cytosquelette et l’ancrage des cellules mésothéliales. 

Immunofluorescence de la tubuline, de la vimentine, de l'actine et de la vinculine au niveau des cellules 
Met-5A après 24 h d'incubation avec un milieu de culture ou en ascite (vert). L’actine a été marquée à 
la Phalloïdine (rouge). L’ADN des noyaux cellulaires ont été marqués avec du DAPI (bleu). Barre 
d'échelle : de 50 µm.  

 

Néanmoins, l'ascite conduit à une réorganisation du cytosquelette de l'actine. L'organisation 

initiale de l'actine des cellules mésothéliales se caractérise par la présence de fibres de 

tensions et d’actine corticale. En ascites, le marquage de l’actine est plus diffus et se situe à 

la périphérie de la membrane, ce type de structure de l’actine est appelée « membrane 

ruffles » et correspond à un « ébouriffage » de la membrane (Figure 57).  
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Figure 57 : Effet de l’ascite sur le cytosquelette d’actine et organisation en « membrane ruffle ». 

Images obtenues suite à la microscopie CLEM : acquisitions MEB + acquisitions d’immunofluorescence 
de l’actine (orange) sur des cellules Met-5A après 24 h d'incubation avec un milieu de culture ou de 
l’ascite. L’ADN des noyaux cellulaires ont été marqués avec du DAPI (bleu). Barre d’échelle : 50 µm. 

 

Les cellules émettent ce type d’extension cyoplasmique et membranaire lorsqu’elles se 

rétractent ou se déplacent. De plus, l'analyse par Western blot révèle que les intensités des 

bandes d'actine restent inchangées ce qui implique que seule l'organisation de l'actine est 

impactée et non pas sa synthèse, quelle que soit l'ascite utilisée (Figure 58).  
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Figure 58 : Effet de l'ascite sur l’actine. 

Les monocouches mésothéliales ont été incubées avec du milieu de culture ou les ascites (#1, #2, #3, 
#4, #5, #6, #7 ou #8) pendant 24 h. Un Western blot représentatif pour l'expression de l’actine dans les 
cellules Met-5A a été analysé. Des quantités égales (10 ug) de protéines totales des cellules Met-5a 
ont été séparées sur SDS-PAGE dans des conditions réductrices. La tubuline a été utilisée comme 
témoin de charge. Les données sont représentatives de trois expériences indépendante exprimées en 
moyenne ± SEM et représentatives de trois expériences indépendantes. ns : non significatif. M : 
Marqueur de poids moléculaire. 

 

 

En ce qui concerne l’impact de l’ascite sur l'ancrage cellulaire, le marquage de la vinculine 

permet de visualiser les plaques d’adhésions focales au niveau des membranes cellulaires 

(Figure 56). Ces plaques d’adhésions appelées aussi contacts focaux sont de véritables 

structures d’adhérence et de signalisation cellulaire. Ces points d’ancrage sont très présents 

et organisés lorsque les cellules sont incubées en milieu de culture classique. En ascite, le 

marquage est diffus et moins prononcé ce qui évoque une désorganisation des structures 

d’ancrage associées à la vinculine (Figure 56).  

 

Ces résultats illustrent l’impact de l'ascite sur la déstabilisation du mésothélium, il 

induit une désorganisation de l’ancrage des cellules à leur MEC perturbant notamment 

l’organisation des contacts focaux ainsi qu’une réorganisation du cytosquelette de 

l'actine avec l’apparition de « membrane ruffle ». Ces modifications ont pour 

conséquence une rétraction des cellules mésothéliales. 

 

  



 Présentation des résultats 

114 

 

Afin de vérifier cette hypothèse sur la rétraction cellulaire, la topographie ainsi que l’élasticité 

des cellules Met-5a ont été étudiées par une analyse au microscope atomique.  

Après 24 h d'incubation des cellules Met-5A avec le milieu de culture ou l’ascite, l’observation 

topographique des cellules mésothéliales au microscope à force atomique semble indiquer 

une rétraction des cellules et une perte des points d’ancrage en condition ascitique. De plus, 

on peut observer à nouveau les « membrane ruffles » (Figure 59).  (Résultats préliminaires) 

 

A) Milieu de culture Ascites 

 

  

B)  Milieu de culture Ascites 

 

  

Figure 59 : Effet de l'ascite sur la rétraction des cellules mésothéliales. 

Les cellules Met-5a isolées ont été incubées 24 h avec le milieu de culture ou de l’ascite et ont ensuite 
été analysées avec un microscope électronique à force atomique. A : Projection 3D de la topographique. 
B : Représentation topographique de surface.  

 

Le module élastique, aussi appelé module de Young, est la constante qui relie la contrainte de 

traction et le début de la déformation d'un matériau élastique. Cette mesure d’élasticité est en 

Pascal (Pa). En biologie cellulaire, ces mesures permettent d’évaluer l’élasticité d’une cellule 

et donc sa motilité [156,157]. Lorsque les cellules sont cultivées dans l’ascites, il y a une 

diminution de l’élasticité moyenne comparée aux cellules cultivées en milieu de culture 

classique (~10 vs 15 kPa). Cette dernière traduit un gain de motilité des cellules mésothéliale 

en présence d’ascites (Figure 60). (Résultats préliminaires) 
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Figure 60 : Effet de l'ascite sur l'élasticité des cellules mésothéliales. 

Distribution des mesures d’élasticité (module de Young). Des monocouches mésothéliales ont été 
incubées 24 h avec le milieu de culture ou de l’ascite et ont ensuite été analysées avec un microscope 
électronique à force atomique.  

 

Ces données démontrent l’impact de l’ascite sur sa capacité à influencer l’élasticité des 

cellules mésothéliale, caractéristique qui pourrait permettent aux cellules de se 

rétracter et perdre l'intégrité de la barrière mésothéliale. 

 

3.5. Ascite et signalisation : Etude de la voie de signalisation RhoA/Rac1/Cdc42 

dans les cellules mésothéliales 

La déstabilisation du mésothélium et la perturbation de l’organisation cellulaire mésothéliale 

nous ont incité à évaluer l’impact des ascites sur la signalisation cellulaire. Notamment celle 

accompagnant la réorganisation du cytosquelette. Une immunoprécipitation (IP) a été réalisée 

à l’aide de billes Rhotekin-RBD et PAK-PBD pour détecter l’activation des GTPase : RhoA, de 

Cdc42 et de Rac1. Ces mesures d’activation ont été réalisées sur les monocouches 

mésothéliales après 30 minutes ou 24 heures d'incubation avec du milieu de culture ou les 

ascites #1, #2 ou #6. 

Le taux d'activation des protéines RhoA et Cdc42 ne montrent pas de différences significatives 

entre le milieu de culture et l'ascite (Figure 61).  
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Les résultats des immunoprécipitations montrent que l'activation basale de Rac1 est faible 

dans les cellules mésothéliales, mais lorsque les cellules ont été incubées avec les ascites, 

une augmentation de l'activation de Rac1 est observable dès 30 minutes (Figure 61). Cette 

augmentation de l'activation de Rac1 dans les cellules est accentuée à 24 heures avec les 

ascites #1 et #2. L'activation de Rac1 dans les cellules avec l'ascite #6 semble constante au 

cours du temps.  

 

Figure 61 : Effet de l'ascite sur les effecteurs de la dynamique du cytosquelette : RhoA, Cdc42 et 
Rac1. 

Les cellules Met-5A ont été incubées pendant 30 minutes ou 24 heures avec du milieu de culture ou 
des ascites (#1, #4 ou #6). Une immunoprécipitation de RhoA activé, Cdc42 activé ou Rac1 activé a été 
réalisée suivit d’un Western blot. Le ratio entre la forme activée de la protéine et la quantité totale de 
protéine a été calculé.  
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Par ailleurs, l'analyse par immunofluorescence de l'actine a révélé une augmentation du 

nombre de cellules riches en « membrane ruffles » lorsque les cellules sont en présence 

d’ascite par rapport au milieu de culture. La localisation par immunofluorescence de Rac-1 au 

sein de ces extensions cytoplasmiques (membrane ruffles) conforte le fait que cette GTPase 

est activée en présence d’ascite (Figure 62).  

 

Ces résultats d’activation de Rac1 dans les cellules mésothéliales en présence d’ascite 

sont en accord avec les observations d'immunofluorescence, en effet les ascites #1 et 

#2 génèrent plus de « volants » membranaires tandis que l'ascite #6 induit une 

morphologie mésenchymateuse des cellules.  
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Figure 62 : Effet de l'ascite sur la localisation de Rac1. 

Les cellules Met-5A ont été incubées pendant 24 heures avec du milieu de culture ou des ascites (#1, 
#4 ou #6). Marquage par immunofluorescence de l’actine (Orange) et de Rac1 (Vert) exprimées dans 
les cellules Met-5A. L’ADN des noyaux cellulaires ont été marqués avec du Hoechst (bleu). Les cellules 
ont été examinées par microscopie confocale à balayage laser. Barre d'échelle : 50 µm. 
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Conclusion : Partie 3 « Impact de l’ascite sur le mésothélium » 

 

L’ascite favorise la densification et la formation de réseaux de protéines matricielles à 

la surface du mésothélium. 

L’ascite a un impact sur la diminution de la viabilité des cellules mésothéliales en 

monocouche ainsi que sur la perturbation de leur répartition dans le cycle cellulaire 

favorisant la fragilisation du mésothélium. 

La perte d’intégrité de la monocouche mésothéliale due à une diminution des jonctions 

cellulaires, une réorganisation du cytosquelette d’actine avec l’apparition de 

« membrane ruffle », une perte des contacts focaux et un gain d’élasticité des cellules 

mésothéliales s’accompagnent d’une rétraction des cellules lorsqu’elles sont au 

contact de l’ascite.  

 

Ces données illustrées dans cette partie de résultats suggèrent que les effets des 

ascites décrits, pourraient faciliter l’implantation des sphéroïdes tumoraux ovariens sur 

le mésothélium puis la migration transmésothéliale des cellules cancéreuses.  
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4. Impact de l’ascite sur la dispersion des sphéroïdes sur un revêtement matriciel  

4.1. Impact de l’ascite sur la dispersion des sphéroïdes sur la fibronectine et sur le 

fibrinogène  

Pour accéder au tissu conjonctif sous-jacent du mésothélium et y établir des métastases, les 

cellules cancéreuses ovariennes isolées ou en sphéroïdes s’implantent dans un premier temps 

au niveau du mésothélium péritonéal. Comme le montre la Figure 47, les cellules 

mésothéliales expriment et organisent de la Fn en présence d’ascite. De plus, l'ascite est une 

source de Fg comme décrit précédemment. Ces deux protéines se déposent et se localisent 

au niveau du mésothélium et s’organisent en réseau sous l’influence de l’ascite et de la 

présence des cellules mésothéliales. Il nous a paru pertinent d’évaluer la capacité des 

sphéroïdes à se fixer et se désagréger sur ces protéines dans des conditions ascitiques.  

Les sphéroïdes ont été déposés sur des lamelles en verre (contrôle), ou sur des lamelles en 

verre recouvertes d'un revêtement (coating) de Fn ou de Fg. Les sphéroïdes ont été incubés 

pendant 24 h, dans le milieu de culture ou dans l’ascite. Dans le milieu de culture, les 

sphéroïdes adhérents aux surfaces dans les 3 conditions mais les sphéroïdes se sont plus 

rapidement désagrégés sur le revêtement de Fn que sur le revêtement de Fg (Figure 63). Ces 

résultats sont en accords avec les tests d’adhérence de cellules isolées, effectivement les 

cellules cancéreuses adhérent davantage sur la fibronectine que sur le fibrinogène (résultats 

non montrés). En ascites, la désagrégation des sphéroïdes est plus marquée ainsi que de la 

dispersion et la migration des cellules isolées sur les 3 types de surfaces, par rapport au milieu 

de culture.  
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Figure 63 : Effet de l’ascite sur la dispersion des sphéroïdes sur différents supports. 

Des sphéroïdes préalablement formés ont été déposés sur des lames de verres, recouvertes ou non de 
Fn ou de Fg dans du milieu de culture ou en ascites. Des photos au microscope à contraste de phase 
des sphéroïdes et de leur dispersion ont été prises après 24 h d’incubation. Barre d’échelle : 200 µm.  

 

Les sphéroïdes adhèrent et se dispersent sur différentes protéines particulièrement 

exprimées et organisées au sein du microenvironnement mésothélial. De plus cette 

désagrégation des sphéroïdes est stimulée dans les ascites. 

 

4.2. Localisation et implication des intégrines dans les sphéroïdes tumoraux 

ovariens 

Les intégrines jouent un rôle clé dans le comportement des cellules cancéreuses et en 

particulier dans l’adhérence et la migration des cellules.  

Les intégrines α5β1, dont le ligand principal est la Fn mais qui a aussi pour ligand le Fg, ont 

été marquées par immunofluorescence pour pouvoir observer leur présence et leur localisation 

sur les sphéroïdes, ainsi que dans les cellules qui s'étalaient sur le revêtement de Fg après 24 

h d'incubation en ascite.  

La localisation des intégrines au point de contacts cellule-substrat et de contacts cellule-cellule 

est observée. Cette localisation se fait en particulier au niveau des contacts focaux aux abords 

des cellules étalées, soulignant la présence de structures de type lamellipodes et 
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pseudopodes. La présence des intégrines α5β1 sur les cellules migrant hors du sphéroïde et 

s’étalant sur le revêtement de Fg suggère que ces interactions impliquent des intégrines 

(Figure 64). Des résultats similaires sont obtenus avec le revêtement de Fn.  
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Figure 64 : Visualisation des intégrines dans la dispersion des sphéroïdes sur les revêtements 
protéiques. 

Des sphéroïdes préalablement formés ont été déposés sur des lames de verres recouvertes de Fg en 
MC ou en ascites. Les différents marquages (actine, intégrines α5β1, noyaux) ont été réalisés après 24 
h d’incubation. Les sphéroïdes ont été examinés par microscopie confocale à balayage laser. Barre 
d’échelle : 50 µm.  

 

La présence d’intégrines sur les cellules migrantes hors du sphéroïde, lorsque celui-ci 

est sur un revêtement de Fg, pourrait mettre en exergue une cible moléculaire impliquée 

lors des processus d’ancrage et de désagrégation des sphéroïdes sur le péritoine lui-

même recouvert de Fg ascitique.  

 

4.3. Implication des intégrines dans la dispersion des sphéroïdes tumoraux 

ovariens sur la fibronectine et le fibrinogène 

Comme mentionné dans l’introduction bibliographique, et notamment par nos études 

antérieures, les intégrines αV et α5, sont particulièrement sollicitées dans le comportement 

des cellules cancéreuses ovariennes. Pour évaluer leur implication dans la dispersion des 

sphéroïdes sur le Fg, les sphéroïdes ont été pré-incubés pendant une nuit avec deux 

antagonistes d'intégrine. Le premier, couramment utilisé, C (-RGDfc) est un peptide bloquant 
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spécifique des intégrines αV et le second, le Cilengitide spécifique des intégrines αVβ3, αVβ5 

et α5β1 [153]. Après incubation avec ces antagonistes d'intégrine, les sphéroïdes ont été 

déposés sur un revêtement Fn ou Fg en présence de milieu de culture ou des ascites.  

Après 24 h d'incubation, le pourcentage de sphéroïdes adhérents ou non sur les revêtements 

de Fn ou de Fg a été calculés et les surfaces de dispersion (µm²) des sphéroïdes adhérents 

aux coatings ont été mesurées. 

L’analyse de l’adhérence des sphéroïdes sur les coatings, indique que le peptide cilengitide 

inhibe totalement l’adhérence de certains sphéroïdes et ceci particulièrement sur le fibrinogène 

(Tableau 5). 

 

Conditions Sphéroïdes adhérents Sphéroïdes non-adhérents 

F
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n

e
c
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n
e

 MC 
Ctrl 100% 0% 

Cilengitide 100% 0% 

#2 
Ctrl 100% 0% 

Cilengitide 33% 66% 

#4 
Ctrl 100% 0% 

Cilengitide 25% 75% 
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n
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e
 

MC 
Ctrl 100% 0% 

Cilengitide 60,00% 40,00% 

#2 
Ctrl 100% 0% 

Cilengitide 45,50% 55,50% 

#4 
Ctrl 100% 0% 

Cilengitide 0% 100% 

 

Tableau 5 : Inhibition de l’adhérence des sphéroïdes par blocage des intégrines. 

Les sphéroïdes ont préalablement été pré-incubés avec le peptide Cilengitide (50 µg / ml) bloquant les 
intégrines αVβ3, αVβ5 et α5β1. Puis, ils ont été déposés sur des lamelles recouvertes de Fn ou de Fg 
et incubés en milieu de culture ou en ascite (#2 ou #4).  Les pourcentages de sphéroïdes adhérents ou 
non-adhérents ont ensuite été calculés.   

 

Concernant la dispersion des sphéroïdes adhérents, comme décrit ci-dessus, les surfaces de 

désagrégation des sphéroïdes sans peptides (ctrl) confirment que la désagrégation des 

sphéroïdes est favorisée par l’ascites par rapport au milieu de culture (respectivement 202 128 

µm² vs 129 096 µm² sur le coating de Fn et 104 537 µm² vs 60 969 µm² sur le coating de Fg). 
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De plus, les résultats contrôles permettent aussi de confirmer que les sphéroïdes se 

désagrègent mieux sur le revêtement de Fn que de Fg. (Figure 65) 

En milieu de culture, l'ajout du peptide C (-RGDfc) (RGD) diminue la désagrégation des 

sphéroïdes sur les revêtements de Fn et de Fg avec respectivement 15,7% et 36,6% 

d'inhibition. Toujours en milieu de culture, le cilengitide provoque une réduction significative 

de la désagrégation des sphéroïdes sur les revêtements de Fn et de Fg avec respectivement 

78,7% et 76,2% d'inhibition (Figure 65 B). 

En conditions ascitiques, la présence du peptide RGD diminue significativement la capacité 

des sphéroïdes à se désagréger sur la Fn ou le Fg avec respectivement 67,5% et 41,4% 

d'inhibition. Toujours en ascites, le cilengitide inhibe drastiquement la désagrégation des 

sphéroïdes sur le coating de Fn ou de Fg avec respectivement 77,4 et 95,3% (Figure 65 B). 

 

Ces résultats démontrent l'implication des intégrines αV et des intégrines α5β1 dans 

l’ancrage et la désagrégation des sphéroïdes tumoraux ovarien sur les protéines 

matricielles que sont le Fn et le Fg. 
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Figure 65 : Effet de l’ascite sur la dispersion des sphéroïdes sur les revêtements matriciels : 
implication des intégrines. 

C (-RGDfc) est un peptide bloquant spécifique des intégrines αV et Cilengitide spécifique des intégrines 
αVβ3, αVβ5 et α5β1. Les sphéroïdes ont été pré-incubés pendant 2 h 30 à 4 ° C avec le peptide bloquant 
RGD (100 µg / ml) ou Cilengitide (50 µg / ml), avant d'être déposés sur des lamelles de verre ou 
différentes supports protéiques (Fn ou Fg à 10 µg/ml) et incubés dans du milieu de culture ou en ascites. 
Les « témoins » sont des sphéroïdes qui ont été pré-incubés sans les peptides bloquants. (A) Des 
photographies représentatives prises au microscope à contraste de phase ont été prises après 24 
heures d'adhésion des sphéroïdes. Barre d'échelle : 200 µm. (B) Après 24 h d'incubation, les surfaces 
(µm²) de dispersion des sphéroïdes ont été calculées avec le logiciel ImageJ. Les résultats sont 
représentatifs d'au moins trois expériences indépendantes et sont exprimés en moyenne ± SEM. Les 
valeurs p ont été calculées par un test ANOVA unidirectionnel apparié (* P <0,05, ** P <0,01, *** P 
<0,001) avec des différences significatives estimées par comparaison du contrôle par rapport au RGD 
ou au cilengitide. 
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Conclusion, Partie 4 : « Impact de l’ascite sur la dispersion des sphéroïdes sur un 

revêtement matriciel » 

 

Les sphéroïdes ont la capacité d’adhérer et de se désagréger sur des protéines 

matricielles que l’on peut retrouver dans le microenvironnement tumoral péritonéal tels 

que la Fn et le Fg. 

L’ascite favorise la dispersion des sphéroïdes sur ces protéines.  

La présence des intégrines α5β1 dans les sphéroïdes et dans les cellules migrant hors 

de ces derniers a été confirmée.  

Les résultats, lorsque les intégrines ont été bloquées, ont montré une inhibition dans 

l’adhérence et la désagrégation des sphéroïdes sur la Fn ou le Fg ce qui révèle un rôle 

clé des intégrines dans ces mécanismes cellulaires.  

 

Ces résultats, pris dans leur ensemble, soulignent l’implication des intégrines dans les 

processus d’implantation sur des protéines matricielles retrouvées aux abords du 

mésothélium péritonéal, site privilégié des métastases du cancer ovarien.   

  



 Présentation des résultats 

127 

 

5. Ascite et co-culture : Impact de l’ascite sur la dispersion des sphéroïdes tumoraux 

ovariens sur le mésothélium  

Afin de se rapprocher au mieux de l’in vivo et des conditions physiopathologiques de 

l'implantation péritonéale, un modèle approprié de co-culture a été développé afin d’évaluer 

l’interaction des sphéroïdes avec la monocouche mésothéliale.  

 

5.1. Cinétique de dispersion des sphéroïdes tumoraux ovariens sur le mésothélium  

Pour observer les différences de désagrégation des sphéroïdes sur la monocouche 

mésothéliale au cours du temps, une cinétique de co-culture a été réalisée en présence de 

milieu de culture ou en ascite. Premièrement, quelle que soit la condition de culture, les 

sphéroïdes ont adhérés sur la monocouche mésothéliale. Deuxièmement, la vitesse de 

dispersion des sphéroïdes sur la monocouche mésothéliale est stimulée en présence d’ascite 

(Figure 66). Effectivement, dès 18 h les différences de dispersions sont visibles entre les deux 

conditions : en ascite, le sphéroïde est plus étalé et les cellules se dispersent sur la 

monocouche mésothéliale.  
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Figure 66 : Effet des ascites sur la cinétique de dispersion des sphéroïdes sur la monocouche 
mésothéliale. 

Les sphéroïdes préalablement formés ont été déposés sur une monocouche mésothéliale confluente 

en milieu de culture ou en ascite. La co-culture a été observée et photographiée au microscope à 

contraste de phase à différents temps. Barre d’échelle : 200 µm. 

 

L’ascites favorise et stimule donc la désagrégation des sphéroïdes tumoraux sur la 

monocouche mésothéliale au cours du temps.  
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5.2. Localisation du fibrinogène/fibrine en co-culture in vitro et ex vivo  

Les sphéroïdes ont été incubés pendant 6 h ou 24 h sur la monocouche mésothéliale en 

culture classique ou dans l’ascite. Comme vu ci-dessus, quelle que soit la condition de culture, 

les sphéroïdes ont adhéré à la monocouche mésothéliale.   

En ascite, après 6 h d’incubation, le marquage immunofluorescent du Fg montre que les 

sphéroïdes sont enchevêtrés dans un réseau de Fg contrairement aux sphéroïdes en milieu 

de culture classique. Les acquisitions réalisées au MEB confirment la présence d'un réseau 

de fibrine dense autour des sphéroïdes cultivés en ascite (Figure 67 A). La fibrine agit comme 

une matrice adhésive qui permet aux sphéroïdes d'adhérer au mésothélium. Des cellules 

cancéreuses « ont pu quitter » les sphéroïdes et adhérer au mésothélium (Figure 67 B, flèche 

blanche). Au cours du temps, notamment à partir de 24 h de co-culture en ascite, les 

sphéroïdes s’étalent, se désagrègent sur la monocouche mésothéliale. En milieu de culture, 

la faible présence de fibrinogène et de fibrine, observée autour des sphéroïdes, est dû à la 

formation des sphéroïdes qui est réalisée avec la technique « Hanging drop » où les cellules 

sont dans une goutte d’ascite, source de Fg (cf mat et met).  

Des expérimentations ex vivo ont également été réalisées, les cellules cancéreuses ont été 

injectées à des souris au niveau de la cavité abdominale de la souris.  Après 28 jours, la souris 

a été sacrifiée et les tumeurs ancrées sur le péritoine ont été récupérées, inclus en paraffine 

et analysées en immunohistochimie après marquage du Fg/Fibrine. 

L’analyse des tumeurs ainsi « xénogreffées » révèle et confirme la présence de Fg et sa 

localisation à proximité de la barrière mésothéliales ainsi qu’autour des sphéroïdes, semblant 

être enchâssées dans un réseau protéique comprenant du Fg et/ou de la fibrine. (Figure 68). 

 

Le fibrinogène et la fibrine sont des constituants du microenvironnement péritonéal lors 

de l’implantation des tumeurs et sont localisés plus particulièrement au niveau des sites 

d’interactions entre les sphéroïdes et le mésothélium. 
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Figure 67 : Fibrinogène/fibrine et co-culture in vitro au cours du temps. 

La co-culture entre les sphéroïdes et la monocouche mésothéliale a été incubée en milieu de culture ou 
en ascite pendant 6 h ou 24 h. La co-culture a ensuite été analysée par MEB. Immunofluorescence du 
fibrinogène (vert). L’ADN des noyaux cellulaires ont été marqués avec du DAPI (bleu). La co-culture a 
été examinée par microscopie confocale à balayage laser. Barre d'échelle : de 200 µm. La figure du bas 
en MEB est un agrandissement. La flèche indique des cellules sortant du réseau de fibrine.  

 

 

Figure 68 : Expression du fibrinogène ex vivo aux abords du mésothélium de souris après 
l’implantation de cellules cancéreuses ovariennes. 

Une coupe de péritoine à partir de xénogreffe de cellules cancéreuses de l'ovaire injectée dans le 
péritoine de la souris a été soumise à une immunohistochimie du fibrinogène. Barre d'échelle : 300 µm.  
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Conclusion, Partie 5 : « Ascite et co-culture : Impact de l’ascite sur la dispersion des 

sphéroïdes tumoraux ovariens sur le mésothélium » 

 

Les sphéroïdes tumoraux ovariens ont la capacité d’adhérer au mésothélium, ce qui est 

l’étape initiale de la formation et de l’extension métastasique. 

Une fois l’ancrage établie, l’ascite favorise et stimule la dispersion des sphéroïdes sur 

le mésothélium. 

Dans le contexte pathologique étudié, ces résultats démontrent le fort impact de l’ascite 

dans les étapes initiales de l’adhérence des sphéroïdes tumoraux ovariens sur le 

mésothélium ainsi que de leur dispersion. De plus, la présence de fibrine aux abords 

du mésothélium semble révéler son pouvoir de « colle naturelle » qui facilite 

l’implantation des sphéroïdes avant leur dispersion.   

  



 Présentation des résultats 

131 

 

6. Ascite et clairance : Impact de l’ascite sur la clairance du mésothélium 

6.1. Visualisation et définition de la clairance 

Notre étude révèle que sous l’effet de l’ascite la monocouche mésothéliale est déstabilisée et 

que les sphéroïdes se dispersent dessus. In vivo, après l’implantation, les sphéroïdes ont la 

capacité de « pousser » les cellules mésothéliales pour pouvoir passer au travers le 

mésothélium (processus appelée migration transmésothéliale) et accéder aux tissus sous-

jacents.  Cette clairance peut se visualiser. Dans notre modèle de co-culture, les sphéroïdes 

tumoraux ont été incubés pendant 6 h avec la monocouche mésothéliale dans l'ascite.  

L'analyse au MEB montre une déstabilisation de la monocouche mésothéliale avec les cellules 

mésothéliales qui semblent être « poussées » par le sphéroïde (Figure 69, flèches blanches).  

 

Figure 69 : Observation de la clairance du mésothélium par les sphéroïdes. 

Une co-culture entre un sphéroïde et une monocouche mésothéliale a été analysée au MEB après 6 h 
d’incubation en ascite. Barre d’échelle : 100 µm.  

 

Les sphéroïdes tumoraux ovariens ont la capacité de provoquer la clairance du 

mésothélium pour pouvoir accéder aux tissus sous-jacents. 

 

6.2. Quantification de la clairance 

Afin d’observer le phénomène de clairance, les cellules de la monocouche mésothéliale sont 

marquées via l’incorporation de nanoparticules (cf mat et met) puis les sphéroïdes non 

marqués sont déposés dessus. La perte de la fluorescence de la monocouche témoigne de la 

clairance mésothéliale par les sphéroïdes.  La co-culture a été incubée avec du milieu de 

culture ou de l'ascite pendant 24 heures. 
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L’absence de la fluorescence de la monocouche mésothéliale, marquée avec les NPs, 

confirme à nouveau que l'ascite favorise la désagrégation des sphéroïdes sur la monocouche 

mésothéliale (Figure 70).  

Le marquage des cellules mésothéliales avec les nanoparticules permet de visualiser 

l'absence de fluorescence et donc de cellules mésothéliales à l'emplacement du sphéroïde. 

Cela suggère qu'il y a un mécanisme de clairance en plus du processus d'implantation.  

De plus, l’ascite favorise la clairance de monocouche mésothéliale par les sphéroïdes par 

rapport au milieu de culture.  
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Figure 70 : Effet de l'ascite sur la clairance du mésothélium par les sphéroïdes. 

Les sphéroïdes ont été déposés sur une monocouche de cellules mésothéliales préalablement marquée 
avec des nanoparticules (rouge). La co-culture a été incubée dans du milieu de culture ou en ascites 
pendant 24 h. L’ADN des noyaux cellulaires ont été colorés avec du DAPI (bleu) et la co-culture a été 
examinée par microscopie confocale à balayage laser. La clairance correspond à la zone où il n'y a pas 
de fluorescence des nanoparticules et par conséquent l'absence des cellules mésothéliales. Barre 
d'échelle : 100 µm.  

 

La clairance est un phénomène qui peut être visualisé en microscopie. En plus de 

favoriser la désagrégation des sphéroïdes, l’ascite facilite la clairance du mésothélium 

par les sphéroïdes.  
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6.3. Rôle des intégrines dans la clairance 

Nos résultats démontrent que les intégrines sont impliquées dans l'adhérence des sphéroïdes 

sur la fibronectine et sur le fibrinogène, ainsi que dans leur désagrégation.  

Des tests d’ancrage des sphéroïdes sur le mésothélium ont été réalisés suite au blocage des 

intégrines, pour évaluer l’implication de ces récepteurs dans le mécanisme de clairance. Les 

sphéroïdes ont été pré-incubés avec les peptides bloquants C (-RGDfc) ou Cilengitide ou sans 

peptides (ctrl). Ils ont ensuite été déposés sur la monocouche mésothéliale préalablement 

marquée avec les nanoparticules.  Cette co-culture a été incubée avec le milieu de culture ou 

de l’ascite. Après 24 heures d'incubation, les zones sans fluorescence ont été mesurées (μm²).  

En l’absence de peptides bloquants, les mesures confirment que l’ascite favorise la clairance 

comparée au milieu de culture (respectivement 147 842 µm² vs 127 807 µm²).  

En condition de culture classique, par rapport au témoin, l'ajout du RGD ou du Cilengitide 

permet une inhibition significative de la clairance de respectivement 71,3% et 72,6%. En 

ascite, le peptide RGD déclenche une réduction significative de la clairance de 64,2% tandis 

que le cilengitide inhibe plus drastiquement la clairance avec 97,1% d'inhibition (Figure 71).  

Le cilengitide semble avoir un effet inhibiteur plus marqué en ascites sur la clairance du 

mésothélium par les sphéroïdes par rapport au milieu de culture. 

 

Ces résultats démontrent l'implication des intégrines de la famille αV ainsi que des 

intégrines α5β1 dans la clairance du mésothélium par les sphéroïdes tumoraux. 
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Figure 71 : Implication des intégrines dans la clairance du mésothélium par les sphéroïdes tumoraux 
ovariens. 

C (-RGDfc) est un peptide bloquant spécifiquement les intégrines αV et le Cilengitide (Cil) bloque 
spécifiquement les intégrines αVβ3, αVβ5 et α5β1. Les sphéroïdes ont été pré-incubés pendant 2 h 30 
à 4 ° C avec les peptides RGD (100 µg / ml) ou Cilengitide (50 µg / ml), avant d'être déposés sur 
monocouche de cellules mésothéliales préalablement marquées avec des nanoparticules. Les contrôles 
(Ctrl) sont des sphéroïdes qui ont été pré-incubés sans les peptides bloquants. Les co-cultures ont été 
incubées dans du milieu de culture ou en ascites. Après 24 h d'incubation, les zones (µm²) d'absence 
de coloration par des nanoparticules ont été mesurées avec le logiciel ImageJ, pour quantifier la 
clairance de la monocouche mésothéliale par les sphéroïdes. Les résultats sont représentatifs d'au 
moins trois expériences indépendantes et sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs p ont été 
calculées par un test ANOVA unidirectionnel apparié (** P <0,01, *** P <0,001) avec des différences 
significatives estimées par comparaison Ctrl vs RGD ou Cilengitide. 
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Conclusion, Partie 6 : « Ascite et clairance : Impact de l’ascite sur la clairance du 

mésothélium » 

 

L'ascite est un composant du microenvironnement péritonéal qui peut agir à la fois sur 

les cellules saines et les cellules cancéreuses. Affaiblissant et déstabilisant le 

mésothélium d’une part, et en stimulant l’ancrage et l’invasion des cellules cancéreuses 

au travers le mésothélium (transmigration) d’autre part, l’ascite renforce ainsi la 

clairance mésothéliale et probablement l'invasion du tissu conjonctif sous-jacent.  

Ce mécanisme est intégrines-dépendant, les intégrines αv et α5 en étant deux acteurs 

clés. Leurs interactions avec leurs ligand, Fn, Fg, Fibrine et Vn (selon nos études 

antérieures dans le laboratoire) semblent donc être fortement sollicitées.  

Ces résultats mettent en exergue des protéines qui pourraient être considérées comme 

des cibles thérapeutiques. Leur inhibition pouvant conduire à limiter la formation de 

métastases péritonéales.  
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7. Ascite et transmigration mésothéliale 

Le processus de métastase implique l’adhérence des sphéroïdes, leur dispersion ainsi que la 

clairance du mésothélium pour permettre la migration des cellules cancéreuses au travers du 

mésothélium, pour pouvoir accéder aux tissus sous-jacents et les coloniser. Pour observer un 

tel mécanisme, il est nécessaire d’avoir un modèle tridimensionnel regroupant ces 

protagonistes retrouvés in vivo. La mise en place d’un modèle 3D pour pouvoir quantifier cette 

transmigration en conditions ascitiques est nécessaire.  

 

7.1. Migration des cellules cancéreuses ovariennes isolées  

Une quantification de la migration a été réalisée en utilisant des chambres de Boyden 

recouvertes ou non de fibronectine ou de fibrinogène. Les cellules cancéreuses ovariennes 

ont été déposées dans la partie supérieure de la chambre de Boyden pour pouvoir quantifier 

leur migration au travers du filtre vers la chambre inférieure. 

Plusieurs études ont montré que l’ascite avait un rôle de chimioattractant, en augmentant la 

migration des cellules cancéreuses vers la chambre inférieure, lorsque celle-ci était en ascites 

comparée au milieu de culture.  

Cependant, in vivo, les cellules baignent dans l’ascite avant de migrer au travers du 

mésothélium, c’est pourquoi dans cette étude nous avons pris le parti d’incuber directement 

les cellules cancéreuses en ascite dans la partie supérieure de la chambre de Boyden (cf mat 

et met).  

Lorsque la chambre inférieure contient du milieu de culture, on observe une migration quelle 

que soit la condition de recouvrement du filtre (~ 50 cellules / champs). Lorsque la chambre 

inférieure contient des ascites, il y a une augmentation du nombre de cellules cancéreuses qui 

migrent quel que soit la condition de recouvrement du filtre (~ 80 cellules / champs). Dans ce 

cas, c’est une migration de type chimiocinèse qui se définie comme un mouvement cellulaire 

aléatoire en l'absence de gradients de chimioattractants (Figure 72). 

In vivo, les cellules cancéreuses ovariennes qui migrent au travers du mésothélium se 

retrouvent au niveau du tissu conjonctif et sont donc au contact d’un nouveau type de 

microenvironnement. Les cellules cancéreuses ont donc été mises au contact de l’ascite 

comme dans la cavité péritonéale et le chimioattractant de la chambre inférieure était du milieu 

conditionné (pendant 24 h) de fibroblastes afin de mimer le tissu conjonctif sous-jacent au 

mésothélium.  
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Le milieu conditionné de fibroblastes favorise la migration des cellules au travers du filtre (~ 

160 cellules / champs) ainsi qu’au travers du filtre recouvert de Fn (~ 114 cellules / champs). 

Ce type de migration est de la chimiotaxie qui est définie comme le mouvement des cellules 

vers des gradients de concentration d'attractifs solubilisés (Figure 72).  

Lorsque le filtre est recouvert de fibrinogène, le milieu conditionné ne favorise pas la migration 

des cellules cancéreuses par rapport à l’ascite. Ceci peut s’expliquer par le fait que le 

fibrinogène joue un rôle de « colle naturelle » ce qui piège les cellules et ne leur permet pas 

de migrer dans un premier temps aussi vite qu’au travers de la Fn. 

 

Figure 72 : Effets de l'ascite et du milieu conditionné de fibroblastes sur la migration des cellules 
SKOV3. 

La migration a été estimée en chambre de Boyden. Les filtres des chambres de Boyden ont été 
recouverts ou non de Fn ou de Fg. Les cellules SKOV3 ont été déposées dans la chambre supérieure 
en ascite. Dans la chambre inférieure, différents chimioattractants ont été déposés :  milieu de culture 
(MC), ascite (ASC) ou milieu de conditionné de fibroblastes (MCF). Le nombre de cellules ayant migrées 
a été compté sur 5 champs après 24 h de migration. Les résultats sont représentatifs d'au moins trois 
expériences indépendantes et sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs p ont été calculées par 
un test ANOVA unidirectionnel apparié (* P <0,05, *** P <0,001) 

 

Le milieu conditionné de fibroblaste et donc les molécules actives sécrétées par les 

cellules du tissu conjonctif ont un pouvoir chimioattractant plus élevé que celui de 

l’ascite, ce qui pourrait jouer un rôle important dans la transmigration des cellules 

cancéreuses au travers du mésothélium. De plus, la présence de fibrinogène ne semble 

pas empêcher la migration des cellules mais légèrement la réduire par rapport à la Fn.  

 

L’ascite a donc un effet stimulant sur la migration des cellules SKOV3. Une analyse au 

microscope à force atomique a été réalisée sur ces cellules en milieu de culture ou en ascites. 

L’ascite confère une meilleure élasticité aux cellules cancéreuses ce qui confirme 

l’augmentation de la capacité migratoire des cellules cancéreuses ovariennes par l’ascite. 

(Figure 73). (Résultats préliminaires) 
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Figure 73 : Effet de l'ascite sur l'élasticité des cellules SKOV3. 

Les cellules SKOV3 ont été analysées au microscope à force atomique après 24 h d’incubation en milieu 
de culture (MC) ou en ascite (ASC). Le module élastique des cellules SKOV3 a été déterminé avec 
plusieurs mesures sur différentes cellules, 19 mesures en MC et 34 mesures en ASC. 

 

 

7.2. Invasion de gels de fibrine par les cellules cancéreuses isolées ou en 

sphéroïdes et implication des intégrines 

L’invasion des cellules isolées SKOV3 à travers du matrigel ou d’un gel de fibrine au cours du 

temps a été étudié. Ce test a été réalisé avec de l’ascite dans la chambre supérieure pour les 

mêmes raisons que vues précédemment. Puis la chambre inférieure a été composée de milieu 

de culture ou d’ascite pour estimer si l’ascite était un chimioattractant dans le processus 

d’invasion.  

Les cellules cancéreuses SKOV3 commencent à envahir le matrigel à partir de 48 h dans les 

conditions classiques et ascitiques, même si elles sont peu nombreuses (respectivement ~ 4 

et ~ 7 cellules / champs) (Figure 74).  

En comparaison, les cellules cancéreuses migrent beaucoup plus dans le gel composé 

uniquement de fibrine. De plus, cette invasion commence dès 24 h lorsque le chimioattractant 

est l’ascite (~ 39 cellules / champs). Après 48 h d’incubation, l’ascite favorise toujours l’invasion 

de cellules cancéreuses ovariennes par rapport au milieu de culture avec respectivement ~ 80 

contre ~ 26 cellules / champs (Figure 74). 

 

MC ASC 
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Figure 74 : Effet de l'ascite sur l'invasion des cellules SKOV3 isolées. 

L’invasion des cellules SKOV3 a été quantifiée en chambre de Boyden. La chambre supérieure a été 
remplie de matrigel ou de gel de fibrine. Après polymérisation des gels, de l’ascite ainsi que les cellules 
SKOV3 ont été rajoutées. Dans la chambre inférieure, différents chimioattractants ont été déposés : du 
milieu de culture (MC) ou de l’ascite (ASC). Le nombre de cellules ayant migrées a été compté sur 5 
champs après 24 h ou 48 h d’invasion. Les résultats sont représentatifs d'au moins trois expériences 
indépendantes et sont exprimés en moyenne ± SEM. Les valeurs p ont été calculées par un test ANOVA 
unidirectionnel apparié (* P <0,05, *** P <0,001) 

 

Ces résultats montrent dans un premier temps que les cellules cancéreuses SKOV3 

peuvent migrer au travers du gel de fibrine et en second temps que cette invasion est 

stimulée par l’ascite.  

 

Ainsi, pour compléter et incrémenter notre modèle de co-culture, un modèle tridimensionnel 

en gel de fibrine a été développé pour observer et comprendre la mécanistique de 

l’implantation tumorale sur le péritoine, la désagrégation des sphéroïdes et l'invasion du 

mésothélium par les cellules cancéreuses ovariennes.  

Les sphéroïdes ont été pré-incubés avec les peptides bloquants, le peptide C (-RGDfc) ou le 

cilengitide, ou sans peptides comme contrôle et ont été « encapsulés » au sein de gels de 

fibrine.  Les sphéroïdes piégés dans des gels de fibrine ont été incubés avec du milieu de 

culture ou de l'ascite. A 24h, les surfaces (µm²) de désagrégation des sphéroïdes ont été 

mesurées. 

Premièrement, en l’absence de peptides bloquants, les sphéroïdes sont capables de se 

disperser dans le gel de fibrine quelle que soit la condition de la culture utilisée. Cependant, 

les peptides bloquants réduisent la désagrégation des sphéroïdes dans les gels de 

fibrine (Figure 75 A). En condition de culture classique, par rapport au témoin, l'ajout du RGD 

ou du Cilengitide a inhibé significativement la désagrégation et l'invasion de respectivement 

59,7 et 73,1%. En ascite, le peptide RGD et le cilengitide ont déclenché une réduction similaire 

et significative de l'invasion d’environ 55% par rapport au témoin (Figure 75 B). 
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Ces résultats montrent « l'affinité » des sphéroïdes tumoraux pour le fibrinogène / fibrine. La 

désagrégation des sphéroïdes et l'invasion des cellules cancéreuses de l'ovaire dépendent 

des interactions, entre autres, intégrines αV et α5 / Fibrinogène.  

 

A)   B) 
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Figure 75 : Effet de l'ascite sur la dispersion des sphéroïdes dans des gels de fibrine. 

C (-RGDfc) est un peptide bloquant spécifiquement les intégrines αV et le Cilengitide (Cil) bloque 
spécifiquement les intégrines αVβ3, αVβ5 et α5β1. Les sphéroïdes ont été pré-incubés pendant 2 h 30 
à 4 ° C avec les peptides RGD (100 µg / ml) ou Cilengitide (50 µg / ml), avant d'être inclus dans un gel 
de fibrine et incubés dans du milieu de culture ou en ascites. Les contrôles (Ctrl) sont des sphéroïdes 
qui ont été pré-incubés sans les peptides bloquants. (A) Des photographies représentatives prises au 
microscope à contraste de phase ont été prises après 24 heures d’incubation. Barre d’échelle : 200 µm. 
(B) Au même temps, les surfaces (µm²) de dispersion des sphéroïdes ont été calculées avec le logiciel 
ImageJ. Les résultats sont représentatifs d'au moins trois expériences indépendantes et sont exprimés 
en moyenne ± SEM. Les valeurs p ont été calculées par un test ANOVA unidirectionnel apparié (** P 
<0,01, *** P <0,001) avec des différences significatives estimées par comparaison Ctrl vs RGD ou 
Cilengitide.  
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Conclusion, Partie 7 : « Ascite et transmigration mésothéliale » 

 

Ces résultats montrent l’importance de l’ascite sur sa capacité à augmenter la migration 

et l’invasion des cellules cancéreuses ovariennes.  

De plus, un nouveau microenvironnement, retrouvé au niveau du tissu conjonctif sous-

jacent, joue aussi un rôle favorisant la migration des cellules cancéreuses ovariennes.  

Enfin, la dispersion et l’invasion des sphéroïdes dans les gels de fibrine sont intégrines 

dépendantes.  

Ces données tendent à dire que les différents microenvironnements (l’ascite et les 

molécules/protéines délivrées par les fibroblastes) rencontrés par les cellules 

cancéreuses ovariennes favorisent leur migration et leur invasion, permettant la 

colonisation et la création d’une niche métastasique mésothéliale propice.  
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8. Impact de l’ascite sur les sphéroïdes tumoraux mixtes  

Comme démontré ci-dessus l’ascite a une influence sur la dispersion des sphéroïdes tumoraux 

ovariens ainsi que sur la migration et l’invasion des cellules cancéreuses ovariennes. Les 

expériences jusqu’ici ont été réalisées avec la lignée cancéreuse ovarienne SKOV3 qui a un 

phénotype et des propriétés migratoires accrues. In vivo, il y a une hétérogénéité des 

phénotypes des cellules cancéreuses ovariennes [101,158]. C’est pourquoi nous avons tenté 

de générer des sphéroïdes « mixtes », qui se composent des cellules SKOV3 mais aussi de 

cellules IGROV1, une autre lignée cancéreuse ovarienne. 

Dans un premier temps, ces sphéroïdes « mixtes » ont été déposés sur une monocouche 

mésothéliale en ascite et la dispersion de ces derniers a été observée.  

Les sphéroïdes commencent à adhérer dès 24 h et à se disperser sur la monocouche 

mésothéliale dès 48 h (Figure 76). Des cellules migrent hors du sphéroïdes (flèches bleues) 

mais le cœur du sphéroïde (flèche rouge) ne se désagrège pas totalement même au bout de 

72 h.  

 

 

 

Figure 76 : Dispersion de sphéroïdes mixtes SKOV3/IGROV1 sur le mésothélium.  

Des sphéroïdes mixtes ont été générés selon la technique « Hanging drop » et déposés sur une 
monocouche mésothéliale en ascite. La co-culture a été photographiée au microscope optique à 
contraste de phase à différents temps. Les flèches bleues indiquent les cellules qui migrent sur la 
monocouche. La flèche rouge indique le cœur du sphéroïde.  
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Dans un second temps, pour mieux discriminer les deux lignées cellulaires, chacune des deux 

lignées a été marquée via l’incorporation des nanoparticules précédemment utilisées (SKOV3 

avec les NPs Cy3 et IGROV1 avec les NPs Cy5, cf mat et met). Les sphéroïdes ont été formés 

avec un ratio de 1 : 1 pour chacune des lignées puis disposés sur une monocouche 

mésothéliale non marquée puis incubés en milieu de culture ou en ascite pendant 24 h. 

En milieu de culture classique, l’intensité maximale de la fluorescence Cy5 est au centre du 

sphéroïdes et la fluorescence de Cy3 est répartie sur l’ensemble du sphéroïde. Ceci montre 

qu’il y a un cœur de cellules IGROV1 au centre du sphéroïde et que les cellules SKOV3 sont 

réparties de manières homogène dans le sphéroïde (Figure 77 A).  

En ascite, l’intensité maximale de la fluorescence de la Cy5 est au centre du sphéroïde mais 

plus étendue qu’en condition classique. L’intensité maximale de la fluorescence de la Cy3 

reste homogène dans le sphéroïde mais réduite au centre de ce dernier. L’ascite favorise la 

dispersion et la migration des cellules IGROV1 dans le sphéroïde et augmente la dispersion 

des cellules SKOV3 hors du sphéroïde, vers et sur le mésothélium (Figure 77 B).  
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A) 

 

B) 

 

Figure 77 : Effet de l’ascite sur la répartition des cellules SKOV3 et IGROV1 dans la co-culture entre 
les sphéroïdes mixtes et la monocouche mésothéliale. 

Les lignées cellulaires cancéreuses ovariennes ont été marquées via l’incorporation des nanoparticules 
précédemment utilisées (SKOV3 avec les NPs Cy3 et IGROV1 avec les NPs Cy5). Les sphéroïdes 
mixtes ont été formés avec un ratio de 1 : 1 pour chacune des lignées puis déposés sur une 
monocouche mésothéliale non marquée en milieu de culture ou en ascite pendant 24 h. Les résultats 
d’intensité de fluorescence ont été tracés à l'aide de la routine MATLAB personnalisée en milieu de 
culture (A) ou en ascite (B).  
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Conclusion, Partie 8 : « Impact de l’ascite sur les sphéroïdes tumoraux mixtes » 

 

Dans le contexte pathologique du cancer, il y a une hétérogénéité des 

microenvironnements et des protagonistes rencontrés. Cette hétérogénéité se retrouve 

aussi au niveau des différents comportements cellulaire des cellules cancéreuses.  

Les résultats des sphéroïdes mixtes montrent les différences de répartition des cellules 

cancéreuses dans le sphéroïde ainsi que dans leur dispersion sur la monocouche 

mésothéliale. 

Cependant, l’ascite favorise la capacité migratoire et invasive des deux lignées 

cellulaires même si celles-ci restent tout de même différentes.  
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9. Conception du modèle tridimensionnel : étape par étape 

Tout au long de ces travaux de doctorat nous avons élaboré puis incrémenté notre modèle 

d’étude de co-culture en 3 dimensions (3D). Cette partie rédactionnelle résume notre stratégie 

et nos mises au point.  

 

A – Ascites et composante cellulaire clé  

Comme mentionné dans l’introduction bibliographique, dans le cas du cancer de l’ovaire, les 

cellules cancéreuses issues de l’épithélium de surface de l’ovaire sont capables d’envahir 

l’ovaire mais aussi de se « détacher » de la tumeur primaire de façon individuelle ou plus 

fréquemment en formant des amas multicellulaires appelés « sphéroïdes » de « baigner » et 

survivre dans des fluides inflammatoires péritonéaux, appelés ascites. Ce processus de 

dissémination atypique, permet aux cellules cancéreuses de se propager dans la cavité 

péritonéale, de s’implanter et de coloniser des niches pré-métastasiques du péritoine. 

L’accumulation d’ascite dans la cavité péritonéale est un premier élément que nous avons pris 

en compte dans la conception du modèle de culture 3D. Dans notre étude, et donc sur notre 

modèle, plutôt que du milieu de culture classique, différentes ascites ont été utilisées. Cette 

utilisation nous a permis par ailleurs d’évaluer les effets ascites-dépendants des réponses 

cellulaires étudiées.  

Ascites 

 

 

Les sphéroïdes tumoraux ovariens sont retrouvés dans l’ascite, c’est pourquoi nous avons 

décidé d’inclure, dans le modèle, des cellules cancéreuses ovariennes, cultivées en conditions 

indépendante de l’ancrage, auto-assemblées en agrégats multicellulaires de forme sphérique 

avec une organisation en 3D. Pour cela, comme décrit dans le matériel et méthodes, la 

technique de la goutte suspendue en ascites a été utilisée afin de calibrer la taille, la 

morphologie et le nombre de cellules par sphéroïde. 
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Sphéroïdes tumoraux ovariens 

 

 

 

 

 

Les sphéroïdes tumoraux baignant dans cette ascite ont la capacité de s’ancrer et donc de 

s’implanter sur le mésothélium, une couche de cellules épithéliales qui borde la cavité 

péritonéale au niveau de la cavité abdominale. Suite à cette implantation les cellules 

cancéreuses migrent, prolifèrent et envahissent ce tissu secondaire afin de former des 

métastases.   

Notre objectif a donc été de mimer ce mésothélium par une monocouche de cellules 

mésothéliales, bien calibrée et parfaitement jointive. 

 

Monocouche mésothéliale 
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Le modèle se compose initialement d’une co-culture entre la monocouche mésothéliale et les 

sphéroïdes, en ascites. 

 

Co-culture en ascite 

 

 

 

 

 

B – Le fibrinogène et la fibrine : Protagonistes clé de la matrice 3D biomimétique 

Nos résultats ont révélé la présence de fibrinogène / fibrine in vitro et ex vivo, dans les ascites, 

sur le mésothélium et autour, voir au sein, des sphéroïdes. Nous avons donc décidé d’inclure 

les sphéroïdes dans un gel de fibrine et de les déposer sur la monocouche mésothéliale. 

Rappelons que la concentration du gel de fibrine est de 3 mg/ ml se rapprochant ainsi des 

concentrations de Fg retrouvées dans les ascites (et dans le plasma).  

 

Co-culture en gel de fibrine et en ascite 

 

Gel de fibrine 
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C – Clairance et transmigration  

La clairance des cellules mésothéliales par les sphéroïdes est stimulée in vitro en ascite. Suite 

à cette clairance, les cellules cancéreuses ont la capacité de migrer au travers du mésothélium 

pour rejoindre le tissu conjonctif sous-jacent. C’est pourquoi l’idée est d’utiliser notre modèle 

de co-culture en gel de fibrine dans la partie supérieure d’une chambre de Boyden afin de 

pouvoir quantifier cette transmigration.  

Modèle de transmigration 

 

 

D – Impact du stroma sous-mésothélial : 

La diversité du stroma et du microenvironnement du cancer de l’ovaire nécessite de pouvoir 

complexifier les modèles. Nos résultats de migration ont permis de démontrer que le milieu 

conditionné de fibroblastes favorise la migration des cellules cancéreuses. Ces résultats 

justifient d’associer des sécrétions fibroblastiques et même l’ajout des fibroblastes, dans des 

gels de matrice, au modèle tridimensionnel afin de mimer une partie du tissu conjonctif sous-

jacent.  

Modèle de transmigration complexifié 

 

Tissus conjonctif biomimétique 
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La progression du cancer de l'ovaire est fréquemment associée au développement d'ascite 

maligne dans la cavité péritonéale. Nous avons démontré dans cette étude doctorale, 

l’influence de ce liquide inflammatoire sur le comportement des cellules du foyer tumoral 

ovarien et du mésothélium, site métastatique privilégié des cancers de l’ovaire. De 

nombreuses interrogations peuvent être soulevées : 

• Sur la nature des composants ascitiques particuliers pouvant favoriser la niche pré-

métastatique ou impacter l’organisation cellulaires des sphéroïdes, 

• Sur l’importance du microenvironnement matriciel et des interactions intégrines 

dépendantes qui en découlent, dans la création d’une niche propice à l’extension 

tumorale,  

• Sur la nature des déstabilisations tissulaires engendrées par l’ascite et sur la capacité 

des cellules cancéreuses à se frayer un chemin au travers de la barrière mésothéliale 

(clairance), 

• Sur les signalisations mises en jeu, 

• Sur la pertinence de réaliser des modèles de co-culture tridimensionnels mimant la 

dissémination tumorale.  

 

Le fibrinogène ascitique, un élément clé de la formation de niches pré-métastatiques 

ovariennes ? 

Nous avons démontré la présence de fibrinogène au sein d’un panel de liquides ascitiques 

prélevés chez des patientes atteintes d’adénocarcinome ovarien avec des concentrations de 

fibrinogène ascitiques semblables à celles du fibrinogène plasmatique. Les niveaux élevés de 

fibrinogène circulant et la perméabilité des vaisseaux sanguins conduisent à une extravasation 

de fibrinogène retrouvé dans les ascites malignes de la cavité péritonéale. Par ailleurs, les 

taux plasmatiques de fibrinogène augmentent dans des contextes inflammatoires, notamment 

dans les conditions inflammatoires illustrant les cancers de l'ovaire [51]. Les taux élevés de 

fibrinogène peuvent être expliqués et être la conséquence de la suractivation de la voie de 

coagulation, induite en réponse à l'activation du système immunitaire pour « contrer » la 

tumeur, donnant un phénotype tumoral pro-coagulant [159]. De plus, nous avons également 

démontré la présence de fibrine, forme polymérisée du fibrinogène, dans les ascites. Cette 

présence de fibrine peut s’expliquer par le fait que lorsque la tumeur est en hypoxie, c’est-à-

dire qu’elle subit un manque d'apport en oxygène, les tissus répondent en surexprimant les 

protéines impliquées dans la coagulation, et ainsi, favorise la polymérisation du fibrinogène en 

fibrine [160].  
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Tout comme le fibrinogène, la vitronectine, actrice du processus de coagulation, est une 

protéine de la MEC pouvant être circulante dans le plasma sanguin, associée ou non avec le 

fibrinogène. Schneider et al. montrent que la vitronectine présente dans le plasma est un 

puissant facteur favorisant la migration des cellules cancéreuses et que cette protéine est 

chaperonnée par le fibrinogène [98,161]. Tout comme pour le fibrinogène, la présence de 

vitronectine au sein d’ascites issues de tumeurs de l’ovaire a également été démontrée  [40], 

ce qui suggère, comme cela se passe dans le plasma, une interaction entre les deux protéines 

lorsque qu’elles sont dans l’ascite. 

Des approches expérimentales utilisant des modèles d’études murins révèlent, in vivo, la 

présence de dépôts de fibrine à la surface mésothéliale de la cavité péritonéale [130,131]. 

Après injection de cellules cancéreuses dans le péritoine de souris, il s’est d’abord produit une 

hyperperméabilité microvasculaire aux macromolécules circulantes, suivie d'une extravasation 

de fibrinogène plasmatique et de sa coagulation en fibrine réticulée. Notre étude, notamment 

par des approches in situ à partir de biopsie humaine, démontre que des cellules cancéreuses 

ovariennes organisées, ou non, sous forme d’amas multicellulaires appelés sphéroïdes, 

peuvent être piégés au sein de ces dépôts de fibrine au niveau du mésothélium péritonéal. 

Nos résultats d’imagerie corrélative confirment cette présence de Fg et de fibrine qui se 

déposent et s'organisent en réseaux sur le mésothélium. Ce dépôt de fibrine au niveau de la 

barrière mésothéliale est considéré comme nocif en cas de dissémination péritonéale car il 

piège les cellules cancéreuses et favorise potentiellement leur dissémination et leurs capacités 

à former des métastases et de nouveaux sites secondaires de dissémination [154].  

Nous avons démontré la présence de fibrine autour des sphéroïdes tumoraux ovariens isolés 

à partir d'ascite de patientes et lors de leur formation in vitro en ascite. Matsuoka et ses 

collaborateurs ont observé la croissance extra-péritonéale des sphéroïdes enchâssés dans de 

la fibrine avec une néovascularisation des vaisseaux d'alimentation reliant le stroma hôte 

intrapéritonéal et les lésions extra-péritonéales cancéreuses, ceci au travers la monocouche 

mésothéliale mais sans affecter son intégrité. Les facteurs de la coagulation sont fortement 

détectés autour de ces sites d'implantation péritonéaux et leurs taux dans l'ascite étaient plus 

élevés que dans le sang. Ces résultats démontrent la présence d'une néovascularisation 

autour des sphéroïdes ancrés dans un réseau de fibrine sur la monocouche mésothéliale 

intègre, suggérant une nouvelle stratégie d'invasion péritonéale du cancer de l'ovaire et un 

traitement anti-cancer intrapéritonéal ciblé sur les facteurs de la coagulation [148].  

Par ailleurs, en plus de la présence de fibrinogène et de fibrine au sein des ascites, nous avons 

aussi démontré la présence de thrombine. Dans ce cadre il est à noter que des épanchements 

péritonéaux et pleuraux de patients atteints de cancer du côlon ou d'autres tumeurs malignes 
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contiennent également des niveaux élevés de thrombine et de fibrine qui induisent une 

réponse pro-invasive des cellules cancéreuses colorectales humaines HCT8 / S11 [162].  

Nos résultats ainsi que la bibliographie suggèrent fortement que l’ascite est une source de 

fibrinogène et de fibrine qui se déposent et s'organisent en réseaux sur le mésothélium 

péritonéal et autour des sphéroïdes. Le fibrinogène et la fibrine apparaissent comme deux 

acteurs moléculaires clés de la création d'un micro-environnement propice à la dissémination 

des cellules cancéreuses ovariennes et semblent jouer un rôle important dans l'élaboration 

d’une niche pré-métastatique. 

 

L’hétérogénéité des sphéroïdes tumoraux : un élément clé de l’implantation péritonéale 

des tumeurs ovariennes et de la formation de métastases ? 

Afin d’illustrer au mieux les conditions pathologiques de la dissémination tumorale ovarienne 

et plus particulièrement de la composante cellulaire, organisée en trois dimensions (3D), nous 

avons généré in vitro en condition ascitique des sphéroïdes tumoraux par la technique de la 

goutte suspendue. Les sphéroïdes obtenus sont ainsi comparables à ceux retrouvés dans 

l’ascite (Figure 43). Cette approche nous a permis de démontrer que l'ascite accentue la 

capacité des cellules cancéreuses de l'ovaire à former des sphéroïdes lorsqu'elles sont 

maintenues dans un état de culture indépendant de l'ancrage. L'utilisation d'un autre modèle 

de culture dans des conditions non adhérentes, précédemment établi au sein de l’équipe [96], 

a révélé des résultats similaires de formation et de compactage des sphéroïdes 

comparativement entre l'ascite et le milieu de croissance. Cependant, les sphéroïdes avaient 

des tailles inégales, des formes hétérogènes et des états de compactage différents, ce qui ne 

permettaient pas de les utiliser pour des expériences reproductibles. La technique de la goutte 

suspendue, quant à elle, a assuré l’obtention de sphéroïdes plus homogènes en termes de 

nombre de cellules, de taille, de forme et de compaction permettant des résultats 

reproductibles notamment en termes de quantification des réponses cellulaires.  

Les tumeurs ovariennes se caractérisent par la présence d’une population hétérogène de 

cellules avec des propriétés génétiques et phénotypiques distinctes qui peuvent favoriser de 

manière différentielle la progression, les métastases et la résistance aux médicaments [163]. 

Dans notre étude, les sphéroïdes ont été générés avec la lignée cellulaire SKOV3 (cellules 

initialement issues d’ascite de patientes), et la lignée cellulaire IGROV1 (cellules initialement 

issues d’un épithélium ovarien d’une patiente). Lors de la formation des sphéroïdes, les 

cellules cancéreuses de l'ovaire peuvent subir une transition épithéliale-mésenchymateuse 

(TEM), c'est-à-dire la perte d'un phénotype épithélial pour l'acquisition d'un phénotype plus 

mésenchymateux. Cela se traduit par la perte d'expression de marqueurs tels que la E-
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Cadhérine, la diminution des interactions intercellulaires, ce qui favorise le détachement des 

cellules cancéreuses des sites primaires. De plus, les N- et P-Cadhérines sont également 

surexprimées, ce qui confère aux cellules cancéreuses des capacités migratoires et invasives 

accrues [103,104,164]. Ces différences d’expression de cadhérines ont un rôle sur plusieurs 

comportements cellulaires. Effectivement, des études montrent des différences de 

comportement des sphéroïdes selon différentes lignées avec des expressions de cadhérines 

différentes. Les sphéroïdes constitués majoritairement de « N-Cadhérine » sont beaucoup plus 

compactes et stables que les sphéroïdes composés majoritairement de « E-Cadhérine ». 

Lorsque des gènes favorisant l’expression de la N-Cadhérine sont insérés dans les cellules 

des sphéroïdes majoritairement constitués de « E-Cadhérine », les sphéroïdes deviennent 

beaucoup plus stables et adhésifs. A l’inverse une surexpression du gène CDH1, codant pour 

la E-Cadhérine, dans les sphéroïdes « N-Cadhérine » réduit l’adhésion sphéroïdes-MEC et 

sphéroïdes-mésothélium [164]. Ces données sont en accord avec nos investigations et nos 

résultats. Nous avons constaté des différences de compaction entre les sphéroïdes d’IGROV1, 

composés de cellules de phénotype épithélial et donc avec une composition dominante 

de « E-Cadhérine » par rapport aux sphéroïdes SKOV3, majoritairement composés de cellules 

de phénotype mésenchymateux et donc avec une composition dominante de « N-Cadhérine ».  

La formation de sphéroïdes compacts, générés par la méthode de la goutte suspendue, est 

donc favorisée lorsque les sphéroïdes sont formés avec des lignées cellulaires ovariennes qui 

possèdent un phénotype mésenchymateux [112]. De plus, l'exposition des lignées cellulaires 

cancéreuses de l'ovaire à l'ascite entraîne des modifications des morphologies cellulaires. 

Sous l’effet de l’ascite, les cellules IGROV1 maintiennent et accentuent leur  phénotype 

épithélial tandis que les cellules SKOV3, caractérisées initialement par un phénotype 

mésenchymateux intermédiaire, voient leurs marqueurs mésenchymateux augmenter [101]. 

Les lignées cellulaires mésenchymateuses ont également une capacité migratoire et invasive 

plus élevée que celles des lignées cellulaires qui ne forment pas de sphéroïdes compacts. En 

effet la lignée SKOV3 est plus invasive que la lignée IGROV1 [101,112]. Ces données nous 

ont conduit à générer des sphéroïdes mixtes (SKOV3/IGROV1). Lorsqu’ils sont déposés sur 

une monocouche mésothéliale, nous avons observé des différences de désagrégation dans 

le temps entre les sphéroïdes classiques et les sphéroïdes mixtes. Cette différence s’explique 

par les comportements distincts de migration des deux lignées cellulaires utilisées. L'ascite 

déclenche de manière différentielle un phénotype de dissémination. Le type de dissémination 

est lié aux caractéristiques cellulaires intrinsèques initiales en permettant soit la formation de 

sphéroïdes et l'extension de colonies pour les cellules qui présentent un phénotype 

intermédiaire épithélial initial, soit en favorisant la migration de cellules avec un phénotype 

intermédiaire mésenchymateux [101].  
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De façon intéressante, les sphéroïdes tumoraux in vivo se caractérisent également par la 

présence au sein de ces amas multicellulaires de cellules non cancéreuses et non ovariennes. 

Ces cellules auraient une influence non négligeable quant à la compaction globale des 

sphéroïdes ainsi que sur leur comportement. Ainsi, Matte et coll. ont décrit la présence de 

cellules mésothéliales au centre des sphéroïdes (in vivo et in vitro lors de formation des amas 

multicellulaires avec la technique de la goutte suspendue), ce qui rend les sphéroïdes plus 

compacts. L'ascite, par sa composition moléculaire, favorise le compactage des sphéroïdes 

mais est également une source de cellules mésothéliales, desquamées du mésothélium, qui 

sont incorporées dans les sphéroïdes et qui favorisent également le compactage. Dans ces 

sphéroïdes « hybrides », il existe une forte expression des intégrines β1, ce qui favoriserait 

leur implantation au mésothélium [165]. Il a aussi été démontré que des cellules cancéreuses 

ascitiques de haut grade qui ont une expression élevée d’intégrines α5 sont susceptibles de 

former des sphéroïdes hétérotypiques avec des fibroblastes associés au cancer (FACs). Ces 

fibroblastes à l'intérieur de ces agrégats hybrides favorisent la survie des cellules cancéreuses 

ascitiques et guident leur invasion péritonéale avant de devenir des composants essentiels du 

stroma tumoral dans les métastases nouvellement formées. Ces résultats permettent 

d’identifier une architecture de sphéroïdes qui renforce l'interaction tumeur-stroma et favorise 

la métastase [166]. 

Nos résultats mais également les données bibliographiques mettent en avant l’hétérogénéité 

cellulaires au sein des sphéroïdes ainsi que l’importance de l’ascite sur la compaction de ces 

derniers. Il est important que les modèles cellulaires in vitro, pour étudier les cancers de 

l’ovaire, prennent en compte les sphéroïdes. Effectivement, cette structure en trois dimensions 

permet d’illustrer de façon plus adéquate le contexte pathologique par rapport aux cellules 

isolées uniquement. Par ailleurs, il est maintenant établie que l'organisation tridimensionnelle 

des sphéroïdes compacts conduit à une mauvaise diffusion des agents chimiothérapeutiques 

au cœur des sphéroïdes et à la chimiorésistance qui en résulte [112].  

Dans ce cadre, même si cela n’est pas directement le sujet de la présente étude doctorale, j’ai 

pu activement participer à une étude visant à estimer l’effet de molécules actives d’intérêt sur 

la survie des cellules cancéreuses ovariennes et notamment de sphéroïdes tumoraux. Cette 

étude est disponible en fin de manuscrit dans le dossier annexes [167]. Ainsi dans le cadre 

d’une collaboration, notre équipe a démontré les effets du SRO-91, analogue de synthèse de 

la ribavirine, sur la dissémination de la tumeur ovarienne et sa non-toxicité vis-à-vis des 

cellules saines non cancéreuses. Le SRO-91, comme la ribavirine, inhibe la prolifération, la 

migration, la clonogénicité et la formation de sphéroïdes des cellules cancéreuses.  De plus, 

un modèle physiologiquement pertinent in vitro a montré que le SRO-91, comme la ribavirine 

ou le cisplatine, inhibe l'implantation des cellules cancéreuses sur le mésothélium péritonéal 
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sans pour autant avoir un effet cytotoxique sur les cellules mésothéliales [167]. Il serait 

intéressant de pouvoir juger de l’effet du SRO-91 sur l’implantation de sphéroïdes, 

préalablement formés puisque le SRO-91 joue un rôle inhibiteur sur la formation des 

sphéroïdes, sur le mésothélium.  

 

Le microenvironnement matriciel au cœur des interactions moléculaires et cellulaires 

favorisant la dissémination ?  

La matrice extracellulaire (MEC) est un réseau complexe de macromolécules, aux propriétés 

physiques, biochimiques et biomécaniques distinctives, qui est un acteur clé du 

microenvironnement tumoral. Effectivement, une dérégulation de la composition et de 

l’organisation de la MEC est caractéristique de nombreux cancers [168]. La MEC, au-delà de 

son rôle de support structural pour les cellules malignes et non-malignes, représente aussi 

une source de ligands protéiques bioactifs qui régulent la prolifération, le fonctionnement et la 

migration des cellules grâce, entre autres, aux récepteurs de la famille des intégrines [13]. 

Dans la présente étude, la caractérisation des sphéroïdes nous a permis de détecter et mettre 

en évidence la présence et l'organisation du fibrinogène, de la vitronectine et de la fibronectine 

au sein des sphéroïdes. Dans une étude précédente, notre équipe a également démontré le 

rôle de la vitronectine et de ces récepteurs, « les intégrines αv » dans la formation initiale des 

sphéroïdes tumoraux [96]. Par ailleurs, concernant les interactions moléculaire impliquées 

dans la formation des sphéroïdes, il est à noter que l'absence d'expression de CD44, récepteur 

de l’acide hyaluronique, peut diminuer la prolifération, l'activité de migration et d’invasion ainsi 

que la formation de sphéroïdes [169]. Ces résultats illustrent l’importance des interactions 

entre la MEC et ses récepteurs dans la formation des sphéroïdes. De plus, le fait que nous 

démontrons que l’ascite favorise l’expression et l’organisation de la MEC au niveau des 

sphéroïdes, cela suggère un renforcement des interactions MEC ascitiques-récepteurs, telles 

que les intégrines, ce qui favoriserait la compaction des sphéroïdes. Enfin, dans des conditions 

ascitiques, les sphéroïdes organisent à leur surface diverses protéines matricielles qui 

pourraient être impliquées dans leur implantation sur le mésothélium et donc dans la formation 

de métastases.  

Comme nous l’avons également démontré, l'ascite permet une modification et une 

densification du réseau des protéines matricielles sur le mésothélium. Cette forte présence 

matricielle favoriserait le remodelage et la création d'un nouveau microenvironnement 

mésothélial propice à la formation de métastases. La caractérisation des protéines de la MEC 

par immunofluorescence révèle la présence de fibronectine, de vitronectine et de fibrinogène 

(trois molécules pouvant être plasmatiques et matricielles) ainsi que de laminine et collagène 
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IV (deux acteurs clés des lames basales épithéliales). Nous révélons également l’influence de 

l’ascite sur le remodelage de ces molécules. Par ailleurs, la désagrégation des sphéroïdes sur 

des revêtements de fibronectine ou de fibrinogène, protéines présentent et organisées sur le 

mésothélium, nous a permis de montrer que l'ascite favorise cette désagrégation. Cette 

désagrégation est dépendante des intégrines. En effet, le blocage des intégrines de ces 

ligands (intégrine αv et α5β1) par le peptide RGD ou le cilengitide réduit la dislocation ou 

désagrégation des sphéroïdes sur les différentes matrices. Dans ce cadre, Kenny et al. ont 

montré que le blocage de la production de fibronectine par les cellules mésothéliales conduit 

à une diminution de l'adhésion, de l'invasion, de la prolifération et des métastases de cellules 

cancéreuses ovariennes isolées. De plus, les auteurs ont également montré que l'inhibition de 

l'interaction des intégrines α5 et β1 avec la fibronectine bloque les stades initial et tardif des 

métastases [133]. In vitro, de façon similaire à nos résultats, les sphéroïdes se sont 

complètement désagrégés sur des substrats de collagène de type I. De plus, un anticorps 

monoclonal contre la sous-unité intégrine β1 a inhibé de manière significative la désagrégation 

des sphéroïdes sur toutes les protéines testées (laminine, fibronectine, collagène IV) [170]. De 

surcroit, des résultats équivalents ont été démontrés avec des sphéroïdes isolés à partir 

d’ascites de patientes qui se sont complètement désagrégés sur les composants de la MEC 

comme la laminine, la fibronectine, le collage I, le collagène IV ou l'hyaluronane [132]. D’autres 

types d’interactions avec la MEC ont aussi leur importance dans le cancer de l’ovaire : 

l'adhérence des sphéroïdes à l'acide hyaluronique, exprimé par les cellules mésothéliales, 

peut être dirigée par le CD44 qui est exprimé à la surface de sphéroïdes dérivés de patientes 

[139].  

Le resvératrol, qui est un polyphénol, est connu pour inhiber l’adhésion de nombreuses 

tumeurs malignes. Mikuła-Pietrasik et al. ont montré que le resvératrol inhibe l’adhérence de 

plusieurs lignées cellulaires cancéreuses ovariennes (A2780, OVCAR-3, SKOV-3). Ce 

polyphénol affecte l’adhérence des cellules cancéreuses ovariennes aux cellules 

mésothéliales en diminuant le niveau d’expression d’intégrines α5β1 cellulaire et en 

augmentant la sécrétion d’acide hyaluronique dans l’environnement [171].   

Ces résultats, en accord avec les nôtres, prouvent l'importance des protéines de la MEC 

exprimées à la surface des sphéroïdes ainsi que sur le mésothélium et leurs liaisons avec 

leurs récepteurs de types « intégrines » dans les étapes de formation des sphéroïdes et dans 

les étapes d’implantation et de formation de métastase sur le mésothélium péritonéale.  

 

Déstabilisation et fragilisation du mésothélium : l’implantation et l’invasion 

tumorale est-elle conditionnée par l’ascite ?  
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Dans notre étude, nous avons également voulu observer l’impact de l’ascite sur le 

mésothélium, site privilégié de formation de métastase cancéreuses ovariennes. Nous 

démontrons que l'ascite déstabilise la structuration cohésive de la monocouche mésothéliale 

avec une modification des jonctions intercellulaires ZO-1 et N-Cadhérine. Dans ce cadre, une 

étude a montré que les cellules mésothéliales exposées à des ascites malignes de tumeurs 

de type I (cellules claires et endométrioïdes) présentent une expression inchangée de la E-

cadhérine (jonctions adhérentes), de l'occludine (jonctions serrées), de la desmogléine 

(desmosome) et une expression légèrement diminuée de la connexine 43 (jonctions GAP). En 

revanche, les cellules mésothéliales soumises à une ascite maligne de type II (séreuse et 

indifférenciée) sont caractérisées par une réduction significative de l'expression des molécules 

des quatre jonctions intercellulaires testées [172].  

Nos résultats montrent également que la présence d’ascite engendre une désorganisation des 

zones d’ancrage et de signalisation entre les cellules mésothéliales et leur lame basale, et de 

ce fait une déstructuration des contacts focaux et une réorganisation du cytosquelette de 

l'actine. Cet impact ascitique semble se traduire par une rétraction des cellules mésothéliales. 

L'intégrité mécanique des cellules est régulée par un réseau dynamique de molécules 

structurales, de réticulation et de signalisation [173]. Par conséquent, les modifications des 

propriétés mécaniques des cellules individuelles peuvent révéler des informations importantes 

sur les changements dans ces réseaux. Entre autres, des altérations de la structure et de 

l'organisation du cytosquelette se manifestent, dans la plupart des cas, par une 

déformation  plus importante des cellules individuelles, comme cela a été rapporté pour divers 

cancers, tels que le cancer des ovaires [157].  Dans notre étude, pour le cas des cellules 

mésothéliales, même si celles-ci sont des cellules saines, sous l’influence de l’ascite, celles-ci 

semblent se « rétracter » et subir une perte des points d’ancrage. Effectivement, notre analyse 

d’immunofluorescence montre un marquage diffus de la vinculine, supposant une perte des 

contacts focaux et notre analyse préliminaire au microscope à force atomique révèle, avec 

l’observation topographique, que les cellules mésothéliales se rétractent en condition 

ascitique. De plus, l’ascite confère aux cellules mésothéliale une meilleure élasticité traduisant 

une perte de la stabilité et donc une cellule en mouvement/motilité. Ces changements sur la 

plasticité cellulaire sont généralement liés soit à une perte partielle des filaments d'actine, soit 

à une désorganisation des microtubules étant en fait la conséquence d'une densité plus faible 

de l'échafaudage cytosquelettique cellulaire [174,175]. 

La fragilisation du mésothélium peut aussi s’expliquer par le processus de sénescence. Bien 

que la sénescence soit un état cellulaire stable, ce mécanisme physiologique engendre de 

nombreuses modifications phénotypiques des cellules. Dans notre étude, lorsque la 

monocouche de cellules mésothéliale est au contact de l’ascite, nous avons pu observer une 
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accumulation de vésicules dans les cellules. Une des caractéristiques des cellules 

sénescentes est l’accumulation de vésicules et de granules [176]. De plus, il est établi que les 

propriétés des cellules sénescentes peuvent favoriser la progression du cancer. Ksiazek et 

coll. ont mis en évidence la présence de cellules mésothéliales péritonéales humaines 

sénescentes à proximité des tissus cancéreux qui permettraient la création d'une niche 

métastatique facilitant l'expansion intrapéritonéale de tumeurs malignes [137]. Dans ce 

processus de sénescence, l'ascite joue aussi un rôle important. Effectivement, il y a une 

augmentation de la sénescence des cellules mésothéliales lorsqu'elles sont exposées à des 

ascites malignes [138,177]. 

Ainsi, une fragilisation et une perturbation des interactions cellule-cellule et cellules-MEC 

aboutissant à la déstabilisation de la monocouche mésothéliale, semblent la rendre plus 

propice à l'implantation des cellules cancéreuses. L'ascite altère « l'homéostasie du 

mésothélium », favorisant l'ancrage et la métastase des cellules cancéreuses ovariennes. 

 

La clairance : les intégrines au cœur du mécanisme d’invasion du mésothélium par les 

sphéroïdes tumoraux ovariens ? 

Les biopsies de blocs de tumeurs attachés aux organes péritonéaux montrent que les cellules 

mésothéliales ne sont pas présentes sous des masses tumorales [142]. Effectivement, in vivo, 

après implantation, les sphéroïdes ont la capacité de « pousser » les cellules mésothéliales 

pour pouvoir traverser le mésothélium (migration transmésothéliale) et accéder aux tissus 

sous-jacents pour former des métastases [144]. In vitro, nous démontrons que l'ascite favorise 

la dispersion des sphéroïdes sur la monocouche mésothéliale et que celle-ci est intégrines 

dépendantes (αv et α5β1). Iwanicki et al.  démontrent que les sphéroïdes du cancer de l'ovaire 

utilisent l'activation de la myosine et la force de traction de l'intégrine α5β1 et de la taline 1 

pour favoriser le déplacement des cellules mésothéliales sous les sphéroïdes tumoraux 

ovariens [142].  La tête de la taline se lie au domaine cytoplasmique de l’intégrine et la tige de 

la taline contient un site supplémentaire de liaison à l’intégrine mais aussi deux sites de liaison 

à l’actine et plusieurs sites de liaison à la vinculine. Comme nous l’avons démontré l’ascite 

implique une perte des points d’ancrage avec une déstabilisation de l’organisation de la 

vinculine aux points d’ancrages ainsi qu’une modification de l’organisation du cytosquelette 

d’actine. Nos résultats, en accord avec la bibliographie, illustrent l’importance de l’impact de 

l’ascite sur le complexe Intégrines / Taline / Vinculine / Actine dans le phénomène de clairance 

du mésothélium par les cellules cancéreuses ovariennes.  

Davidowitz et al. ont démontré que les lignées cellulaires cancéreuses qui présentaient une 

forte activité de clairance des cellules mésothéliales avaient une expression plus élevée des 
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gènes associés à un profil mésenchymateux, alors que les lignées cellulaires cancéreuses qui 

présentaient une activité de clairance faible ou indétectable étaient associées à une forte  

expression des « gènes des marqueurs épithéliaux ». De plus, la surexpression des facteurs 

de transcription SNAI1, TWIST1 et ZEB1, qui régulent la Transition Epithélio-

Mésenchymateuse, ont favorisé la clairance mésothéliale dans les lignées cellulaires 

cancéreuses initialement à faible activité de clairance. A l’inverse, l’inactivation des facteurs 

de transcription TWIST1 et ZEB1 atténuait la clairance mésothéliale dans les lignées 

cellulaires de cancer de l'ovaire à forte activité de clairance [178]. Ces résultats concordent 

avec les différences de comportement des deux lignées cellulaires cancéreuses utilisées dans 

les sphéroïdes mixtes lors de leur co-culture avec les cellules mésothéliales.  

Ces données, prises dans leur ensemble, illustrent la complexité de ce mécanisme de 

clairance encore peu étudié. Cependant, l’importance des intégrines révélée dans notre étude 

permet de songer à ces récepteurs en termes de cible thérapeutique afin de limiter la clairance. 

Bloquer les intégrines, et donc inhiber la clairance, diminuerait l’implantation tumorale au 

mésothélium et la formation de métastases dans les tissus sous-jacent et réduirait le risque 

d’un nouveau foyer tumoral.  

 

Transmigration : quand différents microenvironnements s’en mêlent   

Après avoir « poussé » les cellules mésothéliales et donc réalisé cette clairance, les cellules 

cancéreuses sont capables de migrer au travers de cette barrière mésothéliale et de coloniser 

les tissus, notamment conjonctifs, sous-jacents. Ce mécanisme est la transmigration. Nous 

avons mis en évidence que l’ascite favorise la clairance du mésothélium et favorise la 

migration des cellules cancéreuses, ce qui induirait la transmigration.  

Les cellules cancéreuses de l'ovaire sont généralement plus « molles » et affichent une 

variabilité intrinsèque plus faible en termes de « rigidité » cellulaire que les cellules épithéliales 

ovariennes non malignes [179,180]. Au travers de nos résultats préliminaires et après analyse 

au microscope à force atomique (AFM), nous constatons que les cellules cancéreuses SKOV3 

voient leur élasticité augmenter sous l’effet de l’ascite ce qui favorise leur capacité 

migratoire. Des études portant sur divers cancers, utilisant l’AFM comme technique 

expérimentale, ont montré que des anomalies des propriétés élastiques des cellules sont 

associées à la pathogenèse et à la progression de la maladie [156,181]. Une étude sur les 

cellules cancéreuses de l'ovaire hautement invasives (HEY A8) par rapport à leurs cellules 

parentales moins invasives (HEY), démontre que la déformabilité est un biomarqueur précis 

du potentiel métastatique. Les analyses comparatives de l'expression génétique indiquent que 

la rigidité réduite des cellules HEY A8, hautement métastatiques est associée, au remodelage 
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du cytosquelette d'actine favorisant ainsi la migration. L’ascite semble donc favoriser la perte 

de rigidité et donc le gain en élasticité et en motilité des cellules cancéreuses, permettant ainsi 

leur migration.  

L’augmentation de la migration cellulaire peut aussi se voir influencer par d’autres 

mécanismes. Pakula et al. décrivent que l'ascite maligne stimule la TEM dans deux lignées 

cellulaires représentatives du cancer de l'ovaire (A2780, SKOV-3) et démontrent que la TEM 

induite dans les cellules cancéreuses en réponse à l'ascite maligne contribue à l’augmentation 

de l'invasion transmésothéliale [145].  

En plus de l’ascite, les cellules du stroma, présentes au sein du foyer tumoral ou à proximité 

peuvent aussi influencer la migration et transmigration des cellules cancéreuses. Il a été 

documenté que les cellules mésothéliales péritonéales humaines sénescentes stimulent la 

prolifération, la migration et l'invasion des cellules cancéreuses de l'ovaire in vitro. Cet effet 

est lié à la fois à l'activité des agents solubles libérés dans l'environnement par les cellules 

mésothéliales sénescentes mais aussi par le contact direct cellule mésothéliale – cellule 

cancéreuse [138]. 

Les cellules cancéreuses au cours de leur dissémination métastatique « rencontrent » 

différents microenvironnements. Dans ce cadre, nous montrons également qu’un autre type 

de microenvironnement que l’ascite peut avoir un impact sur la migration des cellules 

cancéreuses. Le milieu conditionné de fibroblastes et donc les molécules bioactives sécrétées 

par les cellules du tissu conjonctif ont un pouvoir chimioattractant, ce qui pourrait jouer un rôle 

important dans la transmigration des cellules cancéreuses au travers du mésothélium. Dans 

notre étude, ce ne sont pas directement les « fibroblastes associés au cancer » (FAC) du 

stroma de la tumeur qui influencent la migration mais bien des fibroblastes sains. Cependant, 

ces cellules fibroblastiques et leurs sécrétions moléculaires peuvent influencer le 

comportement cellulaire des cellules cancéreuses.  

Les FACs représentent une population de cellules non cancéreuses du microenvironnement 

tumoral et jouent un rôle dans le remodelage matriciel et dans l’invasion tumorale. Il est 

maintenant bien établi qu’après leur activation par les cellules cancéreuses, les FACs sont 

capables d’émettre en retour des « signaux oncogéniques » aux cellules cancéreuses ce qui 

stimule la progression tumorale [182]. Ces signaux peuvent être des sécrétions de cytokines, 

de chimiokines, de facteurs de croissance ou de protéines matricielles. Dans ce cadre nous 

pouvons noter que des cellules épithéliales cancéreuses mises en présence de FACs 

accroissent leurs propriétés invasives in vivo [61,183] et développent une résistance 

exacerbée aux chimiothérapies [62]. De plus, Wersterlund et al. ont démontré que le milieu 

conditionné de fibroblastes favorise la production de métalloprotéases matricielles comme la 
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MMP-2 par les cellules cancéreuses ovariennes [183]. Globalement, les MMPs participent à 

la dégradation de la MEC, favorisant ainsi l’invasion tumorale. La MMP-2, qui est à la fois 

présente dans l’ascite et qui peut être produite par les cellules cancéreuses sous l’influence 

du microenvironnement fibroblastique, clive la fibronectine et la vitronectine en de petits 

fragments qui renforcent l’adhérence des cellules cancéreuses au péritoine [135]. Ces 

fragments ne sont à l’heure actuelle pas étudiés mais il serait pertinent de savoir si ce sont 

potentiellement des matrikines. 

Les cellules mésothéliales et les fibroblastes ont donc une influence sur le comportement des 

cellules cancéreuses. Une étude révèle également que le temps d’incubation d’une co-culture 

de cellules cancéreuses avec des cellules mésothéliales et des fibroblastes en même temps, 

est une notion importante. Effectivement, plus la co-culture est longue (de 24 h à 96 h), plus 

les cellules ont le temps de sécréter différentes protéines, y compris les protéines matricielles, 

qui peuvent affecter le comportement des cellules cancéreuses ovariennes lorsqu’elles 

s’implantent sur le mésothélium et transmigrent au travers [184]. 

Ces résultats sur l’impact de l’ascite sur la migration des cellules cancéreuses suggèrent 

fortement que l’ascite favorise la transmigration mésothéliale. De plus le microenvironnement 

sous-jacent au mésothélium (tissus conjonctif) semble également contribuer à la l’adhérence, 

la migration et l’invasion des cellules cancéreuses.    

 

Rac1 : un relais cytoplasmique important dans la dissémination du cancer de l’ovaire ?  

Dans cette étude, nous nous sommes intéressés à une voix de signalisation potentiellement 

impliquée dans la rétraction des cellules mésothéliales et dans la déstabilisation du 

mésothélium sous l’effet de l’ascite.  

La famille Rho GTPases est une famille de protéines de liaison GTP exprimée de manière 

ubiquitaire et conservée dans l'évolution qui transduisent des signaux intracellulaires connus 

pour réguler une variété de processus cellulaires. Les trois membres de la famille Rho les 

mieux caractérisés sont Cdc42, RhoA et Rac1. Ils jouent chacun un rôle central dans 

l'expression des gènes et dans diverses fonctions cellulaires telles que la polarité cellulaire, la 

morphogenèse, la migration, l'apoptose, le trafic des vésicules et la transformation cellulaire. 

A noter que la réorganisation de l'actine est régulée par les petites GTPases  [185–187]. 

Kenny et al. ont démontré l’influence des cellules cancéreuses sur la production de Fn par les 

cellules mésothéliales, favorisant ainsi l’adhérence et donc les métastases. Cette induction de 

l'expression de la fibronectine dans les cellules mésothéliales est médiée par une voie de 

signalisation dépendante de TGF-βRI / Rac1 / SMAD3 [133]. Effectivement, l'augmentation 
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de Rac1-GTP (forme activée de Rac1) a été observée spécifiquement dans les cellules 

mésothéliales après co-culture avec les cellules SKOV3. De plus, l'induction de l’expression 

de la fibronectine en réponse au TGF-β1 dans les cellules mésothéliales peut être abrogée en 

bloquant la signalisation de Rac1. L’activation de Rac1 joue donc un rôle dans l’expression 

protéique des cellules mésothéliales et est dépendant du microenvironnement ou des cellules 

rencontrés par ces dernières.  

Dans notre étude, nous avons pu mettre en exergue que l’ascite favorisait la rétraction des 

cellules mésothéliales et qu’il y avait une augmentation des volants membranaires 

« membrane ruffles » dans ces cellules. Nous avons également détecté une augmentation de 

l’activation de Rac1 dans les cellules mésothéliales lorsque celles-ci sont exposées à de 

l’ascite. Les protéines Dedicator-of-cytokinesis (DOCK) sont une famille de facteurs d'échange 

guanine-nucléotides pour les Rho GTPases. Une expression induite de ces protéines dans 

des cellules favorise une augmentation des volants membranaires [188]. De plus, cette 

augmentation est en cohérence avec une augmentation des niveaux d'activation de Rac1. Ces 

résultats montrent le lien entre l’activation de Rac1 et la formation de volants membranaires, 

tout comme notre étude, et mettent en avant des protéines ayant une capacité à induire ces 

structures membranaires  particulières par l'activation de Rac1 [188].  

Compte tenu de la bibliographie, la mécanistique de l’action de Rac1 pourrait être la suivante. 

mDia (mammalian homolog of Diaphanous) et ROCK (Rho-associated coiled-coil containing 

kinases) sont des effecteurs en aval de l'action de Rho sur le cytosquelette d'actine : mDia 

produit des filaments d'actine par nucléation et polymérisation et ROCK active la myosine pour 

les relier pour l’induction de faisceaux d’actomyosine et la contractilité.  Le mDia est 

potentiellement lié à l’activation de Rac1 et à la formation de volants membranaires par 

phosphorylation induite par c-Src des protéines d’adhérence focales, et ROCK contre-carre 

cette action de mDia. Ainsi, la morphogenèse, l’adhérence et la motilité des cellules peuvent 

être déterminées par l’équilibre entre les activités mDia et ROCK [189]. Il serait ainsi judicieux 

en termes de perspectives d’observer l’équilibre de ces effecteurs et de leur impact sur les 

volants membranaires dans les cellules mésothéliales suite à leur incubation avec l’ascite.  

Nos résultats, au-delà de l’activation de Rac1 et de l’augmentation des volants membranaires 

dans les cellules mésothéliales en présence d’ascite, ont montré la présence de Rac1 par 

immunofluorescence au niveau membranaire et en particulier dans les volants membranaires. 

Kurokawa et al. rapportent la régulation spatio-temporelle de Rac1 et Cdc42 au niveau des 

lamellipodes et des volants membranaires. Dans les cellules Cos1 et A431 stimulées par le 

facteur de croissance épidermique (EGF), Rac1 et Cdc42 ont été activés de manière diffuse 

au niveau de la membrane plasmique, suivis par une protrusion lamellipodiale et un la 

présence de volant membranaire. Bien que l'activité Rac1 ait diminué rapidement, l'activité 
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Cdc42 s'est maintenue au niveau des lamellipodes. Par conséquent, Rac1 et Cdc42 semblent 

induire en synergie des lamellipodes et des volants de la membrane dans les cellules Cos1 et 

A431 stimulées par l’EGF [190].  

L'endothélium et le mésothélium sont deux types de tissus qui tapissent certaines surfaces 

internes. L'endothélium tapisse le système circulatoire tandis que le mésothélium tapisse les 

principales cavités corporelles. C'est donc la principale différence entre l'endothélium et le 

mésothélium. Beaucoup d’études s’intéressent à l’intégrité de l’endothélium dans son rôle de 

barrière. Les médiateurs inflammatoires augmentent la perméabilité vasculaire principalement 

par la formation d’espaces inter-cellulaires entre les cellules endothéliales. Dans ces 

conditions, les contacts cellules-cellules endothéliales tels que les jonctions adhérentes et 

serrées s’ouvrent pour permettre le passage du fluide paracellulaire. Rac1 et Cdc42 sont 

normalement les principaux GTPases requis pour l’entretien et la stabilisation des barrières, 

tandis que RhoA régule négativement les propriétés des barrières dans les conditions de repos 

et inflammatoires. Pour Rac1 et RhoA, des fonctions contraires dans certaines conditions ont 

également été décrites. [191].  

La formation de métastases est un événement clé de la progression tumorale maligne. La 

capacité à métastaser dépend de la capacité de la cellule cancéreuse à passer d’un 

compartiment à un autre, à migrer dans le tissu conjonctif, à adhérer et éventuellement à 

transmigrer au travers du mésothélium (ou endothélium). Une étude a permis de savoir si les 

cellules cancéreuses invasives peuvent diminuer la fonction de barrière endothéliale par des 

altérations des propriétés biomécaniques endothéliales.  A l’aide de pinces magnétiques, qui 

sont des instruments scientifiques pour la manipulation et la caractérisation de biomolécules 

ou de polymères, les auteurs ont découvert que les cellules de cancer du sein (MDA-MB-231), 

altéraient les propriétés mécaniques des cellules endothéliales en réduisant leur rigidité. Ils 

mettent aussi en évidence la dynamique de remodelage du cytosquelette d’actine qui a été 

augmentée dans les cellules endothéliales lors de leur co-culture avec les cellules 

cancéreuses du sein comparées aux cellules endothéliales mono-cultivées. De plus, le knock-

out de la sous-unité α5 de l’intégrine α5β1 dans les cellules cancéreuses du sein, de la vessie 

et des reins, qui ont une grande capacité de transmigration, a aboli l’effet d’invasion 

endothéliale. De plus, l’inhibition de Rac1, de Rho kinase, de la MEK kinase et du PI3K a réduit 

l’effet de renforcement de l’invasion endothéliale. Ceci indique que la signalisation, par 

l’intermédiaire de petites GTPases, peut jouer un rôle dans l’augmentation de l’envahissement 

endothélial des cellules cancéreuses.  

En conclusion, la diminution de la rigidité et l'augmentation de la dynamique de remodelage 

du cytosquelette des cellules endothéliales peuvent expliquer la perte de la fonction barrière 

endothéliale, suggérant que les altérations biomécaniques sont suffisantes pour faciliter la 
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transmigration et l'invasion des cellules cancéreuses [192]. Ces données sur l’endothélium 

pourraient faire écho aux résultats que l’on retrouve au niveau du mésothélium et des cellules 

mésothéliales, ou en tous cas alimentent les perspectives éventuelles à notre étude.  

Comme le montre nos résultats, la fibrine est un élément du microenvironnement péritonéal 

que « rencontrent » et probablement qu’utilisent les cellules métastatiques ovariennes. Étant 

donné que la GTPase Rac1 a été suggérée pour agir comme un relais de signalisation dans 

divers types de cellules, Diebold et al. ont voulu savoir si Rac1 pouvait être le lien entre la 

signalisation de la thrombine, l'inhibiteur de l'activateur du plasminogène-1 (PAI-1), qui inhibe 

la fibrinolyse et favorise les dépôts de fibrine et la prolifération des cellules musculaires lisses 

de l'artère pulmonaire. Les auteurs ont montré que l’exposition des cellules musculaires lisses 

de l'artère pulmonaire à la thrombine, renforce les niveaux d’activation de la protéine Rac1 et 

augmente la quantité d’ARNm de PAI-1 ainsi que l’expression de PAR-1, récepteur de le 

thrombine [193]. 

Une étude démontre que le fibrinogène stabilise le syndécan-1 (protéoglycane membranaire 

impliqué dans l’ancrage cellulaire et la formation de contacts focaux) sur la surface des cellules 

endothéliales et contribue à la protection de la barrière endothéliale. La PAK1, une kinase 

activée par P21 et Rac1 est une protéine kinase impliquée dans la signalisation intracellulaire 

conduisant au réarrangement du cytosquelette d'actine et joue un rôle important dans le 

maintien de l'intégrité de la barrière endothéliale. Les auteurs ont émis l'hypothèse que la 

liaison du fibrinogène au syndécan-1 activait la voie PAK1. Le traitement au fibrinogène a 

entraîné une augmentation du syndécan-1, de l'activation de PAK1 (phosphorylation), de 

l'activation de la cofiline (déphosphorylation), ainsi qu'une diminution des fibres de stress et 

de la perméabilité par rapport au traitement témoin. La cofiline est une protéine de liaison à 

l'actine qui dépolymérise la F-actine pour diminuer la formation de fibres de stress. De plus, le 

fibrinogène n'a pas influencé l'activation de la chaîne légère de la myosine qui est un médiateur 

de la tension des cellules endothéliales. La désactivation de PAK1 empêche la 

déphosphorylation induite par le fibrinogène de la cofiline et renforce l'intégrité de la 

barrière. Le fibrinogène activerait donc la signalisation PAK1 pour stimuler / déphosphoryler la 

cofiline, conduisant au désassemblage des fibres de stress et à la réduction de la perméabilité 

endothéliale [194]. 

 

Un modèle de culture tridimensionnel : un outil pertinent  

In vitro, de nombreuses (voir la plupart) études sont réalisées via des modèles de culture en 

deux dimensions.  



Discussion 

168 

 

L'utilisation d'un modèle 3D semble pertinent pour étudier la complexité de la « mécanistique 

» du cancer de l’ovaire et de sa dissémination atypique. L’utilisation d’un modèle 3D est 

judicieuse pour comprendre les processus cellulaires de formation de métastases 

cancéreuses in vitro. Par ailleurs, un niveau élevé de chimiorésistance étant décrit 

particulièrement pour ce type de cancer, l’étude de celle-ci révèle une différence de sensibilité 

aux traitements entre les cellules de modèles 2D et 3D. Il est donc nécessaire de pouvoir 

éprouver des médicaments, des principes actifs ou autres molécules potentiellement 

thérapeutiques, sur des cellules cancéreuses lorsqu'elles sont dans un modèle 3D illustrant 

au mieux le contexte pathologique in vivo [195,196].  

Dans ce cadre, après de nombreuses mises au point expérimentales, le modèle de co-culture 

établi (mais en cours d’optimisation) dans la présente étude, entre des monocouches 

mésothéliales saines et calibrées et des sphéroïdes tumoraux ovariens également calibrés 

nous a permis d'observer l'impact de l'ascite sur la désagrégation des sphéroïdes sur le 

mésothélium et la clairance de la monocouche mésothéliale. 

L’étude du processus métastatique doit être réalisée avec du recul et dans son ensemble. Le 

microenvironnement, notamment tumoral et les « protagonistes rencontrés » par les cellules 

cancéreuses in vivo, ainsi que l’organisation de cet ensemble doit pouvoir être pris en compte. 

La modélisation du comportement des cellules cancéreuses dans le contexte du 

microenvironnement de la tumeur nécessite la génération de cultures organotypiques qui 

miment l’architecture et la composition cellulaire protéique de la MEC, dans un arrangement 

3D qui est physiologiquement pertinent. Le principe des modèles tridimensionnels est de créer 

au mieux un équivalent structurel et fonctionnel du tissu étudié. 

La composition des modèles 3D peut être différente selon les recherches et les protagonistes 

étudiés. Par exemple, la conformation des cellules cancéreuses ovariennes organisées en 

sphéroïdes est essentielle in vitro pour mieux comprendre la pathologie. Lawrenson et al. ont 

développé un modèle de culture in vitro à base de sphéroïdes de cellules saines épithéliales 

sécrétoires des trompes de Fallope humains primaires [197]. Ces cellules ont été isolées des 

trompes de Fallope après la chirurgie et la formation des sphéroïdes s’est faite par 

ensemencement des cellules sur des plaques de culture non-adhésives.  L'analyse de 

l'expression génétique a révélé des changements dans l'expression de plus de 1000 gènes 

lorsque ces cellules étaient cultivées en 3D par rapport au 2D. Ceux-ci incluaient des gènes 

impliqués dans la réplication de l'ADN et le contrôle du cycle cellulaire. Les profils d'expression 

des gènes et le comportement des cellules épithéliales sécrétoires des trompes de Fallope 

cultivées en 3D étaient plus cohérents avec ceux des cellules retrouvées in vivo que les profils 

des cellules cultivées en 2D [197]. 
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Pour l’étude du cancer de l’ovaire, les premières culture 3D ont commencées par le mélange 

de lignées cellulaires ou de cellules primaires cancéreuses ovariennes avec différentes 

formes de MEC telles que des protéines purifiées, comme le collagène, soit des mélanges 

plus complexes, tel que du Matrigel une « membrane basale like ». Les premières études qui 

suivent l’interaction entre les cellules cancéreuses et les protéines de la matrice sous-

mésothéliale sont modélisées en cultivant des cellules cancéreuses au-dessus de gels de 

collagène I et III, ce qui permet d'évaluer les modifications de l'expression des gènes des 

cellules cancéreuses qui accompagnent l'ancrage métastatique, la survie et la prolifération 

[198]. Des études ont permis de montrer que la culture de cellules cancéreuses ovariennes 

sur des gels de collagène I entraine une expression rapide du facteur de transcription 

EGR1. Via ce modèle, les chercheurs ont pu montrer que l’adhérence des cellules 

cancéreuses ovariennes au collagène I et le regroupement des intégrines β1 activent la 

signalisation de SRC, ce qui a pour but d’induire l’expression protéique de EGR1, entraînant 

l’activation transcriptionnelle du promoteur MT1-MMP. Cet enchainement d’événements 

favorise l’invasion des cellules cancéreuses ovariennes qui dégradent le collagène I via la 

MT1-MMP. Ce modèle met en évidence le rôle des interactions entre les cellules du carcinome 

ovarien et le collagène I retrouvé dans le microenvironnement de la tumeur ovarienne, en 

induisant des changements d’expression génétique qui favorisent la progression métastatique 

intrapéritonéale [199]. Ces modèles permettent donc d’étudier la dégradation ainsi que le 

remodelage de la MEC favorisant les métastases.  

Loessner et al. ont développé une plate-forme 3D pour modéliser les interactions entre les 

cellules cancéreuses ovariennes et la MEC. Ils incorporent des cellules cancéreuses 

ovariennes dans des hydrogels synthétiques à base de polyéthylène-glycol dans lesquels les 

propriétés biochimiques et biophysiques des matrices peuvent être modulées (la rigidité, les 

sites de liaison aux intégrines et l'activité protéase). À l'aide de cette plate-forme, ils ont 

analysé la capacité des cellules cancéreuses ovariennes à proliférer et à former des 

sphéroïdes multicellulaires dans la matrice ainsi que la capacité des cellules à moduler leur 

comportement en réponse à des changements de propriétés de la matrice. Leurs résultats ont 

indiqué des différences dans la forme des sphéroïdes. Effectivement, des sphéroïdes 

irréguliers et dispersés se sont formés dans des hydrogels plus mous alors que des sphéroïdes 

plus compacts et plus petits se sont formés dans des hydrogels plus rigides. Les auteurs ont 

également indiqué que la prolifération des cellules dans l'environnement 3D dépendait des 

interactions des intégrines α3 / α5 / β1 et du remodelage protéolytique de la MEC. De plus, ils 

ont évalué la réponse des sphéroïdes aux agents chimiothérapeutiques par rapport au 

comportement des cellules cancéreuses cultivées en monocouches 2D. Cette analyse a révélé 

un taux de survie cellulaire plus élevé après le traitement avec le paclitaxel lorsque les cellules 
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étaient cultivées en 3D par rapport à la culture 2D. Ceci suggère que le comportement des 

cellules cultivées dans un environnement 3D est plus indicatif pour évaluer la réponse des 

cellules cancéreuses in vivo aux agents chimiothérapeutiques [200].  

Ces modèles 3D permettent aussi de justifier et de refléter l’hétérogénéité cellulaire au sein 

des sphéroïdes et des différences de comportement cellulaire qui en découlent dans des 

matrices 3D. Comme décrit plus haut, la formation des sphéroïdes semble être dépendante 

de la composition en molécules impliquées dans les jonctions cellules-cellules comme les 

cadhérines. Via l’étude de sphéroïdes dans des gels de collagène I, Klymeko et al. montrent 

que les sphéroïdes constitués majoritairement de « N-Cadhérine » présentent une dispersion 

latérale rapide avant la pénétration des matrices 3D de collagène. La neutralisation du 

domaine extracellulaire de la N-Cadhérine, avec un anticorps, inhibe la dispersion latérale et 

la pénétration cellulaire des gels de collagène. De plus, la co-culture de sphéroïdes « Ncad 

+ » avec des cellules « Ecad + » ne favorise pas un mode d’invasion collective de type « 

leader-suiveur », démontrant que le remodelage de la matrice et la création de « chemins » 

par les cellules « Ncad+ » ne sont pas suffisants pour la pénétration cellulaire de matrices de 

collagène par les cellules « Ecad+ ». Ces données, grâce à cette matrice 3D, mettent l'accent 

sur le rôle de la N-Cadhérine dans l’invasion intra-péritonéal [201]. 

Les résultats de notre étude, tels que la présence de fibrinogène et de fibrine dans les ascites, 

à proximité du mésothélium et autour des sphéroïdes soulignent l'importance du 

microenvironnement matriciel. De plus, les cellules cancéreuses sont capables d'envahir les 

gels de fibrine et l’ascite stimule cette invasion. Par ailleurs, la fibrine dans les processus de 

réparation tissulaire sert de matrice provisoire, riche en molécules bio-actives, qui stimule la 

néovascularisation et la prolifération des fibroblastes [202]. Ces données notamment nous ont 

conduit à inclure ce protagoniste dans la modélisation 3D de la co-culture afin de reproduire 

un microenvironnement proche de l’in vivo permettant de mimer au mieux ces étapes de 

dissémination tumorale. 

L'importance d'un modèle 3D approchant le contexte in vivo est de pouvoir utiliser les 

protagonistes acellulaires mais aussi cellulaires que l'on retrouve dans le microenvironnement. 

Un modèle 3D regroupant plusieurs protagonistes permet de prendre en compte et d’étudier 

les interrelations entre les cellules cancéreuses et les cellules stromales ainsi que leurs 

interactions avec la MEC. Ces modèles in vitro peuvent ensuite permettre le criblage de 

différents médicaments et de principes actifs afin de mesurer leurs effets sur les cellules 

cancéreuses et les cellules saines.  

Comme nous avons pu le montrer dans cette étude et notamment dans le cadre de l’effet du 

milieu conditionné de fibroblastes qui favorise la migration des cellules cancéreuses 
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ovariennes, il est important de prendre en considération l’impact des cellules du stroma sur le 

comportement des cellules cancéreuses. En effet, de nombreux types de facteurs sécrétés 

sont impliqués dans les interactions entres les cellules cancéreuses métastasiques et leurs 

microenvironnements tels que la production de TGF-β, de PDGF, d’EGFs et de PAI-1 par les 

cellules mésothéliales, de MMP9 et de chimiokines par les fibroblastes ou encore de IL-8 ou 

IL-6 par les adipocytes [94].   

La mise en place de modèle qui imite de près le microenvironnement péritonéal humain in 

vivo, avec les cellules mésothéliales, est essentiel pour permettre de comprendre le rôle de 

certaines protéines. Grâce à la culture organotypique 3D, les rôles de : c-Met, MMP-2, HOXA9, 

E-cadhérine, intégrines β3 et α5 ont pu être défini dans les premières étapes des métastases 

du cancer de l’ovaire [198]. 

De plus, le modèle peut être complexifié avec l'ajout de cellules conjonctives telles que des 

fibroblastes, ou des cellules adipocytaires. En effet, plusieurs études montrent l'importance de 

ces cellules conjonctives non cancéreuses dans les métastases du cancer de l'ovaire 

[71,72,166,203]. L’implication des fibroblastes dans la formation et la dissémination des 

métastases du cancer de l’ovaire est indéniable. Effectivement, les fibroblastes renforcent la 

capacité des cellules cancéreuses à envahir le mésothélium et sont donc des éléments 

souvent retrouvés dans les modèles 3D mimant le microenvironnement du péritoine [133]. 

Comme décrits ci-dessus, les fibroblastes jouent un rôle essentiel dans le cancer de l’ovaire, 

tant dans l’initiation tumorale que dans les métastases, il est donc essentiel d’inclure ce 

protagoniste dans des modèles 3D in vitro ayant pour but de mieux comprendre les 

mécanismes de la pathologie.  

Les adipocytes sont des composants clés du microenvironnement cancéreux ovarien. Il a été 

démontré qu'ils sont impliqués dans la prolifération des cellules cancéreuses ovariennes et 

dans les métastases [71]. Leur impact sur la chimiorésistance des cellules cancéreuses a 

aussi été démontré. Effectivement, il a été constaté que les adipocytes, d'origine sous-cutanée 

et viscérale, sécrètent des facteurs qui renforcent la résistance des cellules cancéreuses 

ovariennes aux médicaments chimiothérapeutiques en activant la voie de survie cellulaire Akt 

[204].  

L’intérêt de ces modèles est aussi l’utilisation de cellules primaires. L’utilisation d’un modèle 

3D comprenant des fibroblastes humains primaires extraits d'un omentum humain normal, 

mélangés à du collagène I et recouverts d'une couche de cellules mésothéliales humaines 

primaires a permis de montrer que les cellules cancéreuses ovariennes ont préférentiellement 

adhéré au collagène I et l’envahissaient, puis se liaient au collagène IV, à la fibronectine, à la 

vitronectine, à la laminine 10 et 1 [205]. Dans notre étude, nous avons montré que l’ascite 
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favorisait la densification et l’organisation en réseau de ces protéines sur la monocouche 

mésothéliale.  

La pertinence de ces modèles nous semble établie, ils permettront à terme d’apporter de 

nombreuses réponses sur les processus métastatiques ovariens. Mais ces modèles restent 

limités par l'absence de vascularisation, de cellules immunitaires et endothéliales. Cependant 

le développement et l'utilisation de modèles 3D calibrés peut combler le fossé avec 

les études in vitro en 2D, les modèles murins et la maladie humaine in vivo. 
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Conclusion :  

Ces travaux de thèse décrivent l’ascite comme un microenvironnement favorisant la formation 

des sphéroïdes tumoraux ovariens mais aussi leur capacité à produire et à réorganiser la 

matrice extracellulaire, nécessaire à différents comportements cellulaires (Figure 78). L’ascite 

joue également un rôle sur les cellules saines du mésothélium notamment en déstabilisant les 

jonctions cellulaires et les contacts focaux perturbant ainsi l’intégrité de la monocouche 

mésothéliale. De plus, l’ascite favorise la formation de membrane « ruffle » par l’activation de 

Rac1, ce qui impacte l’organisation du cytosquelette d’actine et permet la rétraction des 

cellules mésothéliales. L’ascite facilite également l’implantation et la dispersion des 

sphéroïdes sur cette monocouche mésothéliale via les intégrines α5 et αV. Cette 

déstabilisation mésothéliale et implantation des cellules cancéreuses, favorisées par l’ascite, 

aboutissent à la clairance médiée par ces mêmes intégrines qui permet aux cellules 

cancéreuses ovariennes de migrer au travers le mésothélium et de venir coloniser les tissus 

conjonctifs sous-jacent. Enfin, la présence de fibrinogène et de sa forme polymérisée dans 

ces ascites, l’organisation en réseaux de fibrine autour des sphéroïdes et leurs dépôts aux 

abords du mésothélium, suscite un intérêt certain permettant de s’interroger quant à la 

formation d’un foyer métastatique propice à la dissémination des cellules cancéreuses 

ovariennes.   

Ces résultats sur les différents protagonistes impliqués permettent d’appréhender ce nouveau 

microenvironnement péritonéal dans un contexte de dissémination tumorale et de mieux 

comprendre les mécanismes sous-jacents (Figure 78). De plus, l’implication des intégrines et 

la suractivation de Rac1 dans les étapes de métastases, sont des pistes thérapeutiques 

envisageables.  
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Figure 78 : L'ascite déstabilise le mésothélium et facilite l'invasion des cellules cancéreuses 
ovariennes 

Schéma globale récapitulant les résultats des travaux de thèse. L’initiation, le développement et la 
dissémination tumorale sont régulés par différents microenvironnements (ovarien, endothélial, 
ascitique, mésothélial). L’ascite est un microenvironnement tumoral unique, il est riche en composant 
cellulaire et acellulaire dont le fibrinogène et sa forme polymérisée sous l’effet de la thrombine, la fibrine. 
L’ascite favorise la formation de sphéroïdes tumoraux ovariens (1) et leur implantation sur le 
mésothélium (2), mais promeut également la clairance du mésothélium par les sphéroïdes (3) facilitant 
ainsi à la transmigration des cellules cancéreuses ovariennes (4). L’ascite a un impact sur l’intégrité du 
mésothélium en déstabilisant les jonctions cellulaires (N-Cadhérine et Occludine ZO-1) et en permettant 
la rétraction des cellules mésothéliales par l’activation de Rac-1, la rendant ainsi plus fragile. Les 
processus d’implantation des sphéroïdes tumoraux ovariens sur la MEC, impliquant la fibrine, et le 
processus de clairance du mésothélium par ces derniers sont, entre autres, conditionnés par les 
interactions avec les intégrines αv et α5. Ces résultats montrent l’importance de l’ascite et de plusieurs 
protagonistes qu’elle contient sur leurs capacités à réguler la dissémination métastasique aboutissant 
à la formation d’un foyer secondaire qui engendre une carcinose péritonéale. 
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Perspectives :  

Profils ascitiques ? 

Nous avons montré le rôle essentiel de l’ascite dans les différentes étapes du processus de 

dissémination tumorale. Mais nous avons également mis évidence des différences entre les 

ascites, que ce soit par leur composition en fibrinogène ou par leur impact sur la prolifération 

ou le cycle cellulaire des cellules mésothéliales. Ces différences entre les ascites sont 

patientes dépendantes. En effet, nos ascites proviennent d’une ascitothèque du centre de 

ressource biologique (ovaressource) et du centre de lutte contre le cancer François Baclesse 

à Caen. La création de cette ascitothèque par nos collaborateurs s’est accompagnée de 

l’enregistrement d’un nombre important de données cliniques concernant les patientes dont 

sont issues les ascites. Notre idée est de pouvoir, à plus long terme, tracer un profil de chacune 

des ascites, tant par leur composition que par leur effet sur le comportement des cellules 

cancéreuse ou saines, et de pouvoir corréler ces résultats aux données des bilans cliniques 

des patientes.  

Ces profils pourraient permettre de créer des groupes d’ascites, classés selon différents 

critères comme par exemple leur « degrés d’agressivité » sur le mésothélium. Effectivement, 

les recherches sur le cancer tendent à évoluer vers des thérapies / traitements individualisés 

suite aux informations des caractéristiques du matériel tumoral du patient. Cependant, ceci 

pourrait aussi s’accompagner de caractéristiques moléculaires des ascites permettant ainsi de 

préciser le diagnostic et de prédire le pronostic.  

Dans notre étude, l’établissement du profil des ascites pourrait commencer par un détail de 

leur composition moléculaire, cela pourrait se faire avec une approche globale protéomique. 

Cette étude nous a déjà permis de mettre en avant la présence de fibrinogène et de thrombine 

dans les ascites. Selon les ascites, des concentrations assez hétérogènes de fibrinogène ont 

été retrouvées. Ces différences entre les ascites est un premier élément qui pourrait servir à 

la classification des ascites. La présence de fibrine à la fois autour des sphéroïdes, aux abords 

du mésothélium ou en agrégats dans l’ascite a suscité notre intérêt.  

Pour aller plus loin, notre idée serait de dépriver les ascites de fibrinogène et voir les 

conséquences sur la formation de sphéroïdes ainsi que sur leur adhérence et leur dispersion 

sur le mésothélium. Pour cela des techniques favorisant la polymérisation et la précipitation 

de la fibrine seraient judicieuses telles que l’augmentation des concentrations de calcium ou 

l’ajout thrombine et du facteur de coagulation FXIIIa. Des centrifugations permettraient ensuite 

de récupérer l’ascite (surnageant) dépourvu de fibrine. De plus, des techniques de purification 

par colonne d’affinité, comme déjà réalisée pour la purification combinée de la Fn et de la Vn 

à partir d’ascite au laboratoire [40],  seraient imaginables. Effectivement, le fibrinogène et la 
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fibrine reconnaissent différentes protéines, ces affinités pourraient permettre d’isoler le 

fibrinogène ou la fibrine de l’ascite. Cependant, les interactions telles que fibrine-fibronectine 

ou fibrinogène-vitronectine ne sont pas spécifiques. De plus des interactions avec des anti-

coagulants comme fibrinogène-héparine ne sont pas non plus exclusives, le protocole de 

purification devrait être complexifié pour ne dépriver l’ascite uniquement du fibrinogène et de 

la fibrine et pas ses autres composants matriciels.   

 

Intégrité du mésothélium ? 

Pour mieux comprendre la mécanistique de la perte d’intégrité de la monocouche mésothéliale 

en réponse à l’ascite, une étude transcriptomique, par microarray (puce à ADN) des cellules 

mésothéliales confluentes en milieu de culture classique ou en contact avec différentes ascites 

est en cours. Cette approche globale permettra d’identifier des cibles susceptibles d’être 

impliquées dans les mécanismes de clairance et de pouvoir envisager notamment de 

nouvelles cibles thérapeutiques.  

Dans le cancer de l’ovaire plusieurs études génomiques ont été réalisées sur les cellules 

cancéreuses après leur contact avec l’ascite. Dans le contexte de notre étude, cela serait un 

enrichissement scientifique de faire une étude génomique sur les cellules mésothéliales après 

leur contact avec l’ascite. De plus, cela viendrait compléter notre analyse transcriptomique. 

Concernant le rôle de protéines, notre étude a démontré l’augmentation des « membranes 

ruffles » ainsi que l’activation de Rac1 dans les cellules mésothéliales suite à l’ajout d’ascite. 

Cependant nous ne savons pas si seule l’activation de Rac1 est responsable de la 

déstabilisation du mésothélium. Effectivement, l’augmentation de l’activation de Rac1 implique 

un changement du cytosquelette d’actine qui pourrait entrainer une réorganisation des 

contacts focaux (actine / vinculine / taline / intégrines) et des jonctions cellulaires (actine / 

caténine / N-Cadhérine et actine / ZO-1/ occludine) résultant de la perte d’intégrité du 

mésothélium. Bloquer l’activation de Rac1 permettrait de voir si l’activation de cette protéine 

est la cause principale de la déstabilisation du mésothélium. Plus globalement des 

perspectives de décryptage de la signalisation sous-jacente à la déstabilisation du 

mésothélium serait pertinentes. 

 

Optimisation du modèle 3D ? 

L’une des originalités de ce programme de thèse est la mise au point et la conception d’un 

modèle tridimensionnel de co-culture en ascite. Au-delà du côté technique, ce modèle a pour 
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but de permettre la réponse à différentes questions scientifiques sur la dissémination 

métastatiques des cellules cancéreuses ovariennes. 

Un des objectifs et même « challenge » du modèle 3D est de pouvoir quantifier la 

transmigration des cellules des sphéroïdes cancéreux ovariens au travers du mésothélium. 

Pour cela l’utilisation de cellules marquées (fluorescentes) sera nécessaire.  

Comme nos résultats et d’autres études l’ont montré, l’hétérogénéité cellulaire des sphéroïdes 

peut jouer un rôle sur le comportement des sphéroïdes, comme leur formation et compaction, 

leur adhérence et désagrégation sur le mésothélium ou encore sur la clairance des cellules 

mésothéliales. Il serait intéressant d’utiliser différents types de sphéroïdes dans le modèle pour 

pouvoir observer leur comportement dans le gel de fibrine et sur le mésothélium mais aussi 

leur capacité de transmigration.  

Il serait aussi important de poursuivre et de complexifier le modèle via l’ajout de cellules 

endothéliales pour l’angiogenèse par exemple, mais aussi en rajoutant de la matrice 

extracellulaire comme, par exemple, un gel de collagène I avec des fibroblastes pour mimer 

le tissu conjonctif sous-mésothélial.  Faire varier les éléments du modèle tout en les maîtrisant 

permettra de mettre évidence le rôle de chacun mais aussi les interrelations entre les cellules 

cancéreuses et les cellules saines ainsi que leur comportement cellulaire selon le type de 

microenvironnement rencontré.  

Enfin, un des autres buts de l’optimisation de ce modèle est le criblage de molécules ou de 

peptides anti-cancéreux. Notre équipe a précédemment démontré l’importance des intégrines 

αv dans la formation des sphéroïdes et nos résultats ont mis en exergue le rôle des intégrines 

α5 et αv dans l’implantation et la désagrégation de sphéroïdes tumoraux ovariens sur le 

fibrinogène et dans la clairance des cellules du mésothélium. Cibler ces récepteurs qui sont 

impliqués dans plusieurs étapes des métastases est une piste thérapeutique qui semble 

intéressante.  

De nombreuses molécules chimiques ou naturelles existent et sont utilisées comme 

traitements des cancers de l’ovaire cependant un certain nombre restent associés à des effets 

secondaires. Il serait donc judicieux de tester de nouvelles molécules thérapeutiques sur ce 

modèle pour pouvoir étudier de manière globale leur cytotoxicité sur les cellules saines et leur 

efficacité contre les cellules cancéreuses, tout en tenant compte du microenvironnement. Nous 

avons d’ailleurs déjà commencé à le faire par l’utilisation d’un analogue de la ribavirine [167].  

Nous pensons que l’ensemble de nos résultats ainsi que nos perspectives que nous espérons 

pouvoir développer, peuvent contribuer à une meilleure compréhension de cette pathologie 

grave et insidieuse et ainsi permettre de poursuivre la mise en place de stratégies 

thérapeutiques complémentaires à celles existantes. C’est en tout cas notre souhait.   
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Communications par affiches :  

Annexe 1 : “Ascites, the tumoral environment of ovarian cancer, impact the integrity of 

mesothelium during peritoneal implantation of ovarian carcinoma.” 

Annexe 2 : “Peritoneal implantation of ovarian carcinoma in ascites conditions: In vitro 3D 

(three-dimensional) model of co-culture.” 

 

Communications orales (abstracts) : 

Annexe 3 : “Ascites, the tumoral environment of ovarian cancer, impacts the integrity of 
mesothelium during peritoneal implantation of ovarian carcinoma.”  

Annexe 4 :  “Etude de l’implantation péritonéale de sphéroïdes tumoraux ovariens  
dans un modèle in vitro de co-culture tridimensionnel en ascites.” 

 

Publications (ACL) :  

Annexe 5 : “Ascites microenvironment conditions the peritoneal pre-metastatic niche to 
promote the implantation of ovarian tumor spheroids: involvement of fibrinogen/fibrin and αV 
and α5β1 integrin family. ” 

Annexe 6 : “Evaluation of the potential of a new ribavirin analog impairing the dissemination of 
ovarian cancer cells.” 

Annexe 7 : “A biomimetic model of 3D fluid extracellular macromolecular crowding 
microenvironment fine-tunes ovarian cancer cells dissemination phenotype.” 
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Annexe 3 

Ascites, the tumoral microenvironment, impact the integrity of mesothelium during peritoneal 
implantation of ovarian carcinoma 
 
 
C. Laurent-Issartel1, R. Agniel1, F Giffard2, J. Leroy-Dudal1, E. Da Silva Cruz3, F. Carreiras1, S. 
Kellouche1  
 
1Equipe de Recherche sur les Relations Matrice Extracellulaire‐Cellules, ERRMECe, (EA1391), Groupe 
Matrice Extracellulaire et physiopathologie (MECuP), Université de Cergy Pontoise, France 
2Inserm U1086 « ANTICIPE », Unité Biologie et Thérapies Innovantes des Cancers Localement 
Agressifs (BioTICLA) Centre de ressources cancer de l’ovaire, Centre F Baclesse,  Université de Caen 
Normandie, France. 
3University of Strasbourg, Laboratory of Bioimaging and Pathologies - UMR CNRS 7021, Illkirch, France 
 
Ovarian cancer is the most lethal gynecologic cancer: at least one-third of patients with epithelial ovarian 
cancer (OC) present ascites at diagnosis and almost all have ascites at recurrence (Cannistra et al., 
2004) especially because of the propensity of the ovarian cancer cells to spread in the abdominal cavity 
and to develop chemoresistance. Our previous studies (Carduner et al., 2013 and 2014), consolidated 
by the recent bibliography, propose that the inflammatory liquid (ascites) which accumulates in the 
abdominal cavity during the ovarian cancer dissemination is a unique tumoral microenvironment which 
regulates cancer cells behavior.  
The general aim of our study is to evaluate the influence of the ascitic microenvironment on cancer cells 
dissemination. For that purpose, we develop an in vitro three-dimensional model of co-culture between 
tumoral ovarian cells and healthy mesothelial cells, in the presence of ascites. By this way we hope to 
mimic the early stages of peritoneal implantation of ovarian carcinoma. 
Especially we explore the impact of ascites fluids on : i) the integrity of the peritoneal mesothelium which 
is the main site of ovarian cancer metastasis, ii) the ability of ovarian carcinoma cells to form spheroids, 
iii) the implantation of spheroids within mesothelial cell monolayers and the mesothelial clearance due 
to spheroids spreading on the mesothelium. 
Our first results demonstrate the impact of ascites on the integrity of mesothelial cell monolayers by the 
destabilization of cell-cell interactions (N-cadherin and ZO) and of the cytoskeletal components (Actin, 
tubulin, vinculin). Impact of ascites on mesothelial extracellular matrix (ECM) is also shown (fibronectin, 
fibrin). Moreover, the formation of spheroids of ovarian cancer cells is strengthened in the presence of 
ascites and fibrin organization / localization is highlighted. In addition, co-culture of mesothelial cell 
monolayers with tumoral ovarian spheroids reveals i) the disaggregation of spheroids, ii) the loss of 
mesothelium integrity that results in mesothelial clearance and iii) the remodeling of ECM. 
The optimization of the in vitro three-dimensional model of co-culture is actually under investigation and 
one of the perspectives of this study is to explore the involvement of integrins receptors in the molecular 
mechanism of the implantation.  
Our study indicates the importance of ascites on ovarian cancer dissemination and suggests their impact 
on cell-cell and cell-ECM interactions. The better understanding of the mechanistic of these interactions 
could be of importance in the understanding of metastatic process. 
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Annexe 4 

RMZ : Rencontres des Microscopistes Zeiss 
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Annexe 5, 6 et 7 

Annexe 5 : “Ascites microenvironment conditions the peritoneal pre-metastatic niche 
to promote the implantation of ovarian tumor spheroids: involvement of 
fibrinogen/fibrin and αV and α5β1 integrin family” 

Cet article présente une partie des résultats du travail de Doctorat présenté dans ce manuscrit.  

 

Annexe 6 : “A biomimetic model of 3D fluid extracellular macromolecular crowding 
microenvironment fine-tunes ovarian cancer cells dissemination phenotype” 
(Biomaterial, Déc 2020) 

Comme cette étude de Doctorat, les études précédentes du laboratoire et la bibliographie le 
montrent, l’ascite est un microenvironnement unique et très complexe qui a un rôle clé dans 
le cancer de l’ovaire. Bien que les mécanismes du cancer de l'ovaire aient été largement 
examinés au niveau moléculaire, la plupart des études sont souvent dissociées des propriétés 
biophysiques du microenvironnement. Les ascites sont des fluides complexes et hétérogènes 
qui possèdent des propriétés chimiques et physiques spécifiques. Grâce à ces propriétés, les 
ascites pourraient créer un microenvironnement « encombré » en termes de macromolécules 
à la surface du péritoine affectant ainsi l'implantation des cellules cancéreuses ovariennes.  

In vivo, les cellules sont continuellement confinées dans des microenvironnements 
encombrés, tandis que in vitro, les milieux de culture sont des solutions très diluées et 
beaucoup moins concentrées avec une composition moléculaire constante.  

Dans ce cadre, et en parallèle de mon étude spécifique de Doctorat j’ai pu participer à une 
étude qui vise à étudier l’effet de l’encombrement macromoléculaire sur le comportement de 
cellules cancéreuses ovariennes. Pour illustrer l'encombrement macromoléculaire que l’on 
peut retrouver dans les fluides biologiques tels que l’ascite, deux molécules de poids 
moléculaires différents ont été utilisées, le Ficoll (400 kDa) et le Dextran (250 kDa). Ces 
protéines ont été ajoutées au milieu de culture classique à des concentrations d’environ 75 
mg/ml, se rapprochant ainsi de la concentration totale de protéines retrouvés dans le plasma 
sanguin ou dans les ascites des cancers ovariens. Ces deux protéines, de haut poids 
moléculaire, présentent des différences de structures pour mimer l’état globulaire et fibrillaire 
de molécules biologiques, retrouvées dans les liquides biologiques, comme la fibronectine.  

L’étude démontre que l'encombrement macromoléculaire modifie considérablement les 
propriétés biologiques, biochimiques et biophysiques en affectant la prolifération, l’adhésion 
et la migration des cellules cancéreuses ovariennes isolées, mais aussi en empêchant la 
formation d’agrégats multicellulaire, les sphéroïdes. De plus, l’encombrement 
macromoléculaire modifie l’organisation de la matrice extracellulaire et modifie l’expression 
des protéines des jonctions cellulaires. Tous ces résultats montrent que l’encombrement 
macromoléculaire oriente les cellules cancéreuses ovariennes vers un phénotype de 
dissémination.  Ce travail fournit des informations riches et novatrices sur la relation directe 
entre l’encombrement macromoléculaire et les fluides biologiques, comme l’ascite, dans le 
développement et le comportement du cancer de l'ovaire. 
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Annexe 7 : “Evaluation of the potential of a new ribavirin analog impairing the 
dissemination of ovarian cancer cells” (PlosOne, Déc 2019) 

Les études précédentes du laboratoire ont permis de comprendre certains effets du 
microenvironnement sur le comportement cellulaire des cellules cancéreuses. Lorsque ces 
effets sont appréhendés, il est important de mettre en place des hypothèses de stratégies 
thérapeutiques pour contrer et/ou ralentir la pathologie. De nombreuses pistes thérapeutiques 
sont étudiées pour le cancer de l’ovaire, cependant, les effets secondaires sont récurrents. La 
ribavirine, analogue nucléosidique de la guanosine, a récemment été utilisée dans le 
traitement de certains cancers mais comportent de nombreux effets secondaires. 

Dans ce cadre, et en parallèle de mon étude spécifique de Doctorat j’ai eu l’opportunité de 
participer à une étude concernant l’effet d'un analogue de la ribavirine, le SRO-91, sur les 
comportements typiques des cellules cancéreuses dans le cancer de l’ovaire. L’effet du SRO-
91 a été comparé à l’effet de la ribavirine et du cisplatine sur plusieurs lignées cellulaires 
d’adénocarcinomes mais aussi sur des lignées de cellules saines. Il est essentiel d’estimer 
l’impact des traitements sur les cellules non cancéreuses pour limiter les effets néfastes d’un 
traitement. Ainsi, notre modèle in vitro de co-culture entre les cellules cancéreuses isolées et 
une monocouche de cellules mésothéliales, mimant l’implantation des cellules cancéreuses 
au mésothélium péritonéal, a aussi été utilisé pour appréhender les effets du SRO-91.  

Cette étude démontre que le SRO-91, comme la ribavirine, inhibe la prolifération, la migration, 
la clonogénicité et la formation de sphéroïdes des cellules cancéreuses. De plus, 
contrairement à la ribavirine, le SRO-91 est préférentiellement toxique pour les cellules 
cancéreuses par rapport aux cellules saines. Enfin, in vitro, le SRO-91 inhibe l’implantation 
des cellules cancéreuses sur le mésothélium.  

Ces découvertes sont encourageantes pour la mise en place de cette molécule prometteuse 
pour le traitement du cancer de l'ovaire et particulièrement contre la dissémination 
métastatique péritonéale. 
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ABSTRACT  

 

Ovarian carcinomas have a poor prognosis predominantly because of a high recurrence rate. Ovarian cancer cells 

spread widely throughout the abdominal cavity, leading to peritoneal metastasis. Moreover, at least one-third of 

patients with epithelial ovarian cancer (OC) present ascites at diagnosis and almost all have ascites at recurrence.  

The presence of ascites, which acts as a dynamic reservoir of active molecules and cellular components, correlates 

with OC peritoneal metastasis, and is associated with a poor prognosis. The influence of ascites on the development 

of premetastatic niches, and on the biological mechanisms leading to cancer cell colonization of the mesothelium, 

remain poorly understood. 

This study investigates whether ascites secretions affect mesothelium integrity, and focuses on the implantation of 

tumor spheroids on the mesothelium. 

Ascites weakens the mesothelium by affecting the viability of mesothelial cells and by destabilizing their distribution 

in the cell cycle. Ascites also causes destabilization of the integrity of mesothelium with a modification of the 

organization of cell junctions, but it does not affect the synthesis of N-cadherin and ZO-1 by Met-5A cells. Moreover, 

ascites induces disorganization of focal contacts and causes actin cytoskeletal reorganization dependent on the 

activity of Rac1. Ascites allows the densification and reorganization of extracellular matrix proteins of the 

mesothelium, especially fibrinogen/fibrin, and indicates that ascites is a source of fibrinogen and fibrin surrounding 

OC spheroids. To mimic the early stages of peritoneal implantation of OC, an in vitro three-dimensional model of 

co-culture of OC spheroids and mesothelial cells has been developed in the presence of ascites. The fibrin in the 

ascites leads to the adhesion of OC spheroids to the mesothelium, and the ascites promotes their disaggregation 

followed by the clearance of mesothelial cells. Both  

Investigating the relationships between the molecular properties of ascites components and OC cell implantation 

may be critical for a better understanding of the recurrence of this lethal disease. 

 

Keywords: Ovarian Cancer, ascites, spheroids, mesothelium integrity, fibrinogen, Fibrin, 

integrin, clearance, 3D co-  

 

INTRODUCTION  

Ovarian cancer is the gynecological malignancy with the highest case-to-mortality ratio in the western world. 

Because ovarian cancer is often asymptomatic, it is generally diagnosed at an advanced stage and is associated 

with a poor prognosis (5-year survival rate ~30 %) mainly due to acquired chemoresistance and widespread 

dissemination [1]. Ovarian carcinoma metastasizes by continuous infiltration of neighboring organs and 

disseminates within peritoneal fluid of the abdominal cavity. Ovarian metastasis is commonly due to the shedding 

of individual tumor cells or free-floating multicellular clusters, spheroids, from the primary tumor into the abdominal 



2 
 

cavity, where they survive and subsequently spread after attachment to the peritoneum. Once attached to the 

mesothelial layer of the peritoneum, malignant cells proliferate, invade it and metastasize to distant organs [2 5]. 

 

At least one-third of patients with epithelial ovarian cancer present ascites, an exudative fluid that accumulates 

intra-abdominally, at diagnosis and almost all have ascites at recurrence especially because of the propensity of 

the malignant cells to spread in the abdominal cavity and develop chemoresistance [6]. The presence of a large 

volume of ascites correlates with poor prognosis, and transcoelomic metastasis (through the mesothelium) seems 

to be directly associated with ascites production. Indeed, reduction in peritoneal tumor bulk as a result of surgery 

and chemotherapy is generally associated with a reduction of ascites production [6,7]. Ascites fluid is a dynamic 

reservoir of survival factors owing to its large content of many different molecules, such as cytokines, growth factors, 

angiogenic factors, hormones, coagulation factors, proteases and extracellular matrix (ECM) proteins that 

individually and/or collectively affect cancer cell adhesion, migration, invasion, survival and spheroid formation [8

10]. Since ascites represents a unique tumor microenvironment, its effects remain to be fully characterized, 

especially regarding the regulation of malignant spheroid cell dissemination. 

  

Ovarian carcinoma dissemination is partly due to spheroid formation that become released within the peritoneal 

cavity before implantation into the mesothelium. The multicellular nature of spheroids is thought to be attributable 

to adhesive molecules that mediate cell-cell and cell-ECM interactions. Among secreted ECM, fibronectin promotes 

the formation of spheroids, and is associated with their 

[11,12]

spheroid formation [12]. In addition, these cell-MEC interactions lead to signals that could regulate spheroids cell 

behavior, such as the resistance to anoikis [9,13]. Spheroids can become chemoresistant. The first reason is that 

the three-dimensional organization of the spheroids results in poor delivery of chemotherapeutic drugs to the inner 

regions of spheroids [14].  The low rate of cancer cell proliferation in spheroids could be one of the reasons for the 

loss of sensitivity to therapeutic agents targeting the cell cycle. 

 

Interestingly, unlike most other cancers, ovarian tumors rarely disseminate through the blood vessels. Cells spread 

predominantly by direct extension of the tumor into adjacent tissues, and by the shedding of cancer cells from the 

primary tumor into the peritoneal cavity. Thus, ovarian cancer cells are preferentially found as a solid tumor mass 

adhering to the peritoneal mesothelium [15].  The mesothelium, a single layer of flat cells covering the peritoneal 

cavity and its organs, is the first barrier met by ovarian tumor cells and is the major site of ovarian carcinoma 

metastasis before invading the underlying connective tissue. Mesothelial cells express and/or secrete several 

extracellular matrix proteins, adhesion molecules and chemotactic factors that could enhance ovarian cancer cell 

implantation and colonization of the mesothelium [2,16 18]. Thus, mesothelial cells and the ECM constituting the 

implantation site of ovarian tumors act as a propitious microenvironment for tumor growth. Both cancer cells and 

ascites can induce changes in the surrounding mesothelial microenvironment, creating the so- umor 

 

 

Mesothelial cells do not synthesize fibrinogen, although accumulation of fibrinogen in tumor ascites has been 

previously identified. Fibrinogen is a coagulation protein found in blood plasma that increases its levels in 

inflammatory conditions such as ovarian cancer [19]. Fibrinogen and its polymerized form fibrin, are also regular 

components of solid tumor stroma. Indeed, the process of wound healing or tumor induces a decrease in oxygen 

level which induces the tissue or tumor to be hypoxic. To compensate this lack, the tissue responds by expressing 

proteins involved in coagulation and fibrinolysis [20]. In addition, the clotting pathway is also induced in response 

to activation of the immune system to counteract the tumor giving a pro-coagulant [21] tumor phenotype. In vivo 
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experiments in mice have shown the presence of fibrin deposition on the surface of the peritoneal cavity after 

implantation of ovarian cancer cells [22,23].  

These data led us to explore the potential involvement of ascites derived fibrinogen/fibrin in producing a propitious 

microenvironment favoring the implantation and dissemination of ovarian carcinoma on the peritoneal mesothelium. 

 

Thus, we have determined the influence of ascites on ovarian cancer spheroid implantation and dissemination on 

the peritoneal mesothelium. To mimic the early stages of peritoneal implantation of ovarian cancer, we develop an 

in vitro three-dimensional model of co-culture of tumor spheroids and healthy mesothelial cells in the presence of 

ascites. In particular, we have explored the impact of ascites and its components on: i) the integrity of the peritoneal 

mesothelium ii) the ability of ovarian cancer cells to form spheroids, iii) the implantation of spheroids within 

mesothelial cell monolayers and their clearance due to spheroid spreading. 

 

MATERIALS AND METHODS 

Ascites samples  

The ascites samples were collected at the Cancer Center F. Baclesse (Caen, France) were certified cytologically 

as positive for malignant cells, and stored in the OvaRessources Biological Resources Center (BRC) (NF-S 96900 

respectively Dr Cécile Blanc Fournier and Dr Laurent Poulain. All biological collection from BRC was declared by 

the project Manager of the Clinical Research Department (Alexandra Leconte) to the MESR (Ministry of Education, 

-2010-1243 and amendments DC-2013-1849, DC-2016-2641 and DC-2017-

2923). The date of the favorable opinion on the constitution of the collection is 17 September 2011. We obtained 

written informed consent from the patients. The study was approved by the ethical commi

(Committee for the Protection of Persons). The samples were centrifuged at 400g for 5 min immediately after 

collection, and the supernatants stored at - -binding) and 

suppl We used 8 ascites from 

8 patients, which were labeled ASC#1 through ASC#8. 

 

Cells and reagents 

The human ovarian adenocarcinoma cell line, SKOV3, was kindly supplied by Dr L. Poulain of the BioTICLA team 

INSERM U1086 (Biologie et Thérapie Innovantes des Cancers Localement Agressifs, Caen, France). The cells 

were grown in RPMI-1640 glutaMAX (Life technologies, France) containing 0.07% (v/v) sodium bicarbonate 

supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS, Biosera, France) in a humidified air atmosphere with 5% CO2 in 

-5A, purchased from ATCC (American Type Culture Collection, 

Manassas, USA), were grown in M199 supplemented with 3.3 nM epidermal growth factor (EGF; Sigma St-Quentin-

Fallavier, France), 870 nM insulin, 400 nM hydrocortisone (Sigma), 1.25 g/l sodium bicarbonate (Invitrogen) and 

10% FBS. The cultured cells were in a humidified atmosphere of 5% CO2 -confluent cells were 

harvested with 0.25% trypsin-EDTA (Life technologies, France). In some experiments, cells were cultured on 10 

µg/ml fibronectin, vitronectin or fibrinogen coatings. Fibronectin and vitronectin were purified from human blood 

plasma (provided by the French Establishment of Blood), as described by Poulain et al. [10,24]. Fibrinogen was 

purchased from Hyphen BioMed (PP001C). 
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Cell proliferation and viability assay

In the proliferation assay, Met-5A cells were seeded in 24-well plates at 16,000/cm² and incubated in complete 

M199 medium (named growth medium, GM) for 5 days until confluent. The medium was then removed and cells 

were incubated in new growth medium or Ascites (ASC#1, ASC#2, ASC#6). The number of viable cells was 

measured by the trypan-blue exclusion test at 0, 24, 72 and 96h after the refresh of growth medium or ascites. 

Results are representative of 3 independent experiments done in triplicate, and are expressed as mean ± Standard 

Error of the Mean (SEM).  

 

Cell cycle analysis 

Met-5A cells were seeded in culture flask (75 cm²) and incubated in growth medium for 5 days until confluent. The 

cells were then incubated in new growth medium or Ascites (ASC#1, ASC#2, ASC#6) for 24 or 96 h. Cells were 

rinsed twice with phosphate buffer saline (PBS), harvested with trypsin-EDTA and resuspended in growth medium. 

After centrifugation, cells were fixed in 70% ethanol and stored at -20°C overnight. After centrifugation, cells were 

resuspended in PBS Ca+2 Mg+2 and with RNase (40 µg/ml) (AM2694, INVITROGEN). Cells were stained in ice 

for 30 min with propidium iodide (20 µg/ml) (P4864, Sigma-Aldrich). Cells (50,000) were analyzed per condition in 

a flow cytometer (BD Accuri C6plus). The percentage distribution in Go/G1, S and G2/M phases were determined 

with BD Accuri C6 Plus Software.  

Spheroid formation 

Ovarian cancer spheroids were generated by the hanging-drop technique adapted from Ramsy Foty [25]. Briefly, a 

suspension of 500 SKOV3 cells was seeded in a total volume of 20 µL ascites. The drops containing ascites and 

cells were deposited on the bottom of the lid Petri dish; the lower part of the dish was filled with PBS and followed 

each day by phase-contrast microscopy, being a humid chamber preventing evaporation of the cell-containing 

drops. There were at least 25 drops per dish. The lid of the petri dish was turned upside down and placed on the 

bottom. The whole set was transferred to a humidified incubator at 37°C for 5 days to contribute to the sedimentation 

and aggregation of the cells and promote the formation of 3D-ovarian cancer spheroids. Spheroid formation was 

followed each day by phase-contrast microscopy, and those generated were used in the experiments described 

below.  

 

Co-culture model 

To mimic cancer cell dissemination on to a mesothelium, a co-culture assay of ovarian cancer spheroid and 

mesothelial cells was used. Met-5A cells were first grown on glass coverslips in 24-well plates at 16,000/cm² for 5 

days in growth medium until confluent. The spheroids formed were deposited on the mesothelial monolayer in 

complete M199 medium or ascites. This model of co-culture was examined several times and used at different 

stages as described below. 

 

Immunofluorescent staining  

Met-5A cells were seeded onto glass coverslips or co-cultured with spheroids were exposed to different ascites or 

growth medium for different times. At each time-point, cells were fixed in 3% paraformaldehyde (PFA) in PBS and 

saturated with PBS containing 0.5% BSA for 30 min. They were permeabilized with 0.1% Triton X100 in PBS. They 
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were incubated for 2 h at room temperature with primary antibodies Collagen IV (C1926, Sigma-Aldrich), Fibronectin 

(F3648, Sigma-Aldrich), Laminin (L9393, Sigma-Aldrich), Vinculin (V9131, Sigma-Aldrich), Tubulin (T9026, Sigma-

Aldrich), Vimentin (CBL202, Sigma-Aldrich), Fibrinogen (A0080, DAKO), N-Cadherin (ab45139, abcam), ZO-1 

(610966, BD biosciences), Rho A (sc-418, Santa-Cruz), cdc42 (sc-8401, Santa-Cruz) or Rac1 (610651, BD 

Transduction Laboratories). After washing, the coverslips were incubated with the appropriate fluorescent 

secondary antibodies for 1 h at RT:  Alexa Fluor 568-conjugated anti-mousse anti-body (A11004, Life technologies), 

Alexa Fluor 568-conjugated anti-Rabbit antibody (A11011, Life technologies), Alexa Fluor 488-conjugated anti-

Mousse antibody (A11029, Life technologies) or Alexa Fluor 488-conjugated anti-Rabbit anti-body (A11008, Life 

technologies). The actin cytoskeleton was stained with FITC- phalloidin (P5282, Sigma Aldrich) or TRITC-phalloidin 

(P1981, Sigma Aldrich). Cell nuclei were stained with Hoechst (33342, abcam) or DAPI (4,6-diamidino-2-

phenylindole dihydrochloride, D9542, Sigma Aldrich). Coverslips were mounted in Prolong-Gold Antifade Reagent 

(P36930, Invitrogen). For the spheroids, the staining was carried out according to the same protocol, but in 

Ependorff tubes for centrifugation at each rinsing step. Moreover, spheroids were incubated overnight at 4°C with 

the primary antibody: Fibrinogen (A0080, DAKO), and after washing were incubated for 2 h at RT with the secondary 

antibody Alexa Fluor 488-conjugated anti-Rabbit antibody. Controls in which primary antibodies were replaced with 

PBS were negative. Immunofluorescent labeling as observed with a confocal microscope (LSM710, Zeiss) 

equipped with a 405 nm diode, 458, 488, 514, 561 and 633 nm lasers and x20 objectives Apo Plan, digital aperture 

0.8 and x63 with Apo Plan immersion, and digital aperture of 1.4. 

 

Immunohistochemistry staining 

Spheroids isolated from patient ascites were collected during surgery or ascites punctures from human ovarian 

carcinoma patients observed in the comprehensive cancer centre F. Baclesse (Caen, France) after certified 

pathological diagnosis. Paraffin-

97°C in 10 mM citrate buffer, pH 6 for antigen retrieval, washed with 0.1M Tris 0.15 M NaCl and incubated with 

10% hydrogen peroxide to block endogenous peroxidase activity. Non-specific sites of fixation were saturated with 

a neutralizing solution from an Ultratech HRP kit. The sections were incubated for 1 h at RT with an anti-fibrinogen 

antibody (1:400) (A0080, DAKO). After PBS washing, the sections were incubated with the Ultratech HRP 

Streptavidin-Biotin Universal Detection System (Beckman Coulter, Villepinte, France). Staining was visualized using 

a DAB chromogen system (Zymed, Clinisciences, Montrouge, France) and nuclei were counterstained with 

hematoxylin. After washing with water, the sections were dehydrated in alcohol and toluene before being mounted 

with Entellan (Merck, Darmstadt, Germany). The primary antibody was omitted from the negative controls. 

Mesothelium slices of the xenografts of ovarian cancer cells (IGROV1 cell line) injected into the peritoneum of the 

mouse were also treated with a fibrinogen IHC, as previously described, after being removed on day 28. 

 

Scanning electron microscope 

The samples analyzed by SEM (GeminiSEM 300, Zeiss) were treated as follows: the growth medium was removed 

by rinsing twice with warmed PBS (37°C) and a suspension for dehydration with 0.2 M cacodylate and 2% 

glutaraldehyde was added for 30 min at room temperature. The samples were rinsed 3 times with 0.2 M cacodylate 

and successively placed in different baths of 30, 50, 80 and 100% ethanol each for 10 min. Samples were critical 

point dried for 16 exchanges (EM CPD300, Leica). Finally, they were sputter-coated with a thin-layer of platinum (4 

nm), before being imaged in the SEM.  
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Correlative Light-Electron Microscopy

Met-5A cells were seeded on glass coverslips with a grid pattern (P35G-1.5-14-CGRD, MatTek) and incubated in 

growth medium until confluent. The cells were then incubated in ascites. After 24 h incubation, cells were fixed in 

3% paraformaldehyde (PFA) in PBS and saturated with PBS containing 0.5% BSA for 30 min. They were 

permeabilized with 0.1% Triton X100 in PBS. They were incubated for 2 h at room temperature with the primary 

antibody: Fibrinogen (A0080, DAKO). After washing, the coverslips were incubated with the appropriate fluorescent 

secondary antibodies for 1 h at RT: Alexa Fluor 488-conjugated anti-Rabbit anti-body (A11008, Life technologies). 

Coverslips were left in PBS and immunofluorescent labeling examined with a confocal microscope (LSM710, Zeiss). 

The cells were then washed, dehydrated and dried as previously described. Finally, cells were sputter-coated with 

4 nm platinum before being observed in the SEM. Acquisitions of confocal microscope and SEM were superimposed 

with ICY, the open source image processing software, with the plugin ecCLEM [26]. 

 

Quantification of ascitic fibrinogen and thrombin 

Human fibrinogen and thrombin concentrations were measured by sensitive immunoassay kits (ab208036, 

ab108909, abcam, respectively). Antibodies specific for the protein being examined had been fixed on 96-well 

plates. Standard samples for the calibration range, the culture medium and ascites samples were deposited on the 

wells at determined dilutions; each sample was assayed in duplicate. Protein-specific biotinylated detection 

antibodies were added, followed by several rinses. TMB (3,3',5,5'-tétraméthylbenzidine) was used to visualize the 

streptavidin-peroxidase enzymatic reaction. Streptavidin-peroxidase specifically catalyzes TMB to produce a blue 

product that turns yellow after the adding a stop solution. The absorbance was measured at 450 nm by the 

spectrofluorometer (Xenius XM, SAFAS). Fibrinogen and thrombin concentrations were determined from the 

calibration curve of the corresponding standards.  

 

Western blotting 

Previously determined using BiCinchoninic acid Assay (BSA) (BCA1-1KT, Sigma-Aldrich), equal amount of the 

different ascites and complete M199 culture medium (growth medium) protein (10 µg) were treated with Laemmli 

buffer (125 nM Tris pH 6.8, 20% glycerol, 4% SDS, 0,005% b -mercaptoethanol). They were 

separated by 10% bis-acrylamide SDS-PAGE electrophoresis under reducing conditions before being transferred 

to a nitrocellulose membrane (Bio-Rad) for 1h at 100V at room temperature (RT). The membrane was blocked 1h 

with TTBS (132 n% NaCl, 20 nM Tris-HCL, pH 7.6, 0.05% Tween) and 5% BSA. The membrane was probed for 2h 

with anti-fibrinogen (1:1,000, A0080, DAKO). After 3 washes with TTBS, the membranes were incubated for 1h at 

RT in TTBS-BSA 0.5% with an anti-rabbit horseradish peroxidase conjugated antibody (1/5,000, A6154, Sigma-

Aldrich). Following 3 washes with TTBS, immunoreactivity was detected by enhanced chemiluminescence (ECL, 

Millipore). Proteins were identified using an ImageQuant LAS 500 (GE Healthcare Life Sciences, France). 

Met-5A cells were grown in culture flasks in growth medium until confluent before fresh growth medium or ascites 

was added for 24 h. Cells were washed once with ice-cold PBS and lysed with RIPA buffer (#9806, Cell Signaling 

TECHNOLOGY) with PMSF protease inhibitor (P7626, Sigma-Aldrich). Cell lysates were clarified by centrifugation 

at 10,000g for 10 min at 4°C, and protein concentrations were determined using the BCA assay. Equal amounts of 

protein (10 µg) were treated with Laemmli buffer and electrophoresed under reducing conditions before being 

transferred on nitrocellulose membrane (Bio-Rad) for 1h at 100V at RT. Membrane was blocked with Blocking Buffer 

TBS (927-50000, Odyssey) for 1 h. Membranes were probed with anti-N-cadherin (ab45139, abcam), anti-ZO-1 
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(610966, BD biosciences), anti- -actin (A5441,  Sigma-Aldrich) and anti- -tubulin (T9026, Sigma-Aldrich) 

antibodies (at these dilutions of 1:1,000 ; 1:500 ;1:2,500 and 1:1,000, respectively). Bound antibody was detected 

using fluorescent secondary antibody (IRDye 800CW goat anti-Rabbit and IRDye 680RD goat anti-Mousse) 

(1/80,000). Membrane fluorescence was read by the ODDYSEY infrared imaging system (LI-COR Biosciences).  

 

Activated RhoA, cdc42 and Rac1 assays 

Three members of the Rho family of GTPases have been studied; RhoA, Rac1 and Cdc42. Proteins were assayed 

using the BK030 cytoskeleton protocol). Using sub-confluent cultures that had been serum starved (0.10% FBS) 

for 18 h, cultures were incubated with ascites or growth medium for 30 min or 24 h.  Briefly, at each time-point, cells 

were washed twice with cold PBS, scraped into 500 ml lysis buffer with protase inhibitors. After centrifugation at 

10,000 g for 1 min, the supernatants were snap-frozen in liquid nitrogen. Concentrations were determined by BCA 

assay; 500 µg of total cell protein under different conditions were used for pull-down assays, as well as positive and 

negative control. Proteins were incubated with 50 µg rhotekin-RBD (rhotekin - Rho Binding Domain) for RhoA pull-

down assay and 10 µg of PAK-PBD (p21 Activated Kinase I - p21Binding Domain) for Cdc42 and Rac1 pull-down 

assay for 1 h at 4°C with gently rotation. After centrifugation and rinsing, 20 µL Laemmli sample buffer was added 

and the samples were analyzed by SDS-PAGE (12%). Thirty µg of total protein were analyzed for quantification of 

the total specific small G-protein and 20 ng his-tagged small G-protein controls, in Laemmli buffer. Proteins were 

transferred to PVDF membranes for 45 min at 75 V. The membranes were blocked with 5% nonfat-dry milk in T-

TBS for 30 min at room temperature with constant agitation. The membranes were probed with anti-RhoA (1:500), 

anti-Rac1 (1:500) or anti-Cdc42 (1:250) antibodies diluted in T-TBS overnight at 4°C with constant agitation. After 

washing, membranes were incubated with anti-mouse secondary anti-body HRP conjugated (GENA931, Sigma-

Aldrich) diluted in T-TBS (1:5,000) for 1 h at room temperature with constant agitation. After washing, the proteins 

linked antibodies were detected by ECL (Millipore).  

 

 

Integrins blockage in spheroid dispersion and clearance of mesothelial cells 

 

For inhibition experiments, implantation of spheroids on protein coatings (fibronectin, fibrinogen) or clearance study, 

Cyclo (-RDGfc) (637851-1, Anaspec) and Cilengitide blocking peptides (SML1594, Sigma Aldrich) were used at 

100 µg/ml and 50 µg/ml, respectively. The ovarian cancer spheroids were preincubated for 2 h 30 at 4°C with one 

of the blocking peptides before being deposited on protein coatings or on mesothelial monolayers that has been 

labelled with nanoparticles. Briefly, Met-5A monolayer was stained by nanoparticles (NPs) (biodegradable polymers 

loaded with cyanine dyes) that can be homogenously endocytosed by living cells [27]. NPs were provided to us by 

Dr. Andreas Reisch. For labeling, Met-5A cells were seeded in 6-well plates at 21,000/cm². After 18 h adhesion, the 

culture medium was removed before the cells washed twice with PBS and once with opti-MEM (Gibco). Cells were 

incubated with a freshly prepared solution of the NPs. NPs solution was prepared from the stock solution in 20 x 

10 3 M phosphate buffer at pH 7.4 with a particle concentration of 3 x 10-9 M (0.04 g-1 L-polymer). This solution 

was diluted 10X with opti-MEM. The NPs suspension was deposited on the cells for 3 h at 37°C; the NPs suspension 

was then removed, cells were rinsed with opti-MEM then PBS. Met-5A cells were detached with trypsin - EDTA and 

seeded onto glass coverslip until confluent. In the presence or absence (Ctrl) of integrins blocking peptides, the 

area of dispersion of the spheroids on the protein coatings, as well as the area of the clearance of the mesothelial 

cells illustrated by the absence of nanoparticles staining, were measured by Image J software. 
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Fibrin gel with spheroids: 3D culture model 

To observe the dispersion and invasion of ovarian cancer spheroids in a fibrin gel with or without blocking peptides 

(described above), a suspension of fibrinogen at 3 mg/ml in PBS <was produced. 1 U/ml of human thrombin was 

added and the fibrinogen (Fg) suspension was quickly transferred to 48-

incubated for 30 min at 37°C to polymerize. A 

containing ovarian cancer spheroids (preincubated or not with blocking peptides) and thrombin (1U / ml) was added 

on the gel initially formed. The mixture was incubated at 37°C to polymerize for 30 min. Complete medium or ascites 

was added to the wells. The dispersion, disaggregation and invasion of cancer cells derived spheroids in fibrin gels 

were followed at different times under a phase-contrast microscope. 

 

Statistical analyses 

Figures were obtained from at least 3 independent experiments carried out in triplicate. Data were expressed as 

mean ± SEM. Analysis of the experimental used a paired unidirectional ANOVA test (*P<0.05, ** P<0.01, *** 

P<0.001). 

 

 

RESULTS 

Ascites affects the viability and cell cycle of the mesothelial cells  

The mesothelium is a stable barrier under physiological conditions. The effect of ascites on the stability and integrity 

of mesothelium were measured. To mimic the mesothelium, Met-5A cells were seeded in growth medium for 5 days 

to achieve a confluent monolayer. The medium was removed and the cells incubated in new growth medium or 

ascites (ASC#1, ASC#2, ASC#6). We chose these three ascites from the panel of 8 on the basis of different 

macroscopic factors between, them such as in their opacity or gelatinous appearance. After 24h incubation in 

ascites, the mesothelial cells appeared slightly altered by destabilization and accumulation of intracellular vesicles, 

which increased with time (96h). In growth medium, monolayers seemed to be unchanged (Fig. 1A). Mesothelial 

cell viability was estimated by the trypan-blue exclusion test at 0, 24, 72 and 96 h after adding of fresh growth 

medium or ascites (#1, #2 or #6). After 24h incubation, no effect of ascites was seen on the viability of Met-5A cells 

compared to growth medium. However, at 72h ASC#1 and ASC#6 significantly inhibited the viability of Met-5A cells 

compared to growth medium. At the same time, ASC#2 seemed to have an intermediate effect between 

ASC#1/ASC#6 and growth medium on the viability of the monolayer. ASC#1 and ASC#6 significantly inhibited the 

proliferation of Met-5A cells compared to ASC#2. The differences between the 3 ascites were representative of 

their heterogeneity, but all ascites reduced the viability of the mesothelium cells (Fig. 1B). Further cell cycle analysis 

of Met-5A cells in monolayer was made after adding ascites (ASC#1, ASC#2, ASC#6) for 24 and 96h. Unlike growth 

medium, ASC#6 significantly increased the percentage of cell debris and death (sub-G1 pic) over time (Fig. 1C). 

Furthermore, ASC#6 significantly decreased the proportion of Met-5A cells in G0/G1 and increased the G2/M 

phase. From 24h incubation with ASC#1 or ASC#2, the percentage of cells in the S phase significantly decreased 

compared to growth medium. At 96h, the number of cells in G0/G1 phase also significantly decreased and cells in 

G2/M significantly increased compared to growth medium. These 3 ascites seemed to block cells in the G2/M phase 

of the cell cycle (Fig. 1C) and confirmed the decrease in the overall cell density seen in (Fig. 1B). However, these 

results nevertheless show differences between ascites. Whereas ASC#1 and ASC#2 are only associated with a 

decrease in cell density by blocking the cell cycle in G2/M, ASC#6 - in addition to this blockage - seems more 
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aggressive with a cytotoxic effect on the mesothelial monolayer. Ascites weakens the mesothelium by affecting the 

viability of mesothelial cells while destabilizing their distribution in the cell cycle. 

Ascites destabilizes the integrity of the mesothelium 

The mesothelium acts as a physiological barrier, but its destabilization facilitates the migration Cof cancer cells 

through it. The mesothelial monolayers were incubated for 24 h with growth medium or ascites. Immunofluorescent 

staining of N-cadherin (Cell Adhesion Molecules, CAM) and ZO-1 (Tight junction protein) showed a regular 

junctional localization in mesothelial monolayer in growth medium conditions. But in ascites conditions, mesothelial 

monolayers showed marked dislocation of intercellular N-cadherin along with diffuse staining and an irregular ZO-

1 expression (Fig. 2A, C). However, the amounts of N-cadherin and ZO-1 proteins followed by western blot were 

unaffected by the different ascites to growth medium (Fig. 2B, D). Ascites causes destabilization of the integrity of 

mesothelium with a modification of the organization of cell junctions, but does not affect the synthesis of N-cadherin 

and ZO-1 by Met-5A cells. 

Maintaining the integrity of mesothelium is due to the stability of the cell-cell junctions and the mechanical property 

of the cells which is conferred by their cytoskeleton and their anchoring. After 24h incubation of mesothelial cells 

with ascites, the staining of tubulin (microtubules) and vimentin (intermediate filaments) did not show any effect of 

ascites on their organization compared to growth medium. Nevertheless, ascites led to actin cytoskeletal 

reorganization, reflecting cell retraction. The filamentous actin organization within mesothelial cells shifted from 

stress fibers and cortical pattern in growth medium to diffuse and more dashed actin staining structures at the 

membrane periphery in the presence of ascites (Fig. 3A). However, western blot analysis indicated that the 

intensities of actin bands remained unchanged and only the organization of actin was disturbed whichever ascites 

was used (Fig. 3B-C). The kinetics of incubation carried out with ASC#4 suggested no change of actin expression 

over the time (data not shown). Regarding cell anchoring in growth medium, vinculin-based adhesion structures as 

indents in staining were localized at the cell membrane shifted to more diffuse intensity and lost organization in the 

presence of ascites. Ascites induces disorganization of focal contacts and actin cytoskeletal reorganization, which 

results in retraction of the mesothelial cells. 

To understand which signaling pathway could be involved in the reorganization of the actin cytoskeleton by ascites, 

we assayed Rhotekin-RBD and PAK-PBD activation to test the potential involvement of RhoA, Cdc42 and Rac1. 

Actin immunofluorescence analysis showed an increase in the number of cells rich in membrane ruffles in ascites 

compared to the growth medium (Fig. 4A). Indeed ASC#1 and #4 generated more membrane ruffles, but ASC #6 

induced a mesenchymal morphology of mesothelial cells. Rac1 activation in ruffles formation has been a firmly 

established concept in cell biology [28 30]. We found that the staining of Rac1 showed the protein located at the 

membrane ruffles (Fig. 4A). Rhotekin-RBD and PAK-PBD activation was measured on the mesothelial monolayers 

after 30 min or 24 h of incubation with growth medium or ascites (#1, #4 or #6). The rate of activation RhoA and 

Cdc42 proteins was not significant changed between growth medium and ascites. However, tests showed that the 

basal activation of Rac1 was low in mesothelial cells, but when these cells were incubated with ascites there was 

an increase in the activation as early as 30 min (Fig. 4B). This increase in Rac1 activation in cells had increased by 

24 h with ASC#1 and #4. Rac 1 activation in cells with the ASC#6 remained constant over time (Fig. 4C).  

Ascites causes destabilization of the integrity of mesothelium with a modification of the organization of cell junctions, 

but without any effect on the synthesis of N-cadherin and ZO-1 by Met-5A cells. Moreover, ascites disorganizes 

focal contacts and causes actin cytoskeletal reorganization dependent on the activity of Rac1. The latter could be 

related to the interaction of mesothelial cells with their extracellular microenvironment, in particular ECM proteins.    
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Ascites contributes to ECM proteins organization of mesothelium 

The mesothelium is the favorite site of ovarian cancer metastases, the deposits of proteins ECM is known to 

promote the implantation of ovarian cancer cells. To visualize and partially characterize the ECM microenvironment 

of mesothelium, immunofluorescence localization of ECM proteins collagen IV, laminin (basal membrane proteins), 

fibronectin and fibrinogen (ECM derived plasmatic/ascitic proteins) were followed in mesothelial cells under classical 

or ascites conditions. Met-5A cells were seeded in growth medium for 5 days until confluent as a monolayer. The 

medium was removed and the monolayers incubated in fresh growth medium or ascites for 24h followed by different 

staining of ECM proteins. The mesothelial cells stained for collagen IV, laminin and fibronectin in growth medium, 

but in ascites this expression increased, and the staining was more intense, dense and associated to a network 

organization of proteins. Fibrinogen (Fg) and fibrin have been identified on peritoneal lining tissues in mice bearing 

ascites tumors [22,23]. Thus, staining of Fg showed that the mesothelial cells did not express Fg in growth medium; 

in ascites, staining of Fg, and more specifically fibrin networks in the mesothelial monolayer, were probably due to 

an intake of fibrinogen and fibrin from the ascetic fluid (Fig. 5A). Moreover, in situ analysis of the xenograft of ovarian 

cancer cells injected into the peritoneum of the mouse followed by peroxidase staining confirmed the location of Fg 

near the mesothelium and around the tumor spheroids adhering to it (Fig. 5 B). Thus, ascites allows the densification 

and the reorganization of mesothelium ECM proteins, especially the fibrinogen/fibrin.  

Ascites is a reservoir of fibrinogen and fibrin 

The presence of Fg and its polymerized form, fibrin, in ascites was investigated. The Fg concentration was 

determined by the ELISA test in a panel of 8 ascites samples compared with the growth medium. There was 

heterogeneity of the Fg concentrations according to the range of ascites from to 266 to 1,725 µg/ml, the highest 

concentration approaching that found in the human plasma (2,000 to 4,000 µg/ml) [31] (Fig. 6A). These fluctuating 

concentrations reflect the heterogeneity of ascites composition to the source of sample. As expected, growth 

medium supplemented with 10% FCS did not contain fibrinogen (Fig. 6A). However, the presence of Fg is 

insufficient to justify the presence of its polymerized form, fibrin. Thus, thrombin, the main effector of Fg 

polymerization, was also explored by ELISA assay. Thrombin were present in ascites (#1, #2, #3, #4 and #5) at 

high concentrations, but significantly lower than for growth medium (Fig. 6B). The presence of Fg was also 

investigated in the panel of 8 ascites samples (and growth medium) by immunoblotting. As shown in a 

representative western blot, fibrinogen was detected in all the samples, with different band intensities according to 

the ascites, but not in growth medium. Fg was detected by the presence of 3 bands between 48 and 75 kDa, 

that constitute the fibrinogen molecule. Moreover, 

-  dimers structures of crosslinked fibrin were present. The proteolysis of 

fibrin crosslinked by plasmin leads to the DD fragment (D-Dimer consisting of the D domains of 2 fibrin molecules 

crosslinked by their in). The bands of E fragment ~ 40/44 kDa and 

the degraded fibrinogen have also been detected, which presumes the presence of protagonists of fibrinolysis 

occurring in ascites (Fig. 6C). These results demonstrate the presence of fibrinogen, thrombin and fibrin in human 

ascites and show that mechanisms of Fg polymerization and fibrinolysis occur in ovarian cancer ascites. 

Fig.s. 5 and 6 show the different ascites that are the source of fibrinogen and fibrin, which could be reorganized by 

mesothelial cells. These fibrin networks were analyzed by SEM when the mesothelial monolayers were incubated 

with growth medium or different ascites (#2, #5 or #6) for 24h. Our observations confirmed the absence of fibrin 

networks when mesothelial cells were incubated in growth medium, but heterogenous networks related to the 

different ascites used both in terms of quantity and organization were observed (Fig. 7A). SEM indicated that the 

networks had well organized fibers (Fig. 7A, magnification, white arrow). Correlative Light-Electron Microscopy 
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(CELM) confirmed, by Fg staining, that the networks correlated to fibrin networks (Fig. 7B). Thus, ascites is a source 

of Fg and fibrin which deposit on and organize networks on in the mesothelium. 

Furthermore, ovarian carcinoma dissemination is partly due to spheroids that become released within the peritoneal 

cavity before implantation into the mesothelium. As shown in Fig. 6, the different ascites were a source of fibrinogen 

and fibrin that could be reorganized by the ovarian cancer cells. Paraffin sections of spheroids isolated from patient 

ascites were also analyzed for Fg/fibrin expression. Peroxidase staining confirmed the location of Fg at the 

periphery and inside spheroids in situ (Fig. 8A). 

Ascites action of Fg and its polymerized form, fibrin, on tumor spheroid formation has been investigated. Ovarian 

medium or ascites. Their formation was monitored over 5 days. To investigate and visualize the expression and 

organization of Fg within spheroids, we used immunofluorescence staining on spheroids generated in ascites. Fg 

was also present and organized in a network with fibrils at the surface of spheroids (Fig. 8B). Expression of Fg 

showed the protein is provided by ascites because the SKOV3 cells themselves do not express fibrinogen in growth 

medium. Fluorescent staining showed the specific presence of fibrinogen, but SEM analysis showed a network 

organization evocative of the organization in fibrin deposition on the surface of the spheroids, probably brought by 

ascites (Fig. 8C). These results indicate that ascites is a source of Fg and fibrin surrounding spheroids, which could 

be involved in their implantation on the mesothelium, favoring metastatic spread. 

Ascites promotes integrin-dependent disaggregation of ovarian cancer spheroids and clearance of 

mesothelial cells 

To access the underlying connective tissue of mesothelium and effectively establish metastasis, spheroids were 

initially implanted into the peritoneal mesothelium ECM matrix. As mesothelial cells express Fn, and ascites brought 

Fg proteins, which deposited and organized fibrin networks on the mesothelium. To study the anchorage of tumor 

spheroids on the mesothelium, we first explored the ability of spheroids to interact and disaggregate on Fn, Fg and 

fibrin, i.e. the ability of spheroids to attach to Fn or Fg proteins in ascitic tumor conditions was measured. Spheroids 

were deposited on glass coverslips (control) or others coated with Fn or Fg or left in a fibrin gel for 24 h in growth 

medium or ascites. In the growth medium, spheroids adhered to the surfaces, but they disaggregated better on Fn 

coated coverslips. Under ascites conditions, spheroids became more disaggregated on all surfaces compared to 

growth medium (Fig. 9A). Spheroids were able to adhere and disaggregate on different matrix proteins found on 

the mesothelium and its microenvironment. The disaggregation of spheroids was greater in ascites. 

As previously demonstrated, integrins and, more particularly, play a key role in the behavior of ovarian 

cancer cells [34,35]. Thus, spheroids were pre-incubated overnight with the 2 integrin antagonists. The first, 

commonly used C(-RGDfc), is a blocking peptide specific to , and the second, Cilengitide, is specific to 

Fg coating with growth medium or ascites. After 24h incubation, the surface areas (µm²) of Fn or Fg disaggregation 

were measured. As described above, regarding spheroids without peptides (ctrl), it was confirmed that ascites 

favored their disaggregation compared to the growth medium on Fn and Fg coatings. In growth medium, addition 

of the C(-RGDfc) peptide (RGD) decreased disaggregation on Fn and Fg coatings, respectively by 15.7 and 36.6%. 

Cilengitide significantly reduced spheroid disaggregation on Fn and Fg coatings, respectively by 78.7 and 76.2%. 

In ascites, the presence of RGD significantly decreased the ability of spheroids to disaggregate on Fn or Fg, 

respectively by 67.5 and 41.4%. Whereas cilengitide drastically inhibited spheroid disaggregation on Fn or Fg, 

respectively by 77.4 and 95.3% (Fig. 9B).  
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A three-dimensional model in fibrin gel was prepared to follow disaggregation of spheroids and the invasion of 

ovarian cancer cells. Spheroids were pre-incubated with the blocking peptides C (-RGDfc) peptide or cilengitide, or 

without peptides as the control. Spheroids enclosed in fibrin gels were incubated with growth medium or ascites. 

Those embedded in fibrin gels could disperse under growth medium and ascites conditions after 24 h incubation. 

However, the blocking peptides seem to have reduced the disaggregation in fibrin gels (Fig. 9C). At 24h, the surface 

areas (µm²) of spheroids disaggregation were measured. In growth medium conditions, compared to the control, 

addition of RGD or cilengitide significantly inhibited the disaggregation and invasion, respectively by 59,7 and 

73,1%.  In ascites, RGD and cilengitide triggered a similar and a significant reduction of invasion of 55% compared 

to the control (Fig. 9D). 

g/fibrin/Fn. Disaggregation of spheroids and the invasion 

of ovarian cancer cells are dependent on integrin-ECM interactions;  ies 

seem particularly involved in the disaggregation of spheroids. 

To mimic the in vivo context, a suitable model of co-culture was developed to assess spheroids cell 

adhesion/interaction to the mesothelial monolayer to get closer to the pathological conditions of peritoneal 

implantation. Spheroids were directly allowed to adhere for 6 or 24h to confluent mesothelial cells in growth medium 

or ascites. Unlike in growth medium, immunofluorescent staining of the Fg showed that the spheroids were 

entangled in a Fg network in ascites conditions by 6h (Fig. 10A). SEM acquisitions confirmed the presence of fibrin 

network around spheroids with the ascites. Fibrin acts as an adhesive matrix which allows the spheroids to adhere 

to the mesothelium. Cancer cells could leave the spheroids and adhere to the mesothelium (Fig. 10B, black arrow). 

After 24h, the spheroids were able to adhere and disaggregate on the mesothelial monolayer with growth medium 

or ascites. Under ascites conditions, the spheroids disaggregated faster than in the culture medium, and the cells 

migrated through the mesothelial monolayer (Fig. 10C).  

Transmigration and invasion of ovarian cancer cells through mesothelial cells could be promoted by ascites. Ascites 

is a component of the peritoneal microenvironment that can act on both cell types, weakening the mesothelium and 

making cancer cells more invasive reinforcing mesothelial transmigration and invasion of the underlying tissue. In 

the co-culture model, tumor spheroids were directly allowed to adhere for 6h to confluent mesothelial cells in ascites. 

SEM analysis showed a destabilization of the underlying mesothelial monolayer and the cells seemed to be 

"pushed" by the spheroid (Fig. 11A), a phenomenon known as clearance [36]. To observe this mechanism, the cells 

of the mesothelial monolayer were stained by the incorporation of nanoparticles (NPs) before unstained spheroids 

were placed on it and the co-culture incubated with growth medium or ascites for 24 h. The loss of fluorescence 

from the monolayer gave evidence of mesothelial clearance by the spheroids. Staining of the nuclear DNA with 

DAPI confirmed that ascites favored the disaggregation of the spheroids (Fig. 11B). Moreover, mesothelial cells 

staining with NPs showed the absence of fluorescence, and therefore of mesothelial cells, at the location of the 

spheroid. This suggests that there was a clearance mechanism in addition to the implantation process. Clearance 

was favored by ascites compared to growth medium (Fig. 11B). An integrin blocking experiment with their 

antagonists was carried out to study the involvement of integrins. Spheroids were pre-incubated with the blocking 

peptides C (-RGDfc) peptide or cilengitide, or without peptides as the control. They were deposited on the NP-

staining mesothelial monolayers and incubated with growth medium or ascites. At 24h, the areas non-strained were 

cilengitide significantly 

inhibited the clearance, respectively by 71.3 and 72.6%. In ascites, RGD triggered a significant reduction of 

clearance by 64.2%, whereas cilengitide inhibited more drastically the clearance by 97.1% (Fig. 11C).  
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Fibrin in ascites allows the adhesion of ovarian cancer spheroids to the mesothelium and ascites promotes their 

disaggregation, 

integrin family in the mesothelium clearance by ovarian cancer spheroids.  

 

DISCUSSION  

Ovarian cancer progression is frequently associated with the development of malignant ascites. Spheroids shedding 

from the primary tumor found within ascites are thought promote peritoneal carcinomatosis. We have explored the 

influence of ascites on ovarian cancer spheroid implantation and dissemination on the peritoneal mesothelium. 

First, several ascites was analyzed and the different results highlighted their heterogeneity. Ascites contains 

presence of fibrinogen and its activator, thrombin, with some Fg concentrations approaching those found in plasma. 

The high levels of circulating fibrinogen and the permeability of the vessels leads to an extravasation of fibrinogen 

into the peritoneal cavity. Plasma fibrinogen levels rise in inflammatory conditions, in the presence of ovarian cancer 

[19]. Elevated levels of Fg can be explained by an overactivation of the coagulation pathway induced in response 

to the activation of the immune system to counter the tumor, which gives a pro-coagulant tumor phenotype [21]. 

When the tumor is in hypoxia, the tissues respond by overexpressing proteins involved in coagulation and 

fibrinolysis, which promotes the polymerization of Fg into Fibrin [37]. We have shown that ascetic fluid contains 

fibrin. Schneider et al. [10] showed that vitronectin in plasma is a powerful factor promoting cancer cell migration 

and is chaperoned by fibrinogen [38]. Vitronectin is found in ascites, as in plasma. Ascites is also rich in fibrinogen, 

which suggests an interaction between the 2 proteins, as in plasma.  

In mice, the presence of fibrin deposition on the surface of the peritoneal cavity where ovarian cancer cells get 

trapped has been described [22,23]. After injection of tumor cells, the initial change seen is microvascular 

hyperpermeability to circulating macromolecules, followed by extravasation of plasma fibrinogen and its coagulation 

with crosslinked fibrin. Fibrin deposition is harmful in the case of peritoneal dissemination because it traps 

metastasizing tumor cells. These metastatic deposits become vascularized by the elevation of VEGF-A and IL-8 

[22,23].  

Ascites is a source of Fg and fibrin, which deposit and organize in networks on the mesothelium. Fg and fibrin seem 

to be key elements in the creation of a suitable microenvironment for ovarian cancers and play a key role in the 

development of metastatic niches. 

We also set out to follow its impact on the privileged site of metastasis, the mesothelium, and on spheroid formation. 

Disturbances occur on the mesothelial cell cycle and/or cell death due to ascites. Ascites alters the homeostasis of 

the mesothelium, probably favoring the anchorage and metastasis of cancer cells. Ascites destabilizes the 

mesothelial monolayer with the modification of ZO-1 and N-cadherin junctions.  The modification of the organization 

of these cell junction proteins may be a consequence of the rearrangement of the actin cytoskeleton following the 

modification of expression of the Rac1 pathway [39,40]. Mesothelial cells exposed to malignant ascites from type I 

tumors (clear and endometrioid cells) do not change their expression of E-cadherin (adherent junctions), occludin 

(tight junctions) and desmoglein (desmosome), but decreased expression of Connexin 43 (GAP junctions). On the 

other hand, the mesothelial cells subjected to a type II malignant ascites (serous and undifferentiated) are 

characterized by a significant reduction in the expression of the junctions intercellular tested [41]. We also show 

disorganization of focal contacts and actin cytoskeletal reorganization by ascites, which result in a retraction of the 

mesothelial cells. Moreover, ascites enhances modification and densification of ECM network on mesothelium, 

which illustrate the remodeling of the mesothelial microenvironment suitable for tumor cell implantation. 
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Moreover, the properties of senescent cells favor cancer progression. Ksiazek et al. [42] have demonstrated the 

presence of senescent human peritoneal mesothelial cells near cancerous tissue, which could allow the formation 

of a metastatic niche that facilitates intraperitoneal growth of malignant tumors. In this senescence process, ascites 

plays an important role, as there is an increase in senescence of mesothelial cells exposed to malignant ascites 

[43,44].  To summarize, our results on the destabilizations of cell-cell and cell-MEC interactions disturbed the 

mesothelial monolayer, making it fragile and facilitating the implantation of cancer cells. 

To mimic three-dimensional free-floating ovarian cancer spheroids, the hanging drop technique was used. This 

approach demonstrated that ascites improves the capacity of ovarian cancer cells to form spheroids when they are 

maintained in a culture state independent of anchoring. The use of another culture model previously established to 

generate spheroids in non-adherent conditions, i.e. when the culture flasks were covered with agarose, showed 

similar results of the formation and compaction of spheroids between ascites and growth medium [12]. However, 

the spheroids were of different sizes, heterogeneous shapes and different states of compaction, which did not allow 

them to be used for reproducible experiments. The hanging-drop technique ensured seeding at a homogeneous 

cell density, which allows reproducible results. Our spheroids were generated with the SKOV3 cell line; however, 

we also produced spheroids with the IGROV1 cell line but they were much less compact. The formation of compact 

spheroids is stronger when comprised of ovarian cell lines that already had a mesenchymal phenotype [45].  Indeed, 

the exposure of ovarian cancer cell lines to ascites leads to changes in cellular morphologies. Within ascites, 

IGROV1 cells harbor an epithelial phenotype, whereas SKOV3 cells initially harboring an intermediate 

mesenchymal phenotype strengthen their mesenchymal markers [46]. Mesenchymal cell lines also have a higher 

migratory and invasive capacity than those of cell lines which did not form compact spheroids; indeed the SKOV3 

line is more invasive than the IGROV1 line [45,46]. Matte et al. [47] found mesothelial cells at the center of the 

spheroids (in vivo and in vitro with the hanging-drop technique), which makes the spheroids more compact. Ascites 

promotes the compaction of spheroids, but is also a source of flaking mesothelial cells that become incorporated 

integrins, which would promote attachment to the mesothelium. The three-dimensional organization of compact 

spheroids leads to poor delivery of the chemotherapeutic agents to the inner of the spheroids and subsequently 

chemoresistance [45]. 

Characterization of spheroids by fluorescent analysis detects the presence of fibrinogen. In a previous study [12] 

we showed the role of Vn and their integrins receptors in the initial formation of spheroid. Under ascites conditions 

the spheroids express and aggregate various matrix proteins on their surface, and these might be involved in their 

implantation on the mesothelium, which would favor metastasis. 

Moreover, characterization of the mesothelial extracellular matrix proteins by immunofluorescent staining showed 

the presence of fibronectin, laminin, vitronectin and fibrinogen, and their remodeling on networks in ascites. The 

disaggregation of spheroids on different coatings of fibronectin and fibrinogen (proteins present on the mesothelium) 

have showed that ascites promotes this disaggregation. Blockade of integrins by the RGD peptide and cilengitide 

reduced the disintegration of the spheroids on the different matrices. Kenny et al. [48] have shown that blocking the 

production of fibronectin by mesothelial cells leads to decreased adhesion, invasion, proliferation and metastasis 

of single ovarian cancer cells. T

fibronectin blocks the initial and late stages of metastases. In vitro, like our results, spheroids were completely 

significantly inhibited spheroid disaggregation on all of the proteins tested (laminin, fibronectin, collagen IV) [49]. 

Spheroids isolated from patient ascites have completely disaggregated with the components of the extracellular 

matrix (laminin, fibronectin, collage I, collagen IV and hyaluronan)  [3]. Adhesion of spheroids to hyaluronic acid 
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expressed by mesothelial cells can be directed by CD44 expressed on the surface of spheroids derived from 

patients [25]. The absence of CD44 expression can decrease spheroid formation [50] 

These results, in agreement with ours, prove the importance of ECM proteins expressed on the surface of 

mesothelium or by spheroids during the stages of metastasis of ovarian cancer and the involvement of integrins in 

these mechanisms.  

In vitro, we showed that ascites promotes the dispersion of spheroids on the mesothelial monolayer. After 

implantation in vivo, the spheroids could "push aside  mesothelial cells and gain access pass through it 

(transmesothelial migration) to access the underlying tissues to form metastases [51]. Iwanicki et al. [36] have 

shown that blocking the expression of talin I in cancerous spheroids inhibits the clearance of mesothelial cells. In 

addition, the recruitment of talin I seems necessary for the clearance of mesothelial cells generated by myosin. 

Blocking cell clearance, whereas overexpression of 

ir  aside  

cell spheroids. Cilengitide 

is a cyclic RGD pentapeptide used for the treatment of glioblastomas and is being studied for treatment of several 

other tumors. This drug is the first small anti-

ascites, cilengitide has a better efficacy, which can be explained in ascites by the focal contacts being destabilized; 

it may be a redeployment of these integrins which makes them more accessible to cilengitide under these 

conditions.  

 

The use of a 3D model is essential in the study ovarian cancer, especially cancer metastasis processes in vitro. 

The co-culture model developed between healthy mesothelial monolayer cells and ovarian cancer spheroids 

allowed us to follow the effect of ascites on the disaggregation of spheroids on the mesothelium and the clearance 

of the mesothelial monolayer. This 3D co-culture model mimics the early stages of peritoneal implantation and 

comes closer to in vivo conditions. In ovarian cancer, a high level of chemoresistance occurs and a difference in 

sensitivity to treatments between cells in 2D and 3D models has been demonstrated. It is therefore necessary to 

test drugs on cancer cells when they are in a 3D model that mimics the in vivo context [52,53]. In addition, the 

composition of the matrix of this model plays a role both in the composition and in the quantity of the matrix 

elements. Our results that show different responses to the presence of fibrinogen and fibrin in ascites, neighboring 

the mesothelium and around the spheroids, indicates the importance of this protagonist. Moreover, cancer cells can 

invade fibrin gels. Fibrin serves as a temporary matrix to facilitate neovascularization and the proliferation of 

fibroblasts [54]. This is why it is important to include this protagonist in the 3-dimensional modeling of co-cultures. 

The importance of models approaching the in vivo context is the use the most cellular and acellular protagonists 

found in the microenvironment. In vitro 3D models can screen different drugs and measure their effects on cancer 

and healthy cells. In addition, the model can be made more complex by the addition of subsequent conjunctive 

cells, such as fibroblasts or even adipocytes; indeed, several studies show the involvement of these non-cancer 

cells in metastasis of ovarian cancer [55 58]. 
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Fig. 1: Ascites effects on viability and cell cycle of mesothelial cells.
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Fig. 1: Ascites effect on viability and cell cycle of mesothelial cells. Confluent mesothelial monolayers were
incubated with growth medium (GM) or ascites (#1, #2 or #6) for 24h, 72h or 96h. (A) Representative light
micrographs were taken at 24h and 96h. Scale bar is 100 µm and 50 µm for magnification. (B) The number of
viable cells was measured by the trypan-blue exclusion test at 24h, 72h and 96h. Results are representative of at
least three independent experiments and are expressed as mean ± SEM. P-values were calculated by paired one-
way ANOVA test (***P<0.001) with significant differences estimated by comparison GM vs Ascites. (C) Cell cycle
analysis of Met-5A cells after incubated with GM or ascites for 24 or 96h. Cells were stained with propidium iodide
and analyzed in a flow cytometer. Results are representative of at least three independent experiments and are
expressed as mean ± SEM. The percentage of cell cycle distribution in Sub-G1, Go/G1, S and G2/M phases were
determined with BD Accuri C6 Plus Software. P-values were calculated by paired one-way ANOVA test (*P<0.05,
**P<0.01, ***P<0.001) with significant differences estimated by comparison GM vs Ascites #1, #2, or #6.

Fig. 2 : Ascites effect on the mesothelium integrity. 
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Fig. 2: Ascites effect on the mesothelium integrity. Immunofluorescent staining of N-Cadherin (A) or ZO-1 (C)
expressed by monolayer of Met-5A cells after 24h of incubation with growth medium (GM) or ascites (#2). Cell
nuclei were stained with DAPI (blue). Scale bar is 50 µm. Met-5A monolayers were incubated with growth medium
(GM) or ascites (#1, #2, #3, #4, #5, #6, #7 and #8) for 24h to test the all ascites samples. Representative Western
blot for N-Cadherin (B) or ZO-1 (D) expression in Met-5A cells were analyzed. Equal amounts of total protein (10

) were separated on SDS-PAGE under reducing conditions. Tubulin was used as a loading control. Results are
given as relative fold change of N-Cadherin or ZO-1 in comparison to tubulin. Data are representative of three
independent experiments. P-values were calculated by paired one-way ANOVA test with no significant (ns)
differences estimated by comparison GM vs Ascites.
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Fig. 3 : Ascites effect on the cytoskeleton and anchorage of mesothelial cells.
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Fig. 3: Ascites effect on the cytoskeleton and anchorage of mesothelial cells. (A) Immunofluorescent
staining of Tubulin, Vimentin, Actin and Vinculin expressed by Met-5A cells after 24h of incubation with growth
medium (GM) or ascites. Cell nuclei were stained with DAPI (blue). Scale bar is 50 µm. (B) Met-5A monolayers
were incubated with growth medium or ascites (#1, #2, #3, #4, #5, #6, #7 and #8) for 24h to test the all ascites
samples. Representative Western blot for actin expression in Met-5A cells was analyzed by western blot. Equal
amounts of total protein (10 ) were separated on SDS-PAGE under reducing conditions. Tubulin was used as a
loading control. C) Relative fold change of actin in comparison to tubulin. Data are representative of three
independent experiments. P-values were calculated by paired one-way ANOVA test with no significant (ns)
differences estimated by comparison GM vs Ascites.

Fig. 4: Ascites effect on effector of actin dynamics : Rac1 
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Fig. 4: Ascites effect on effector of actin dynamics: Rac1. Met-5A cells were incubated for 30 minutes or 24
hours with growth medium (GM) or ascites (#1, #4 or #6). (A) Immunofluorescent staining of Rac1 expressed in
Met-5A cells. Cell nuclei were stained with Hoechst (blue). Scale bar is 50 µm. (B) Relative fold of activated Rac1
in comparison to the total protein were given by western blot after Rac1 pull-down activation assay.
Representative data of three independent experiments.
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Fig. 5 : Ascites effect on the expression of matrix proteins of the mesothelial monolayer.
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Fig. 5: Ascites effect on the expression of matrix proteins of the mesothelial monolayer. (A)
Immunofluorescent staining of Collagen IV, Laminin, Fibronectin and Fibrinogen expressed by Met-5A cells
monolayer after 24 hours of incubation with growth medium (GM) or ascites. Cell nuclei were stained with DAPI
(blue). Scale bar is 100 µm. (B) Mesothelium slices of xenograft of ovarian cancer cells injected into the
peritoneum of the mouse was subjected to a fibrinogen immunolocalization after sacrificing at 28 days the
mouse. Scale bar is 300 µm.

Fig. 6: Characterization of fibrinogen, thrombin and fibrin in ascites. 
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Fig. 6: Characterization of fibrinogen, thrombin and fibrin in ascites. Fibrinogen (A) and Thrombin (B)
concentrations were quantified by ELISA in ascites and growth medium. Data are representative of three
independent experiments and are expressed as mean ± SEM. P-values were calculated by paired one-way
ANOVA test (*P<0.05, **P<0.01, ***P<0.001) with Growth Medium (GM) vs Ascites #1, #2, #3, #4, #5, #6, #7, or
#8. (C) Representative Western blot for Fibrinogen protein expression in ascites or GM. Equal amounts (10 )
of total ascitic or GM proteins were separated on SDS-PAGE under reducing conditions. MW : Molecular
Weight.
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Fig. 7 : Ascites effect on the organization of fibrin network on the mesothelial monolayer.
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Fig. 7: Ascites effect on the organization of fibrin network on the mesothelial monolayer. (A) Met-5A cells
monolayer was incubated 24 hours with growth medium or different ascites (#2, #5 or #6), and analyzed by SEM.
Scale bar is 100 µm. Scale bar of the magnification is 10 µm (white arrow). (B) Met-5A cells monolayer was
incubated 24 hours with ascites and was analyzed by Correlative Light-Electron Microscopy (CELM, right),
fibrinogen staining (red) was analyzed with laser scanning confocal microscopy then the same sample was dried
by critical point drying and analyzed by SEM (left SEM alone, right Merge). Cell nuclei were stained with DAPI
(blue). Scale bar is 100µm.

Fig. 8: Presence of fibrinogen within spheroids in vivo, in vitro.A B
Nuclei

C

Fibrinogen MERGE

ASC #4 ASC #6

Fig. 8: Presence of fibrinogen within ovarian cancer spheroids in vivo, in vitro. (A) Immunohistochemistry
staining of Fibrinogen expressed by ovarian cancer spheroids isolated from patient ascites. Scale bar is 200 µm.
(B) Immunofluorescent staining of fibrinogen expressed by ovarian cancer spheroids generated in vitro in ascites
condition (green). Cell nuclei were stained with DAPI (blue). Staining was examined with laser scanning confocal
microscopy. Scale bar is 100 µm. (C) Ovarian cancer spheroids were generated in vitro in ascites (#4 or #6) and
analyzed by Scanning Electron Microscopy (SEM). Scale bars are 50 µm (above) and 10 µm (below).
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Fig. 9: Ascites effect on spheroids dispersion on matrix coatings and fibrin gel
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Fig. 9: Ascites effect on spheroids dispersion on matrix proteins coatings and fibrin gel. (A) ovarian
cancer spheroids were deposited on glass coverslip, fibronectin coating (10 µg/ml) or fibrinogen coating (10
µg/ml) and incubated in growth medium or ascites. Representative light micrographs were taken after 24h of
adhesion. Scale bar is 200 µm. Ovarian cancer spheroids were pre-incubated for 2 h 30 at 4 ° C with RGD
(100 µg/ml) or Cilengitide (50 µg/ml), before being deposited on the protein coatings (Fibronectin or
Fibrinogen) (B) or in a fibrin gel (D) and incubated in growth medium or in ascites. are spheroids
which have been pre-incubated without the blocking peptides (ctrl). After 24h of incubation, the areas (µm²) of
spheroids dispersion were calculated with the software ImageJ. Results are representative of at least three
independent experiments and are expressed as mean ± SEM. P-values were calculated by paired one-way
ANOVA test (*P<0.05, **P<0.01, ***P<0.001) with significant differences estimated by comparison control vs
RGD or Cilengitide. (C) Representative light micrographs were taken after 24h of invasion in fibrin gel with
RGD or Cilengitide or without peptides (Control). Scale bar is 200 µm.
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Fig. 11: Ascites effect ascites on the clearance of mesothelium by spheroids: involvement 
of integrins. 
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Fig. 11: Ascites effect ascites on the clearance of mesothelium by spheroids: (A) Spheroids were deposited
on mesothelial monolayer in ascites for 6h and co-culture was analyzed by SEM. Scale bar is 100 µm. (B)
Spheroids were deposited on mesothelial cells monolayer previously stained with nanoparticles (red). Co-cultures
were incubated in growth medium or ascites for 24h. Cell nuclei were stained with DAPI (blue) and co-culture was
examined with laser scanning confocal microscopy. The clearance corresponds to the area where there is no
fluorescence of the nanoparticles and consequently the absence of the mesothelial cells. Scale bar is 100 µm. (C)
Spheroids were pre-incubated for 2 h 30 at 4 ° C with the peptides RGD (100 µg/ml) or Cil (50 µg/ml), before being
deposited on mesothelial cell monolayer stained with nanoparticles (red). Controls (Ctrl) are spheroids which have
been pre-incubated without the blocking peptides. Co-cultures were incubated in growth medium or ascites. After
24h of incubation, the areas (µm²) of lack of the nanoparticles staining were measured with the software
ImageJ, to quantify the clearance of mesothelial monolayer by spheroids under different conditions. Results are
representative of at least three independent experiments and are expressed as mean ± SEM. P-values were
calculated by paired one-way ANOVA test (**P<0.01, ***P<0.001) with significant differences estimated by
comparison Ctrl vs RGD or Cilengitide.

Fig. 10: Ascites effect on co-culture model of mesothelial monolayers and spheroids:  
presence and organization of fibrinogen 
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Fig. 10: Ascites effect on co-culture model of mesothelial monolayers and spheroids. Ovarian cancer
spheroids were deposited on Met-5A monolayer and incubated in growth medium or ascites. (A) After 6h of
incubation, immunofluorescent staining of Fibrinogen (green) and cell nuclei DAPI (blue) were done. Scale bar is 100
µm. (B) After 6h of incubation, spheroids were also analyzed by SEM. Scale bar is 100 µm and 50 µm for
magnification (black arrow). (C) Representative light micrographs were taken after 24h of spheroids adhesion. Scale
bar is 200 µm.
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A biomimetic model of 3D fluid extracellular macromolecular crowding 
microenvironment fine-tunes ovarian cancer cells dissemination phenotype 
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A B S T R A C T   

An early fundamental step in ovarian cancer progression is the dissemination of cancer cells through liquid 
environments, one of them being cancer ascites accumulated in the peritoneal cavity. These biological fluids are 
highly crowded with a high total macromolecule concentration. This biophysical property of fluids is widely used 
in tissue engineering for a few decades now, yet is largely underrated in cancer biomimetic models. To unravel 
the role of fluids extracellular macromolecular crowding (MMC), we exposed ovarian cancer cells (OCC) to high 
molecular weight inert polymer solutions. High macromolecular composition of extracellular liquid presented a 
differential effect: i) it impeded non-adherent OCC aggregation in suspension and, decreased their adhesion; ii) it 
promoted adherent OCC migration by decreasing extracellular matrix deposition. Besides, there seemed to be a 
direct link between the extracellular MMC and intracellular processes, especially the actin cytoskeleton orga-
nization and the nucleus morphology. In conclusion, extracellular fluid MMC orients OCC dissemination 
phenotype. Integrating MMC seems crucial to produce more relevant mimetic 3D in vitro fluid models to study 
ovarian dissemination but also to screen drugs.   

1. Introduction 

An important challenge in ovarian cancer biology is to reproduce 
more relevant in vitro microenvironments. Designing this kind of tissue- 
specific tridimensional biomimetic model would help to understand the 
fine-tuning of cancer progression but could also be used as a more 
relevant model for drug screening. Although ovarian cancer mechanisms 
have been extensively examined at the molecular level, most of the 
studies are often uncoupled from the biophysical properties of the 
microenvironment. This microenvironment, which constantly confines 
cells, plays an important role in cancer development and dissemination 

as a source of many complex regulating signals including biological, 
biochemical but also biophysical signals [1–5]. A disruption in these 
signals induces variation in cell responses like transdifferentiation [6]. 
Major changes happen at many steps in cancer progression: tissue 
stiffening in the primary tumor site, dissemination through liquids in 
vascular and lymphatic networks and, implantation to secondary met-
astatic sites [7,8]. In the case of ovarian cancer, a unique alteration 
which arises at early stages is the shedding of cells from the primary site 
into the peritoneal cavity filled with a pathologic fluid called ascites [9, 
10]. At this step, ovarian cancer cells (OCC) are vehiculated by ascites to 
one of the main implantation site: the peritoneum covered with 

Abbreviations: Dx, dextran; ECM, extra cellular matrix; FBS, fetal bovine serum; Fc, ficoll; FVO, fractional volume occupancy; mAb, monoclonal antibody; MMC, 
macromolecular crowding; NSI, nuclear shape index; OCC, ovarian cancer cell; pAb, polyclonal antibody; SDS, sodium dodecyl sulfate; TBS, Tris buffer saline; TRIS, 
2-amino-2-hydroxyméthylpropane-1,3-diol. 
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mesothelial cells. Cells are thus continuously confined in tailored 
crowded microenvironments, while in vitro, culture media are very 
diluted and far lower concentrated solutions with constant molecular 
composition [11,12]. Indeed, one crucial feature of biological systems, 
often underappreciated, is their high density of macromolecules, like 
proteins – glycoproteins - glycosaminoglycan - nucleic acids, present in a 
restricted volume. Such media are termed “crowded” rather than 
“concentrated“ as no single species of macromolecules is necessarily 
present at high concentration [13]. Macromolecular crowding (MMC) is 
a very well-known phenomenon in cell interior but is also observed in 
the extracellular microenvironment. As the density in the cell interior 
(including the nucleus) is 50–400 mg/mL [14–16], in multicellular or-
ganisms, cells are surrounded by a crowded extracellular environment, 
either a complex architectural extracellular matrix (ECM) network or a 
liquid environment. Biological fluids like blood, a vehicle for cancer cell 
dissemination, contain around 80 mg/mL of macromolecules [17]. Even 
if the exact concentration is not described, the high density of macro-
molecules in ECM surrounding cells is well known [18]. Lastly, in the 
case of ovarian cancer, cells can also disseminate to metastatic sites 
through a peculiar liquid called ascites accumulated in the peritoneal 
cavity of unhealthy women and known for its high density of macro-
molecules [19,20]. The impact of ECM physical properties (like stiffness 
and porosity) and fluids dynamic (like shear stress) on cells have been 
extensively studied while the role of fluids MMC is still underappreci-
ated [21–23]. In the case of ovarian cancer, ascites play an important 
role in ovarian cancer dissemination. Ascites are complex and hetero-
geneous fluids thus harboring specific chemical and physical properties. 
This suggests that they could create a confined and crowded microen-
vironment at the surface of the peritoneum affecting OCC implantation. 
For example, a fibrin network was shown to entrap OCC on mesothelial 
tissue [24]. It is thus substantial to understand the role of fluids MMC in 
ovarian cancer development to design relevant biomimetic liquid 
models for cancer model engineering and drug discovery. 

“Macromolecular crowding” is defined by the non-specific influence 
of steric repulsions on specific processes occurring in highly volume 
occupied media. Therefore, molecular crowding has been shown to 
significantly alter biological, biochemical, and biophysical properties 
by: i) inducing an excluded volume effect where the volume occupied by 
co-solute is inaccessible to other molecules, ii) affecting molecules 
folding, iii) slowing down diffusion and, iv) increasing the binding re-
action of molecules [25–28]. Altogether, these properties of MMC lead 
to crucial impacts on cellular properties including intracellular as well as 
extracellular events. 

In the nucleus, intracellular crowding plays a role in micro- 
compartmentalization of chromatin [29,30]. Thus, intracellular 
crowding is involved in gene expression as it: i) slows down the diffusion 
of molecules like transcription factor, ii) increases association rate of 
DNA-binding proteins like RNA polymerase and, iii) decreases dissoci-
ation [28,31,32]. In the cytoplasm, intracellular crowding affects tran-
scription factors nuclear translocation, intracellular signalization, 
vesicle trafficking and cytoskeleton [33–36]. Several studies showed 
that intracellular crowding is a fundamental constraint for cell meta-
bolism as it limits free space inside cells and so the maximum enzyme 
and mitochondria concentration. This crowding imposes the activation 
of different energy generation pathways, called the Warburg effect, to 
provide enough ATP supply to highly proliferative and/or active cells 
[37]. Intracellular crowding induced by hypotonic stress can provoke 
endogenous irreversible protein aggregation [38]. Intracellular over-
crowding due to protein aggregation can induce a progressive switch of 
energy generation pathway but also decrease the maximum energy 
generation capacity [39]. These suppose that beyond a concentration of 
protein aggregates, cells cannot even satisfy their basal energy demand 
and eventually lead to “metabolic cell death by overcrowding”. This 
process could possibly be implicated in neuropathological diseases [39]. 
In vitro, molecular crowding has been shown to regulate protein struc-
ture by promoting their aggregation and/or amyloid formation [40–45]. 

In the extracellular space, molecular crowding enhances enzymatic 
reaction at cell surfaces, and promotes autocrine signaling by limiting 
diffusion of molecules from their production source to increase their 
concentration locally [25,46]. Thus, extracellular MMC enhances ECM 
deposition by human fibroblast and by human bone marrow mesen-
chymal stem cells [12,47–53]. While almost no information is available 
about other ECM protein apart their enhanced deposition, the mecha-
nism of collagen deposition has been more extensively studied under 
MMC. Lareu & al. showed that enhanced collagen matrix deposition by 
normal primary embryonic lung fibroblasts was due to an increase in 
Procollagen C proteinase enhancer protein helping Procollagen C-pro-
teinase to convert pro-collagen in collagen [48]. Several studies showed 
the stabilization of collagen ECM correlated with an increase of lysyl 
oxidase and transglutaminase activity in crowded environments [47,54, 
55]. Moreover, MMC shortens the lag phase of collagen fibrillogenesis 
thus, collagen fibrils are formed more rapidly but thinner [56,57]. 
Another study proposes that crowders, especially dextran sulfate, can 
drive ECM deposition by increasing electrostatic protein aggregation 
independently from their crowding capacities [58]. Zeiger & al also 
revealed that MMC induces supramolecular assembly and alignment of 
extracellular collagen IV and fibronectin, which in turn also helps 
intracellular actin cytoskeleton alignment [12]. 

In the extracellular microenvironment, MMC can also help to 
maintain the undifferentiated state of stem cells in their niche or either 
promote their differentiation outside the niche [46,49,52,53,59]. This 
property of MMC to improve ECM deposition and cell culture is of 
principal interest for tissue engineering to maintain specialized cells like 
podocytes and accelerate in vitro patient autologous tissue production 
which is usually too long (196 days for blood vessels) [53,60,61]. 

So far, and as described above, many works provided information on 
the effect of intracellular MMC on gene expression, metabolism, and 
protein assembly. Many works showed the beneficial effect of extra-
cellular MMC on matrix deposition and healthy cell behaviors. But only 
a few studies have been carried out to understand the effect of extra-
cellular MMC on unhealthy cells in pathological conditions. Vazquez 
et al. discussed the relationship between intracellular crowding and 
metabolism in cancer cells and neuropathological diseases [37,39]. Two 
works used extracellular MMC to mimic fibrotic-like matrix and screen 
anti-fibrotic agents [47,62]. Gonzalez et al. showed the differential re-
sponses of normal versus liver cancer cells, and cancer 
derived-endothelial cells in crowded environments [63,64]. Sun & al. 
used crowding to fractionate and isolate nuclear protein in normal and 
cancer cells [36]. And lastly, Ranamukhaarachchi & al. used crowding to 
tune collagen gel architecture and studied breast cancer cells 
morphology and invasiveness [65]. Ovarian cancer is one of a kind to be 
directly in contact with the biological crowded fluids ascites. But, no 
studies on the effect of extracellular fluids MMC neither decellularized 
matrix produced in crowded environment seem to be reported on 
ovarian cancer. 

Our work provides appreciable insights as studies are scarce in the 
literature regarding the direct relationship between fluid extracellular 
MMC and ovarian cancer development and behavior, a peculiar cancer 
disseminating from early stages through the liquid called ascites. Our 
data pointed at the differential role of extracellular MMC on adherent 
and non-adherent OCC: extracellular MMC impaired adhesion and ag-
gregation of non-adherent OCC; extracellular MMC increased adherent 
OCC migration through alteration of ECM deposition. Extracellular 
MMC also potentially regulates intracellular processes like cytoskeleton 
organization and gene expression in the nucleus. The more the crowder 
is crowding, the more the impact on OCC would be important with a 
higher impact on mesenchymal-like OCC. The present work has been 
done to decipher the role of fluid extracellular MMC on OCC behaviors 
and matrix deposition with the future purpose of generating more 
relevant 3D in vitro liquid models for ovarian cancer study, drug 
screening, and tissue-specific tailoring. 
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2. Materials & methods 

2.1. Antibodies and reagents 

DAPI (4,6-diamidino-2-phenylindole dihydrochloride, D9542) and 
fluorescein isothiocyanate-labeled phalloidin (p5282) were purchased 
from Sigma-Aldrich (France). Prolong® Gold Antifade Reagent 
(P36930) was supplied by ThermoFisher Scientific (France). 

Ficoll 400 kDa was purchased from Ge Healthcare (17-0300-10). 
Dextran 200 (average molecular weight 250 kDa) was from Serva 
(SERA18694). 

Polyclonal (pAb) and monoclonal (mAb) antibodies used in this 
study and their dilution for immunofluorescence and Western blot assay 
are reported in Table S1 (Supplemental material). 

2.2. Cell culture 

Human adenocarcinoma cell line IGROV1 was kindly provided by 
Dr. J. Bénard from the INSERM U1199 BioTICLA unit (Biologie et 
Thérapies Innovantes des Cancers Localement Aggressifs, Caen, France) 
and SKOV3 cells were purchased from ATCC (France) with a certificate 
of conformity. Cells were cultured in a humidified atmosphere at 37 ◦C 
and 5% CO2 in their complete medium consisting of RPMI-1640 Gluta-
MAX (Life technologies, France) supplemented with 10% fetal bovine 
serum (FBS, Biosera, France) and 1% sodium bicarbonate (Invitrogen, 
Cergy, France). For experiments, cells were cultured in their complete 
medium supplemented with different concentrations of Ficoll or 
Dextran. 

2.3. Cell proliferation assay 

Cells were harvested with trypsin-EDTA 0.25%, seeded in 48-well 
plate at 104 cells/cm2, and incubated 24 h in their complete culture 
medium. Adherent cell proliferation was then monitored over seven 
days in their complete culture medium supplemented with 0 or 75 mg/ 
mL of Ficoll or Dextran. At each time point, representative images were 
captured by phase-contrast microscopy with the objective 10×. At each 
time point, cells were harvested with trypsin-EDTA 0.25% and counted 
with Trypan Blue (T8154, Sigma, France). Results are represented as the 
mean of cell number ± standard deviation of at least three independent 
experiments in duplicate. 

2.4. Cell metabolic activity 

Cells were harvested with trypsin-EDTA 0.25%, seeded in 96-well 
plate at 15.103 cells/cm2, and incubated 24 h in their complete cul-
ture medium. Adherent cell metabolic activity was then monitored over 
seven days in their complete culture medium supplemented with 0 or 75 
mg/mL of Ficoll or Dextran. At each time point, the culture medium was 
replaced by XTT reagents (Cell proliferation Kit II, Roche, France) and 
cells were incubated for 2 h at 37 ◦C. Cell metabolic activity was esti-
mated by absorbance measurement at 475 nm. Results are represented 
as the mean of absorbance of triplicate. 

2.5. Spheroid formation assay 

Cells were harvested with trypsin-EDTA 0.25% and suspended at 104 

cells/10 μl of complete culture medium supplemented with 0 or 75 mg/ 
mL of Ficoll or Dextran. Pending droplets of 10 μl were formed on the 
inward face of 24-well plate and cultured for 24 h at 37 ◦C. Cell ag-
gregates were observed and captured by phase-contrast microscopy with 
the objective 4×. 

2.6. Cell adhesion assay 

Cells were harvested with trypsin-EDTA 0,25%, seeded in a 96-well 

plate at 5.104 cells per well in complete culture medium supplemented 
with 0, 12.5, 25, or 75 mg/mL of Ficoll or Dextran, and incubated 30 min 
at 37 ◦C and 5% CO2. Non-adherent cells were then washed three times 
with serum-free medium. Remaining adherent cells were fixed with 
glutaraldehyde (1% in distilled water) (G4004, Sigma-Aldrich, France) 
for 10 min. Wells were washed three times with distilled water and 
counted on three fields with the objective 10×. Results are represented 
as the mean of cell percentage ± standard deviation of two independent 
experiments in triplicate. Data are expressed as a percentage of the 
control condition without crowders. 

2.7. Cytoplasmic actin and vinculin analysis 

SKOV3 and IGROV1 cells were seeded on glass coverslips at 5.103 

cells/cm2 in 48-well plate for 6 h. Cells were then starved overnight in 
serum-free medium and cultured for 6 h in complete medium supple-
mented with 0 or 75 mg/mL of Ficoll or Dextran. Actin and vinculin 
were stained, and cells were imaged by confocal microscopy with the 
objective 63× (LSM710, Zeiss, Germany). Results are representative of 
at least two independent experiments in duplicate. 

2.8. Cell migration assay 

SKOV3 and IGROV1 cells were grown as a monolayer for 24 h in their 
complete culture medium using ibidi© culture-insert 2 well (BioValley, 
France) with respectively 15.103 and 40.103 cells/insert well. Culture 
inserts were then removed. Cells were rinsed with serum-free medium 
and incubated in their complete culture medium supplemented with 0 or 
75 mg/mL of Ficoll or Dextran, at 37 ◦C and 5% CO2. Cell migration was 
monitored with the objective 10× by inverted time-lapse microscopy 
(DMI6000B, Leica, Germany) for 4 h at regular time intervals of 15 min. 

2.9. Extracellular matrix analysis 

SKOV3 and IGROV1 cells were seeded respectively at 4.104 and 
7.104 cells/cm2 for 24 h. Adherent cells were then incubated for 48 h in 
their complete culture medium supplemented with 0 or 75 mg/mL of 
Ficoll or Dextran. Fibronectin, vitronectin, collagen I, collagen IV, and 
laminin were detected by immunofluorescent staining. Cells were 
imaged by confocal microscopy with the objective 63× (LSM710, Zeiss, 
Germany). Results are representative of two independent experiments in 
duplicate. 

2.10. Immunofluorescent staining 

Cells were fixed with 3% paraformaldehyde for 10 min and per-
meabilized with PBS-Triton X-100 0.1% for 3 min. For cytoskeleton 
visualization, cells were stained for actin with FITC-phalloidin (10 μg/ 
mL) and nuclei with DAPI (0.3 μg/mL) in PBS-BSA 1% for 30 min. For 
other proteins staining, non-specific sites were blocked 30 min with PBS- 
BSA 1% and incubated overnight at +4 ◦C with primary antibodies (in 
PBS-BSA 1%). After three washes with PBS, cells were incubated 1 h at 
room temperature in the dark with their respective Alexa fluor- 
conjugated antibody (in PBS-BSA 1%) and stained 30 min at room 
temperature in the dark with DAPI at 0.3 μg/mL (in PBS-BSA 1%). 
Coverslips were mounted with Prolong® Gold Antifade Reagent and 
imaged by confocal microscopy with the objective 63× (LSM710, Zeiss, 
Germany). Controls, where primary antibodies were replaced with PBS- 
BSA 1%, were negative. 

2.11. Nuclear area and nuclear shape index 

From the different fluorescence images acquired on SKOV3 and 
IGROV1 cells cultured for 48 h in culture media supplemented with 0 or 
75 mg/mL of Ficoll or Dextran, nucleus area and nucleus shape index 
were determined with the Particle Analysis tool of ImageJ® software 
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(National Institutes of Health, Bethesda, MD). The nuclear shape index 
(NSI) represents how much the nucleus is circular or linear [4]. NSI is 
comprised between 0 and 1. An NSI value tending toward 1 represents a 
circular object while a value of 0 matches with an elongated object. At 
least 827 SKOV3 and 1512 IGROV1 cells (SKOV3: min 827 - max 1827; 
IGROV1: min 1512 - max 2242) for each treatment group (0 or 75 
mg/mL of Ficoll or Dextran) were analyzed per experiment from at least 
four independent experiments in duplicate. 

2.12. Western blotting of conditioned cell growth media proteins 

SKOV3 and IGROV1 cells were seeded respectively at 4.104 and 
7.104 cells/cm2 for 24 h. Adherent cells were then incubated for 48 h in 
their complete culture medium supplemented with 0 or 75 mg/mL of 
Ficoll or Dextran. Supernatants were then recovered and their total 
protein concentration was assessed with the Bicinchoninic Acid Protein 
Assay kit (BCA1 and B9643, Sigma, France) according to the manufac-
turer’s instruction and with Bovine Serum Albumin (P0914, Sigma, 
France) as standard. 100 μg of supernatant proteins were subjected to 
8% bis-acrylamide SDS-PAGE electrophoresis under denaturing and 
reducing conditions and transferred onto a reinforced nitrocellulose 
membrane (GE Healthcare, Life Sciences, France) for 1 h at 110V and 
+4 ◦C. The membrane was blocked for 1 h at room temperature with 
TTBS (50 mM Tris–HCl, 150 mM NaCl pH 7.4, 0.1% Tween 20) sup-
plemented with 5% (w/v) defatted dry milk. The membrane was incu-
bated overnight at +4 ◦C in TTBS-milk 3% with the primary antibody. 
After three washes with TTBS, the membrane was incubated for 1 h at 
room temperature in TTBS-milk 3% with the horseradish peroxidase- 
conjugated antibody. After three washes with TTBS, the immunoreac-
tivity was detected by enhanced chemiluminescence (WBKLS0500, 
Millipore) according to the manufacturer’s instruction. Proteins were 
revealed using ImageQuant LAS 500 (GE Healthcare Life Sciences, 
France). 

2.13. Statistics 

Data are expressed as mean ± standard deviation. Statistical signif-
icances were determined by the appropriate test as indicated in figure 
captions. 

Significance levels were set compared to the control without crow-
ders: p < 0.05 (*), p < 0.01 (**), p < 0.005 (***). 

3. Results 

3.1. Extracellular MMC differentially affects OCC proliferation 

Ovarian cancer cells (OCC) disseminate through liquids: primarily 
ascites accumulated in the peritoneal cavity of unhealthy women and, 
other body fluids. We estimated a total protein concentration of around 
75 mg/mL in two human blood plasma and three human ovarian cancer 
ascites (Figure S1) [17,20]. We also previously showed that both ascites 
and blood plasma contains high molecular weight molecules and espe-
cially fibronectin (200–250 kDa as a monomer and 400–500 kDa as a 
dimer) which has a preponderant role in regulating cell responses [4,66, 
67]. To mimic the macromolecular crowding derived from the presence 
of high molecular weight molecules in these two biological fluids, cells 
were exposed to two commonly used inert crowders: Ficoll 400 kDa (Fc) 
or Dextran 250 kDa (Dx) at the concentration of 75 mg/mL, representing 
the total protein concentration estimated in blood plasma and ovarian 
cancer ascites. Fc is a deformable spherical molecule composed of a 
highly branched copolymer of sucrose and epichlorohydrin, while Dx is 
a flexible ribbon-like molecule. Each of them could respectively mimic 
the globular and fibrillar/unfolded state of biological molecules like 
fibronectin. Per literature, we showed that these two crowders have few 
similar biophysical features: a hydrodynamic radius (Rh) of around 5 
nm, a polydispersity index of around 0.46 and, a neutral net charge. 

However, these two crowders also present different features: their mo-
lecular weight and thus their different fractional volume occupancy 
(FVO) of 6.6% and 10% respectively for Fc and Dx (Figure S2) [48,52, 
55,68–72]. In this study, we especially chose these two inert crowders as 
we wanted to mimic and analyze solely the effect of MMC. We could thus 
evaluate the effect of MMC derived from two different high molecular 
weight inert molecules without the interference of charge and Rh but 
still yielding for different FVO/crowdedness. This could help in under-
standing if these two crowders have either the same effect on OCC and 
determine the sole effect of crowding/FVO. 

In this study, we worked with two OCC: SKOV3 cells with an 
intermediate-mesenchymal phenotype isolated from ascites and 
IGROV1 cells with an intermediate-epithelial phenotype originating 
from a primary tumor site [3,73,74]. The proliferation of SKOV3 and 
IGROV1 cells estimated by counting cells with trypan blue, and their 
metabolic activity checked with an XTT assay was assessed in medium 
supplemented with 0 or 75 mg/mL of Fc or Dx (Fig. 1). With Fc, both cell 
numbers increased and reached a plateau similarly to the control 
without MMC over seven days (Fig. 1B). With Dx, a stagnating SKOV3 
cell number was observed upon the seven days of culture and IGROV1 
cell number was three times less important compared to the control. 
These results were strengthened by phase-contrast microscopy: SKOV3 
and IGROV1 cells covered the culture surface without MMC and with Fc 
within the seven days of culture - in the presence of Dx, SKOV3 cells did 
not proliferate but changed their morphology to form small cell aggre-
gates; IGROV1 cells proliferation was greatly slowed down (Fig. 1D). 

Correlating with the proliferation, the metabolic activity of both cell 
types increased within the seven days of culture and reached a plateau 
without MMC or with Fc (Fig. 1C). The metabolic activity of SKOV3 cells 
cultured with Dx remained stagnant similarly to the proliferation curve, 
indicating that cells did not die. Surprisingly, while IGROV1 cell pro-
liferation with Dx was highly reduced of about 72% compared to the 
control, metabolic activity was only decreased by 38%. This suggests 
that Dx-associated MMC still enhances IGROV1 cell metabolic activity. 
To determine if MMC induced senescence of OCC, we performed a 
senescence-associated β-galactosidase activity assay. As observed in 
Figure S3, no significant β-galactosidase-associated blue staining was 
detected in both cell types. 

Carduner & al. showed that OCC culture in ovarian cancer ascites 
induced their detachment from substratum to form multicellular ag-
gregates in suspension [3]. Here, contrary to ascites, over the seven days 
of culture, we did not notice any cell detachment with neither Fc nor Dx 
(Fig. 1D). 

Altogether, these data indicate that the two mimetic crowded envi-
ronments have different effects on OCC proliferation: Fc does not impair 
cell proliferation and metabolic activity while more crowding Dx has a 
cytostatic effect and attenuates cell proliferation with a more prominent 
effect on mesenchymal SKOV3 cells. Still, Dx seems to increase the 
metabolic activity of IGROV1 cells. 

3.2. Extracellular MMC prevents OCC spheroid formation 

Upon their detachment, ascites promotes the compaction of OCC in 
multicellular aggregates named spheroid compared to culture media 
(Figure S4) [75]. Thus, we looked at the spheroid formation by 
non-adherent SKOV3 and IGROV1 cells using the pending droplet 
method (Fig. 2). Without MMC, we observed that both cell types gath-
ered together to form a “single multicellular aggregate”. Both cell types 
spheroid was altered in a concentration-dependent manner with the 
increasing concentration of Fc and Dx. The effect was more pronounced 
with SKOV3 cells which were single isolated at 75 mg/mL of Dx, while 
IGROV1 cells formed small aggregates. Thus, extracellular MMC pre-
vents the aggregation of non-adherent OCC into large spheroid in a 
liquid environment. 
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3.3. Extracellular MMC prevents OCC adhesion 

One of the main events in cancer development is the implantation of 
OCC on distant organs to further disseminate. That is why we looked at 
the effect of extracellular MMC on OCC adhesion and spreading onto 
culture substratum (Fig. 3). Compared to the control without MMC, cell 
adhesion increased by about 40 and 24.6% respectively for SKOV3 and 

IGROV1 cells in the presence of 12.5 mg/mL of Fc (Fig. 3A). Although 
cell adhesion percentage was similar to the control in the presence of 25 
mg/mL of Fc, cell adhesion significantly decreased to 30.2 and 52.4% 
respectively for SKOV3 and IGROV1 cells in the presence of 75 mg/mL 
of Fc. The decline in cell adhesion was even more drastic with Dx. Cell 
adhesion significantly dropped to 20.4, 7.6, and 4.8% in the presence of 
respectively 12.5, 25 and 75 mg/mL of Dx in the case of SKOV3 and 

Fig. 1. Extracellular macromolecular crowding affects OCC proliferation and metabolic activity. (A) Except for adhesion and spheroid assay, SKOV3 and 
IGROV1 cells adhered for 24 h in their culture media before changing their media to fresh culture media supplemented with 0 (-MMC) or 75 mg/mL of Fc or Dx. Cells 
were then cultured for 48 h (or seven days for proliferation and metabolic activity assay). (B) Cell counting with Trypan blue monitored over seven days of culture, 
revealed Fc does not affect cell proliferation, while Dx slows down it. Results are represented as the mean of cell number ± standard deviation of two independent 
experiments in triplicate. Significant differences were estimated by comparison with control without crowders (-MMC) (***p < 0.005, Student’s test). (C) XTT assay 
shows that Fc does not affect cell metabolic activity while Dx differentially affects SKOV3 and IGROV1 metabolic activity. (D) Representative images of cells over the 
proliferation time course are presented for SKOV3 and IGROV1 cells cultured with 0 (-MMC) or 75 mg/mL of Fc or Dx. Scale bar: 100 μm. 
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decreased to 62.2, 56.5 and 10% in the case of IGROV1 cells. The impact 
of Dx is once again more prominent on mesenchymal-like SKOV3 cells 
than on epithelial-like IGROV1 cells. Here, we show that high MMC 
prevents OCC adhesion to the substratum and even more if MMC has a 
higher FVO like in the case of Dx. 

We further looked at the effect of extracellular MMC on adherent 
OCC actin organization, stained upon cell culture in the presence of 0 or 
75 mg/mL of Fc or Dx (Fig. 3B). Without MMC, SKOV3 and IGROV1 cells 
were well spread, presented peripheral cortical actin and/or central 
stress fibers. With Fc, both cell types still presented cortical actin and 
stress fiber but to a lesser extent. With Dx, SKOV3 and IGROV1 cells 
spreading area was significantly reduced. They seemed to organize 
diffuse perinuclear actin caps. 

We then visualized the anchoring structures of OCC by immuno-
staining vinculin (Fig. 3C). Dash-like structures, corresponding to focal 
adhesions, at the peripheral of SKOV3 cells were observed without MMC 
(Fig. 3C). With Fc, SKOV3 cells presented fewer focal adhesions while 
with Dx only large peripheral dot-like anchoring sites were seen. 
IGROV1 cells presented central fibrillar adhesions in control condition 
witnessing strong cell adhesiveness (Fig. 3C). With Fc, focal adhesions at 

the peripheral of IGROV1 cells were observed with only a few fibrillar 
adhesions. With Dx, only large peripheral anchoring sites were 
observed. These results hint at the less mature organization of anchoring 
sites when cultured in crowded environments and could also explain the 
decrease in OCC adhesion. 

3.4. Extracellular MMC differentially promotes OCC migration 

As the different results point at a potential effect of extracellular 
MMC on adherent OCC motility, scratched cell monolayer was moni-
tored in the presence of 0 or 75 mg/mL of Fc or Dx (Fig. 4). Without 
MMC, SKOV3 cells migrated collectively (blue arc). With Fc, SKOV3 
cells covered a more important surface, seemed to preserve a collective 
migration but also presented individual migration patterns (white 
arrow) as observed with cells scattered in the open wound area. With Dx, 
even if the migration rate was not as important as with Fc, SKOV3 cells 
also migrated but in a more scattered manner. IGROV1 cells almost did 
not migrate without MMC but still presented a few collective migration 
fronts. With Fc, cells covered a higher distance collectively (blue arc) 
and with few cells scattering in the open wound area (white arrow). 

Fig. 2. Extracellular macromolecular crowding impedes OCC spheroid aggregation. (A) Spheroids were formed by 104 non-adherent SKOV3 (upper panel) or 
IGROV1 (lower panel) cells in culture medium droplet supplemented with either 0 (-MMC), 12.5, 25, or 75 mg/mL of Fc or Dx for 24 h. Representative images show 
that Fc and Dx prevent large spheroid formation. Scale bar: 500 μm. (B) Schematic representation of cell aggregation in culture media or crowded media. 
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With Dx, IGROV1 also did not migrate as much as with Fc, but they 
seemed to migrate in a collective as well as individual manner. These 
results hint at the differential effect of MMC on cell migration: Fc ac-
celerates collective and individual migration of OCC; more crowding Dx 
promotes a more scattered migration with a lesser impact on cell 
velocity. 

3.5. Extracellular MMC differentially affects tight and adherent junction 
protein 

To further investigate the effect of MMC on adherent OCC, we looked 
at the intercellular junction in the presence of 0 or 75 mg/mL of Fc or Dx. 
We immunostained two junction proteins: tight junction scaffolding 
protein ZO-1 and transmembrane adherent junction protein E-cadherin 
(Fig. 5) [76]. Without MMC, SKOV3 cells presented a faint linear pattern 
of ZO-1 at cell-cell junctions. Surprisingly, with Fc or Dx, a more intense 
and jagged ZO-1 organization was observed. Junctional E-cadherin 
could not be detected in SKOV3 cells monolayer. Nevertheless, a more 
pronounced nuclear E-cadherin staining in SKOV3 cells could be 
observed when cultured with Dx and to a lesser extent with Fc. IGROV1 
cells presented well defined intense, linear, and continuous ZO-1 junc-
tions with no modification whatever the culture condition. Well defined 
intense, linear, and continuous E-cadherin junctions could also be 
observed without MMC or with Fc at the periphery of IGROV1 cells. 
With Dx, there seem to be fewer E-cadherin junctions. Here, we show a 

direct link between extracellular MMC and intercellular junction pro-
teins organization with a differential effect depending on cancer cells 
phenotype: increase of ZO-1 junctions and potentially nuclear E-cad-
herin in case of mesenchymal-like SKOV3 cells and a decrease in 
E-cadherin junctions in epithelial-like IGROV1 cells. 

3.6. Extracellular MMC differentially affects OCC extracellular matrix 

We immunostained stromal ECM proteins - fibronectin (Fn), vitro-
nectin (Vn), collagen I (CollI) - and basal membrane proteins – laminin 
(Lam), collagen IV (CollIV) - deposited by SKOV3 and IGROV1 cells 
cultured in the presence of 0 or 75 mg/mL of Fc or Dx (Fig. 6A). Similarly 
to the control without MMC, with of Fc, SKOV3 cells organized an 
intense Fn matrix with some fibrils, only a few spots of Vn and CollI, a 
diffuse but dense Lam matrix, and a faint CollIV matrix (Fig. 6A). With 
Dx, no differences were seen in Vn, CollI, and CollIV deposition. Still, a 
decrease in Fn and Lam deposition was observed. IGROV1 cells depos-
ited less matrix, but a similar pattern as SKOV3 cells was observed with 
and without MMC. We performed similar immunostaining to analyze the 
ECM network of normal mesothelial Met5A cells (covering the perito-
neal cavity of women) in crowded complete or serum-free media. The 
results revealed a similar pattern to OCC. With Fc, the deposition of Fn, 
CollI, Lam and CollIV was a little decreased compared to the control 
without MMC, while their deposition was considerably decreased with 
Dx (Figure S5). Contrary to previously published works, MMC has the 

Fig. 3. Extracellular macromolecular crowding alters OCC adhesion. (A) Adherent SKOV3 and IGROV1 cells were counted after 30 min of seeding in their 
culture media supplemented with either 0, 12.5, 25 or 75 mg/mL of Fc or Dx. Results show that high MMC decreases cell adhesion. Results are represented as the 
mean of the percentage of adherent cell ± standard deviation of two independent experiments in triplicate. Significant differences were estimated by comparison 
with control without crowders (*p < 0.05; ***p < 0.005, Student’s test). (B) Adherent SKOV3 and IGROV1 cells were starved overnight in serum-free medium, and 
cultured 6 h in their culture media supplemented with 0 (-MMC) or 75 mg/mL of Fc or Dx. Cells were then stained for actin (green) and DNA (blue), or vinculin (red) 
and DNA (blue). Representative images, of two independent experiments in duplicate, reveal the reorganization of the actin cytoskeleton and anchoring sites in 
crowded environments. Scale bar: 50 μm. 

Fig. 4. Extracellular macromolecular crowding affects OCC migration. SKOV3 and IGROV1 cell migration was monitored for 4 h in their culture media sup-
plemented with 0 (-MMC) or 75 mg/mL of Fc or Dx. Blue arcs point at the collective migration front and, white arrows point at the scattered individually migrating 
cells. Representative images reveal a differential effect of Fc and Dx on SKOV3 and IGROV1 cells. 
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Fig. 5. Extracellular macromolecular crowding modulates OCC intercellular junction proteins organization. Adherent SKOV3 and IGROV1 cells were 
cultured 48 h in their culture media supplemented with 0 (-MMC) or 75 mg/mL of Fc or Dx. They were then stained for ZO-1 (green) or E-cadherin (red) and DNA 
(blue). Representative images show the differential effect of MMC on cells, with an increased intercellular ZO-1 and nuclear E-cadherin in SKOV3 cells and a 
decreased intercellular E-cadherin in IGROV1 cells. Scale bar: 50 μm. 
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opposite effect on matrix deposition than that observed on healthy 
fibroblast or stem cells in literature. Here, extracellular MMC induces a 
decrease in ECM deposition by unhealthy OCC and normal mesothelial 
cells. 

The conditioned growth media of OCC with Fc or Dx has been har-
vested and submitted to Western blot. Compared to the control, the 
supernatant of SKOV3 cells cultured with Fc revealed a drastic decrease 
of Lam and a slight decrease of Fn, CollI 45 kDa fragment, and Vn 65 kDa 
isoform (Fig. 6B). An increase of Vn 40 kDa and smaller fragments was 
observed. With Dx, these observations were even more pronounced. The 
supernatant of IGROV1 cells cultured with Fc also presented a decrease 

in Lam, Fn, and CollI 45 kDa fragment and, Vn 40 kDa and smaller 
fragments. With Dx, these decreases were even more pronounced. In the 
tested conditioned media of OCC, gelatin zymography revealed no 
proteolytic activity (data not shown). Altogether, these data show that 
extracellular MMC alters ECM protein production and organization by 
OCC. 

3.7. Extracellular MMC affects the intracellular nucleus 

To further elucidate the relationship between extracellular MMC on 
intracellular processes, we looked at the nucleus morphology. As shown 

Fig. 6. Extracellular macromolecular crowding alters OCC extracellular matrix organization. Adherent SKOV3 and IGROV1 cells were cultured 48 h in their 
culture media supplemented with 0 (-MMC) or 75 mg/mL of Fc or Dx. (A) Stromal and basal ECM networks were then stained for fibronectin (Fn), vitronectin (Vn), 
collagen I (CollI), laminin (Lam), collagen IV, and nuclei. Representative images, of two independent experiments in duplicate, reveal decreased matrix deposition in 
presence of Dx. Scale bar: 50 μm. (B) Fn, Vn, CollI, and Lam in SKOV3 and IGROV1 cells growth medium cultured for 48 h in the presence of 0 (-MMC) or 75 mg/mL 
of Fc or Dx were analyzed by Western blot. Graphics represent the densitometric estimation of Western blot. Quantification of Western blot demonstrates that Fc and 
Dx decrease extracellular matrix proteins release in the supernatant. 
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in Table 1, SKOV3 and IGROV1 cells cultured with Fc had a similar mean 
nucleus area as their respective control cultured without MMC. How-
ever, when cultured with Dx, the mean nucleus area of cells increased 
significantly by about 15 and 11% respectively for SKOV3 and IGROV1 
cells compared to the control. These results were confirmed by the 
analysis of the nucleus area distribution which correlated with an in-
crease of the nuclear shape index of SKOV3 and IGROV1 cells 
(Figure S6) [4]. These results witness of an effect of extracellular MMC 
on the intracellular nucleus, potentially impacting gene expression. 

4. Discussion 

In this study, we provide evidence that extracellular MMC could 
affect OCC behaviors during dissemination. Three previous studies 
worked on cancer cells associated with MMC. Sun & al. used MMC as a 
tool to extract nuclear protein from cancer cells [36]. Ranamukhaar-
achchi & al. mixed MMC to collagen to generate collagen gel with 
different architecture and study the tuning of breast cancer cells 
morphology and invasiveness [65]. Interestingly, Gonzalez & al. showed 
that crowders associated viscosity enhances liver cancer cells mecha-
nosensing and migration [63]. Ovarian cancer is one of a kind where 
OCC is in direct contact with the biological fluid ascites from early 
stages. However, none of these studies looked at the effect of extracel-
lular fluid MMC and its confinement on OCC. OCC disseminates through 
crucial steps: the growth of the primary tumor, shedding of cancer cells 
from the primary site into the peritoneal ascites, implantation to peri-
toneum to disseminate, and eventually dissemination through other 
body fluids like blood [9]. Ascites, and eventually blood, thus impact 
adherent OCC at the primary site, non-adherent OCC upon shedding, 
OCC implantation and re-adherent OCC upon implantation and 
dissemination. These two liquids are naturally crowded environments as 
they present high total protein concentration around 75 mg/mL and, are 
composed of high molecular weight molecules like fibronectin 
(200–250 kDa as a monomer and 400–500 kDa as a dimer) known to 
highly influence OCC [4,17,20,66,67]. As noted by Shadid & al., to 
mimic MMC of biological fluids, the ideal crowding agent must provide a 
natural microenvironment [77]. Therefore, using ascites or blood would 
be the best approach. However, it would be difficult to interpret the 
experimental data due to their biochemical heterogeneity [19,78]. 
Indeed, Puiffe & al. remarkably showed that ovarian cancer cells OV-90 
responses (in term of invasion, proliferation, spheroid formation, and 
gene expression) to different ascites is highly heterogeneous [79]. The 
study of Puiffe & al. also suggests a potential discriminatory effect on 
OCC between the biochemical and physical crowding properties of as-
cites when they heat-inactivate ascites. Therefore, we used a “bot-
tom-up” reconstruction approach to mimic and understand MMC 
induced by high molecular weight molecules in fluids. We added either 
Fc 400 kDa or Dx 250 kDa, at the concentration of 75 mg/mL in cell 
culture media, a concentration representing the average total protein 
concentration estimated in human ovarian cancer ascites and blood. 
These two inert crowders, mimicking different high molecular weight 
biomolecules, have few similar biophysical features (charge and hy-
drodynamic radii). But they also present different features. Ribbon-like 
Dx presents a higher FVO compared to spheric Fc - 10 against 6.6% - 
which could differentially impact cell behaviors. FVO has previously 

been calculated for different proteins present in blood and was found to 
be ranging between 1.32 and 18.72% witnessing the physiological 
relevance of our crowders concentration choice [70]. So here, a con-
centration of 75 mg/mL of crowders could mimic physiological MMC 
concentration and different physiological FVO. The influence of these 
two different kinds of crowders on OCC has then been investigated. The 
data suggested a differential OCC response depending on the cell 
phenotype and the crowders properties, especially the crowdedness 
represented by the FVO. 

We looked at the impact of the two crowders on two OCC behaviors: 
SKOV3 cells with an intermediate-mesenchymal phenotype and IGROV1 
cells with an intermediate-epithelial phenotype [3,73,74]. Fc did not 
affect the proliferation of either SKOV3 or IGROV1 cells, while Dx had a 
cytostatic effect without affecting senescence but still promoting 
IGROV1 cell metabolic activity. In light of literature, MMC can have a 
versatile effect on cell proliferation. Indeed, MMC attenuated the pro-
liferation of human adipose stem cells while it increased human fibro-
blasts and human bone marrow mesenchymal stem cell proliferation 
[70,80]. We have to note that our team previously showed that ascites 
do not impact SKOV3 and IGROV1 cell proliferation [3]. Thus, Fc acts 
similarly to ascites, while the higher crowding property of Dx seems to 
oppose biochemical cues of ascites and limit cell proliferation. The dif-
ferential effect of Dx on cell metabolic activities indicates that SKOV3 
and IGROV1 cells potentially use different metabolic pathways in 
crowded environments. Indeed, it has been revealed that quiescent cells 
redirect their metabolic activities from generating progeny to the pres-
ervation of self-integrity and alternative functions beneficial to the or-
ganism as a whole [81]. SKOV3 and IGROV1 cells could thus be using a 
similar strategy in crowded environments. 

MMC impeded both SKOV3 and IGROV1 cell aggregation in 
spheroid. These results are opposite to the effect of ascites which pro-
motes the compaction of SKOV3 and IGRVO1 spheroids [75]. These 
results also suggest that MMC hinders OCC aggregation and cell-cell 
adhesion probably by limiting the diffusion and sedimentation of cells. 
Indeed, many works showed that MMC reduces molecules diffusion and 
could thus also limit cell diffusion/sedimentation [28,31]. These results 
also highlight that MMC acts opposite of biochemical cues of ascites and 
that the biological molecules present in ascites like ECM proteins are 
probably major effectors for multicellular aggregation. Adding ECM 
proteins to crowded media could shed light on this aspect. For example, 
Lam and Fn, involved in spheroid maintenance, are known to be found 
in ovarian cancer ascites and are associated with malignant ovarian 
cancer and/or poor prognosis [82,83]. Interestingly, Burleson & al. 
showed that disaggregation of OCC spheroid is a helpful step for the 
colonization of mesothelial cell monolayers [84]. This suggests that 
MMC could be an advantageous property of fluid for OCC dissemination. 

Upon shedding into biological body fluid, OCC implant to sur-
rounding tissues in order to form metastasis. Our team showed that 
ascites would help OCC progression [3]. However here, beside cell-cell 
adhesion, extracellular MMC also hinders cell-substratum adhesion 
suggesting that MMC is an opposing force to ascites biochemical cues 
and to OCC implantation and dissemination. In the case of Fc, OCC 
adhesion presented a standard bell curve with a threshold concentration 
specific to each cell line and crowder. Low crowder concentration seems 
to increase cell adhesion. But high crowder concentration might 

Table 1 
Extracellular macromolecular crowding impacts OCC intracellular nucleus area. Adherent SKOV3 and IGROV1 cells were cultured 48 h in their culture media sup-
plemented with 0 (-MMC) or 75 mg/mL of Fc or Dx. The mean nucleus area, represented as mean ± standard deviation, was quantified on more than 827 SKOV3 and 
1512 IGROV1 nucleus of at least three independent experiments in duplicate.   

SKOV3 IGROV1 

- MMC Fc Dx - MMC Fc Dx 

Mean nucleus area (μm2) 121,8 ± 9,4 117,8 ± 9 140,7 ± 11,9*** 103,6 ± 6,6 104,4 ± 5,7 114,8 ± 5,4*** 

Significant differences were estimated by comparison to the control without crowders (-MMC) (***p < 0.005, Student’s test) and demonstrated that Dx induces an 
increase in the nucleus area. 
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generate steric hindrance and media density might become similar to 
cell density impeding cell sedimentation and adhesion. 

In crowded environments, SKOV3 and IGROV1 cells reduced stress 
fibers and cortical actin to organize instead perinuclear actin fibers. 
These changes were more dramatic when cells were cultured with more 
crowding Dx. Cells switched to less adherent phenotype with less mature 
anchoring structures and, MMC promoted collective as well as individ-
ual migration patterns. This kind of change can happen in biochemically 
different environments. Our team previously showed that SKOV3 
switched toward a more mesenchymal phenotype when cultured in 
ovarian cancer ascites or in the presence of amyloid-like fibronectin 
aggregates [3,4]. Here, we show that SKOV3 and IGROV1 cells can also 
switch phenotype upon different biophysical environments. Confine-
ment and low adhesion can induce a fast amoeboid migration of 
mesenchymal cells [85]. Thus, we could suppose that the 
confinement-like environment produced by extracellular MMC could 
emphasize more motile capacities of OCC. The study of Gonzalez-Molina 
& al. pointed in the same direction as our study as we both showed that 
MMC increases cancer cell migration [63]. Gonzalez-Molina & al. also 
highlighted that MMC induced mesenchymal migration was not always 
associated with an epithelial-mesenchymal transition switch. Cancer 
cells within a single tumor can simultaneously move collectively and 
individually [86]. Our results are a good example of coexisting migra-
tion patterns induced by MMC. 

Here, we show for the first time that increased extracellular MMC 
could induce a more motile phenotype of OCC by a stabilization of ZO-1 
and a potential translocation of E-cadherin in the nucleus in SKOV3 cells 
and, a decrease of intercellular E-cadherin in IGROV1 cells. Similar ZO-1 
stabilization under crowded environments was previously described for 
stem cells [46]. Ilina & al. described the importance of ZO-1 for cell-cell 
interaction during collective migration [87]. Nuclear localization of 
E-cadherin with a concomitant loss of membrane E-cadherin has been 
found in several types of cancer and was systematically associated with 
accelerated tumor growth or increased migration, invasion, or aggres-
siveness [88–92]. Some studies showed that the cleaved E-cadherin 
fragment was translocated in the nucleus to increase tumor growth or 
prevent apoptosis [93,94]. Altogether the data suggest that MMC 
differentially promotes migration and dissemination of OCC with 
different junction protein organization mechanisms. This kind of junc-
tion protein reorganization is a well-known process during cell migra-
tion, and this reorganization can be different for each cell type [95]. 

In the overall work, attenuated cell-substratum and cell-cell adhe-
sion in favor of accentuated migration in crowded environments seemed 
more prominent for SKOV3 cells compared to IGROV1 cells. This could 
be explained by their respective initial phenotype within the epithelial- 
mesenchymal spectrum: SKOV3 cells (isolated from ascites) present a 
mesenchymal-like phenotype, while IGROV1 cells (isolated from 
adenocarcinoma) have an epithelial-like phenotype and tend to form 
spontaneous spheroid. Indeed, it is important to note that while IGROV1 
cells express αvβ3 integrin needed for directionally persistent migration, 
SKOV3 cells express both αvβ3 and αvβ5 integrins, the latest needed for 
collective migration [96–98]. A study showed that IGROV1 cells 
expressed E-cadherin while SKOV3 does not, and this was suggested in 
our experiments [73]. SKOV3 cells produce higher vimentin responsible 
for more invasive and less adhesive phenotype [99]. Gene and micro-
RNA expression analysis showed that SKOV3 highly expressed genes 
involved in cell movement, invasion, and homing [100]. IGROV1 cells 
highly expressed genes involved in cell-cell adhesion [100]. Altogether, 
we suggest that the higher expression of genes implicated in adhesion, 
and especially E-cadherin, could explain the higher cell-cell and 
cell-substratum adhesion rate of IGROV1 cells in crowded environ-
ments. In the case of SKOV3 cells, the expression of migratory genes, 
especially integrins needed for migration with the stabilization of ZO-1 
junctional protein needed for collective migration, could explain their 
lower adhesion and higher migration rate in crowded environments. 

The more motile phenotype of OCC in crowded environments was 

associated with a decrease in stromal and basal ECM deposition, espe-
cially Fn and Lam matrix, and correlated with a decrease of their release 
in the supernatant. In the case of intermediate-mesenchymal SKOV3 
cells, Dx-associated crowding seemed to instigate the cleavage of Vn into 
smaller fragments. Altogether, these data indicate that MMC negatively 
impact protein production by OCC. We showed a similar effect on 
normal mesothelial Met5A cells which cover the peritoneal cavity. In 
this study, we looked solely at the effect of MMC on matrix deposition 
and not on matrix maturation. Indeed, type I collagen maturation re-
quires ascorbic acid. Winter & al. showed that the combination of 
ascorbic acid with MMC helps to enhance collagen I matrix deposition 
by myometrial smooth muscle cells. It would be interesting to look at 
this combination on OCC [101]. While MMC has been widely studied for 
its property to accelerate ECM deposition by healthy cells and enhance 
tissue formation for tissue engineering, we here show that extracellular 
MMC can have an opposite effect in the case of OCC and mesothelial 
cells [50,52]. This could be explained by the differences in crowders 
properties especially concentration, size, and type of the crowder. This 
witnesses that MMC differentially affects ECM deposition and migration 
depending on the crowder properties. 

It has greatly been shown that decellularized extracellular matrix 
produced in crowded environments helps either maintain the stemness 
of cells, maintain specialized cells like podocytes, or either drive stem 
cell differentiation [46,49,60]. This suggests that decellularized ECM 
produced in crowded environments could also fine-tune cancer fate. 
Besides, our results suggest that mesothelial ECM, an implantation site 
of OCC, is modified in crowded environment. 

We showed that extracellular MMC has a direct effect on nucleus as 
its area increased. An increase in nuclear size was also observed in 
cervical cancer and high-grade urothelial carcinomas [102,103]. We can 
suppose that the reduced ECM protein production and deposition in 
crowded microenvironments could be a consequence of a decrease in 
intranuclear MMC and gene expression in a bigger nucleus. Indeed, the 
excessive increase of nucleus volume impairs cell-cycle progression by 
diluting the cyto- and nucleoplasm, decreasing intracellular MMC, and 
thus mRNA and protein expression not being proportional to the 
increased size [28,32,104–107]. But the increased size of the nucleus 
could also be explained by an accumulation of molecules in the nucleus 
like the observed E-cadherin in SKOV3 cells. Inhibition of nuclear export 
could also lead to an increase of nuclear size [108]. 

An increase of nuclear surface suggests a potential change in the 
force acting from the cytoplasm. So in crowded environments, the 
increased perinuclear actin at the expense of decreased cortical actin 
filament could be one of the driving forces of nuclear area increase. 
Indeed, several works showed that actin regulates nucleus morphology. 
The formation of perinuclear actin caps especially helps the flattening of 
the nucleus which seems to be the case in our experiments [109,110]. A 
study showed the increase of the nucleus projected area with the 
increased substrate stiffness [111]. As described by Liu & al., the cyto-
skeletal caging of the nucleus help to transmit the mechanical stresses 
that affect nuclear shape [26]. Actin filaments generate the forces that 
drive the nuclear movement through interconnections between the nu-
clear surface and the actin caps, which would prevent nuclear rotation 
and allow for nuclear translocation during migration. Altogether this 
suggests that in crowded environment nuclear caging by actin caps 
would help the translocation of nucleus during the migration. Further 
studies should be carried out to decipher lamin and osmotic pressure 
involvement in nucleus size regulation in crowded environments [112, 
113]. The mechanisms regulating nucleus size in a crowded extracel-
lular environment has to be further investigated in our model. 

In the overall work, the results showed that, rather than the hydro-
dynamic radii of molecules, the FVO, thus the crowdedness, of the 
crowders seems to be important in regulating cell behaviors. The smaller 
the crowder is, the higher the FVO is and, the more drastic is the 
modification of OCC behaviors. 

As future strategies, coupling the physical crowding property of fluid 
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could change many perspectives in cancer model engineering and could 
be used as a more relevant model for drug screening or cancer studies. 
But this model could also be improved by taking into account several 
other parameters to fully understand the effect of extracellular MMC on 
OCC: concentration, molecular weight of crowder, mix of crowders, 
viscosity, crowder type, their charge, and their polydispersity [68]. So 
far, several studies have shown the effects of intracellular MMC but the 
direct relationship between extracellular MMC and intracellular activ-
ities like metabolism, gene expression and, vesicle transports in OCC is 
still unclear. In this study, we propose that MMC could be used to 
develop more relevant 3D in vitro models for cancer study. Highly per-
formant microvasculature and microfluidic 3D in vitro model has already 
been developed [114]. Implementation of MMC in this model could help 
to understand the effect of MMC on cancer cells extravasation in an even 
more physiologically relevant model. Some studies showed the impact 
of MMC on collagen organization in hydrogels or on decellularized 
matrices for tissue-specific tailoring, and their subsequent effect on cell 
behaviors [56,60,65,115,116]. MMC and decellularized mesothelial 
matrix generated in crowded environments could be used as more 
relevant models for fundamental studies and drug screening assay 
integrating cancers cells behaviors on matrices and/or crowded envi-
ronments [47,62]. As MMC seems to have a more important role in 
tuning OCC behaviors and ECM, it gives rise to a wide range of future 
possibilities to investigate ovarian cancer including cancer model en-
gineering or drug screening. 

5. Conclusions 

The proposed study demonstrates that incorporating polymers of 
relevant macromolecular size and concentration into the extracellular 
liquid microenvironment could greatly influence OCC behaviors. We 
identified a differential role of MMC. While extracellular MMC nega-
tively affects non-adherent OCC adhesion and aggregation; extracellular 
MMC promotes adherent OCC migration by decreasing ECM deposition 
and reorganizing the actin cytoskeleton and nucleus. Altogether, MMC 
promotes the dissemination phenotype of OCC. Moreover, the higher the 
crowdedness is, the more important is the effect of MMC on OCC be-
haviors, with a more impactful effect on mesenchymal-like OCC. MMC 
was shown to be a simple way to design a relevant biomimetic model of 
ovarian cancer integrating a biophysical property of fluids. This model 
can easily be tailored as a theoretical study tool to analyze implantation 
and dissemination of OCC through crowded biological fluids. It can also 
be used for tissue-specific matrix design with the purpose of cancer 
model engineering and drug screening. 
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detection kit. We also thank Rémy Agniel and Lamia El Guermah for 
their help. Lastly, we thank the EA2526 LPPI unit (Laboratoire de 
Physicochimie des polymères et des interfaces, Cergy-Pontoise, France) 
for lending the Zetasizer. 

Appendix A. Supplementary data 

Supplementary data to this article can be found online at https://doi. 
org/10.1016/j.biomaterials.2020.120610. 

Fundings 

This work was funded by the Ligue contre le Cancer Oise (France) 
under the grant ID [2020-051] ERRMECE-Ligue contre le Cancer. 

Data availability 

The raw/processed data required to reproduce these findings can be 
shared by the author upon request. 

References 

[1] J. Leroy-Dudal, C. Demeilliers, O. Gallet, E. Pauthe, S. Dutoit, R. Agniel, 
P. Gauduchon, F. Carreiras, Transmigration of human ovarian adenocarcinoma 
cells through endothelial extracellular matrix involves αv integrins and the 
participation of MMP2, Int. J. Canc. 114 (2005) 531–543, https://doi.org/ 
10.1002/ijc.20778. 

[2] S. Kellouche, J. Fernandes, J. Leroy-Dudal, O. Gallet, S. Dutoit, L. Poulain, 
F. Carreiras, Initial formation of IGROV1 ovarian cancer multicellular aggregates 
involves vitronectin, Tumor Biol. 31 (2010) 129–139, https://doi.org/10.1007/ 
s13277-010-0017-9. 

[3] L. Carduner, J. Leroy-Dudal, C.R. Picot, O. Gallet, F. Carreiras, S. Kellouche, 
Ascites-induced shift along epithelial-mesenchymal spectrum in ovarian cancer 
cells: enhancement of their invasive behavior partly dependant on αv integrins, 
Clin. Exp. Metastasis 31 (2014) 675–688, https://doi.org/10.1007/s10585-014- 
9658-1. 

[4] R. Bascetin, L. Blay, S. Kellouche, F. Carreiras, C.R. Picot, M. Briand, R. Agniel, 
O. Gallet, C. Vendrely, J. Leroy-Dudal, Fibronectin amyloid-like aggregation 
alters its extracellular matrix incorporation and promotes a single and sparsed 
cell migration, Exp. Cell Res. 371 (2018) 104–121, https://doi.org/10.1016/j. 
yexcr.2018.07.047. 

[5] V. Prévost, K. David, P. Ferrandiz, O. Gallet, M. Hindié, Diffusions of sound 
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Etude de l’implantation péritonéale de sphéroïdes tumoraux ovariens dans un modèle in vitro de 
co-culture tridimensionnel en ascites. 

 
Les carcinomes ovariens ont un mauvais pronostic principalement en raison de la découverte tardive de la maladie 
et d’un taux élevé de récidive. Les cellules cancéreuses ovariennes se propagent dans la cavité abdominale, 
conduisant à des métastases péritonéales. De plus, au moins un tiers des patientes atteintes d’un Cancer épithélial 
de l’Ovaire (CO) présentent une accumulation de liquide inflammatoire, l’ascite, au moment du diagnostic et 
presque toutes ont de l’ascite au moment de la récidive. L’influence de l’ascite sur le développement des niches 
pré-métastatiques, et sur les mécanismes biologiques sous-jacents conduisant à l’implantation des cellules 
cancéreuses au mésothélium, reste mal comprise. 
L’objectif global du travail de thèse a été d’une part de déterminer l’influence de l’ascite sur l’intégrité du 
mésothélium et sur l’implantation des sphéroïdes tumoraux sur celui-ci, et d’autre part le développement d’un 
modèle de co-culture 3D sphéroïdes cancéreux/cellules mésothéliales en condition ascitique mimant ainsi les 
étapes précoces de la dissémination. 
Nous avons ainsi démontré que l’ascite, qui est un microenvironnement tumoral particulier, influence de nombreux 
comportements cellulaires. L’ascite favorise la formation et le compactage des sphéroïdes CO, permet la 
densification et la réorganisation des protéines de la matrice extracellulaire du mésothélium et c’est une source de 
fibrinogène et de fibrine. L’ascite provoque également une déstabilisation de l’intégrité du mésothélium avec une 
modification de l’organisation des jonctions cellulaires des cellules Met-5A ainsi qu’une désorganisation des 
contacts focaux. De plus, l’ascite induit une réorganisation du cytosquelette d’actine dépendant de l’activité de Rac1 
qui se traduit par l’apparition de « membrane ruffles ». Ces résultats suggèrent que l’ascite induit une rétraction des 
cellules mésothéliales ce qui pourrait faciliter l’invasion des cellules CO.  Pour mimer les premiers stades de 
l’implantation péritonéale du CO, nous avons développé un modèle tridimensionnel in vitro de co-culture de 
sphéroïdes CO et de cellules mésothéliales en présence d’ascite. La fibrine présente dans les ascites conduit à 
l’adhésion des sphéroïdes CO au mésothélium, et les ascites favorisent leur désagrégation et la clairance des 
cellules mésothéliales. Notre étude a aussi démontré l’implication des intégrines αV et α5β1 dans la désagrégation 
des sphéroïdes sur le fibrinogène, dans l’invasion de la fibrine par des sphéroïdes et sur la clairance du 
mésothélium. 
L’étude des relations entre les propriétés moléculaires des composants de l'ascite et l'implantation de cellules CO 
peut être essentielle pour une meilleure compréhension de la récurrence de cette maladie mortelle permettant la 
découverte de nouvelles cibles thérapeutiques. 

 

 

In vitro study of the peritoneal implantation of tumoral ovarian spheroids in a 3D co-culture 
model in ascites conditions. 

 
Ovarian carcinomas have a poor prognosis predominantly because of late diagnosis and high recurrence rate. 
Ovarian cancer cells spread widely throughout the abdominal cavity, leading to peritoneal metastasis. Moreover, at 
least one-third of patients with epithelial ovarian cancer (OC) accumulates an inflammatrory fluids, named ascites, 
at diagnosis and almost all have ascites at recurrence. The influence of ascites on the development of premetastatic 
niches, and on the underlying biological mechanisms leading to cancer cell implantation in the mesothelium, remain 
poorly understood. 
The overall objective of the thesis work was on the one hand to determine the influence of ascites on mesothelium 
integrity and on the implantation of tumor spheroids on the mesothelium. On the other hand, the development of a 
3D co-culture model of cancerous spheroids and mesothelial cells in ascites, mimicking the early stage of 
dissemination. 
We demonstrate that ascites, which is a unique tumor microenvironment, influences many cellular behaviors. 
Ascites promotes the formation and compaction of OC spheroids, allows densification and reorganization of the 
proteins of the extracellular matrix of the mesothelium, and is a source of fibrinogen and fibrin. Ascites also causes 
a destabilization of the integrity of the mesothelium with a modification of the organization of cell junctions in Met-
5A cells and a disruption of focal contacts. In addition, ascites induces a cytoskeletal reorganization of actin 
dependent on the activity of Rac1 which results in the appearance of "ruffles membrane". These results suggest 
that ascites induces retraction of mesothelial cells which may facilitate the invasion of OC cells. To mimic the early 
stages of peritoneal OC implantation, we have developed a three-dimensional in vitro model of co-culture of OC 
spheroids and mesothelial cells in the presence of ascites. Fibrin in ascites leads to the adhesion of OC spheroids 
to the mesothelium, and ascites promotes their disaggregation and the clearance of mesothelial cells. Our study 
also highlighted the involvement of αV and α5β1 integrins in spheroids disaggregation on fibrinogen, in spheroids 
invasion in fibrin and on the mesothelium clearance.  
Investigating the relationships between the molecular properties of ascites components and OC cell implantation 
cells may be essential for a better understanding of the recurrence of this fatal disease leading to the discovery of 
new therapeutic targets. 
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