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Abstract 

 

CCM (Cerebral Cavernous Malformations) lesions are formed by stacks of tortuous, dilated and 

hemorrhagic capillaries located in the brain. These brain capillaries are devoid of mural cells and are 

formed of a monolayer of weakly joined endothelial cells (EC). The loss of function mutation in one of 

the 3 ccm genes (ccm1, ccm2 and ccm3) is sufficient to induce the formation of CCM lesions in 

humans. 

In the different ccm mutant models, the ECs present defective tensional homeostasis characterized 

by a lack of coordination between the cell-matrix and cell-cell forces. This results in the formation of 

contractile actomyosin fibers anchored on numerous focal adhesions containing β1 integrin and in 

the loss of VE-cadherin-dependent intercellular junctions. The association of CCM1-3 proteins forms 

a molecular scaffold that controls downstream of RhoA the activity of ROCK1 and ROCK2 on the 

organization of the acto-myosin cytoskeleton. The CCM complex recruits ROCK2 at the VE-cadherin 

dependent junctions to promote a network of cortical actin stabilizing these intercellular junctions 

while at the same time, it inhibits the activity of ROCK1 to reduce the formation of ventral stress 

fibers and thus limit the adhesion of the EC to the extracellular matrix. It is known that the 

microenvironment in the lesion is reshaped in particular by immune cells that infiltrate it to trigger a 

chronic inflammatory response and promote the expansion of the lesion. It is also known that 

mutant ECs secrete metalloproteases and cytokines, that they overproduce ROS and that they 

undergo an endothelio-mesenchymal transition (endoMT). Finally, CCM lesions are mosaics of 

mutant and wild-type ECs recruited into the lesion over time. However, whether a link exists 

between all these phenomena conducive to the progression of the CCM lesion is not known and 

remains to be elucidated. 

My work during this PhD allowed me to propose a model that unifies all these cellular behaviors. 

Indeed, I have highlighted a premature aging of endothelial cells depleted in CCM2. I have shown 

that this senescence is associated with a secretory behavior SASP (Senescence Associated with a 

Secretory Phenotype) which gives the EC the ability to actively reshape its environment, in particular 

by degrading it locally, to invade it and attract by chemo-attraction wild EC and immune cells. The 

second major contribution of my work has been to show that this SASP is due to the dysregulation of 

the mechanics of the EC. Indeed, I have shown that the increase in intracellular contractility 

associated with the loss of balance between the activities of ROCK1 and ROCK2 is responsible for this 

SASP. Inhibiting myosin II or depleting ROCK1 or ROCK2 restores the expression of half of the genes 

dysregulated by the loss of CCM2, blocks the appearance of senescence markers as well as the 

invasive and chemo-attractive capacities of CCM2-depleted ECs. These results open the way to the 

identification of new therapeutic targets responsible for the appearance and expansion of CCM 

lesions. 
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Résumé 

 

Les lésions CCM (Cerebral Cavernous Malformations) sont formées d’un empilement de vaisseaux 

capillaires tortueux, dilatés et hémorragiques situés dans le cerveau. Ces capillaires cérébraux sont 

dépourvus de cellules murales et sont formés d’une monocouche de cellules endothéliales (CE) peu 

jointives. La mutation perte de fonction de l’un des 3 gènes ccm (ccm1, ccm2 et ccm3) est suffisante 

pour induire la formation de lésions CCM chez l’Homme.  

Dans les différents modèles mutants ccm, les CE présentent une homéostasie tensionnelle 

défectueuse caractérisée par un défaut de coordination entre les forces d’adhésions cellule-matrice 

et cellule-cellule. Ceci se traduit par la formation de fibres contractiles d’actomyosine ancrées sur de 

nombreuses adhérences focales à intégrine b1 et par la perte des jonctions intercellulaires 

dépendantes de VE-cadhérine. L’association des protéines CCM1-3 forme une plateforme 

moléculaire qui contrôle, en aval de RhoA, l’activité des kinases ROCK1 et ROCK2 sur l’organisation 

du cytosquelette d’actomyosine. Le complexe CCM recrute ROCK2 aux jonctions dépendantes de VE-

cadhérine pour promouvoir un réseau d’actine cortical stabilisateur de ces jonctions intercellulaires 

alors que dans le même temps, il inhibe l’activité de ROCK1 pour réduire la formation de fibres de 

stress ventrales et ainsi limiter l’adhésion de la CE à la matrice extracellulaire. Il est connu que le 

microenvironnement de la lésion est remodelé notamment par des cellules immunitaires qui 

s’infiltrent pour déclencher une réponse inflammatoire chronique et favoriser l’expansion de la 

lésion. Il est également connu que les CE mutantes sécrètent des métalloprotéases et des cytokines, 

qu’elles surproduisent des ROS et qu’elles subissent une transition endothélio-mésenchymateuse 

(endoMT). Enfin, les lésions CCM sont des mosaïques de CE mutantes et sauvages qui sont recrutées 

au cours du temps dans la lésion. Néanmoins, le lien qui existe entre tous ces phénomènes 

favorables à la progression de la lésion CCM est encore mal compris et reste à élucider. 

Les travaux que j’ai effectués au cours de cette thèse m’ont permis de proposer un modèle qui unifie 

l’ensemble de ces comportements cellulaires. En effet, j’ai mis en lumière le vieillissement prématuré 

des cellules endothéliales déplétées en CCM2. J’ai montré que cette sénescence est associée à un 

comportement sécrétoire SASP (Senescence Associated with a Secretory Phenotype) qui confère à la 

CE la capacité de remodeler activement son environnement notamment en le dégradant de manière 

localisée, de l’envahir et d’attirer par chimio-attraction des CE sauvages et des cellules immunitaires. 

Le second apport majeur de mon travail a été de montré que cette SASP est due aux dérèglements 

dans la mécanique de la CE. En effet, j’ai montré que l’augmentation de la contractilité intracellulaire 

associée à la perte de balance entre les activités de ROCK1 et ROCK2 est responsable de cette SASP. 

L’inhibition de la myosine II ou la déplétion préférentielle de ROCK1 ou de ROCK2, restaure 

l’expression de la moitié des gènes dérégulés par la perte de CCM2, bloque l’apparition des 

marqueurs de sénescence ainsi que les capacités invasives et chimio-attractantes des CE déplétées 

pour CCM2. Ces résultats ouvrent la voie vers l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques pour 

bloquer les mécanismes à l’origine de l’apparition et de l’expansion des lésions CCM.
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ADAMTS A Disintegrin And Metalloproteinase with 
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CCM Cerebral Cavernous Malformation 
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CDC42 Cell Division Control protein 42 

CDK  Cyclin-Dependant Kinase 

CDKI Cyclin-Dependant Kinase Inhibitor 

CE Cellule Endothéliale 

CEBPB CCAAT Enhancer Binding Protein Beta 

CHK2 Checkpoint Kinase 2 

CNS Central Nervous System 

CPI-17 Protein kinase C-potentiated phosphatase 

inhibitor of 17 kDa 

CRIK Citron Rho Interacting Kinase 

CSF Colony Stimulting Factor 

CTGF Connective Tissue Growth Factor 

CXCL C-X-C motif Chemokine Ligand 

CYR61 Cystein-rich angiogenic protein 61 

DDR DNA Damage Response 

DLL4 Delta-Like Ligand 4 

DOC1 Delated in Oral Cancer 1 

EC Endothelial Cell 

EEL  External Elastic Lamina 

EHT  Endothelial-to-Hematopoietic      Transition 

EMT Epithelial-to-Mesenchymal Transition 

EndoMT  Endothelial-to-Mesenchymal Transition 

eNOS endothelial NOS 

EPAS Endothelial PAS domain protein 

EPC Endothelial Progenitor Cell 

EPH Ephrine 

EPLN Epithelial Protein Lost in Neoplasm 

EPS8 Epidermal growth factor receptor kinase 

substrate 8-like protein  

ERM  Ezrin-Radixin-Moesin 

FAJ Focal Adherent Junction 

FAK Focal Adhesion Kinase 

FGF Fibroblast Growth Factor 

FN Fibronectine 

GAG Glycosaminoglycanes 
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GAP GTPase-Activating Protein 

GDI GDP Dissociation Inhibitor 

GDP Guanine Diphosphate 

GEF Guanosine nucleotide Exchange Factor 

GJ Gap Junction 

GM-CSF      Granula-cycle-Macrophage Colony      

Stimulating Factor 

GRO-A alias CXCL1 

GTP Guanine Triphosphate 

H2AX H2A variant histone 

HAT Histone Acétyltransférase 

HDGF Hepato-Derived Growth Factor 

HDMEC  Human Dermal Microvascular Endothelial Cell 

Hey Hairy/enhancer-of-split related with YRPW 

motif 

HIF  Hypoxia-Inducible Factor 

HMGA High Mobility Group protein HMGI-C 

HSC Hematopoietic Stem Cell 

HSPC Hematopoietic Stem and Progenitor Cell 

HSPG Héparane Sulfate Protéoglycane 

HUVEC Human Umbilical Vascular Endothelial Cell 

ICAM-1  Intercellular Adhesion Molecule 1 

ICAP-1 Integrin beta-1-binding protein 1 

Id1 Inhibitor of DNA binding 1 

IEL Internal Elastic Lamina 

IL Interleukine 

ILK  Integrin-Linked Kinase 

INM Inner Nuclear Membrane 

iPs Induced Pluripotent Stem cells 

IRM Imagerie par Résonnance Magnétique 

JAM Junctional Adhesion Molecule 

KD Knock-Down 

KLF Krüppel-Like Factor 

KO Knock-Out 

KRIT-1 Krev interaction Trapped 1 protein 

LAD Lamine Associated Domain 

LAJ  Linear Adherent Junction 

LEF Lymphoid Enhancer-binding Factor  

LIMK LIM domain Kinase 

LINC Linker of Nucleoskeleton and Cytoskeleton 

complex 

LOX Lysyl Oxydase 

LPS  Lipopolysaccharide 

MAPK  Mitogen-Activated Protein Kinase 

MCP-1 alias CCL2 

MDC1 Mediator of DNA Damage Checkpoint 1 

MDCK II Madin Darby kidney epithelial cells 

MDGI Mammary-Derived Growth Inhibitor 

MEC Matrice Extracellulaire 

MEF2 Myocyte-specific Enhancer Factor 2A 

MLC Myosin Light Chain 

MLCP Myosin Light Chain Phosphatase 

MMP Métalloprotéase 

mTOR Mechanistic Target Of Rapamycin Kinase 

NES Nuclear Export Signal 

NF1 Neurofibromin 1 

NK Natural Killer 

NLS Nuclear Localisation Sequence 

NO Nitric Oxyde  

NOS  Nitric Oxyde Synthase 

Nrf2 Nuclear factor erythroid 2-related factor 2 

NRP Neuropilin 

NVU Neurovascular Unit 
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ONM Outter Nuclear Membrane 

Pa Pascal  

PAI Plasminogen Activator Inhibitor 

PC Péricyte 

PDCD10  Programmed cell death 10 

PDGF Platelet-Derived Growth Factor 

PECAM  Platelet Endothelial Cell Adhesion Molecule 

PG Protéoglycane 

PH  Plekstrin Homology domain 

PI3K Phosphoinositide-3-kinase 

PIP2 Phosphatidylinositol-4,5-biphosphate 

PKC Protein Kinase C 

PKN  Protein Kinase N 

Plk-1  Polo-Like Kinase 1 

PML Promyelocytic leukemia protein 

PTB Phospho-Tyrosine Binding 

PTEN  Phosphatase And Tensin Homolog 

Rac1 Ras-related C3 botulinum toxic substrate 1 

RBD Rho Binding Domain 

RCPG Récepteur Couplé aux Protéines G 

RGD Arg-Gly-Asp containing peptide 

RhoA Ras homolog gene family  

RIPOR1  Rho family interacting cell polarization 

ROBO Roundabout Guidance Receptor 

ROCK Rho-associated protein kinase 

ROS Reactive Oxygen Species 

RTK Récepteur tyrosine kinase 

RTKN  Rhotekin 

S1P Sphingosine-1-phosphate  

SA-β-gal  Senescence-Associated β-Galactosidase 

SAHF Senescence-Associated Heterochromatin Foci 

SAPD Senescence-Associated with Protein 

Degradation 

SASP Senescence-Associated with Secretory 

Phenotype 

Sema Sémaphorine 

SGL  Sulfate Glycolipide 

SHARPIN  SHANK-associated RH domain interacting 

protein 

SMC  Smooth Muscle Cell 

SMS Senescence-Messaging Secretome 

SMURF-1 Smad Ubiquitin Regulatory Factor 1 

SPARC Secreted Protein, Acidic, cysteine-rich 

STRIPAK Striatin-interacting Phosphatase And Kinase 

complex 

SUN Sad/UNC-84 

TAM Tumor-Associated Macrophage 

TAZ  Transcriptionnal co-activator with PDZ-binding 

motif 

TEAD Transcriptional Enhancer factor TEF 

TERT Telomerase Reverse Transcriptase 

TES Testine 

TGF Transforming Growth Factor 

TIMPS Tissue Inhibitor of Metalloproteinase 

TJ Tight Junction 

TLR4 Toll-Like Receptor 4 

TNF Tumor Necrosis Factor 

TRPV Transient Receptor Potential Channel 

UNC5B Unc-5 Netrin Receptor B 

uPA  Urokinase -type plasminogen activator 

uPAR Urokinase receptor 

VASP Vasodilatator-stimulated phosphoprotein 

VCAM-1 Vascular Cell Adhesion protein 1 

VEGF Vascular Endothelial Growth Factor 
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VEGFR Vascular Endothelial Growth Factor Receptor 

VE-PTP Vascular Endothelial cell-specific 

Phosphotyrosine Phosphatase 

VHL Von Hippel-Lindau Tumor Suppressor 

VSMC Vascular Smooth Muscle Cell 

WASP  Wiskott-Aldrich Syndrome Protein 

WT Wild-Type 

YAP Yes-Associated Protein  

ZO Zonula Occludens
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Préface 
 

Les cellules endothéliales sont les cellules qui tapissent les vaisseaux sanguins. Elles contrôlent les 

échanges entre le compartiment sanguin et les tissus. Pour cela, elles forment une monocouche dont 

la perméabilité est régulée, en fonction des besoins des tissus, par les jonctions interendothéliales, 

riches en VE-cadhérines. Pour leur survie et pour assurer leur fonctionnement, les cellules 

endothéliales doivent établir une communication constante avec leur microenvironnement en vue de 

s’adapter aux contraintes environnementales. D’une part, les cellules sont équipées au niveau basal 

de nombreux récepteurs qui détectent les signaux provenant de la matrice extracellulaire (MEC) pour 

l’adaptation à ses propriétés physico-chimiques. D’autre part, les cellules endothéliales sont 

pourvues au niveau luminal de nombreux récepteurs mécanosensibles pour l’adaptation aux forces 

générées par le flux sanguin. En réponse à ces forces, un dialogue s’établit entre les jonctions 

intercellulaires et les jonctions avec la MEC pour assurer l’intégrité de la monocouche.  

De nombreuses pathologies cardio-vasculaires sont associées à un défaut d’adaptation des cellules 

endothéliales à ces signaux environnementaux. Cette thèse a été consacrée à l’étude des 

mécanismes endothéliaux dérégulés dans une pathologie vasculaire cérébrale, la pathologie CCM 

(Cerebral Cavernous Malformation). La perte de fonction de trois protéines CCM1-3 est responsable 

de la forme génétique de cette pathologie. La forme liée à CCM3 est acquise de manière précoce dès 

l’enfance et les formes liées à CCM1 et 2 plus tardivement en milieu de vie. Cette pathologie est 

caractérisée par la présence au niveau du système nerveux central de lésions pouvant atteindre 

quelques centimètres et correspondants à un empilement de capillaires dilatés, malformés et 

hémorragiques. Ces lésions sont des chimères composées de cellules endothéliales mutantes qui 

invitent, par chimio-attraction, des cellules endothéliales sauvages à s’incorporer dans les lésions 

CCM pour promouvoir leur croissance.  

Les cellules endothéliales mutées pour les protéines CCM présentent une altération de leur 

homéostasie tensionnelle consécutive à l’hypercontractilité de leur cytosquelette d’actine. Cette 

augmentation de la tension intracellulaire conduit à une perte d’étanchéité des jonctions 

intercellulaires ainsi qu’au remodelage anormal de la MEC. Au-delà de leurs défauts architecturaux, 

ces cellules perdent leur fonction endothéliale par le biais d’une transition endothélio-

mésenchymateuse (endoMT) qui se traduit par l’expression de marqueurs mésenchymateux et par le 

gain de nombreuses fonctions cellulaires. 

A travers ces travaux, j’ai décrit de manière inédite qu’en raison de leurs défauts mécaniques, les 

cellules déficientes pour la protéine CCM2 entrent dans une sénescence prématurée associée à un 

phénotype sécrétoire : le SASP (senescence-associated with secretory phenotype). Cette découverte 

m’a permis de proposer un modèle unifié qui intègre l’ensemble des défauts cellulaires et 

moléculaires déjà décrits dans la pathologie CCM. 

Dans la première partie de ce manuscrit, j’exposerai les processus cellulaires et moléculaires sur 

lesquels mon travail s’est appuyé, et qui font appel à des connaissances très diverses depuis 

l’angiogènese, l’établissement de l’identité endothéliale, en passant par le microenvironnement et la 

mécanique cellulaire pour finir par le SASP.  
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Chapitre I Le système vasculaire 

1. Mise en place du réseau vasculaire 

Le réseau cardio-vasculaire est le premier organe formé dans l’embryon puisqu’il est nécessaire au 

transport des cellules sanguines pour l’apport de l’oxygène et des nutriments indispensables pour la 

survie de l’ensemble des organes. La mécanistique et les comportements cellulaires responsables de 

la mise en place du réseau vasculaire sont largement décrits dans la littérature.  

1.1. La vasculogenèse  

Le développement du système vasculaire commence dès la fin de la gastrulation, en parallèle de la 

formation des somites chez l’embryon. La vasculogenèse permet la formation d’un plexus vasculaire 

primitif à partir de cellules progénitrices issues du feuillet mésodermique. Les cellules 

mésodermiques migrent et se différencient en cellules hémangioblastes. Ces hémangioblastes sont 

les précurseurs communs des cellules hématopoïétiques (précurseurs des cellules sanguines) et des 

angioblastes (précurseurs des cellules endothéliales) qui forment les premiers îlots sanguins (Figure 

1A et 1B). La fusion de l’ensemble de ces îlots permet de former le réseau vasculaire primaire de 

l’embryon. La plupart des organes en cours de développement contiennent leur propre réserve 

d’angioblastes pour permettre la néo-vascularisation de leurs tissus (Coultas L et al., 2005 ; Patel-

Hett S & d’Amore PA, 2011).  

 

Figure 1 : Origine et comportements cellulaires au cours de la vasculogenèse  (A) Origine commune des cellules vasculaires 

et hématopoïétiques. Les cellules du mésoderme donnent naissance aux angioblastes et aux cellules souches 

hématopoïétiques (HSC). Les angioblastes sont à l’origine des cellules endothéliales tandis que les cellules souches 

hématopoïétiques (HSC) sont à l’origine des cellules sanguines. Néanmoins, l’hémangioblaste est défini comme un potentiel 

précurseur commun aux cellules endothéliales et hématopoïétiques. D’après Bautch VL et al., 2011. (B) La formation des 

îlots sanguins au cours de la vasculogenèse. Les cellules du mésoderme donnent naissance aux hémangioblastes qui migrent 

et se rassemblent pour former le futur îlot sanguin (a-b). L’îlot est constitué d’une population de cellules souches 
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hématopoïétiques entourées par une autre population cellulaire d’angioblastes (c).  Les angioblastes se différencient en 

cellules endothéliales et forment une monocouche endothéliale qui entoure les cellules hématopoïétiques (d). D’après Patel-

Hett S et D’Amore PA., 2011. 

1.2. L’angiogenèse 

Au cours du développement de l’embryon, l’angiogenèse permet d’étendre le plexus vasculaire 

primaire pour générer un premier réseau vasculaire. Il existe 2 types d’angiogenèse : l’angiogenèse 

par intussusception et l’angiogenèse par bourgeonnement. 

1.2.1. L’angiogenèse par intussusception 

L’angiogenèse par intussusception permet d’étendre le réseau vasculaire par la subdivision d’un 

vaisseau sanguin préexistant. L’invagination des cellules endothéliales dans la lumière permet de 

former un pilier intraluminal pour une division longitudinale du vaisseau primitif (Figure 2A et 2B). 

 

Figure 2 :  L’angiogenèse par intussusception. (A) Représentation schématique de l’invagination des cellules 

endothéliales dans la lumière d’un vaisseau sanguin prééxistant pour donner naissance à deux vaisseaux. D’après 

Carmeliet P et Jain RK, 2011. (B) Représentation schématique de la formation d’un pilier luminal pendant l’angiogenèse 

par intussusception D’après Makanya AN et al., 2009. 

1.2.2. L’angiogenèse par bourgeonnement : un processus multi-étapes 

L’angiogenèse par bourgeonnement est un processus qui se déroule en plusieurs étapes. Dans un 

premier temps, une forte concentration de facteur de croissance déclenche la formation d’un 

bourgeon angiogénique à partir d’un vaisseau sanguin préexistant (Figure 3A). La formation de ce 

bourgeon est initiée par la sélection d’une cellule de front unique (ou cellule leader) qui forme de 

nombreux filopodes pour "scanner" son environnement et acquérir la capacité de migrer par 

chimiotactisme (Kurz H et al., 1996 ; Gerhardt H et al., 2003) (Figure 3B). Cette cellule de front garde 

le contact avec les cellules endothéliales adjacentes qui deviennent les cellules de soutien du 

bourgeon. Les cellules de soutien sont dotées d’une forte capacité de prolifération. La coordination 

entre la migration de la cellule de front et la prolifération des cellules de soutien à l’arrière permet 

l’élongation du bourgeon angiogénique (Figure 3C). La formation et l’expansion du lumen permet de 

connecter l’espace luminal du bourgeon angiogénique au vaisseau parent préexistant. Enfin, la 

dernière étape de l’angiogenèse par bourgeonnement est l’anastomose pour connecter le bourgeon 

à un autre vaisseau et former un réseau (Betz C et al., 2016) (Figure 3D). 
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Figure 3 : Les principales étapes de l’angiogenèse par bourgeonnement. Représentation schématique des principales 

étapes de l’angiogenèse par bourgeonnement : (A) Une forte concentration de facteurs pro-angiogéniques permet de 

sélectionner une cellule de front à l’origine du bourgeon angiogénique ; (B) Les cellules de soutien adjacentes à la cellule de 

front, prolifèrent pour assurer l’élongation du bourgeon angiogénique ; (C) La rencontre de deux cellules de front déclenche 

l’anastomose pour fusionner les deux bourgeons et générer un nouveau vaisseau sanguin (D). D’après Treps L et Gavard J, 

2015. 

1.2.2.1. Comportements cellulaires et voies de signalisation au cours de l’angiogenèse 

L’angiogenèse par bourgeonnement est stimulée par un environnement ischémique qui permet à la 

cellule endothéliale de surexprimer de nombreux gènes pro-angiogéniques grâce au facteur de 

transcription HIF (Hypoxia-Inducible Factor). Ce facteur est composé de 2 sous-unités HIF-α et HIF-β. 

Alors qu’en normoxie, la sous unité alpha est dégradée dans la cellule, l’hypoxie favorise son hétéro-

dimérisation avec HIF-β (Salceda S et Caro J, 1997 ; Peet D et Linke S, 2006). Le complexe HIF-α/HIF-β 

lie l’ADN pour stimuler l’expression de facteurs pro-angiogéniques comme le VEGF (Vascular 

endothelial growth factor), ANG1 (Angiopoietin-1), ANG2 et le PDGF (Platelet-derived growth factor) 

(Kelly BD et al., 2003). 

L’ensemble de ces facteurs, présents dans le microenvironnement, activent des voies de signalisation 

dans la cellule endothéliale pour orchestrer et assurer les différentes étapes de l’angiogenèse.   

1.2.2.2. Sélection de la cellule de front : La voie Delta/Notch et la voie VEGF 

La sélection de la cellule de front nécessite l’activation de la voie de signalisation Delta-Notch et de la 

voie VEGF (Hellström M et al., 2007). C’est grâce au récepteur VEGFR2 (Vascular endothelial growth 

factor Receptor alias FLK1) qu’une cellule endothéliale est capable de percevoir un gradient de VEGF-

A, soluble ou matriciel, assez conséquent pour stimuler la formation d’un bourgeon (Ruhrberg C et 

al., 2002). Le VEGF-C est un autre facteur clef pour la progression du bourgeon angiogénique qui se 

lie au récepteur VEGFR3 (Tammela T et al., 2008).  

L’activation de la voie VEGF déclenche une surexpression de DLL4 (Delta-like ligand 4) dans la cellule 

de front qui acquiert alors des capacités migratoires et projette de nombreux filopodes. Le ligand 

DLL4 est sécrété et se lie au récepteur Notch1 des cellules adjacentes. L’activation de la voie Notch, 

dans les cellules de soutien, diminue l’expression des récepteurs VEGFR2 et VEGFR3, augmente 

l’expression du récepteur VEGFR1 et désensibilise les cellules au gradient de VEGF-A (Suchting S et 

al., 2007).  En effet, le récepteur VEGFR1 lie le VEGF-A pour le séquestrer et entrer ainsi en 

compétition avec le récepteur VEGFR2 (Figure 4). Cette inhibition latérale de la cellule de front sur les 

cellules adjacentes empêche une extension anarchique du bourgeon avec l’émergence de plusieurs 

cellules leaders. D’autres facteurs moléculaires inclus dans le microenvironnement peuvent favoriser 

la sélection et la différenciation d’une cellule de front. C’est le cas de la cytokine inflammatoire TNF-α 
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(Tumor necrosis factor) qui inhibe l’expression de DLL4 pour favoriser la détermination d’une cellule 

de front (Sainson RCA et al., 2008). De la même manière, l’interleukine-8 (IL-8) et la sphingosine-1-

phosphate (S1P) déclenche une morphologie de type cellule de front avec la formation de nombreux 

lamellipodes (Lai Y et al, 2011 ; De Smet F et al., 2009). En plus de leur comportement cellulaire et de 

leur rôle dans la croissance du bourgeon angiogénique, la cellule de front et la cellule de soutien 

peuvent se distinguer par un ensemble de gènes et marqueurs exprimés spécifiquement à leur 

surface (Figure 4). 

Néanmoins, la détermination de la cellule de front est réversible au cours de l’angiogenèse, des 

cellules de soutien peuvent devenir leader et inversement (Jakobsson L et al., 2010). Généralement, 

les cellules qui sont assez éloignées de la cellule de front sont rendues insensibles à l’inhibition 

latérale dépendant de l’activation de la voie Notch. Ainsi une cellule de soutien peut prendre la place 

de la cellule leader (Bentley K et al., 2008).  Cette réversion peut être dépendante de la présence de 

certains facteurs de croissance dans le microenvironnement. Par exemple, le VEGF-C se lie au 

récepteur VEGFR3 pour activer la voie Notch d’une cellule de front et induire sa conversion en cellule 

de soutien (Tammela T et al., 2011) 

 

 

Figure 4 : Dialogue des voies VEGF et Delta/Notch pour la sélection de la cellule de front. Représentation schématique de 

la boucle de régulation Delta/Notch et VEGF entre la cellule de front et la cellule de soutien au sein du bourgeon 

angiogénique. Liste de gènes et marqueurs cellulaires exprimés spécifiquement par les cellules de front et les cellules de 

soutien. Adapté de Treps L et Gavard J, 2015. 

1.2.2.3. Extension, guidance et anastomose du bourgeon angiogénique 

Dans cet environnement pro-angiogénique, la cellule endothéliale dégrade la lame basale qui 

l’entoure grâce à la sécrétion de nombreuses protéases (notamment les métalloprotéases : MMP2, 

MM3, MMP9). Pour favoriser la migration, l’expression de VEGF augmente la perméabilité de la 
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monocouche endothéliale, ce qui permet à une grande quantité de protéines plasmiques d’être 

déversées pour former une matrice de substitution utilisée par la cellule de front (Jain RK, 2003). 

L’extension des lamellipodes et filopodes par la cellule de front favorise sa migration et le guidage du 

bourgeon angiogénique (De Smet F et al., 2009). La source de VEGF reçue par la cellule de front 

induit une internalisation de la VE-cadhérine qui déstabilise les jonctions intercellulaires et favorise la 

migration de la cellule. A l’inverse, l’activation de la voie Notch dans les cellules de soutien à l’arrière, 

inhibe la formation des filopodes et augmente l’adhésion cellulaire pour sauvegarder une migration 

collective (Bentley K et al.,2014).  

La cellule de front exprime de nombreux récepteurs qui permettront de guider sa migration. Des 

récepteurs permettent un guidage par chimio-attraction comme les récepteurs d’éphrines (EPH), le 

récepteur ROBO4 qui lie le ligand Slit et le récepteur UNC5B qui lie les ligands de type nétrine 

(Carmeliet P et Jain RK, 2011). La cellule de front exprime aussi le récepteur PLEXIND-1 qui, en 

association avec ses co-récepteurs neuropiline (NRPs), lie les sémaphorines pour une action anti-

angiogénique. En effet, la plupart des sémaphorines induisent la répulsion de la migration de la 

cellule de front (Sakurai A et al., 2012). 

Grâce à la prolifération des cellules de soutien et au guidage de la cellule de front, le bourgeon 

angiogénique s’étend. Le processus d’anastomose permet de connecter deux cellules de front qui se 

rencontrent. Ensuite, la formation de jonctions intercellulaires stables, par l’expression de VE-

cadhérine et de claudine 5, permet de rétablir la polarisation de la cellule endothéliale et stabiliser la 

monocouche néoformée (Lenard A et al., 2013). 

1.2.2.4. Stabilisation et maturation des vaisseaux sanguins 

Le recrutement des cellules murales et la production de MEC, pour rétablir la barrière endothéliale, 

permet la stabilisation et la maturation des vaisseaux néoformés. Il existe plusieurs voies de 

signalisation impliquées dans ce processus.  

a) En réponse au VEGF, les cellules endothéliales sécrètent du PDGF (Platelet Derived Growth Factor), 

ce ligand se lie au récepteur PDGFR-β exprimé par les cellules murales. L’activation de cette voie 

stimule leur prolifération et leur migration pour assurer leur recrutement autour des cellules 

endothéliales (Hellström M et al., 2001). 

b) Le TGF-β est un facteur de croissance qui favorise la production de la MEC autour des vaisseaux 

sanguins et induit la maturation de cellule mésenchymateuse en cellules murales (Chambers RC et 

al., 2003). Néanmoins, le TGF-β présente une action contextuelle sur la maturation vasculaire. Ce 

facteur est capable d’activer la voie pro-angiogénique TGF-β1-ALK1-Endoglin. L’activation de cette 

voie induit l’expression de Id1 (Inhibitor of DNA binding 1) qui favorise la prolifération et la migration 

des cellules endothéliales. A l’opposé, l’activation de la voie TGF-β1-ALK5 induit l’expression de PAI1 

(Plasminogen Activator Inhibitor 1) qui favorise la maturation des vaisseaux car il empêche la 

dégradation de la MEC (Pepper MS et al.,1997).  

c) L’angiopoïétine 1 (ANG1) est sécrétée par les cellules murales, tandis que l’angiopoïétine 2 (ANG2) 

provient des cellules endothéliales (Loughna S et al., 2001). Les ligands ANG1 et ANG2 se lient au 

récepteur TIE2. L’activation de la voie ANG1-TIE2 s’oppose aux actions du VEGF sur l’internalisation 

de la VE-cadhérine, ce qui renforce les jonctions intercellulaires pour rétablir la barrière endothéliale 

(Gavard J et al., 2008). L’action pro- ou anti-angiogénique de ANG2 dépend de la présence du VEGF. 
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En absence de VEGF, le ligand ANG2 agit comme un antagoniste de ANG1 : il déstabilise les vaisseaux 

et déclenche une régression vasculaire. A l’opposé, en présence de VEGF, le ligand ANG2 facilite le 

bourgeonnement angiogénique (Yancopoulos GD et al., 2000).  

À tout moment, sous l’influence du microenvironnement, le réseau vasculaire est remodelé pour 

s’adapter à la demande des tissus et optimiser le flux sanguin. Pour ce faire, certains vaisseaux 

peuvent être éliminés par rétraction ("pruning") ou apoptose (Korn C and Augustin HG, 2015). 

1.2.3. L’angiogenèse tumorale 

A l’âge adulte, la plupart des cellules endothéliales sont dans un état quiescent. Néanmoins, elles 

restent sensibles aux stimuli hypoxiques et pro-angiogéniques nécessaires, notamment, à la 

cicatrisation des tissus. Cette plasticité endothéliale et les mécanismes d’angiogenèse qui en 

découlent sont exploités dans de nombreuses pathologies, notamment dans la croissance tumorale. 

La formation d’un réseau vasculaire permet d’apporter les nutriments nécessaires à la croissance de 

la tumeur et de favoriser la dissémination des métastases. La vascularisation tumorale s’établie grâce 

à l’angiogenèse par intussusception, l’angiogenèse par bourgeonnement ou bien par néo-

vasculogenèse grâce au recrutement de cellules progénitrices (Zuazo-Gaztelu I et Casanovas O, 

2018). 

1.2.3.1. Le stroma tumoral pro-angiogénique  

Plusieurs caractéristiques de l’environnement tumoral représentent des stimuli potentiellement 

favorables au déclenchement de l’angiogenèse à partir de vaisseaux préexistants. La prolifération 

exacerbée des cellules tumorales augmente la pression interstitielle, ce qui favorise un 

environnement hypoxique et stimule l’angiogenèse. De plus, les cellules tumorales sont capables de 

sécréter de nombreux facteurs de croissance pour attirer différents types cellulaires dans le stroma 

tumoral : les CAFs (Cancer-Associated Fibroblasts) et les TAMs (Tumor-Associated Macrophages). 

Pour recruter les TAMs au sein du stroma, les cellules tumorales sécrètent des facteurs chimio-

attractants tel que : le GM-CSF (Granula-cycle-macrophage colony stimulating factor) ainsi que les 

interleukines -3 et -6. Une fois sur place, les TAMs sécrètent des facteurs pro-angiogéniques VEGF-A, 

bFGF (basic fibroblast growth factor) et MMP-9 pour soutenir la progression tumorale. La sécrétion 

de MMP-9 permet de dégrader la MEC et de libérer le VEGF-A matriciel (Riabov V et al., 2014). 

Les fibroblastes sont responsables de la sécrétion des protéines matricielles des tissus. Les CAFs sont 

des fibroblastes résidants, ou des cellules mésenchymateuses recrutées, dont le comportement est 

modulé par les cellules tumorales. Ils sont capables de sécréter du VEGF, du TGF-β et du PDGFB pour 

stimuler l’angiogenèse de vaisseaux voisins mais sont aussi capables de recruter des cellules 

endothéliales progénitrices (EPCs) pour déclencher une néo-vasculogenèse tumorale. Les CAFs sont 

capable de remodeler la MEC autour de la tumeur par la sécrétion de nombreuses protéases pour 

libérer les facteurs pro-angiogéniques séquestrés dans la matrice (Wang FT et al., 2019). De plus, la 

sécrétion de protéases rend la matrice plus permissive et favorise la migration du bourgeon 

angiogénique. La présence des CAFs dans le stroma tumoral, favorise la rigidification de la MEC par 

un dépôt accru de collagène de type I (Ottaviano AJ et al., 2006) organisé en fibres linéaires qui 

favorisent la migration des cellules tumorales (Goetz JG et al., 2011). 

1.2.3.2. Aspect chaotique des vaisseaux tumoraux  

L’angiogenèse tumorale est une angiogenèse chaotique qui forme des vaisseaux très perméables, 

tortueux, dilatés et perfusés d’un flux sanguin inconstant (Carmeliet P et Jain RK, 2000) (Figure 5). Les 
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vaisseaux tumoraux présentent un défaut de maturation par l’absence de péricytes et de cellules 

musculaires lisses (VSMC) qui recouvrent, en temps normal, la monocouche endothéliale et assurent 

l’étanchéité des vaisseaux. De plus, l’altération des jonctions intercellulaires, riches en VE-cadhérine, 

augmente la fenestration entre les cellules endothéliales et rend les vaisseaux tumoraux 

hyperperméables. Le démantèlement des jonctions est médié par la sécrétion de nombreux facteurs 

pro-angiogéniques par les cellules tumorales tels que : le TGF-β, l’interleukine 8 (IL-8), le HDGF 

(hepato-derived growth factor) et la sémaphorine 3A (Sema3A) (Thirant C et al., 2012 ; Le Guelte A et 

al., 2012 ; Azzi S et Gavard J, 2014).  

 

 

Figure 5 : Morphologie des vaisseaux tumoraux. En comparaison à une vascularisation normale, les vaisseaux tumoraux 

sont tortueux et dilatés. De plus, le flux sanguin y est perturbé. D’après Treps L et Gavard J, 2015. 

2. Organisation et spécification du réseau vasculaire  

Le système vasculaire est un réseau fermé et hiérarchiquement organisé. Il est composé d’artères, 

d’artérioles, de capillaires, de veinules et de veines. Les vaisseaux sanguins sont anatomiquement 

adaptés pour assurer l’équilibre du flux sanguin nécessaire à la distribution de l’oxygène et des 

nutriments à travers le corps. En fonction de leur positionnement par rapport au cœur, les vaisseaux 

sanguins sont hiérarchisés et histologiquement différents pour s’adapter à leur environnement.  

2.1. Anatomie et histologie des vaisseaux  

Les artères partent du cœur et reçoivent le sang avec la pression la plus forte. C’est pour cela qu’elles 

sont munies de la paroi vasculaire la plus épaisse. Pour résister à cette pression dite pulsatile, les 

artères sont aussi très élastiques. En coupe transversale, elles sont segmentées en 3 couches (Figure 

6A)  

- La couche adventice est constituée d’un tissu conjonctif riche en fibroblastes suivit d’une lame de 

fibres élastiques externe (External Elastic Lamina : EEL).  

- La couche media est enrichie en cellules musculaires lisses vasculaire (SMC : smooth muscle cells 

ou VSMC) suivit d’une lame de fibres élastiques interne (Internal Elastic Lamina : IEL). 

- La couche intima contient une monocouche de cellules endothéliales. Elles compartimentent les 

cellules sanguines du reste du corps. Ces cellules endothéliales reposent sur une lame basale.  
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Le sang passe ensuite dans les artérioles, d’un calibre inférieur à 100µm. Elles sont constituées d’une 

couche adventice plus fine et même parfois absente. Les artérioles délivrent le sang dans les 

capillaires : les vaisseaux les plus fins du réseau. Ils sont constitués d’une monocouche de cellules 

endothéliales entourées par les cellules murales : les péricytes (Figure 6B). Les capillaires font le lien 

entre les artérioles, contenant un sang riche en oxygène, et les veinules où est déversé le sang riche 

en CO2.  

Les veinules sont constituées d’une couche média plus fine contenant moins de cellules musculaires 

lisses. Le tonus vasculaire y est plus faible en comparaison des artérioles. Les veinules font remonter 

le sang jusqu’au cœur par cycles de vasoconstrictions. Pour limiter le reflux sanguin, les veines et 

veinules sont équipées de valves (Jain RK, 2003 ; Clever O et Douglas AM, 2003). 

 

Figure 6 : Anatomie et composition histologique des vaisseaux sanguins. (A) Représentation schématique de la 

composition histologique des artères et des veines. Représentation des couches adventice, media et intima qui composent 

les veines et les artères. D’après Clever O& Douglas AM, 2003. (B) Représentation schématique de la composition 

histologique des artérioles, veinules et capillaires sanguins. D’après Jain RK, 2003. 

2.2. Hétérogénéité de l’endothélium  

L’endothélium est une monocouche de cellules endothéliales. Il tapisse l’ensemble des vaisseaux 

sanguins. Sa fonction majeure est d’assurer la perméabilité de la paroi vasculaire. Pour cela, 

l’endothélium se modifie en fonction du vaisseau sanguin qu’il recouvre : artère, veine ou capillaire. 

Bien qu’une homogénéité de l’endothélium soit observée dans les premiers vaisseaux sanguins 

(Drake CJ et al., 2000), des marqueurs artériels et veineux sont exprimés à des temps précoces au 

cours de l’embryogenèse (Lawson ND et al., 2001). Aussi, une spécification fonctionnelle des 

endothéliums est assurée pour répondre aux besoins spécifiques des tissus irrigués. En effet, 
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l’hétérogénéité des lits capillaires est le résultat d’un ensemble de signaux du microenvironnement 

réceptionnés par les cellules endothéliales (Jain RK et al., 2003).  

2.2.1. Différenciation artérioveineuse de l’endothélium 

Des distinctions morphologiques sont observées entre les endothéliums artériels et veineux. Les 

cellules endothéliales s’alignent au flux sanguin artériel et présentent de nombreuses jonctions 

intercellulaires pour résister à la pression artérielle. A l’inverse, les cellules endothéliales, présentes 

dans les veines, ont une forme pavimenteuse et ne s’alignent pas au flux (William C. Aird, 2006). Les 

cellules endothéliales artérielles et veineuses expriment des gènes spécifiques pour assurer leur 

différenciation (Garlanda C et Dejana E, 1997 ; Corada M et al., 2014). La mise en place d’un 

programme d’expression génique artériel est dépendante de la voie de signalisation Notch. En effet, 

l’expression de Hedgehog induit l’expression de VEGF-A qui se lie au récepteur VEGFR2 et son co-

récepteur neuropilin-1 (Nrp1) sur la cellule endothéliale. Cette liaison active la voie Notch pour 

stimuler l’expression de l’Ephrine B2 et inhiber l’ephrine B4 (Lanner F et al., 2007). En effet, les 

cellules endothéliales artérielles expriment préférentiellement les gènes : ephrine B2, Notch1 et 4, 

Dll4, Alk1 (activin-receptor-like kinase 1), EPAS1 (endothelial PAS domain protein), Hey1, Hey2, Nrp1, 

Depp, Hes, Sox17, CXCR4, Cx40 et Cx37 alors que les cellules endothéliales veineuses expriment 

préférentiellement les gènes ephrine B4, Nrp2, COUP-TFII, Flt4 et l’endomucin (William C. Aird, 

2006 ; Corada M et al., 2014).   L’expression de la β-caténine est aussi responsable de l’activation de 

la voie Notch par l’augmentation de l’expression de DLL4 pour activer l’expression de gènes pro-

artériels (Yamamizu K et al., 2010). A l’inverse, l’inhibition de la voie Notch induit une transition 

d’identité artérioveineuse.  

2.2.2. Différenciation des endothéliums en fonction des tissus 

En fonction du tissu vascularisé, les cellules endothéliales expriment des antigènes spécifiques à leur 

surface (Garlanda C et Dejana E, 1997). Elles génèrent différents types d’endothélium en fonction des 

besoins de l’organe irrigué. Dans les artères et les veines, les cellules endothéliales sont fortement 

jointives avec de nombreuses jonctions serrées et jonctions adhérentes. L’endothélium est décrit 

comme "continu" (Figure 7a). Ce type d’endothélium est retrouvé dans les capillaires qui irriguent les 

poumons, la peau, les muscles squelettiques et le cerveau. Des "fenestrations" plus ou moins 

importantes peuvent être générées entre les cellules endothéliales pour faciliter les échanges entre 

le milieu vasculaire et le tissu (Figure 7b). On retrouve un endothélium de type "fenestré" au niveau 

des capillaires impliqués dans l’irrigation des glandes endocrines et exocrines ainsi que l’intestin et 

les reins qui ont un plus grand besoin d’échange avec le milieu vasculaire. Enfin, un troisième type 

d’endothélium "discontinu" est retrouvé au niveau des lits capillaires hépatiques et de la moelle 

épinière. L’endothélium "discontinu" est caractérisé par de larges fenestrations avec une lame basale 

discontinue et parfois absente (Williams C. Aird, 2007 ; Cleaver O. et Douglas AM, 2003) (Figure 7c).  
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Figure 7 : Spécifications des endothéliums en fonction des organes irrigués. Représentation schématique des différences 

morphologiques des endothéliums en fonction de la localisation des lits capillaires. (a) Les endothéliums "continus" 

présentent de fortes jonctions intercellulaires pour limiter les échanges avec les tissus. (b) Les endothéliums 

"fenestrés"  présentent une altération des jonctions intercellulaires pour générer des espaces entre les cellules endothéliales 

et augmenter les échanges avec le tissu. La lame basale reste présente.  (c) Les endothéliums "discontinus" présentent de 

larges espaces entre les cellules endothéliales avec une discontinuité de la lame basale. D’après Cleaver O. et Melton D ., 

2003. 

3. Les transitions identitaires de la cellule endothéliale  

Une fois spécifiées, les cellules endothéliales sont stabilisées pour assurer leurs fonctions dans les 

vaisseaux. Cependant, les cellules endothéliales sont dotées d’une remarquable plasticité identitaire 

pour assurer la survie et les besoins des tissus. Des transitions identitaires de cellules endothéliales 

sont observables dans l’embryon mais aussi dans les tissus adultes physiologiques et pathologiques. 

3.1. La transition endothélio-hématopoïétique (EHT) et les cellules endothéliales progénitrices (EPC) 

Au cours du développement de l’embryon, une partie des cellules endothéliales se spécifient pour 

former un endothélium hémogénique. Les cellules qui y résident peuvent subir une transition 

endothélio-hématopoïétique (EHT). Cette transition permet, à partir de cellules endothéliales, de 

générer des cellules souche hématopoïétiques (HSPCs : Hematopoietic stem and progenitor cells) à 

l’origine des cellules hématopoïétiques (Bertrand JY et al., 2010). Cette transition nécessite 

l’expression du facteur RUNX1 (Chen MJ et al., 2009) dont l’expression est inhibée par le facteur 

HOXA3 dans les cellules endothéliales (Iacovino M et al., 2010 ; Dejana E et al., 2016) (Figure 8). 

Après la naissance, une classe de progéniteurs vasculaires perdure dans les tissus adultes : ce sont les 

EPCs (Endothelial Progenitor Cells ou bone marrow-derived endothelial cells). Ces cellules circulent 

dans le sang et sont impliquées dans la néovascularisation de tissus ischémiques (Asahara et al., 

1997). Elles sont capables de sauvegarder l’homéostasie vasculaire et de stimuler la réparation des 

tissus.  Pour ce faire, elles favorisent les capacités migratoires et prolifératives des cellules 

endothéliales résidentes ou s’incorporent dans le tissu endothélial (Asahara T et al., 1999 ; Tepper 

OM et al., 2005). 
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Figure 8 : La transition endothelio-hématopoïétique (EHT).  L’endothélium hémogénique est capable de subir une transition 

endothélio-hématopoïétique (EHT). Cette transition permet de produire des cellules souches hématopoïétiques pour assurer 

le renouvellement des cellules sanguines. D’après Dejana E et al., 2017. 

3.2. La transition endothélio-mésenchymateuse (EndoMT) 

Au cours du développement, les cellules endothéliales peuvent subir une transition endothélio-

mésenchymateuse (EndoMT). C’est une transition identitaire qui met en place un programme 

d’expression génique bien défini pour déstabiliser l’identité endothéliale. Les cellules endothéliales 

acquièrent des caractéristiques mésenchymateuses tels que : une modification des jonctions 

intercellulaires, une morphologie allongée et une augmentation des capacités migratoires (Figure 9).  

Cette transition est stimulée par les voies de signalisations TGF-β, BMP (Bone Morphogenetic 

Protein), Notch et Wnt/β-caténine au cours du développement (Platel V et al., 2019). Elle est 

nécessaire à la formation des valves cardiaques ainsi que pour la production des fibroblastes 

cardiaques et des cellules musculaires lisses (Amstrong EJ et Bishoff J, 2004 ; Kovacic JC et al., 2012). 

Chez l’adulte, cette transition identitaire est utilisée pour la cicatrisation des tissus lésés (Agarwal S et 

al., 2016).  De plus, cette transition stimule la production de cellules pluripotentes de type cellules 

souches pour assurer la régénération des tissus (Medici D et al., 2016). Elle peut être déclenchée par 

des facteurs environnementaux tel que l’hypoxie (Zhang H et al., 2018) ou un stress oxydatif (Thuan 

D et al., 2018). L’endoMT est très étudiée dans la propagation de pathologies de type fibroses et 

cancers (Piera-Velazquez S et Jimenez S, 2019). En effet, l’endoMT est reconnue comme une source 

de CAFs impliqués dans la progression des cancers (Zeisberg EM et al., 2007 ; Potenta S et al., 2008). 

Cette transition identitaire est aussi responsable de l’extravasation de cellules métastatiques (Krizbai 

IA et al., 2015 ; Gasparics A et al., 2016). 
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Figure 9 : La transition endothelio-mésenchymateuse. Une transition endothélio-mésenchymateuse permet de produire des 

fibroblastes ou des CAFs (Cancer-associated fibroblasts) à partir de cellules endothéliales. Différents facteurs 

environnementaux peuvent induire cette transition. L’initiation de l’endoMT est caractérisée par la déstabilisation des 

jonctions intercellulaires poursuivit par une délamination des cellules endothéliales et une perte d’identité. D’après Potenta S 

et al., 2008. 
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Chapitre II Le microenvironnement de la 

cellule endothéliale  
La cellule endothéliale réside dans une niche environnementale favorable à l’accomplissement de ses 

fonctions. Elle repose sur une matrice extracellulaire (MEC) riche de signaux biochimiques et 

mécaniques. Ces signaux sont réceptionnés par le biais de récepteurs spécifiques à sa surface qui 

induisent les comportements cellulaires adéquats. La niche environnementale abrite différents types 

cellulaires (cellules murales, astrocytes et cellules nerveuses) qui entretiennent une communication 

avec le tissu endothélial favorable à son maintien.     

1. La matrice extracellulaire (MEC)  

La matrice extracellulaire (MEC) est la composante majeure du microenvironnement. Elle est 

constituée de protéines sécrétées et organisées par les cellules environnantes pour former une 

structure hydrogel sur laquelle repose les cellules. En plus de son rôle pour le soutien des tissus, elle 

contrôle des fonctions fondamentales de la cellule endothéliale. En effet, par des signaux 

mécaniques et biochimiques, elle régule des voies de signalisation impliquées dans la prolifération, la 

migration, la survie et la stabilisation des cellules dans les vaisseaux sanguins. Les cellules 

endothéliales reposent sur un type de MEC appelée la lame basale et grâce à différents récepteurs 

situés à la membrane, les cellules sont en constante communication avec cette MEC. De plus, c’est 

une structure dynamique, constamment remodelée par les cellules pour répondre aux besoins des 

tissus (Figure 10). 

 

Figure 10 : Le dialogue entre la cellule et la matrice extracellulaire (MEC). Alors que la MEC est nécessaire au soutien des 

tissus, elle est aussi un réservoir d’informations mécaniques et biochimiques pour guider les comportements cellulaires. Ces 

informations sont réceptionnées par des récepteurs spécifiques à la surface cellulaire. Cette matrice riche en informations 

est sécrétée et remodelée par les cellules elles-mêmes.  D’après Geiger B et Yamada KM 2011. 
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1.1. Structures et composantes fibrillaires de la MEC 

La MEC est un réseau organisé de macromolécules matricielles dont la nature et l’organisation varie 

en fonction du tissu. Les composants majeurs de la MEC sont des protéines fibrillaires et des 

protéoglycanes (PGs) (Järveläinen H et al, 2009) qui s’assemblent pour former une matrice 

tridimensionnelle organisée. Les protéines fibrillaires sont : le collagène, l’élastine, la fibronectine et 

les laminines. En s’incorporant au réseau de protéines fibrillaires, les PGs de nature hydrophile, 

confèrent à la matrice un aspect gélifié de type hydrogel (Frantz C et al., 2010), ils régulent le pH des 

tissus, l’hydratation, et la résistance aux forces environnementales en accordant une propriété 

élastique à la matrice. Les PGs sont constitués d’une chaine de glycosaminoglycanes (GAGs) suivie 

d’une protéine spécifique, ils sont classifiés en fonction de la nature de ces deux composantes 

protéiques (Schaefer L et Schaefer M, 2010). 

On distingue deux types de MEC qui varient en composition et en structure : la matrice interstitielle 

qui entoure les organes et joue un rôle de soutien, et la matrice intercellulaire qui est en contact 

direct avec les cellules. Les cellules endothéliales reposent sur une lame basale qui est une matrice 

intercellulaire spécialisée des épithéliums dont les principaux constituants sont les laminines, le 

collagène de type IV et la fibronectine ainsi que les PGs tels que le perlécane (une héparine sulfate 

protéoglycane : HSPG), l’agrine, le nidogène et le collagène de type XVIII (Yurchenco PD, 2011).  

Les laminines et le collagène de type IV constituent le socle de la lame basale, ils s’assemblent 

parallèlement et s’interconnectent par polymérisation. L’assemblage de la lame basale est initié par 

la liaison de la laminine aux intégrines et aux glycolipides sulfatés (SGL) présents à la surface 

cellulaire. Viennent s’incorporer ensuite le collagène de type IV et les PGs (Figure 11) (Yurchenco PD, 

2011). 

 

Figure 11 : Structure et assemblage de la matrice extracellulaire (MEC). Représentation schématique des différents 

constituants de la lame basale. Dans un premier temps, les lamines s’assemblent pour constituer une plateforme où 

s’incorporent ensuite le collagène de type IV et les protéoglycanes hydrophiles. D’après Yurchenco PD, 2011. 

1.2. Composante moléculaire de la MEC 
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La matrice extracellulaire est une zone de stockage pour de nombreux facteurs de croissance, 

morphogènes et autres molécules signalétiques. Ces facteurs sont déposés par les cellules 

environnantes et conservés par la MEC pour une communication régulée dans l’espace et dans le 

temps. Cette fonction de réservoir est assurée par les PGs et les HSPGs qui lient et séquestrent les 

facteurs de croissances tels que le VEGF, le PDGF, le TGF-β et le FGF. Ainsi les PGs de la lame basale 

génèrent des gradients de morphogènes favorables au maintien de l’homéostasie endothéliale et au 

remodelage vasculaire. Les facteurs sont libérés par le remodelage protéolytique de la MEC, effectué 

par la cellule, un phénomène détaillé plus tard dans le chapitre. En plus de cette fonction de 

réservoir, les HSPGs agissent comme des co-récepteurs et assurent la présentation des ligands tels 

que le TGF-β ou le FGF (Mohammadi M et al., 2005).  

Aussi, la lame basale contient des protéines "matricellulaires" tels que la thrombospondine, la 

tenascine C, CYR61, CTGF et SPARC (Theocharis AD et al, 2015).Ces protéines modulent l’activation 

de voies de signalisations en se liant à de nombreux récepteurs cellulaires, des cytokines, des 

protéines fibrillaires, des facteurs de croissance (VEGF, FGF2, TGF-β) et des protéases de type MMP 

(métalloprotéases) (Theocharis AD et al., 2015). 

1.3. La rigidité de la matrice 

La rigidité d’une MEC est définie par sa capacité de déformation en réponse à une force appliquée. 

Chaque tissu est caractérisé par une rigidité qui lui est propre (Figure 12), quantifiée en Pascal (Pa) et 

mesurée en force par mètres carré (Butcher DT et al., 2009). La rigidité de la matrice est déterminée 

majoritairement par sa composition, la modification post-traductionnelle de ses composants ainsi 

que leur organisation spatiale tridimensionnelle.  En réponse à cette rigidité, les cellules s’adaptent 

pour atteindre une homéostasie tensionnelle qui se traduit par un équilibre entre les tensions intra 

et extracellulaire. Cet équilibre est atteint grâce à l’activité des RhoGTPases et des kinases ROCKs qui 

contrôlent le remaniement du cytosquelette d’actomyosine nécessaire à la contractilité 

intracellulaire.  Néanmoins, si la cellule n’est pas capable de trouver un équilibre tensionnel, celle-ci 

va remodeler la matrice en sa faveur. Ainsi, les cellules environnantes sont capables de moduler la 

rigidité de la MEC par la sécrétion de protéines matricielles, une réorganisation structurale ou une 

dégradation partielle de la MEC. Par exemple, la sécrétion d’enzymes de type LOX (lysyl oxydase) 

génèrent des liaisons covalentes entre les chaines de collagène et d’élastine pour moduler la rigidité 

(Levantal K.R et al., 2009). C’est la notion de "mécanoréciprocité" cellulaire.  
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Figure 12 : Rigidité des tissus du corps. Représentation de la graduation de la rigidité matricielle en fonction des tissus.  

D’après Butcher DT et al., 2009. 

1.4. Le remodelage de la MEC 

La MEC est constamment renouvelée et peut être modifiée par les cellules environnantes en fonction 

des besoins. Pour cela, la cellule modifie les caractéristiques de la MEC notamment sa rigidité et sa 

porosité par la réorganisation de sa structure par fibrillogenèse, la dégradation partielle de ses 

protéines matricielles et la sécrétion de nouvelles protéines. Le dépôt et la dégradation de la MEC 

sont des processus strictement régulés dont l’altération est responsable de nombreuses pathologies. 

1.4.1. Le remodelage par fibrillogenèse 

Les cellules sont capables de moduler la fibrillogenèse des protéines matricielles telles que la 

fibronectine ou le collagène. La fibronectine (FN) est sécrétée sous la forme d’un dimère compact 

dont l’assemblage fibrillaire est dépendant de récepteurs situés à la surface cellulaire, 

majoritairement les intégrines. En effet, l’intégrine α5β1 reconnait le domaine RGD de la FN pour 

déclencher des changements de conformation favorables à la polymérisation de la FN (Mao Y et 

Schwarzbauer JE, 2005). Une fois l’intégrine engagée par sa liaison à la FN, le domaine cytoplasmique 

de l’intégrine s’associe au réseau du cytosquelette d’actomyosine pour induire sa réorganisation 

(Figure 13). En contrepartie, la contraction de ces fibres de stress d’actomyosine, qui traduit l’état 

contractile de la cellule, module l’assemblage fibrillaire de la FN contenue dans la MEC (Wu C et al., 

1995 ; Zhong C et al., 1998). Le maintien de cette interaction FN-intégrine-cytosquelette dépend de 

la présence des adaptateurs et molécules signalétiques tels que la kinase FAK, la vinculine et la 

paxiline, recrutés au niveau des intégrines α5β1 (Sechler JLet Schwarzbauer JE, 1997).  

D’autres récepteurs membranaires contrôlent l’assemblage fibrillaire de la FN : 

-  Le syndecan-4, un HSPG, se lie à la FN conjointement avec l’intégrine pour activer la 

RhoGTPase et la kinase FAK et favorise l’assemblage fibrillaire de la FN (Saoncella S et al., 

1999). 

- L’activation du récepteur uPAR par son ligand uPA stimule l’activation de l’intégrine α5β1 et 

favorise la polymérisation de la FN (Monaghan E et al., 2004). 
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La fibrillogenèse de FN sert de patron à l’organisation du collagène et de nombreuses autres 

protéines de structure de la MEC. En effet, pour initier sa déposition matricielle, le collagène se lie 

sur un domaine spécifique de la FN (McDonald JA et al., 1982). De plus, la fibrillogenèse du collagène 

est dépendante de l’intégrine α2β1 et de l’intégrine α5β1 (Li S et al., 2003) ce qui implique une 

dépendance réciproque entre la fibrillogenèse de la FN et celle du collagène (Kadler KE et al., 

2008)(Figure 13). 

 

 
Figure 13 : Le remodelage de la MEC par fibrilogenèse. La fibronectine est reconnue par les récepteurs de type intégrine à la 

surface de la cellule. En fonction de l’état de contractilité intra-cellulaire, les cellules remodèlent par fibrillogenèse la 

fibronectine pour une copie en mirroir à l’état de son cytosquelette d’actomyosine. Inversement, la topographie matricielle 

et la disposition des fibres induit un remaniement du cytosquelette d’actomyosine. La fibrillogenèse de FN sert de patron à 

l’organisation des fibres de collagène. D’après Kadler KE et al., 2008. 

1.4.2. Le remodelage protéolytique 

Le remodelage protéolytique de la MEC par la dégradation partielle des protéines matricielle est 

orchestré par les protéases. Il existe plusieurs familles de protéases comme les métalloprotéases 

(MMPs) et ADAMTS (A Disintegrin And Metalloproteinase with Thrombospondin Motifs) (Mott JD et 

Werb Z, 2004).  

Il existe 23 membres dans la famille des MMPs qui se distinguent, entre autres, par leur mode 

d’activation et leur substrat matriciel (Figure 14A). Par exemple, MMP-3 et MMP-10 assurent la 

dégradation du protéoglycane, de la fibronectine et de la laminine. Alors que MMP-8, MMP-13 et 

MMP-1 ciblent préférentiellement le collagène de type I, II et III respectivement. Par ailleurs, MMP-2 

et MMP-9 dégradent la gélatine, la forme dénaturée du collagène. 

Les protéases sont sécrétées au niveau des structures cellulaires spécialisées : les invadopodes, les 

podosomes ou les adhérences focales (Jacob A et Prekeris R, 2015 ; Wang Y et McNiven M, 2012). En 

fonction de la structure à partir de laquelle la cellule sécrète les MMPs, la taille et l’aspect des 

dégradation de la MEC va différer, ce qui induit un remodelage topographique différent (Figure14C).  

Bien que la plupart des MMPs soient sécrétées, certaines sont dotées d’un domaine 

transmembranaire comme c’est le cas pour MT1-MMP (alias MMP14), MMP-15, MMP-23 et MMP-24 

(Page-McCawA et al., 2007). Leur activité est strictement régulée pour permettre une dégradation de 

la MEC contrôlée dans le temps et l’espace. Lorsqu’elles sont traduites, les MMPs sont sous une 

forme inactive appelée pro-MMPs. Leur maturation nécessite le clivage de leur pro-domaine pour 

dévoiler leur domaine catalytique. Cette activation est médiée par d’autres protéinases (Figure 14B) 
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(Page-McCawA et al., 2007). Ensuite, l’activité de ces MMPs est équilibrée par des inhibiteurs 

spécifiques sécrétés appelés les TIMPs (Tissue inhibitor metalloproteases) (Cruz-Monoz W et Khokha 

R, 2008). L’activation des protéases est aussi médiée par le système uPA/uPAR. Les sérines protéases 

uPA et tPA sont sécrétées et reconnues par le récepteur membranaire uPAR. Ensemble, ils catalysent 

l’activation du plasminogène en plasmine qui à son tour active les MMPs. Les inhibiteurs de ce 

système sont les protéines PAI-1 et PAI-2 qui se lient au complexe uPA/uPAR pour induire son 

internalisation et sa dégradation lysosomale (Dass K et al., 2007).  

Les MMPs sont associées aux cancers car elles favorisent l’invasion et la propagation des métastases. 

De manière générale, la sécrétion de MMP est nécessaire à la migration individuelle de cellules 

endothéliales ou immunitaires (Hynes RO et al., 2009). De plus, elles sont capables de moduler 

l’activité de facteurs signalétiques tels que les cytokines, pour induire un environnement pro-

inflammatoire, ou les facteurs de croissance pour la propagation tumorale. D’ailleurs, les MMPs sont 

rarement retrouvées dans les tissus sains, une augmentation de leur sécrétion est observée dans les 

processus de cicatrisation ou bien dans des conditions pathologiques.  

Les protéinases de la famille ADAM et ADAMTS sont structurellement très proches car elles 

partagent plusieurs domaines structuraux, notamment leur domaine disintégrine qui lie l’intégrine 

pour inhiber leur activité protéinase et limiter les interactions intercellulaires. De manière 

intéressante, les protéinases ADAM contiennent un domaine transmembranaire qui leur confère un 

rôle dans maturation des cytokines et pour la sécrétion de facteurs de croissances (Murphy G, 2008).  
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Figure 14 : Les différentes protéases impliquées dans le remodelage protéolytique de la MEC. (A) Fonction et régulation 

des protéases cellulaires. D’après Lu P et al., 2011. (B) Etapes de maturation des MMPs. Une fois traduites, les pro-MMPs 

sont adressées à la membrane plasmique ou sécrétées au niveau extracellulaire. Le clivage de leur pro-domaine est une 

étape de leur maturation pour libérer leur domaine catalytique. Les MMPs sont inhibées par des TIMPS pour être recyclées 

par la cellule. D’après Lu et al., 2011. (C) Les figures de dégradation de la matrice. Image de dégradation de gélatine 

fluorescente (Images droite) et immunomarquage de la vinculine pour mettre en évidence les structures d’adhérences 

cellulaires (Images de gauche). En haut à gauche une figure de dégradation à l’origine de sécrétion de MMP par des 

structures invadopododes au centre de la cellule. En bas à droite, les figures de dégradation sont superposables avec le 

marquage vinculine caractéristique des adhésions focales (flèches blanches). D’après Wang Y et McNiven M., 2012. 

1.5. Impact de la matrice sur les comportements cellulaires  

1.5.1. Impact des constituants matriciels  

Les constituants de la matrice extracellulaire ne sont pas inertes. Les protéines fibrillaires 

contiennent des domaines constituant des signaux capables d’activer des voies de signalisation et 

d’induire des comportements cellulaires (Figure 15). Pour cela, les cellules endothéliales expriment 

des récepteurs de type intégrine et des récepteurs tyrosine kinase (à domaine discoïdine) qui 

peuvent se lier à certains domaines de protéines fibrillaires pour transduire un signal à la cellule.  

 

Par exemple la fibronectine, une glycoprotéine fibrillaire de la lame basale, est sécrétée de manière 

contextuelle pour transmettre des signaux à la cellule. En effet, une forte concentration de 
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fibronectine est observée au cours du développement et dans les processus angiogéniques 

physiologiques ou pathologiques. Notamment, pour favoriser la migration au cours du 

développement ou pour la propagation des métastases, l’intégrine α5β1 est activée lorsqu’elle 

reconnait le domaine RGD de la fibronectine (Rozario T et DeSimone D.W, 2010). 

L’épissage de la fibronectine induit l’exclusion des 2 domaines nommés EIIA et EIIB. Cependant, un 

variant d’épissage qui conserve ces domaines est impliqué dans des comportements cellulaires pro-

invasifs et pro-angiogéniques. En effet, ce variant est fortement exprimé autour des vaisseaux 

angiogéniques alors que sa présence est difficilement détectable chez l’adulte. Ce variant est 

néanmoins présent dans les tissus lésés ou dans des pathologies angiogéniques comme 

l’athérosclérose, l’infarctus du myocarde, les fibroses et les cancers (Astrof S and Hynes RO, 2009 ; 

White ES et Muro A, 2011). On sait aussi que certaines protéines matricielles peuvent activer des 

récepteurs de facteurs de croissance. C’est le cas pour la laminine qui pourrait activer des voies en 

aval du récepteur EGFR car elle contient un domaine EGF-like (Epidermal growth factor) (Panayotou 

G et al., 1989). De la même manière que les protéines fibrillaires, les protéoglycanes (PGs) de la lame 

basale sont reconnus par la cellule et peuvent induire des signaux anti- et pro-angiogéniques (Iozzo 

RV et al., 2009). 

La topographie matricielle peut aussi avoir un impact sur les comportements cellulaires. Elle fait 

référence à diverses propriétés physiques de la MEC. Cette topographie est caractérisée par la 

géométrie tridimensionnelle de la MEC, la distribution des ligands et la rugosité des surfaces. 

L’utilisation de micro-patterns de MEC a permis de démontrer que la géométrie de la matrice, 

contraignant les cellules à acquérir une forme spécifique (ronde ou allongée), pouvant influencer leur 

différenciation cellulaire (Guilak F et al., 2009). De plus, la structure de la matrice peut moduler 

l’accessibilité et la distribution des ligands, (facteurs de croissances, morphogènes et protéines 

matricielles) ce qui aura un impact sur les comportements de la cellule (Geiger B et Yamada KMal., 

2011).  D’ailleurs, les protéines "matricellulaires" sont peu présentes dans les tissus adultes mais sont 

fortement exprimées pendant la cicatrisation ou au cours du développement embryonnaire (Alford A 

et Hankenson KD, 2006). Généralement, elles induisent un défaut d’adhérence de la cellule à la 

matrice, un état d’adhésion intermédiaire qui facilite la migration cellulaire (Bornstein P, 2009). 

 

1.5.2. Impact de la rigidité de la matrice sur l’homéostasie endothéliale 

Les propriétés mécaniques de la MEC peuvent influencer les comportements cellulaires. La 

modulation de la rigidité de la matrice est un stimulus utilisé au cours du développement pour la 

différenciation cellulaire et la migration dans le but d’organiser les tissus. Ainsi, les cellules souches 

mésenchymateuses se différencient en cellules neuronales sur de la MEC souple. A l’inverse, une 

matrice rigide induit une différenciation en cellules musculaires ou osseuses (Engler AJ et al., 2006).  

La rigidité matricielle est impliquée dans la stabilisation endothéliale. Son augmentation peut à elle 

seule induire des comportements pro-angiogéniques (Lee PF et al., 2013 ; Abdeen AA et al., 2014). 

Dans les cancers, la rigidité de la MEC favorise une angiogenèse anarchique pour former des 

vaisseaux tumoraux avec des défauts de perméabilité vasculaire due notamment à une localisation 

altérée des VE-cadhérines (Bordeleau F et al., 2017) et à une augmentation de l’internalisation du 

VEGF pro-angiogénique par la cellule endothéliale (Sack KD et al., 2016). Ces phénomènes ont lieu au 

cours d’une transition identitaire de type endoMT dépendante de la rigidité de la matrice (Wei SC et 

Yang J, 2016 ; Zhong A et al., 2018). De plus, l’augmentation de la rigidité de la MEC est un mauvais 
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pronostique dans les cancers. Le collagène déposé de manière linéaire est enrichi dans les stroma 

cancéreux. Cette disposition rigidifie la MEC et favorise la migration et la dissémination des cellules 

cancéreuses (Egeblad M et al., 2010). 

L’amincissement et la rigidification de la MEC observée au cours du vieillissement, peut être à 

l’origine des pathologies liées à l’âge. En effet, les fibroblastes et les cellules endothéliales, qui 

entrent en sénescence, induisent un environnement pro-inflammatoire délétère pour le 

renouvellement de la MEC (Campisi J et D’Adda di Faggagna F, 2007 ; Erusalimsky JD et Skene C, 

2009). Ces cellules sénescentes sécrètent des protéases, des facteurs de croissance, des 

interleukines, des cytokines et des ROS (Untergasser G et al., 2005), dont la combinaison compromet 

l’intégrité de la MEC (Callaghan TM et Wilhelm K.P, 2008). De plus dans les tissus âgés, les fibres de 

collagènes arborent un réseautage aberrant qui génère une matrice rigidifiée, moins élastique et 

fragile (Callaja-Agius J et al., 2007). L’altération des propriétés mécaniques et chimiques de la MEC 

induit des défauts de l’intégrité des jonctions des épithéliums qui y reposent. En effet, la rigidification 

de la MEC au cours du vieillissement induit une augmentation de la contractilité cellulaire et une 

dislocation des jonctions intercellulaires. Ce phénomène augmente la perméabilité endothéliale et 

favorise la transmigration leucocytaire favorable à l’artherosclérose (Huynh J, et al., 2011). De plus, 

une augmentation de la rigidité de la MEC augmente la réponse inflammatoire médié par le LPS et 

favorise l’expression de ICAM-1, VCAM-1 et la production de IL-8 pour faciliter l’adhésion et la 

transmigration de leucocytes, l’étape initiale de l’inflammation impliqué dans les maladies 

vasculaires (Meng F et al., 2015). 

 

 

Figure 15 : Les effets de la MEC sur les comportements cellulaires.  Adaptation de Rozario T et DeSimone DW al., 2009. 

2. Composante cellulaire de la niche environnementale 

L’endothélium est entouré de différents types cellulaires qui assurent l’intégrité des vaisseaux par 

une communication intercellulaire. En fonction de la taille du vaisseau, les cellules du stroma sont 

plus ou moins présentes. Aussi en fonction du tissu vascularisé, les cellules endothéliales seront 

assistées par divers types cellulaires.  

2.1. Les cellules murales  

Les cellules endothéliales sont recouvertes par des cellules murales. On distingue 2 types de cellules 

murales : les péricytes et les cellules musculaires lisses vasculaires (VSMC). Les artères et les veines 

sont recouvertes de VSMCs alors que les péricytes arborent les vaisseaux plus petits comme les 

capillaires et les précapillaires. Au niveau des vaisseaux intermédiaires (artérioles et veinules), les 



41 
 

cellules murales présentent des caractéristiques intermédiaires commune. En effet, les cellules 

murales seraient à l’origine des cellules mésenchymo-angioblastes (Kumar A et al., 2017).  

2.1.1. Les péricytes  

Les péricytes (PCs) ont une fonction majeure dans l’intégrité de la paroi vasculaire. Le recouvrement 

des PCs sur la surface abluminale des cellules endothéliales permet de limiter la perméabilité du 

vaisseau (Figure16). En effet, ils sont impliqués dans l’assemblage et le remodelage de la lame basale 

en interaction avec les cellules endothéliales (Winkler EA et al., 2011). C’est pourquoi, ils sont 

particulièrement présents dans les capillaires du CNS (système nerveux central) où l’intégrité de la 

barrière hémato-encéphalique est primordiale.  

 

Figure 16 : Les péricytes. Image de péricytes exprimant la GFP sous le promoteur du protéoglycane NG2 sur une artériole ou 

une veinule. D’après Hill R.A et al., 2015. 

La communication entre les PCs et les cellules endothéliales est primordiale pour les processus 

d’angiogenèse et de stabilisation des vaisseaux sanguins (Gerhardt H et Betsholtz C, 2003). Les 

péricytes sont capables d’interagir directement avec les cellules endothéliales par le biais de 

jonctions gap et jonctions adhérentes intercellulaires (Li F et al., 2011, Winkler EA et al., 2011) 

enrichies en N-cadhérine et β-caténine (Gerhardt H et al., 2000). Une communication moléculaire 

paracrine s’établie entre les PCs et les cellules endothéliales. L’établissement de ce dialogue est 

nécessaire tant pour la stabilité et la prolifération des péricytes que pour la quiescence endothéliale 

(Armulik A et al., 2005). Plusieurs voies de signalisation ont été largement décrites dans ce 

dialogue tels que le PDGF-B (Betsholtz C et al., 2004), la voie TGF-β, l’angiopoiétine 1-2/Tie2 et la voie 

Notch.  

2.1.2. Les cellules musculaires lisses vasculaires (VSMCs)   

Les cellules musculaires lisses vasculaires (VSMCs) sont présentes en multicouches au niveau des 

artères et des veines dans la couche tunica média. Compte tenu de la physiologie des artères et des 

veines, les VSMCs sont séparées des cellules endothéliales par la lame basale additionnée de la lame 

élastique interne (IEL).  Le rôle majeur des VSMCs est la régulation du flux sanguin par une activité 

contractile en régulant le diamètre des vaisseaux. De plus, les VSMCs représentent un support pour 

la maturation et la stabilité des vaisseaux sanguins. Des expériences de co-cultures cellulaires ont 

montrées que les VSMCs sont capables d’inhiber l’expression de facteurs pro-angiogéniques et 

d’altérer la prolifération des cellules endothéliales pour favoriser la stabilisation du vaisseau 

(Heydarkhan-Hagvall S et al., 2003 ; Orlidge A and D'Amore PA, 1987). Au cours du développement, 

les VSMCs sont impliquées dans la spécification artério-veineuse des cellules endothéliales (Mancini 

ML et al., 2009). 
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A l’état quiescent, elles sont dans un état contractile, cependant, en réponse à des stimuli largement 

définis, elles peuvent passer vers un état dit "synthétique". Cet état est caractérisé par une forte 

prolifération et la sécrétion de composants de la MEC (Beamish JA et al.,2010). 

2.2 La Barrière Hémato-encéphalique (BHE) et l’unité neurovasculaire (NVU)  

La barrière hémato-encéphalique (BHE) est une structure multicellulaire aussi appelée unité neuro-

vasculaire (NVU). C’est une barrière sélective constituée de cellules endothéliales spécialisées, de 

cellules gliales astrocytaires et de cellules neuronales (Figure 17). Les cellules du tissu nerveux 

comme les cellules microgliales et les astrocytes sont adjacentes à la lame basale des cellules 

endothéliales, et sécrètent des facteurs vasoactifs qui modulent les jonctions endothéliales et la 

perméabilité de la paroi vasculaire (Abbott NJ et al., 2002). Ainsi, en contact avec les cellules du tissu 

neuronal, les cellules endothéliales de la BHE se spécialisent. Elles expriment de nombreuses 

jonctions serrées pour être particulièrement jointives.  

Les astrocytes sont des cellules gliales retrouvées dans le système nerveux central (CNS). De manière 

générale, ils régulent l’environnement du tissu nerveux (régulation du pH et de l’homéostasie 

ionique du microenvironnement). Ils font partie intégrante de la NVU. Les pieds astrocytaires se lient 

à la surface abluminale des vaisseaux sanguins du CNS et stabilisent la BHE en favorisant la formation 

des jonctions interendothéliales par la stimulation de l’expression de protéines jonctionnelles tels 

que les occludines, la claudine 5 et la ZO-1 (Willis CL et al., 2004). De plus, ils stimulent les 

interactions péricytes-cellules endothéliales (Ramsauer M et al., 2002). Le contact avec les astrocytes 

favorise la polarisation de la cellule endothéliale par l’expression de transporteurs spécifiques au 

niveau de la membrane abluminale et luminale des ECs (Abbott NJ et al., 2010). De plus, les 

astrocytes assurent la médiation du signal neuronal vers la paroi vasculaire pour réguler le flux 

sanguin (McVicar BA et Newman EA, 2015). En effet, les neurones en activité libèrent de l’oxyde 

nitrique (NO) qui stimule la sécrétion de facteurs vasoactifs par les cellules astrocytaires. La sécrétion 

de ces facteurs déclenche une décontraction des VSMCs pour dilater des vaisseaux et une diminuer 

le flux sanguin cérébral (Zonta M et al., 2003 ; Takano T et al., 2006 ; Gordon G.Ret al., 2007).  

 

Figure 17 : La barrière hémato-encéphalique (BHE). Représentation des éléments cellulaires de la barrière-hémato-

encéphalique.  D’après Barichello T et al., 2018. 
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3. Les forces hémodynamiques 

Les cellules endothéliales sont soumises à des forces hémodynamiques générées par un flux sanguin 

pulsatile issu des battements cardiaques. La pression sanguine génère une force d’étirement cyclique 

perpendiculaire à l’endothélium alors que le flux sanguin engendre des contraintes de cisaillement 

parallèles à cet endothélium (Figure 18) (Hahn C et Schwartz M.A, 2009). Au cours du 

développement, l’adaptation des cellules endothéliales et des VSMCs à ces forces permet la 

hiérarchisation de l’arbre vasculaire par angio-adaptation (Zakrzewicz A et al., 2002). Ces forces 

modulent les comportements cellulaires pour remodeller le système vasculaire en activant des voies 

de signalisation allant jusqu’à modifier le programme d’expression génique de la cellule endothéliale. 

 

Figure 18 : Les forces hémodynamiques. La pression pulsatile sanguine (p) génère un étirement cyclique, une force 

perpendiculaire à la paroi vasculaire. Les forces de cisaillement induit par la viscosité et la vitesse du flux sanguin, est 

parallèle à la paroi vasculaire. D’après Hahn C and Schwartz M.A., 2009. 

 

L’intensité des forces de cisaillements appliquées sur les cellules endothéliales, dépend de la viscosité 

sanguine additionnée de la vitesse et de la continuité du flux sanguins. En effet, les bifurcations 

vasculaires du réseau perturbent la nature et la continuité du flux (Figure 19). Les régions vasculaires 

où le flux est faible voir absent, sont des zones prédisposées au phénomène d’artériosclérose 

(Conway DE et Schwartz MA., 2013). A l’inverse, un flux linéaire et laminaire favorise l’expression de 

voies de signalisation vasoprotectrices activées entre autres par les facteurs de transcription KLF 

(Krüppel-like factor) (Ohnesorge N et al., 2010). Les facteurs de transcription de la famille des KLF 

active des voies de signalisation antioxydantes, induisent la quiescence et la stabilisation de l’identité 

endothéliale (Fan Y et al., 2017). 
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Figure 19 :  Les forces de cisaillement sur la cellule endothéliale. L’arborisation du réseau vasculaire génère des flux de 

différentes natures. Les cellules endothéliales situées dans des zones de ramification sont soumises à un flux perturbé qui 

induit une altération de l’homéostasie endothéliale. A l’inverse, un flux laminaire est vasoprotecteur sur les cellules 

endothéliales. D’après Hahn C and Schwartz MA, 2009. 

La transformation des signaux mécaniques perçus par la cellule endothéliale en signaux biochimiques 

est appelée mécanotransduction et fait l’objet d’intenses études depuis une trentaine d’année. Ces 

études continuent encore aujourd’hui à dévoiler des processus fondamentaux du fonctionnement 

des cellules en général et des cellules endothéliales en particulier. 
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Chapitre III : Rôle de la mécanotransduction 

sur la fonction endothéliale  
La cellule endothéliale baigne dans un environnement riche en stimuli mécaniques. Afin de répondre 

à ces signaux, la cellule exprime un panel de senseurs à sa surface pour scanner et interpréter son 

environnement. Après réception du signal, la cellule intègre le message et convertit le signal 

mécanique en signal biochimique pour déclencher une réponse cellulaire appropriée, un processus 

appelé mécanotransduction. La morphologie de la cellule endothéliale s’adapte à ces forces 

environnementales pour lui permettre d’assurer sa fonction de barrière. Des défauts de sensibilité ou 

de réponse aux contraintes mécaniques environnementales sont reconnus dans de nombreuses 

maladies vasculaires. 

1. La réception du signal mécanique par la cellule endothéliale 

Les forces mécaniques environnementales sont réceptionnées par la cellule endothéliale grâce à des 

mécanorécepteurs, des récepteurs sensibles aux forces mécaniques, de différentes natures. Ils sont 

localisés à la surface basale pour détecter la rigidité matricielle mais aussi à la surface luminale pour 

détecter les forces induites par le flux sanguin (Figure 20). 

 

Figure 20 : Les mécanorécepteurs à la surface cellulaire. A l’interphase cellule-matrice, les cellules endothéliales expriment 

des complexes adhésifs constitués de récepteurs intégrines (les complexes d’adhésions focales). Ces complexes sont reliés au 

cytosquelette et permettent à la cellule de mesurer la rigidité de la MEC. Aux jonctions intercellulaires, des complexes 

protéiques permettent de détecter l’étirement inter-endothélial pour sauvegarder l’intégrité de la paroi vasculaire. A la 

surface luminale, des récepteurs de différentes natures ainsi que le glycocalyx permettent de détecter la force du flux 

sanguin. D’après Jaalouk DE et Lammerding J, 2009. 

 
1.1. Les intégrines  
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Les intégrines sont des récepteurs transmembranaires que l’on retrouve à la surface basale et parfois 

à la surface luminale de la cellule. Les intégrines sont des hétérodimères composés d’une sous-unité 

α et d’une sous-unité β. Chez les vertébrés, il existe 18 sous-unités α et 8 sous-unités β pouvant 

générer 24 hétérodimères différents. Chaque hétérodimère se lie préférentiellement à un type de 

protéine matricielle (Figure 21A) permettant à la cellule de s’ancrer à la MEC et d’activer des voies de 

signalisations spécifiques. Ainsi, le collagène et la lamine activent des intégrines favorables à la 

quiescence cellulaire. A l’inverse, la fibronectine, le fibrinogène et la vitronectine activent des 

intégrines favorables à la prolifération et la migration cellulaire (Stupack DG et Cheresh DA, 2002). 

 

Figure 21 : Les intégrines. (A) Les hétérodimères d’intégrines et leurs spécificités matricielles. D’après Hynes RO and Naba A, 

2012. (B) Régulation des intégrines. Lorsque la cellule s’attache à la MEC, elle engage la partie extracellulaire de ses 

intégrines qui se lient aux protéines matricielles. Cette liaison déclenche une ouverture des domaines cytoplasmiques de 

l’intégrine capables alors de recruter des effecteurs en aval. Ces effecteurs sont structuraux et signalétiques. Ils favorisent 

l’ancrage de l’actine au récepteur intégrine. D’après Bouvard D et al., 2013. (C) Effecteurs structuraux et signalétiques 

recrutés par les intégrines. Représentation schématique des composants moléculaires de l’adhésome recruté par l’activation 

des intégrines. Les protéines structurales sont recrutées telles que la kindline, la taline, l’α-actinine, la vinculine et la tensine. 

Son recrutées aussi les kinases FAK et Src capables d’activer des voies de signalisations multiples. D’après Canel M et al., 

2013. 
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En absence de ligand, l’intégrine est maintenue sous une forme inactive par la liaison de protéines 

inhibitrices sur son domaine cytoplasmique (Bouvard D et al, 2013). En effet, les protéines 

inhibitrices SHARPIN et MDGI lient la chaine  alors que les protéines DOC1 et ICAP-1 lient la chaine 

.  

Pour activer l’intégrine, la liaison au ligand extracellulaire conduit, par des changements 

allostériques, à la rupture du pont salin présent entre les domaines transmembranaires des chaines α 

et β. La séparation des domaines cytoplasmiques déclenche une signalisation intracellulaire outside-

in (activation de l'extérieur vers l'intérieur) qui stimule le recrutement d’un méga complexe 

moléculaire sur la queue cytoplasmique de la chaine α. De la même manière ce déploiement 

transmembranaire est obtenu lorsque des interacteurs moléculaires intracellulaires se lient au 

domaine cytoplasmique de l’intégrine (activation inverse inside-out) (Figure 21B) (Zhu J et al., 2007 ; 

Swartz MA, 2010). 

Ainsi, le domaine cytoplasmique de l’intégrine joue un rôle de plateforme qui recrute des complexes 

protéiques multiples regroupés sous le terme "adhésome" (Zaidel-Bar R et Geiger B, 2010 ; Horton 

ER et al., 2016). Parmi les partenaires intracellulaires, on distingue des protéines structurales telles 

que la taline, la kindline, la vinculine, la tensine et l'α-actinine capables de lier et d’organiser la F-

actine. D’autres partenaires sont des molécules de signalisation telles que les kinases FAK, Src et ILK 

qui déclenchent une variété d’événements moléculaires pour réguler les fonctions cellulaires de base 

telles que la prolifération, la survie ou la migration (Figure 21 C) (Harburger DS et Calderwood DA, 

2009).  

1.1.1. Les intégrines dans l’homéostasie endothéliale  

Lorsqu’elles sont dans un état quiescent, les cellules endothéliales expriment les hétérodimères de 

type α2β1, α3β1, α6β1 et α6β4 (Short SM et al., 1998). Ces hétérodimères régulent des voies de 

signalisations bénéfiques pour la stabilité endothéliale. Par exemple, l’activation de l’intégrine 

stimule les kinases AKT et PKA impliquées dans la phosphorylation pro-activatrice de l’enzyme eNOS 

pour la production d’oxyde nitrique (NO) nécessaire à l’homéostasie endothéliale (Fleming I et al., 

2010). Cependant, lorsqu’un remodelage matriciel s’établi dans certaines pathologies, la 

reconnaissance de la fibronectine par les cellules endothéliales induit l’activation des hétérodimères 

α5β1, αvβ3 et αvβ5. L’activation de ces intégrines déclenche alors une réponse inflammatoire 

défavorable à la stabilité endothéliale. Les cellules endothéliales expriment des récepteurs 

leucocytaires (ICAM1, V-CAM1), des cytokines et des interleukines (IL1-β) (Figure 22). Cet état 

inflammatoire induit une altération de la perméabilité de l’endothélium responsable de pathologies 

cardiovasculaires comme l’athérosclérose. 
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Figure 22 : Les intégrines exprimées et activées à la surface endothéliale. Les cellules endothéliales expriment un panel 

d’hétérodimères d’intégrines à leur surface. En fonction de la composition de la MEC, certains hétérodimères d’intégrines 

vont s’activer en réponse au ligand matriciel reconnu. Cette activation régule l’homéostasie endothéliale mais peut 

déclencher une activation endothéliale qui altère la stabilité du tissu. D’après Finney AC et al., 2017 

 

1.1.2. Rôle des intégrines dans la transduction du signal mécanique : les adhésions focales 

Les intégrines sont capables de détecter la rigidité de la matrice pour activer de nombreuses voies de 

signalisation. L’application de forces de traction sur l’intégrine renforce sa liaison au ligand matriciel 

et induit le recrutement de protéines structurales additionnelles telles que la vinculine et la filamine-

A. Ce recrutement favorise la production de complexes adhésifs stables et la polymérisation du 

réseau d’actomyosine (Riveline D et al., 2001; Chen W et al., 2012 ; Grashoff C et al., 2010 ; Ross TD 

et al., 2013). 

En effet, le regroupement des intégrines en réponse à l’environnement forme des structures 

adhésives connectées à un réseau d’actomyosine polymérisé et tangentiel à la membrane plasmique. 

Ces structures adhésives existent sous 4 états de maturation plus ou moins dynamiques caractérisées 

par une localisation cellulaire stéréotypée. Ainsi, le regroupement des intégrines induit d’abord la 

formation d’une "structure adhésive naissante" dans le lamellipode qui deviendra un "complexe 

focal". Ce complexe focal se connecte au cytosquelette d’actine pour devenir une "adhésion focale" 

dans le lamellum. Enfin, l’application d’une traction centripète, vers l’intérieur de la cellule, sur cette 

adhésion focale stimule sa maturation pour devenir une "adhésion fibrillaire". Cette maturation est 

dépendante des forces physiques induites par la rigidité de la matrice. Les cellules qui reposent sur 

une matrice souple vont préférentiellement produire des structures adhésives immatures et des 

complexes focaux dont le temps de demi-vie est plus court (moins d’une minute). A l’inverse, sur une 

matrice rigide, on voit apparaitre des adhésions focales et des adhésions fibrillaires qui peuvent 

durer dans le temps (maximum 20 minutes) (Figure 23) (Geiger B et al., 2009). 
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Figure 23 : Maturation des structures d’adhésions focales. (A) Représentation schématique des différents états de 

maturation des structures adhésives focales présentent dans la cellule. Alors que les adhésions naissantes sont localisées en 

périphérie, les structures adhésives se déplacent vers le centre de la cellule au fur et à mesure de leur état de maturation.  

D’après Parson JT et al., 2010. (B) Immunomarquage permettant de mettre en évidence les différentes structures adhésives 

et leurs localisations intracellulaires. FC : complexe focale ; FA : Adhésion focale ; FB : adhésion fibrillaire.  

1.2. Les jonctions inter-endothéliales 

Les cellules endothéliales forment une monocouche cohésive relativement perméable où seules les 

petites protéines (<3nm) sont capables de passer la barrière endothéliale par transport passif (Del 

Vecchio PJ et al., 1987). Cette semi-perméabilité est garantie par des complexes protéiques situés 

aux jonctions interendothéliales et permet de contrôler les échanges entre le compartiment sanguin 

et les tissus. De plus, en réponse aux forces environnementales, les jonctions intercellulaires 

transmettent l’information d’étirement à la cellule endothéliale pour renforcer les jonctions ou 

induire un comportement cellulaire adaptatif pour le maintien de la monocouche endothéliale. 

Les jonctions interendothéliales contiennent différents complexes jonctionnels : les jonctions 

adhérentes (AJs : Adherens junctions), les jonctions serrées (TJs : Tight junctions) et les jonctions 

communicantes (GJ : Gap junctions).  Les AJs et les TJs se structurent dans l’espace péricellulaire 

grâce à plusieurs protéines transmembranaires adhérentes homophiliques, alors que les GJs forment 

un canal protéique électrique ou chimique nécessaire à la communication intercellulaire (Franke WW 

et al., 1988). Les Tjs sont formées par les Claudines, les Occludines, les JAMs (Junctionnal adhesion 

molecules) et les Nectines. Les AJs comportent moins de protéines homophiliques, elles sont 

constituées de Nectines et de VE-cadhérines. Enfin, les GJs sont constituées de Connexines.  Il existe 

d’autres protéines adhérentes hors complexe jonctionnel telles que PECAM ou CD99 (Figure 24A). 

Les protéines adhésives VE-cadhérine et Claudine-5 sont spécifiquement exprimées dans les cellules 

endothéliales (Lampugnani MG et al., 1992 ; Morita K et al., 1999). Ces complexes jonctionnels sont 

reliés au cytosquelette grâce à des intermédiaires protéiques (Figure 30).  Au niveau des AJs, la VE-

cadhérine se lie aux filaments d’actine et à la vimentine. Cette liaison est assurée par un complexe 

protéique qui comprend la caténine- α et - β, la plakoglobine (caténine-ϒ), la caténine p120, la 

vinculine et l’α-actinine (Bazzoni G et al., 2004)(Figure 24B). 
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Figure 24 : Les différentes protéines et complexes jonctionnels endothéliaux. (A)  Représentation schématique de l’espace 

intercellulaire endothélial présentant différents complexes jonctionnels. D’après Wallez Y et Huber P, 2008. (B) Structure et 

organisation des complexes jonctionnels reliés au cytosquelette. D’après Cerutti C et Ridley AJ, 2017.  

1.2.1. Rôle de la VE-cadhérine dans l’homéostasie endothéliale  

A la surface endothéliale, le complexe formé par le récepteur VEGFR2, la VE-cadhérine et PECAM 

joue un rôle crucial dans la stabilisation des jonctions interendothéliales (Gomez Perdiguero E et al., 

2016). L’ouverture des jonctions est strictement régulée dans le temps et l’espace pour faire varier la 

perméabilité endothéliale et répondre aux besoins des tissus. La dynamique d’assemblage et de 

désassemblage des jonctions dépend de l’état de phosphorylation de VE-cadhérine, de sa 

dynamique, de sa synthèse et de sa dégradation (Orsenigo F et al., 2012). En effet, l’activation du 

VEGFR2 par le VEGF active la kinase Src qui à son tour phosphoryle la VE-cadhérine et la β-caténine. 

Cet état de phosphorylation entraîne la dissociation du complexe VEGFR2/VE-cadhérine/β-caténine 

et l’internalisation de la VE-cadhérine pour augmenter la perméabilité endothéliale (Esser S et al., 

1998, Gavard J et Silvio GJ, 2006). De la même manière, l’activation de la kinase FAK par le VEGF 

induit une augmentation de la phosphorylation de la VE-cadhérine, pour favoriser son 

internalisation, et de la β-caténine pour dissocier le complexe VE-cadhérine/β-caténine (ChenXLet al., 

2012). Cette dynamique est régulée par l’action de la phosphatase VE-PTP qui interagit 

physiquement avec la VE-cadhérine pour neutraliser son état de phosphorylation (Nawroth R et al., 

2002). 

La phosphorylation de la VE-cadhérine, et donc son internalisation, est favorisée par les facteurs pro-

inflammatoires tels que le LPS, la thrombine, les histamines et le TNF-α qui augmentent la 

perméabilité de l’endothélium et favorisent la migration transendothéliale des cellules immunitaires 

(Dejana E et Vestweber D, 2013). De plus, les neutrophiles résidents dans les tissus peuvent cliver la 

VE-cadhérine en sécrétant les protéases MMP-2, -7 et -9 (Carden D et al., 1998). A l’inverse, les 

facteurs anti-inflammatoires assurent la stabilité des protéines jonctionnelles. En effet, les facteurs 

tels que le S1P (sphingosine-1-phosphate), l’angiopoïétine-1 ou le FGF inhibent l’internalisation de la 

VE-cadhérine et augmentent la stabilité des jonctions AJs (Gavard J et al., 2008 ; Hatanaka K et al., 

2012). 
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1.2.2. Rôle de la VE-cadhérine dans la mécanotransduction  

Les forces hémodynamiques générées par le flux pulsatif de sang dans les vaisseaux ont un rôle 

crucial pour remodeler des jonctions intercellulaires. En effet, un flux fort et laminaire renforce les 

jonctions interendothéliales en limitant la phosphorylation de la VE-cadhérine grâce à l’action de la 

phosphatase VE-PTP qui co-localise avec la VE-cadhérine (Orsenigo F et al.,2012 ; Caolo V et al.,  

2018). A l’inverse, lorsque le flux est faible, la kinase Src est activée et phosphoryle de la VE-

cadhérine pour fragiliser les jonctions.  

En réponse aux forces de cisaillement, la cellule endothéliale doit remanier son cytosquelette pour 

s’adapter aux forces environnementales. Pour cela, un complexe composé de PECAM, la VE-

cadhérine, la PLEXIND1 et le récepteur VEGFR se forme et active la PI3K. Le PIP2, produit par la PI3K, 

active à son tour les intégrines. L’activation des intégrines favorise la production de fibres de stress 

contractiles transversales qui vont permettre à la cellule de s’allonger et de s’aligner parallèlement 

au flux sanguin (Tzima E et al., 2005 ; Mehta V et al., 2020) (Figure 25A).  

En retour, l’état de contractilité du cytosquelette stabilise les AJs car la VE-cadhérine est reliée au 

cytosquelette d’actine par l’intermédiaire de la β-caténine. Les forces de traction appliquées 

perpendiculairement sur les AJs (par l’intermédiaire des fibres de stress), favorisent le recrutement 

mécano-dépendant de nouvelles protéines structurales comme la vinculine sur la queue 

cytoplasmique des VE-cadhérines (Huveneers S et al., 2012). Ce recrutement est dépendant de l’α-

caténine dont le domaine cryptique de liaison à la vinculine est dévoilé sous tension (Yao M et al., 

2014) (Figure 31). La liaison de la vinculine renforce les jonctions et permet de réguler la perméabilité 

vasculaire (Twiss F et al., 2012). Lorsque la force de traction augmente, de nouvelles protéines 

régulatrices du cytosquelette d’actine sont recrutées telles que les protéines VASP (vasodilatator-

stimulated phosphoprotein), la zyxine et la testine (TES) (Oldenburg J et al., 2015). De plus, ces 

tensions déclenchent la phosphorylation de l’α-caténine et de la vinculine qui sont impliquées dans 

l’activation de voies de signalisations favorables à l’homéostasie endothéliale (Barry AK et al., 2015). 

D’autres protéines qui se lient àl’α-caténine et qui sont recrutées par l’activation mécanique de la VE-

cadhérine, sont des acteurs potentiels dans la mécanotransduction tels que EPLN (epithelial protein 

lost in neoplasm), ZO-1, l’afadine, l’α-actinine et la formine-1 (Huveneers S et al., 2013). De la même 

manière, les forces de tractions appliquées sur les jonctions PECAM-1 induisent l’activation de 

nombreuses voies de signalisations (Collins C et al., 2012)(Figure 25A). 



53 
 

 

Figure 25 : Impact des forces intracellulaires sur la formation des jonctions VE-cadhérines. (A) Action des forces 

hémodynamiques sur la stabilité des jonctions VE-cadhérine. Un flux faible et discontinu active la kinase Src qui phosphoryle 

la VE-cadhérine pour déclencher son internalisation et sa dégradation lysosomale. A l’inverse, un flux linéaire favorise le 

recrutement de la phosphatase VE-PTP qui limite la phosphorylation de la VE-cadhérine et renforce les AJs. En réponse aux 

forces appliquées, l’α-caténine dévoile son domaine cryptique et lie la vinculine. Ensembles, ces protéines renforcent les AJs 

et activent des voies de signalisation favorables à l’homéostasie endothéliale. Lorsque la forces de traction perdurent, de 

nouvelles protéines régulatrices du cytosquelette d’actine sont recrutées : zyxine, VASP, testine (TES). Pour que la cellule 

s’aligne au flux sanguin, le complexe formé de PECAM, VE-cadherine et VEGFR active la PI3K qui produit du PIP2. Le PIP2 

active l’intégrine qui produit des fibres de stress d’actomyosine transversales . (B) La formation et la stabilité des jonctions 
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VE-cadhérines est dépendante des tensions intracellulaires contrôlées par l’activité des GTPases Rho/Rac. L’activation de la 

GTPase Rac induit la formation d’actine corticales qui stabilise les VE-cadhérines et induit la formation de jonctions VE-

cadhérines linéaires et stables. A l’inverse, l’augmentation des tensions intracellulaires résultant de la formation de fibres de 

stress dépendant de l’activité de la RhoA GTPases produit une force de traction sur la jonction VE-cadhérine et induit la 

formation de jonctions larges et discontinues (FAJs). D’après Dorland YL et Huveneers S, 2016. 

Morphologiquement, l’augmentation des forces d’étirements du cytosquelette sur les jonctions VE-

cadhérine engendre un élargissement et une discontinuité des jonctions intercellulaires avec un effet 

en fermeture éclair (Liu Z et al., 2012). Ce type de jonctions est appelée FAJ (Focal adherens 

jonctions) (Huveneers S et al., 2012) et sont générées en réponse à la forte activité de la GTPase 

RhoA associée à la production de fibres de stress. A l’inverse, l’augmentation de l’activité de la 

GTPase Rac diminue la tension intracellulaire et limite la formation de protrusions cellulaires riches 

en actine corticale. Ce type d’actine supporte la stabilité des jonctions VE-cadhérines et conduit à la 

formation de jonctions adhérentes linéaires (LAJ) (Daneshjou N et al., 2015) (Figure 25 B). 

1.3 Autres mécanorécepteurs 

Parmi les autres mécanorécepteurs activés par le flux sanguin, on distingue des récepteurs 

mécanosensibles couplés à la protéine G (RCPG), les Récepteurs tyrosine kinase (RTK), le glycocalyx 

et les canaux ioniques à la surface luminale de la cellule endothéliale (Gudi S et al., 1998 ; Xu J et al., 

2018 ; Chen KD et al., 1999; Hahn C et Swartz MA, 2009). 

1.3.1 Les canaux ioniques   

Les canaux ioniques sont capables de transmettre le message mécanique à la cellule 

indépendamment du cytosquelette. En effet, les forces de cisaillement ou la pression du flux sanguin 

induisent un étirement de la surface luminal et facilite l’ouverture des canaux. L’activité de ces 

canaux module la polarisation membranaire de la cellule endothéliale (influx Na+ ou K+) ou l’influx de 

Ca2+, pour activer de nombreuses voies de signalisation (Fisher AB et al., 2002). Parmi les canaux 

ioniques mécanosensibles, on distingue le canal potassique TREK-1, OSCA, TRPV et les canaux Piezo1 

et Piezo2 (Garry A et al., 2007 ; Murthy SE et al., 2018 ; Christensen AP et al., 2007 ; Douguet D et al., 

2019). Les études récentes suggèrent que les canaux TRPV et Piezo coordonnent le dialogue entre la 

VE-cadhérine et les intégrines pour répondre au flux sanguin.  En effet, Piezo1 interagit avec le 

complexe tripartite VE-cadhérine-PECAM-VEGFR (Chuntharpursat-Bon E et al., 2019) alors que TRPV4 

interagit avec l’intégrine β1 sur la face basale (Baratchi S et al., 2017).  Il a récemment été montré 

qu’un signal d’activation est envoyé par Piezo1 à TRPV4 (Swain SM et al., 2020) suggérant un rôle de 

ces canaux dans le dialogue entre la VE-cadhérine et les intégrines en réponse au flux sanguin. 

1.3.2 Le glycocalyx   

Les cellules endothéliales sont recouvertes d’une couche de glycoprotéines, de protéoglycanes et 

autres macromolécules membranaires qui sont organisées en réseau : le glycocalyx (Pries AR et al., 

2000). Les syndecans et glypicans, qui composent le glycocalyx, sont directement reliés au 

cytosquelette d’actine pour transmettre le signal mécanique à la cellule (Thi MM et al, 2004). 

L’altération génétique ou pharmacologique du glycocalyx induit une désensibilisation de la cellule au 

flux sanguin montrant son rôle majeur dans la réponse au flux (Potter DR et al., 2015). On sait aussi 

que le syndecan et le glypican peuvent s’associer à l’intégrine β1 pour réguler l’activité de la kinase 

FAK par l’intermédiaire de la PKC-alpha. L’activation de FAK stimule ensuite Akt, Rho et eNOS pour le 
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maintien de la barrière endothéliale et la survie endothéliale (Bass MD et al., 2002 ; Yang B et Rizzo 

V, 2013).  

2.  La transmission du signal  

Une fois réceptionnées par les mécanorécepteurs, les forces sont transduites pour induire le 

remodelage du cytosquelette d’actomyosine. Ce remodelage est nécessaire pour équilibrer les forces 

intra et extracellulaires, un équilibre primordial pour l’homéostasie endothéliale. Pour cela, la voie 

RhoA-ROCK est sollicitée et favorise les remaniements du cytosquelette d’actine qui permettront à la 

cellule de modifier sa forme pour s’aligner parallèlement au flux allant même jusqu’à modifier la 

forme de son noyau.  

2.1. L’actine  

L’actine est un élément du cytosquelette avec les microtubules et les filaments intermédiaires. Elle 

est impliquée dans les processus de migration cellulaire, de division cellulaire, de différenciation et 

de morphogenèse car elle module la forme et la polarité de la cellule. Le pool d'actine cellulaire 

comprend de la G-actine globulaire monomérique qui se polymérise en filaments double brins 

d’actine fibrillaire appelée actine F. C’est une structure dynamique qui polymérise et dépolymérise 

constamment. 

L'assemblage filamenteux de la F-actine à partir de G-actine est initié par le processus de nucléation 

lui-même contrôlé par des complexes de nucléation tels que le complexe Arp 2/3 et les formines 

(mDia1-3) (Pollard TD., 2007). L’élongation des filaments de F-actine est polarisée. Une extrémité (+) 

où s’ajoutent les monomères d’actine G pour la polymérisation et une extrémité (-) où l’actine F se 

dissocie. L’actine suit une dynamique de " tapis roulant " pour maintenir l’équilibre entre le pool 

d’actine G et d’actine F dans la cellule (Figure 26a). Cette dynamique est orchestrée par des protéines 

stabilisantes qui se lient aux filaments d’actines néoformés. Le filament peut être stabilisé par des 

protéines de coiffes spécialisées telles que: CapZ, tropomoduline, gelsoline et Eps8. Leurs 

interventions ralentissent cette dynamique de " tapis roulant ". A l’inverse, la cofiline est un facteur 

de dépolymérisation de l’actine (Figure 26b). 
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Figure 26 : Processus de nucléation et assemblage des filaments d’actine. (a) Les monomères d’actine G sont ajoutés par 

l’extrimité (+) des filaments d’actine pour la polymérisation. Un effet "tapis roulant" est observé due à la polymérisation et 

dépolymérisation continuelle des filaments d’actine. (b) Les complexes de nucléation Arp2/3 et WASP permettent de former 

des ramifications au sein du cytosquelette d’actine. La cofiline contrôle la dépolymérisation de l’actine alors que les 

protéines de coiffe ("capping protein") stabilisent les filaments et ralentissent l’effet "tapis roulant ". D’après Schaks M et al., 

2019. 

Les filaments d’actine sont localisés très proches de la membrane plasmique et forment des 

structures variables en fonction de leur localisation dans la cellule. Pour la migration cellulaire 

individuelle, la cellule produit des lamellipodes qui sont constitués de réseaux d’actine branchés.  

Pour scanner son environnement, la cellule projette des filopodes composés de fibres d’actine 

dendritiques parallèles. L’actine corticale supporte la membrane plasmique et les fibres de stress 

d’actine sont ancrées aux adhésions focales sur la face basale (Blanchoin L et al., 2014 ; Kassianidou E 

et Kumar S, 2015) (Figure 27). La force intracellulaire est générée par l’actine dendritique qui se 

polymérise et les fibres de stress qui se contractent par l’intermédiaire de la myosine II.  
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Figure 27 : Localisation subcellulaire des structures d’actine. En fonction de leur localisation dans la cellule, les filaments 

exercent plusieurs fonctions et acquièrent différentes structures. On distingue l’actine corticale qui forme un réseau d’actine 

relié ; l’actine dendritique au niveau des protrusions cellulaires de type lamellipodes ; des filaments d’actine disposées 

parallèlement favorisent la projection des structures filopodes et les fibres de stress qui sont ancrées aux AFs.  D’après 

Blanchoin L et al., 2014. 

 

2.1.1. Les fibres de stress d’actomyosine 

Les fibres de stress sont des filaments d’actine où s’incorporent l’α-actinine et la myosine II (Figure 

28A). La myosine II est une protéine motrice qui s’incorpore aux fibres d’actine pour leur conférer 

une fonction de contraction (Pellegrin S et Mellor H, 2007). Pour faire glisser les fibres d’actine et 

générer une contraction, les têtes de myosine comportent une activité ATPase. L’hydrolyse de l’ATP 

en ADP-Pi fourni l’énergie suffisante pour modifier la conformation de la tête de myosine et générer 

un pont "actine-myosine". Ensuite la libération de la molécule d’ADP s’accompagne de l’inclinaison 

de la tête de myosine qui fait glisser le filament d’actine. La liaison d’une nouvelle molécule d’ATP 

permet à la tête de myosine de se détacher de l’actine et de rentrer dans un nouveau cycle 

d’hydrolyse (Figure 28 B). 
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Figure 28 : Assemblage et contraction des fibres de stress d’actomyosine. (A) Représentation schématique des composants 

moléculaires des fibres de stress d’actomyosine. D’après Hotulainen P et Lappalainen P 2006. (B) Représentation 

schématique du mode de contraction des fibres de stress d’actomyosine. Au début du cycle, la tête de myosine est fixée à 

l’actine (1), la liaison d’une molécule d’ATP à la tête de myosine stimule sa dissociation au filament d’actine (2). L’hydrolyse 

de l’ATP et ADP+Pi par la tête de myosine favorise son changement de conformation (3) et lui permet de lier le filament 

d’actine (4). La libération de l’ADP déclenche de nouveau un changement de conformation de la tête de myosine qui reprend 

son inclinaison de départ (5). 

 

Il existe différents types de fibres de stress dont l’organisation spatiale varie en fonction de leur 

localisation dans la cellule. On distingue les fibres de stress ventrales, les fibres dorsales, les fibres 

transversales arquées et les fibres périnucléaires (Figure 29). Les fibres ventrales sont contractiles et 

fonctionnent indépendamment des autres structures de fibres de stress, alors que les fibres dorsales, 

les fibres transversales et périnucléaires sont physiquement connectées et forment un réseau 

(Maninova M et Vomastek T, 2016). Les fibres de stress dorsales ne sont pas contractiles car 

incapables d’incorporer la myosine II (Hotulainen P et Lappalainen P, 2006). De plus, des différences 

entre les fibres de stress s’accentuent par l’incorporation de diverses isoformes de tropomyosine 

capables de recruter des complexes protéiques spécifiques (Gunning PW et al., 2015). 



59 
 

 

Figure 29 : Les différents types de fibres de stress. Représentation schématique des différents types de fibres de stress et 

leur localisation subcellulaire. D’après Maninova M et Vomastek et al., 2016. 

2.2. La voie RhoA/ROCK pour la transmission du signal mécanique 

Le remaniement du cytosquelette d’actine pour la transmission du signal mécanique au sein de la 

cellule est majoritairement contrôlé par l’activité des petites GTPases de la famille Rho qui comprend 

Rho, Rac et Cdc42.  

2.2.1. Régulation de l’activité des petites GTPases Rho 

Les petites GTPases de la famille Rho ont un rôle central dans la mécanotransduction de la cellule 

endothéliale. Alors que RhoA contrôle la mise en place des fibres de stress d’actines contractiles, les 

GTPases Rac et Cdc42 régulent la formation des protrusions d’actines, lamellipodes et filopodes 

respectivement. 

La petite GTPase est activée par divers stimuli extracellulaires transmis par des récepteurs à la 

surface cellulaire tels que les RCPGs, les RTKs, les récepteurs cytokines et les intégrines (Amado-

Azevedo J et al., 2014). Lorsque la petite GTPase se lie au GTP, elle est sous une forme active tandis 

qu’elle s’inactive lorsqu’elle hydrolyse ce GTP en GDP. La petite GTPase cycle ainsi constamment 

entre un état actif ou inactif.  Cette liaison est contrôlée par plusieurs protéines régulatrices. Les 

GEFs (guanine nucleotide exchange) activent la petite GTPase en catalysant l’échange du GDP par un 

GTP. A l’inverse, les GAPs (GTPases activating protéines) inactivent la petite GTPase en stimulant 

l’hydrolyse du GTP en GDP (Figure 30). Spécifiquement à RhoA, il existe un RhoGDI (guanine 

dissociation inhibitor) qui séquestre l’ancre lipidique membranaire de la GTPase RhoA pour 

l’empêcher d’être activé par son GEF (Figure 30). Il existe de nombreux GEF et GAP, certains 

communs à plusieurs RhoGTPases, d’autre spécifiques d’une seule (van Buul JD etTimmerman I., 

2016). Parmi eux, les GEFs LARG et GEF-H1 sont spécifiquement localisés dans les AFs et sont 

impliqués dans le mécanotransduction (Guilluy C et al., 2011). 
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Figure 30 : Régulation des petites GTPases. Représentation schématique de la boucle de régulation des petites GTPases Rho 

ainsi que le rôle des régulateurs GEFs, GAP et GDI dans ce processus. D’après Fukata M and Kaibuchi K., 2001.  

2.2.2. Les kinases ROCK1 et ROCK2 

De nombreux effecteurs de RhoA sont impliqués dans le remaniement du cytosquelette d’actine. 

Parmi eux : la kinase ROCK (Rho-associated coiled-coil forming protein kinase), la MLCP (myosin light 

chain phosphatase), la PKN (protéine kinase N), mDia, la kinase CRIK (Citron Rho interacting kinase) 

et la RTKN (Rhotekin). 

Les kinases ROCKs font partie de la famille des kinases AGC sérine/thréonine. Elles comportent 2 

isoformes : ROCK1 (alias ROCKα ou p160ROCK) et ROCK2 (alias ROCKβ). Ces isoformes partagent 64% 

d’homologie de séquences en acide-aminés et 83% d’homologie pour leur domaine kinase. Le gène 

ROCK1 est situé sur le chromosome 18 (18q11.1) et code pour une protéine de 1354 acides aminés. 

Le gène ROCK2 est situé au niveau du chromosome 2 (2p24) et code pour une protéine composée de 

1388 acides aminés. Les deux isoformes comprennent un domaine kinase en N-terminal suivi d’une 

région superhélice (coiled-coil) et d’un domaine RBD (Rho-binding domain) où se lie RhoA. En C-

terminal, les protéines contiennent un domaine PH (Ishizaki T et al., 1997 ; Hartmann S et al., 2015) 

(Figure 31A). 

2.2.2.1. Régulation des kinases ROCKs 

Les kinases ROCKs sont majoritairement activées par les petites GTPase Rho (RhoA, RhoB et RhoC). 

Ces GTPases se lient au domaine RBD des kinases ROCKs pour leur conférer une forme ouverte et 

libérer leur domaine catalytique. 

L’activation des kinases ROCK peut être médiée par des activateurs distincts. Par exemple, elles 

peuvent être clivées par des protéases de différentes natures. Ce clivage induit la libération d’une 

forme ouverte et constitutivement active. Ainsi ROCK1 est clivée par la caspase-3 dans des conditions 

d’apoptose cellulaire (Sebbagh M et al., 2001) et ROCK2 par la granzyme B et la caspase-2 (Sebbagh 

M et al., 2005 ; Sapet C et al., 2006) (Figure 31B). 

La GTPase RhoE (Rnd3) est un régulateur spécifique de ROCK1. Elle se lie a ROCK1 directement pour 

inhiber son action ou indirectement par l’activation intermédiaire de la GAP p190Rho (Riento K et al., 

2003 ; Riento K et al.,2005). Il existe plusieurs régulateurs spécifiques pour ROCK2 : la kinase Polo-like 

1 (Plk1) (Lowery DM et al., 2007) mais aussi le facteur de transcription circadien BMAL, capable de 

lier le promoteur de ROCK2 pour activer son expression dans un rythme circadien (Xie Z et al., 2015). 
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De manière autonome, une transphosphorylation des ROCKs par oligomérisation peut favoriser leur 

activation (Chuang HH et al., 2012 ; Chuang HH et al., 2013). De plus, les domaines PH et RBD sur la 

partie C-ter de la protéine ROCK permettent une autorégulation inhibitrice du domaine kinase situé 

en N-ter (Wen W et al.,2008). Cette liaison stabilise une conformation fermée de la kinase (Figure 

31C).  

 

Figure 31 : Structure et activation des kinases ROCK1 et ROCK2. (A) Représentation schématique de le structure protéique 

des kinases ROCK1 et ROCK2. (B) Représentation de la conformation active des kinases ROCKs. Une activation constitutive 

peut être déclenchée par l’action de protéinases. (C) L’activation des kinases ROCKs est régulée par leur conformation qui 

peut être ouverte (active) ou fermée (inactive).D’après Morgan-Fisher M et al., 2013 

2.2.2.2. Expression tissulaire et localisation subcellulaire des ROCKs  

Les kinases ROCK1 et ROCK2 sont différentiellement exprimées en fonction du tissu. En effet, ROCK1 

est exprimée de manière ubiquitaire à l’exception du cerveau et des muscles. A l’inverse, ROCK2 est 

majoritairement exprimée dans le cerveau, les muscles, le cœur, les poumons et le placenta 

(Nakagawa O et al., 1996 ; Julian L et Olson MF, 2014). 

Ces kinases se distinguent aussi par leur localisation subcellulaire. D’abord, l’adressage membranaire 

des kinases ROCK1 et ROCK2 présentent une dynamique différente. En effet, les domaines PH de 

ROCK1 et ROCK2 sont caractérisés par des affinités variables pour les lipides membranaires. A 

l’inverse de ROCK1, ROCK2 à une grande affinité pour PIP3 et PIP2 (Yoneda A et al., 2005). Parmi les 

localisations subcellulaires distinctes entre les 2 isoformes, on retrouve ROCK1 proche de la 

membrane plasmique, au niveau des AFs, des fibres de stress d’actomyosine et exclusivement dans 

le cytosol. A l’opposé ROCK2 co-localise avec la VE-cadhérine, la vimentine et le compartiment 

nucléaire (Lisowska J et al., 2018 ; Iizuka M et al., 2012). 
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2.2.2.3. Les Effecteurs des kinases ROCKs 

Les kinases ROCKs sont impliquées dans la formation des fibres de stress d’actomyosine pour 

moduler la contraction intracellulaire en régulant la production de phospho-MLC (myosin-light chain) 

(Amano M et al., 1996). Pour cela, les ROCKs peuvent directement phosphoryler la MLC ou inhiber la 

phosphatase MLCP (myosin-light chain phosphatase) (Kureishi Y et al., 1997). Les ROCKs peuvent 

aussi activer des inhibiteurs de phosphatases tel que CPI-17 (C-potentiated phosphatase inhibitor of 

17 KDa) dont la phosphorylation augmente sa capacité inhibitrice de 1000 fois et favorise la 

contraction intracellulaire (Koyama M et al., 2000). Ainsi, la phosphorylation de la MLC est un 

marqueur majeur de l’activité de kinases ROCKs (Figure 32).  

En régulant la contractilité intracellulaire, les ROCKs sont impliquées dans la formation et la stabilité 

des adhésions focales (AFs) et des jonctions intercellulaires. Ainsi, elles jouent un rôle majeur dans 

l’intégrité de la paroi vasculaire. Indépendamment de leur action pour la phosphorylation de la MLC, 

les ROCKs sont impliquées dans d’autres voies de signalisation pour réguler l’homéostasie 

tensionnelle de la cellule endothéliale. En effet, elles activent les protéines ERM (Ezrin, Radixin et 

Moesin), dont la phosphorylation par les ROCKs stimule l’ancrage des filaments d’actine à la 

membrane (Matsui T et al., 1998). Elles activent aussi les LIM kinases (LIMK1 et LIMK2) qui à leur tour 

inhibe la cofiline pour induire une augmentation de la production d’actine F (Maekawa M et al., 

1999). Longtemps envisagées comme redondantes, de nombreuses données montrent aujourd’hui 

que ces deux isoformes ont en fait des fonctions complémentaires pour réguler l’homéostasie 

contractile de la cellule. En effet, la MLC est préférentiellement phosphorylée par ROCK1 pour 

générer des fibres de stress d’actomyosine contractiles ventrales alors que ROCK2 inhibe 

préférentiellement la cofiline pour favoriser la polymérisation de l’actine corticale et stabiliser les 

jonctions VE-cadhérine (Newell-Litwa KA et al., 2015 ; Yoneda A et al., 2005 ; Lisowska J et al., 

2018)(Figure 32). De manière intéressante, dans les VSMC KO d’une isoforme ROCK, une 

compensation s’effectue par la surexpression de l’autre isoforme (Nunes KP et al., 2010). Quelques 

études ont permis de caractériser des effecteurs spécifiques des ROCKs. Une étude a montré que la 

forme clivée de ROCK1 dans les cardiomyocytes, induit l’activation du facteur de transcription SRF 

(serum-response factor) pour l’activer la voie TGF-β et favoriser l’état de fibrose (Yang X et al., 2012). 

Quant à ROCK2, il est décrit dans le compartiment nucléaire pour phosphoryler spécifiquement le 

remodeleur chromatinien p300 (Tanaka T et al., 2006). 
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Figure 32 : Les effecteurs des kinases ROCKs pour la régulation du cytosquelette d’actine. Les kinases ROCKs régulent l’état 

de contractilité de la cellule. Pour cela, elles phophorylent la MLC (myosin-light chain) pour augmenter la contractilité des 

fibres de stress d’actomyosine. En parallèle, les kinases ROCKs limitent l’action de la phosphotases MLCP et activent 

l’inhibiteur de phosphatase CPI-17. De plus, les ROCKs activent la LIM kinase qui limite à son tour l’action de la cofiline. La 

cofiline qui favorise la dépolymérisation de l’actine. Les isoformes ROCK1 et ROCK2 ont des actions complémentaires sur les 

remaniements du cytosquelettes puisque la MLC est préférentiellement phosphorylée par ROCK1 et l’action de la cofiline est 

préférentiellement inhibée par ROCK2. 

3. Les facteurs de transcription mécanosensibles 

Les forces environnementales peuvent déclencher la mise en place d’un nouveau programme 

d’expression génique dans la cellule. En effet, la mécanique intracellulaire est capable de moduler 

l’activité de facteurs de transcription contrôlant l’expression de nombreux gènes déterminants pour 

l’identité endothéliale. L’activité de ces facteurs de transcription est médiée par la régulation de leur 

transport nucléaire ou bien par le remaniement chromatinien de leurs sites d’action. Des altérations 

dans ces mécanismes de régulation participent à de nombreuses pathologies endothéliales et à 

l’angiogenèse tumorale.  

3.1. Régulation mécanique de la dynamique du transport nucléaire 

L’activité d’un facteur de transcription peut être modulée par la dynamique de son transport 

nucléaire.  Les protéines, ayant pour vocation d’être importé dans le noyau, possèdent une séquence 

d’import nucléaire appelée NLS (nuclear localisation signal) qui est reconnue par des protéines 

solubles : les importines α et β. Ces adaptateurs interagissent avec les pores nucléaires et favorisent 

la translocation de la protéine. A l’opposé l’exportation nucléaire nécessite la reconnaissant d’une 

séquence d’export NES (Nuclear export signal) par les protéines solubles de type exportines (Ullman 

KS et al., 1997). 

La mécanique intracellulaire est capable de moduler la dynamique des transports nucléaires par 

l’augmentation de l’ouverture des pores nucléaires. Cette ouverture est médiée par la contraction 

des fibres d’actomyosine périnucléaires qui transmettent les forces issues de la MEC directement au 

noyau. En réponse à un stimulus mécanique tel que la rigidité matricielle, la contraction des fibres 

périnucléaires induit un aplatissement du noyau qui acquiert une forme elliptique. Ce changement 

de forme induit un étirement et une ouverture des pores nucléaires. De cette manière, la 

contractilité intracellulaire facilite les transports des facteurs de transcription entre le cytoplasme et 

le noyau (Elosegui-Artola A et al, 2017) (Figure 33A) 

La formation et la stabilisation des fibres de stress périnucléaires nécessite la présence du complexe 

protéique LINC (linker of nucleoskeleton and cytoskeleton complex). Ce complexe, qui traverse 

l’enveloppe nucléaire, est composé des protéines SUN (Sad/UNC-84) et des nesprines (nuclear 

envelope spectrin repeat). Les protéines SUN sont situées au niveau de la membrane interne du 

noyau et interagissent avec les lamines nucléaires (Haques F et al., 2006 ; Khatau SB et al., 2009).  Du 

côté de la membrane externe du noyau, la nesprine interagit avec le cytosquelette d’actine 

notamment les fibres de stress périnucléaires (Taranum S et al., 2012)(Figure 33B). 
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Figure 33 : Impact de la contractilité intracellulaire sur la régulation du transport nucléaire. (A) Impact de la rigidité du 

milieu et de la contractilité des fibres périnucléaires d’actomyosine sur l’ouverture des pores nucléaires. Exemple du 

transport nucléaire de YAP dépendant de la rigidité de la MEC. D’après Elosegui-Artola A et al, 2017. (B) Représentation 

schématique du complexe LINC au niveau de la membrane nucléaire. D’après Meinke P et al., 2011. 

3.2. Remaniements chromatiniens mécanosensibles 

Une autre manière de réguler l’activité d’un facteur de transcription est de moduler l’accessibilité de 

ces promoteurs cibles. Cette accessibilité est régulée par des remodeleurs chromatiniens qui 

génèrent des modifications post-traductionnelles de type méthylation ou acétylation sur les histones. 

La méthylation de lysines des histones est assurée par des métyltransférases pour générer des 

structures chromatiniennes condensées dépourvues d’activité transcriptionnelle appelée : 

hétérochromatine.  A l’opposé, l’euchromatine est une zone décondensée et transcriptionnellement 

active grâce à l’acétylation des histones, effectuée par les HATs (Histone Acétyltransférases). Ces 

remodeleurs chromatiniens agissent de manière dynamique pour moduler l’accessibilité des 

promoteurs par la condensation de la chromatine et modifier ainsi l’expression des gènes. 

Les stimuli mécaniques extracellulaires déclenchent des remaniements chromatiniens par 

l’intermédiaire de la contraction des fibres de stress périnucléaires. Les forces générées par le 

cytosquelette d’actomyosine sont transmises par l’intermédiaire du complexe LINC aux lamines A/C 

nucléaires elles-mêmes reliées à la chromatine du noyau (Figure 37B). 

3.3. Les facteurs de transcription mécanosensibles impliqués dans l’homéostasie endothéliale 

De nombreux facteurs de transcription mécanosensibles sont impliqués dans l’homéostasie 

endothéliale. Ces facteurs sont majoritairement sensibles aux forces hémodynamiques appliquées 

sur la cellule endothéliale. Leur activation va dépendre de la nature du flux qui peut être linéaire ou 

perturbé. Ainsi les facteurs de transcription de la famille KLF2, KLF4 et NRF2 vont voir leur activité 

augmenter dans des cellules endothéliales soumises à un flux unifié. Ce sont des facteurs de 

transcription dit vaso-protecteurs. A l’inverse, les facteurs comme la β-caténine, YAP/TAZ, AP-1, NF-

kappaB et HIF-α sont inhibés par le flux unifié et sont surexprimés dans les zones où le flux est faible 

et perturbé. Leur activation va induire la mise en place de nombreuses voies de signalisation 

délétères pour l’homéostasie endothéliale (Niu N et al., 2019)(Figure 34).  
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Figure 34 : Les facteurs de transcription mécanosensibles dans l’homéostasie endothéliale. La régulation de l’expression 

de facteurs de transcription en fonction de la nature du flux sanguins induit la mise de programmes d’expression géniques 

pour guider les comportements cellulaires en fonction du microenvironnement. D’après Niu N et al., 2019. 

3.3.1. Les facteurs de transcriptions KLF2 et KLF4 

Les facteurs de la famille KLF (Krüppel-like factor) sont des facteurs de transcription à doigt de zinc, 

des domaines leur permettant de lier l’ADN. Trois membres de cette famille sont décrits pour être 

impliqués dans la fonction endothéliale : KLF2, KLF4 et KLF6. Les facteurs KLF2 et KLF4 sont dits 

mécanosensibles car leur expression est induite par un flux sanguin laminaire (Dekker RJ et al., 2002). 

Environ 15% des gènes régulés par le flux sont dépendants de l’expression de KLF2 (Parmar KM et al., 

2006). L’expression de KLF2 est déclenchée par le flux sous le contrôle du facteur de transcription 

MEF2, lui-même activé en réponse à l’activation de la voie MAP kinase dépendante de ERK5 

(Figure39). 

Ces facteurs de transcription partagent une grande homologie structurale et ciblent souvent les 

mêmes effecteurs (Atkins GB et Jain MK, 2007). Ce sont des facteurs vasoprotecteurs avec des 

propriétés anti-inflammatoires, anti-coagulantes et anti-oxydantes. En effet, KLF2 et KLF4 favorisent 

l’expression de eNOs dans les cellules endothéliales et inhibent tous deux le facteur de transcription 

pro-inflammatoire NF-kappaB (SenBanerjee S et al., 2004 ; Hamik A et al.,2007). Pour cela, KLF2 se lie 

à l’histone acétyltransférase p300/HAT pour inhiber l’action de NF-kappaB (SenBanerjee S et al., 

2004). De plus, le KO KLF2 chez la souris induit un défaut de maturation des vaisseaux avec un défaut 

dans le recrutement des VSMCs. Il est observé une léthalité passé E14,5, provoquée par la formation 

de vaisseaux dilatés et hémorragiques (Kuo CT et al., 1997). 

De manière générale, KLF2 et KLF4 sont des facteurs de transcription favorables à la stabilisation de 

l’identité endothéliale. Ils contrôlent l’expression d’une large proportion des gènes de la cellule 

endothéliale (Sangwung P et al., 2017). De plus, ils favorisent la quiescence endothéliale en inhibant 

les processus prolifératifs et angiogéniques, dépendant de la voie VEGF et de la voie TGF-β (Dekker 

RJ et al., 2006 ; Ghaleb AM et al., 2005 ; Bhattacharya R et al., 2005). En effet, KLF2 inhibe le co-

facteur AP-1 ainsi que la phosphorylation de Smad2 (Boon RA et al., 2007). (Figure 35). 

3.3.2 Le facteur de transcription Nrf2 

L’activité du facteur de transcription Nrf2 est stimulée par les forces de cisaillements qui favorisent 

sa translocation nucléaire (Hsieh CY et al., 2009). Nrf2 régule l’expression de gènes impliqués dans les 

processus anti-inflammatoires et dans la réponse au stress oxydatif (Figure 35). Ce facteur est 

capable de se lier aux promoteurs de gènes codant pour les interleukines pro-inflammatoires IL-6 et 

IL1-β pour inhiber leur expression (Kobayashi EH et al., 2016). De manière intéressante les facteurs 
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KLF2 et NRF2 sont régulés par ERK5 (Parmar KM et al.,2006 ; Kim M et al., 2012). De plus, une étude 

transcriptomique a permis de mettre en évidence que les facteurs KLF2 et NRF2 détiennent 76% de 

gènes cibles en commun dans les cellules endothéliales (Fledderus JO et al., 2008). Ainsi ces facteurs 

de transcriptions semblent agir en synergie en réponse aux forces hémodynamiques. 

3.3.3. Le co-facteur de transcription β-caténine 

Comme expliqué plus haut, l’application d’un flux sanguin discontinue sur les cellules endothéliales 

déstabilise le complexe VE-cadhérine/β-caténine. De cette manière, le co-facteur β-caténine est 

transloqué au noyau pour interagir avec le facteur de transcription LEF/TCF et favoriser des 

processus de transitions identitaires impliqués au cours du développement ainsi que dans de 

nombreux cancers. De manière intéressante, la rigidité de la matrice favorise aussi la translocation 

nucléaire de la β-caténine qui induit l’expression de gènes prolifératifs (Samuel MS et al., 2011, 

Avvisato CL et al., 2007) (Figure 35). 

3.3.4. Les facteurs de transcription YAP/TAZ liés aux pathologies endothéliales  

Les co-facteurs YAP (Yes-associated protein) et TAZ (Transcriptionnal co-activator with PDZ-bindind 

motif) sont largement décrits dans la voie de signalisation Hippo impliquée dans la mise en place des 

tissus chez l’embryon. Cette voie régule la taille des organes en contrôlant l’état prolifératif, la survie  

et l’état de différenciation des cellules au cours du développement (Piccolo S et al., 2014). YAP et TAZ 

sont des coactivateurs de transcription qui s’associent aux facteurs de transcription TEADs. Les 

facteurs TEADs activent des gènes pour la prolifération cellulaire. De nombreuses études démontrent 

que l’activité de ces facteurs est dépendante de la contractilité du cytosquelette et des petites 

GTPases Rho. Ces facteurs sont sensibles à différents stimuli mécaniques tels que la rigidité de la 

matrice, la forme de la cellule, l’état de confluence des cellules (contacts intercellulaires) et les forces 

hémodynamiques (Dupont S, 2016). La translocation nucléaire de YAP et TAZ est proportionnelle à 

l’augmentation de la rigidité matricielle. Elle met en jeu la voie Rho/ROCK et la production de fibres 

de stress (Olson EN et Nordheim A, 2010).  A l’inverse, une matrice souple induit la séquestration de 

YAP dans le cytoplasme (Argona M et al., 2013). Dans la cellule endothéliale, YAP peut être recruté 

aux jonctions VE-cadhérines. Cette interaction est régulée par la protéine EPS8 qui entre en 

compétition avec YAP pour lier la VE-cadhérine. Ainsi EPS8 régule la localisation cellulaire et le 

transport nucléaire de YAP (Giampietro C et al., 2015). 

L’activation de cette voie YAP/TAZ mécanosensible est favorable à la progression des cancers par ses 

actions prolifératives et pro-inflammatoires (Zanconato F et al., 2016). L’activation de cette voie est 

aussi associée à l’athérosclérose. Dans les cellules endothéliales, la translocation nucléaire des 

facteurs YAP/TAZ est déclenchée lorsque les cellules sont soumises à un flux perturbé (Wang KC et 

al., 2016) alors que le flux laminaire vasoprotecteur induit la phosphorylation et l’inactivation de ces 

facteurs. (Figure 35). 
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Figure 35 : Régulation des facteurs mécanosensibles en fonction du flux. Sous un flux linéaire, les facteurs KLF2, KLF4 et 

NRF2 inhibent l’expression de gènes pro-inflammatoire. A l’inverse, un flux perturbé induit la translocation nucléaire et 

l’activation des facteurs de transcription YAP/TAZ et β-caténine. Ils ciblent de nombreux gènes impliqués dans les voies pro-

inflammatoires et prolifératives associées aux pathologies cardio-vasculaires.  
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Chapitre IV La pathologie CCM (Cerebral 

Cavernous Malformation) 

1. Les angiomes cérébraux 

1.1. Description, symptômes et traitement 

L’angiome cérébral ou la lésion CCM (Cerebral cavernous malformation en anglais) est le résultat 

d’une malformation des capillaires cérébraux anormalement dilatés qui, par empilement, forment 

une masse tubéreuse ou framboisée. La taille de l’angiome peut varier de quelques millimètres à 

quelques centimètres (Figure 36A). On retrouve ces malformations dans les vaisseaux à faible flux au 

niveau du réseau des capillaires veineux (ou « lits capillaires »). Les capillaires défectueux ont un 

caractère hémorragique. Ils présentent une lame basale épaissie, segmentée et ils sont dénués des 

cellules du parenchyme cérébral (péricytes et astrocytes) nécessaire à l’intégrité de la barrière 

hémato-encéphalique (BHE). 

On estime que 0,5% de la population mondiale présente une ou des lésions CCM. D’après les études 

25-50% des personnes présentant un angiome cérébral sont asymptomatiques (Wei S. et al., 2020). 

Cependant, un angiome cérébral peut affecter le tissu neuronal et générer des symptômes 

neurologiques comme des crises d’épilepsies, de violents maux de tête et différentes affections 

neurologiques qui se manifestent en fonction de la taille de l’angiome et de l’aire cérébrale où se 

situe la lésion (vertiges, diplopie, fourmillement ou engourdissement dans un membre, trouble de 

l’audition, trouble du langage, paralysie d’un côté du corps) (Morrison L et Akers A 2016). L’état 

hémorragique de la lésion est rarement responsable d’une perte de conscience ou d’un coma car le 

flux sanguin est faible dans les angiomes mais l’épanchement sanguin est suffisant pour 

endommager le tissu cérébral et être à l’origine des affections neurologiques.  

Une imagerie par résonnance magnétique (IRM) ou un scanner, permettent de détecter et de situer 

la ou les lésions qui se forment au niveau des hémisphères cérébraux ou au niveau du tronc cérébral 

(Figure 36B). Une opération chirurgicale permet de retirer l’angiome, mais des lésions situées dans 

des zones plus profondes et plus critiques, ne peuvent pas être atteintes. Il est donc nécessaire de 

développer des traitements pharmacologiques pour pallier à ces limitations chirurgicales (Fisher OS 

et al. 2014). 
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Figure 36 : Description des lésions CCM. (A) Représentation schématique d’une lésion CCM. D’après le site dartmouth-

hitchcock.org. (B) IRM de patient présentant une lésion CCM. Depuis Public, Orphanet Grand 2008.  

1.2. Origine sporadique ou héréditaire 

Une lésion CCM peut apparaitre de manière sporadique (80% des cas), le patient présente 

généralement une lésion unique. Les cas plus sévères, avec plusieurs lésions, ont comme origine une 

mutation génétique héréditaire autosomale dominante (20% des cas), on parle de cas familiaux 

(Riant F et al. 2010). 

1.2.1. Origine familiale des lésions CCM 

On connait 3 gènes responsables pour la formation des lésions CCM : CCM1/KRIT1, CCM2/OSM et 

CCM3/PDCD10. La mutation perte de fonction d’un seul de ces 3 gènes est suffisante pour induire 

des lésions CCM (Cavalcanti D et al., 2012). Parmi les formes familiales de la maladie, 80% présentent 

une mutation germinale hétérozygote. On connait aujourd’hui 150 mutations germinales sur ces 3 

gènes responsables de la formation des lésions CCM. Toutes ces mutations sont dites perte de 

fonction car elles génèrent un codon stop prématuré dans la séquence du gène. Généralement les 

formes familiales présentent un diagnostic plus sévère avec l’apparition de nombreuses lésions, 

cependant, des cas sporadiques à multiples lésions sont observés, ils sont à l’origine d’une mutation 

« de novo » dans 45% à 67% des cas. On observe aussi des cas sporadiques à multiples lésions sans 

mutations des gènes CCM dont l’origine n’est toujours pas expliquée (Riant F et al. 2010). Les 

symptômes apparaissent chez les patients CCM1 et 2 autour de 30 à 40 ans et plus. La mutation du 

gène CCM3 est à l’origine d’une maladie plus sévère et plus précoce avec de nombreuses lésions qui 

apparaissent parfois chez les enfants de moins de 10 ans (Denier C et al.2006). 

1.2.2. Hypothèse de Knudson : une mutation bi-allélique pour la genèse des lésions 

L’étude de la génétique de la maladie CCM a confirmé que la formation des lésions CCM suit 

l’hypothèse de Knudson, ce qui permet d’expliquer la prédisposition des cas familiaux à la formation 

de nombreuses lésions CCM. D’après Pangenstecher A et al, la formation des lésions CCM est due à 

la perte des 2 allèles du gène CCM (Two-hit mutation) (Pagenstecher A et al.,2009). Une première 

mutation d’origine germinale responsable de la perte du premier allèle est suivi d’une mutation 

somatique responsable de la perte du deuxième allèle. La présence de mutations somatiques 

additionnelles est confirmée dans les lésions de patients hétérozygotes pour les gènes CCM1, CCM2 

et CCM3. Les auteurs expliquent que ces mutations somatiques sont retrouvées uniquement dans les 

cellules endothéliales. En suivant un mécanisme de mutation bi-allélique, l’étude montre que les 

gènes CCM fonctionnent de la même manière que les gènes suppresseurs de tumeurs (Akers A et al 

2009 ; Pagenstecher A et al., 2009). Cette hypothèse a été testée et validée dans des modèles de 

souris ccm hétérozygotes croisées avec des souris KO pour p53. Des lésions caractéristiques se 

forment au bout de plusieurs mois. En effet, le croisement avec des souris p53 KO permet 

d’augmenter l’instabilité génétique et la probabilité d’obtenir des mutations somatiques (Plummer N 

et al., 2004). 

1.3. Les modèles d’étude de la mutation CCM  

Plusieurs modèles d’études in vivo et in vitro ont été développé pour mieux comprendre les 

mécanismes cellulaires à l’origine de la formation des lésions lors de la perte du complexe CCM. Des 
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mutants murins et des mutants chez le poisson zèbre ont été créé pour étudier l’impact de la perte 

de CCM sur la stabilité des vaisseaux sanguins. 

1.3.1. Les modèles murins 

Alors que les modèles murins hétérozygotes des gènes Ccm1, Ccm2 et Ccm3 ne présentent pas de 

lésions rétiniennes ou cérébrales, les K.O constitutifs sont léthaux et engendrent des défauts du 

développement cardiaque. 

A. Pour pallier à cette létalité précoce, des modèles inductibles ont été développés basés sur 

l’activation de la Cre-recombinase induite par injection de tamoxifène. Des souris Ccmfl/fl sont 

croisées avec des souris exprimant la Cre-recombinase sous le promoteur VE-cadhérine (CDH5) pour 

générer des souris Cdh5-creERT2 Ccmfl/fl. Ce modèle dit "acute" permet de générer des souris 

néonatales homozygotes, sous injection de tamoxifène, 1 à 3 jours après la naissance. Le modèle 

"acute" présente de nombreuses lésions dans le cerveau, principalement dans le cervelet, mais aussi 

dans la rétine (Figure 37). La sévérité des lésions générées est telle que les souris ne survivent pas 

jusqu’à l’âge adulte (Boulday G et al., 2011). 

B. Pour limiter la sévérité des lésions et se rapprocher de la fréquence des lésions observées chez 

l’Homme, il a été développé un modèle mutant inductible exprimé uniquement dans les cellules 

endothéliales cérébrales (Cardoso C et al., 2020). Pour cela, la Cre-recombinase est exprimée sous le 

promoteur du gène Slco1c1, un canal anion spécifiquement exprimé dans les cellules endothéliales 

de vaisseaux cérébraux. Dans ce modèle, les lésions sont réparties sur l’ensemble du cerveau et 

suivies jusqu’à 5 mois. 

C. Le modèle "chronique" est basé sur le croisement de souris hétérozygotes pour un des gènes Ccm 

avec des souris ayant des prédispositions pour générer des mutations somatiques (souris p53 -/- ou 

Msh2 -/-). Ce modèle permet d’observer un développement stochastique des lésions et d’obtenir des 

lésions matures dont les caractéristiques sont semblables à celles retrouvées chez l’Homme 

(Zeineddine H et al., 2019). 

D. Enfin, le modèle des souris Confetti est basé sur l’expression d’un rapporteur multicolore appelé 

Brainbow 2.1 dépendant de l’action de la Cre recombinase elle-même sous l’expression du 

promoteur de la VE-cadhérine (CDH5). Le croisement de ces mutants avec des souris CCM3fl/fl permet 

d’associer un marquage fluorescent aux cellules endothéliales homozygotes mutantes après 

induction au tamoxifène (Malinverno M et al., 2019) et permet de suivre le devenir des cellules 

issues d’un même clone (Detter MR et al., 2018). 

1.3.2. Le modèle poisson zèbre 

La mutation des protéines CCM chez le poisson zèbre (mutants CCM2 hi296, KRIT1 ty219c ou 

PDCD10) engendre un défaut de valvogénèse et génère un phénotype de cœur hypertrophié (Hogan 

BM et al., 2008) (Figure 37). Cette hypertrophie rend la fonction cardiaque défectueuse et s’associe à 

une absence du flux sanguin. Parce que les mutants sont capables de survivre pendant 7 jours en 

absence de fonction cardiaque, ce modèle permet d’étudier l’impact du flux sanguin sur la formation 

des lésions CCM. Pour restaurer ce flux, dans les mutants KRIT1ty219c, la fonction cardiaque est 

restaurée par l’expression additionnelle d’une protéine EGFP-KRIT1 sous le contrôle du promoteur 

Gal4 TgBAC(nfatc1:GAL4FF)mu286 exprimé uniquement dans les cellules endothéliales cardiaques 
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(Rödel CJ et al., 2019). Ce modèle a permis de mettre en évidence le rôle du flux pour prévenir 

l’apparition des lésions CCM in vivo. 

L’utilisation additionnelle de morpholinos dans les mutants ccm a permis d’identifier des acteurs 

moléculaires impliqués dans la formation des lésions CCM tels que l’intégrine β1, KLF2, KLF4 et 

ROCK1 (Renz M et al., 2015, Lisowska J et al., 2018). 

De plus, la perte des protéines CCM chez le poisson-zèbre induit la formation de lésions vasculaires le 

long de l’aorte dorsale. Ainsi, grâce à ce modèle, il est possible d’étudier la fonction endothéliale in 

vivo. 

1.3.3. Modèle in vitro : les HUVECs 

L’utilisation de lignée cellulaires endothéliales primaires permet d’étudier le rôle du complexe 

protéique CCM dans la fonction endothéliale. Une technique de Knock-Down (K.D) par transfection 

de siRNA ou par infection de shRNA dirigés contre les protéines CCM est appliquée sur des lignée 

cellulaires primaires endothéliales humaines. Il existe plusieurs lignées comme les HUVECs issus de la 

veine du cordon ombilical ou les HDMECs qui sont des cellules endothéliales du derme.  

Les cellules K.D pour les protéines CCM présentent une morphologie élargie et allongée. Les 

jonctions intercellulaires VE-cadhérine sont défectueuses et la monocouche endothéliale est altérée. 

Les cellules endothéliales révèlent une hypercontractilité associée à la présence de nombreuses 

fibres de stress d’actomyosine ainsi qu’une diminution de l’actine corticale (Figure 37). 

 

Figure 37 : Les différents modèles CCM. L’étude de la mutation des protéines CCM peut s’effectuer à travers différents 

modèles in vivo. Chez la souris, la mutation des protéines CCM est à l’origine de lésions vasculaires cérébrales et au niveau 

de la rétine. Chez le poisson-zèbre, la mutation des protéines CCM génère un cœur hypertrophié ainsi que des lésions 

vasculaires le long de l’aorte dorsale. In vitro, les cellules HUVECs mutées pour les protéines CCM présentent une 

morphologie élargie et allongée avec une altération des jonctions intercellulaires et une augmentation de la formation de 

fibres de stress d’actomyosine .D’après Boulday G et al., 2011 ; Renz M et al., 2015 ; Lisowska J et al., 2018. 

2. Les complexes CCM : plusieurs complexes pour différentes voies de signalisation 

Les protéines KRIT1, CCM2 et PDCD10 forment un complexe protéique hétérotrimérique. La 

formation de ce complexe est requise pour activer des voies de signalisation nécessaires au bon 

fonctionnement de la cellule endothéliale. Cependant, les protéines CCM contiennent des domaines 
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protéiques distincts leur permettant de se lier à des partenaires protéiques différents et d’intervenir 

ainsi dans plusieurs voies de signalisation (Draheim KM et al. 2015). 

2.1. Structure en domaines des protéines CCM  

2.1.1. La protéine KRIT1 

Le gène CCM1 est localisé sur le chromosome 7q, il contient 16 exons codant pour la protéine 

appelée K-Rev interaction trapped 1 (KRIT1). KRIT1, la plus grande des protéines CCM, est composée 

de 736 acides aminés pour une masse moléculaire de 84 kDa. Elle ne présente pas d’activité 

catalytique et elle est exprimée de manière ubiquitaire. 

La mutation du gène CCM1 est à l’origine de 50% des formes familiales de la pathologie CCM. KRIT1 

est un parfait exemple de protéine d’échafaudage. Elle est constituée de plusieurs domaines 

d’interaction qui lui permettent d’interagir avec des récepteurs transmembranaires, des adaptateurs 

cytoplasmiques ou bien encore les microtubules. 

 En N-terminal, la protéine KRIT1 est composée d’un domaine Nudix suivi de 3 motifs NPxY/F et un 

domaine FERM en C-terminal. L’affinité du domaine FERM-NPxY/F permet à KRIT1 de se replier sur 

elle-même dans une conformation fermée (Béraud-Dufour S et al., 2007). Elle est retrouvée dans le 

cytoplasme, au niveau des jonctions intercellulaires, et dans le noyau. En effet, elle contient 2 

domaines NLS (Nuclear localisation signal) en N-terminal et en C-terminal et un domaine NES 

(Nuclear export signal). Grâce à son domaine FERM, la protéine KRIT1 est capable d’interagir avec 

des partenaires contenant un motif NPxY/F comme la protéine transmembranaire HEG1 et la petite 

GTPase Rap1-GTP. Le motif NPxY/F de KRIT1 permet d’interagir avec le domaine PTB (phospho-

tyrosine binding) de son partenaire ICAP-1, un régulateur négatif de l’intégrine β1, et la protéine 

CCM2. Le domaine Nudix de la protéine KRIT1, lui permet une interaction avec les microtubules 

(Draheim KM et al., 2015 ; Béraud-Dufour S et al., 2007 ; Padarti A et Zhang J, 2018) (Figure 38). 

2.1.2. La protéine CCM2 

Le gène CCM2 est localisé sur le chromosome 7p, il contient 10 exons codant pour la protéine 

MGC4607 ou malcarvenin composée de 444 acides aminés pour une masse moléculaire de 34 kDa. 

Elle est exprimée de manière ubiquitaire et la mutation de son gène est à l’origine de 20% des formes 

familiales de la maladie CCM. La protéine CCM2 ne présente pas d’activité catalytique. Elle est 

capable de lier les protéines KRIT1 et PDCD10, lui conférant le rôle de plateforme du complexe 

protéique CCM. 

En N-terminal, la protéine CCM2 contient un domaine PTB (Phospho-tyrosine binding) suivi d’un 

domaine HHD en C-terminal. Elle est retrouvée dans le cytoplasme, au niveau des jonctions 

intercellulaires, et dans le noyau malgré l’absence de séquences NLS. La translocation nucléaire de 

CCM2 dépend de sa liaison à la protéine KRIT1 par son domaine PTB. Les domaines PTB sont connus 

pour lier les phospholipides de la membrane plasmique, mais le rôle de ce domaine protéique sur le 

contrôle de la localisation membranaire de CCM2 est controversé. (Draheim KM et al., 2015, 

Faurobert E et Albigès-Rizo C, 2010 ; Padarti A et Zhang J, 2019).  La formation du complexe KRIT1-

CCM2 contrôle la localisation et la stabilisation de KRIT1 (Zawistowski JS et al., 2005) ainsi que la 

localisation de son interacteur ICAP-1 (Faurobert E et al., 2013). Indépendamment de KRIT1, la 

protéine CCM2 est une plateforme pour la petite GTPase Rac1 ainsi que pour les kinases MEKK3 et 

MKK3 (Uhlik MT et al., 2003) (Figure 38). 
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La protéine CCM2L (CCM2-like) partage une forte homologie de séquence avec la protéine CCM2. 

Dans le modèle du poisson zèbre, la perte de CCM2L phénocopie le défaut de développement 

cardiaque observé dans le mutant CCM2 (Rosen JN et al., 2013). La protéine CCM2L peut lier KRIT1 et 

entrer en compétition avec la protéine CCM2 (Zheng X et al., 2012). Mais son implication dans la 

formation des lésions CCM est encore mal définie.  

2.1.3. La protéine PDCD10 

Le gène CCM3 est localisé sur le chromosome 3q, il contient 7 exons codant pour la protéine 

Programmmed cell death 10 (PDCD10). Elle est composée de 212 acides aminés pour une masse 

moléculaire de 25 KDa. C’est la plus petite des protéines CCM. La mutation du gène ccm3 est à 

l’origine de 10% des formes familiales de la maladie CCM. Elle est exprimée de manière ubiquitaire et 

présente la particularité de pouvoir se dimériser grâce au domaine de dimérisation (dimer) en N-

terminal. Elle est structurée d’un domaine FAT-H en C-terminal lui permettant de lier des partenaires 

protéiques y compris la protéine CCM2 (Draheim KM et al., 2015 ; Faurobert E et Albigès-Rizo C, 

2010 ; Padarti A et Zhang J, 2019). Indépendamment du complexe KRIT1/CCM2, la protéine PDCD10 

se lie au complexe protéique STRIPAK (Striatin interacting phosphatase and kinase). Ce complexe 

comprend la protéine striatin, les kinases GCKII dont MST4/MASK, MST3/ST24 et ST25/YSK1/SOK1 et 

les protéines STRIP1/FAM40A et STRIP2/FAM40B. Ainsi PDCD10 détient de nombreux partenaires 

protéiques comme : la petite GTPase Rac1, Cdc42, RIPOR1/FAM65A : une protéine associée à la 

GTPase RhoA, la paxiline, la protéine RIPOR1 (Rho family interacting cell polarization) et UNC13D 

impliquée dans l’exocytose (Wei S et al., 2020) (Figure 38). 

 

 

Figure 38 : Organisation des domaines des protéines CCM et partenaires associés. Les partenaires associés aux protéines 

CCM sont indiqués en vert.  D’après Wei S et al., 2020 

2.2 Rôle du complexe CCM dans l’homéostasie fonctionnelle de la cellule endothéliale  

Le caractère hémorragique des lésions CCM démontre une altération de l’intégrité du tissu 

endothélial. Les études in vitro de cellules endothéliales déplétées pour les protéines KRIT1, CCM2 ou 

PDCD10 ont permis de mettre en évidence la dérégulation de nombreuses fonctions biologiques de 
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la cellule endothéliale. Lors de la perte des protéines CCM, le phénotype majeur observé est une 

altération de l’architecture et de l’homéostasie tensionnelle des cellules endothéliales. La perte des 

protéines CCM engendre une augmentation de la formation des fibres de stress d’actomyosine, une 

déstabilisation des jonctions intercellulaires et une altération des jonctions cellules-matrice 

extracellulaire (MEC).  

2.2.1. Stabilisation des jonctions intercellulaires dépendantes de VE-cadhérine 

Le complexe protéique CCM est connu pour stabiliser les jonctions intercellulaires de la cellule 

endothéliale. D’ailleurs, la protéine KRIT1 est effectrice de la petite GTPase Rap1 (Béraud-Dufour S et 

al., 2007), dont le rôle dans l’angiogenèse et la stabilité vasculaire a bien été démontré notamment 

pour la stabilisation des jonctions intercellulaires (Carmona G et al., 2009).  Le complexe KRIT1-Rap-1 

forme une plateforme qui favorise la liaison de nombreuses protéines jonctionnelles avec la VE-

cadhérine telles que la β-caténine, la caténine p120, AF-6 et ROCK2 (Glading A et al., 2007 ; Liu JJ et 

al., 2011 ; Lisowska J et al., 2018). La protéine KRIT1 joue un rôle essentiel pour localiser le complexe 

protéique tripartite CCM aux AJs et cette localisation semble essentielle pour l’intégrité du tissu 

endothélial (Figure 39). 

2.2.2. Régulation des jonctions cellule-matrice 

L’étude in vitro de cellules endothéliales a permis de mettre en évidence une augmentation de la 

formation des adhésions focales riches en intégrines β1 dans les cellules endothéliales mutées pour 

les gènes CCM (Faurobert E et al., 2013) ce qui engendre une augmentation de l’adhésion des cellules 

endothéliales à leur MEC. Comme indiqué précédemment, KRIT1 interagit avec la protéine ICAP1 qui 

est un inhibiteur de l’intégrine β1 (Bouvard D et al., 2003). L’interaction de KRIT1 avec ICAP-1 

stabilise sa conformation. Lorsque KRIT1 est perdue, ICAP-1 est dégradée par le protéasome ce qui 

relève l’inhibition de l’intégrine β1 et provoque la formation de nombreuses adhérences focales à la 

MEC (Faurobert E et al., 2013). De même, lorsque CCM2 est perdue, KRIT1 et ICAP1 sont dégradées 

ce qui induit aussi une augmentation de l’activation de l’intégrine β1 dans les cellules endothéliales 

(Faurobert E et al., 2013) (Figure 39). Il est possible que la protéine PDCD10 régule aussi l’adhérence 

à la MEC car elle lie la paxiline par son domaine FAT-H (Draheim KM et al. 2015) mais ceci n’a pas été 

étudié de manière approfondie. 

2.2.3. Régulation de l’homéostasie tensionnelle de la cellule endothéliale 

La perte des protéines CCM altère l’architecture et l’homéostasie tensionnelle de la cellule 

endothéliale, ce qui se traduit par la formation de fibres de stress d’actomyosine ainsi qu’une 

diminution de l’actine corticale. Les protéines CCM sont connues pour inhiber l’activité de la GTPase 

RhoA et de ses effecteurs, les kinases ROCKs, impliquées dans le remaniement du cytosquelette 

d’actine (Whitehead KJ et al., 2009 ; Stockton RA et al., 2010 ; Borikova AL et al., 2010). 

Pour inhiber la GTPase RhoA, la protéine CCM2 se lie à la protéine SMURF1 (Smad ubiquitin 

regulatory factor 1) et forment un complexe qui favorise l’adressage de RhoA au protéasome (Crose 

LE et al., 2009). La protéine PDCD10 interagit avec le complexe STRIPAK, qui comprend MST4, STK24, 

and STK25, et qui favorise l’activation de la moésine, un inhibiteur de la GTPase RhoA (Figure 39). 

En aval de RhoA, KRIT1 et CCM2 forment une plateforme qui localise et régule l’activité des kinases 

ROCK1 et ROCK2 dans la cellule endothéliale. Le complexe KRIT1-CCM2 inhibe l’activité de la kinase 

ROCK1 et favorise l’adressage de ROCK2 aux jonctions intercellulaires. Ainsi, lorsque le complexe 

KRIT1-CCM2 est perdu, la kinase ROCK1 est suractivée et ROCK2 est délocalisée des jonctions 
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intercellulaires (Lisowska J et al., 2018). Des mesures de microscopie à traction de force (TFM) 

montrent le caractère hypercontractile de la cellule endothéliale déplétée pour les protéines KRIT1 et 

CCM2 (Faurobert E et al., 2013). Cette hypercontractilité provient de l’augmentation de la 

phosphorylation de la MLC par ROCK1 (Figure 39). Cette augmentation de la contractilité 

intracellulaire est observée chez l’homme sur les coupes de lésions ainsi que dans tous les modèles 

animaux de ccm et les cellules endothéliales in vitro (Whitehead KJ et al., 2009 ; Stockton RA et al., 

2010 ; Lant B et al., 2015). 

 

Figure 39 : Le complexe CCM dans l’homéostasie endothéliale. En fonction de ses partenaires protéiques, le complexe CCM 

est impliqué dans la régulation des jonctions cellule-matrice, dans les remaniements du cytosquelette d’actine et favorise le 

maintien des jonctions interendothéliales. 

2.2.4. Autres voies de signalisation régulées par les protéines CCM et impliquées dans la quiescence 

endothéliale 

De nombreuses études mettent en évidence des comportements cellulaires angiogéniques grâce à 

des mesures de tubulogenèse et de sprouting cellulaire, acquis par des cellules endothéliales 

déplétées pour les protéines KRIT1, CCM2 et PDCD10 (Wüstehube J et al., 2010, Zhu Y et al., 2011, 

You et al., 2013). Plusieurs voies de signalisation semblent impliquées mais certaines ne font pas 

l’unanimité notamment la voie NOTCH-DELTA et la voie VEGF dont l’activation ou l’inhibition varie 

dans les différents mutants CCM.  

A. La voie Delta-Notch est inhibée lors de la perte de KRIT1 ou de PDCD10. Cette inhibition est 

caractérisée par une diminution de l’expression de DLL4 et des récepteurs Notch1, Notch3 et Notch4 

(Wüstehube J et al., 2010, Zhu Y et al., 2011, You C et al., 2013, Schulz GB et al., 2015). Bien que 

CCM2 soit nécessaire au bon déroulement de l’angiogenèse embryonnaire, son rôle sur cette voie 

Delta-Notch n’est pas clairement défini (Boulday G et al., 2009). 
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B. Décrite par plusieurs études, la voie de signalisation VEGF est augmentée chez de nombreux 

patients atteints de la maladie CCM (Jung KH et al., 2003 , Abe T et al., 2009). La perte de KRIT1, 

favorise l’activation du récepteur VEGFR2, un point clef dans l’initiation de la réponse au VEGF par les 

cellules. De plus, cette même activation favorise la phosphorylation de la β-caténine et stimule son 

transport nucléaire (Disteffano PV et al., 2014). A l’opposé, la voie VEGF est inhibée lors de la perte 

de la protéine PDCD10 car elle est nécessaire à la stabilisation du récepteur VEGFR2 (He Y et 

al.,2010). 

C. La voie de signalisation Wnt/β-caténine est activée lors de la perte des protéines KRIT1 et PDCD10. 

C’est la dislocation des jonctions VE-cadhérines qui favorise la libération de la β-caténine pour qu’elle 

soit transloquée plus facilement dans le noyau. Cependant la perte de CCM2 ne montre pas d’effet 

sur l’expression des gènes dépendants de β-caténine dans le modèle murin (Glading A et al., 2009 ; 

Boulday G et al., 2011 ; Distefano PV et al., 2014). 

D. Enfin, la voie TGF-β/SMAD/BMP6 ainsi que la voie des MAP kinases, dépendante de MEKK3-MEK5-

ERK5, sont activées lors de la perte des protéines KRIT1 et PDCD10 (Uhlik MT et al., 2003 ; 

Zawistowski JS et al., 2005). En effet, la voie MEKK3-MEK5-ERK5 favorise la production de BMP6 et la 

phosphorylation de SMAD1 et SMAD3 (Cutano R et al., 2016 ; Malinverno M et al., 2019). Ces voies 

de signalisation stimulent l’expression des facteurs de transcription KLF2 et KLF4 dont la 

surexpression est responsable de la formation des lésions CCM chez la souris et le poisson-zèbre. De 

plus, la surexpression de ces facteurs est observée dans les lésions de patients sporadiques et 

familiaux (Zhou Z et al., 2015 ; Zhou Z et al.,2016). 

3. Mise en place et mécanismes de maturation des lésions CCM 

La genèse des lésions CCM, leur croissance ainsi que leur maturation semblent dépendre d’un 

enchainement de comportements cellulaires qui diffèrent entre les mutants ccm1, 2 et 3.  De 

nombreuses études cherchent à détailler les différentes étapes nécessaires à la mise en place des 

malformations CCM.  

3.1. L’expansion clonale   

Le modèle de souris confetti a permis de mettre en évidence une expansion clonale des cellules 

mutantes CCM3 -/- (Detter MR et al., 2018 ; Malinverno M et al., 2019). Cette expansion clonale serait 

responsable de la genèse des lésions mais ce point est actuellement discuté et pourrait différer selon 

les 3 mutants. En effet, l’approche des souris confetti n’a pas encore été utilisée pour les modèles 

ccm1 et ccm2 mais des différences dans la capacité de ces cellules à proliférer suggèrent que ces 

modèles pourraient être différents de ccm3. Il reste encore beaucoup d’incertitudes quant aux 

capacités prolifératives des cellules endothéliales déficientes pour KRIT1 et CCM2, des résultats 

contradictoires ont été publiés in vitro (Zhu Y et al.,2011) et in vivo (Boulday G et al., 2009 ; Hogan 

BM et al, 2008). 

3.2 Le mosaïcisme génotypique : formation de lésions chimères  

Un mosaïcisme génotypique cellulaire des lésions CCM est observé chez des patients hétérozygotes 

CCM1, CCM2 et CCM3. Les lésions sont composées de cellules mutantes CCM-/- et de cellules non-

mutantes CCM-/+ (Pagenstecher A et al., 2008 ; Rath M et al., 2019). Le modèle de souris confetti a 
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permis de confirmer le caractère chimérique des lésions CCM (Detter MR et al., 2018 ; Malinverno M 

et al., 2019). Pour favoriser la croissance et la maturation de la lésion, les cellules mutantes CCM-/- 

sont capables de recruter les cellules CCM-/+ voisines pour qu’elles s’incorporent dans la lésion néo-

formée. Ce modèle de croissance est conforté par des expériences de chimio-attraction in vitro et in 

vivo de cellules sauvages par des cellules mutantes CCM-/- (Malinverno M et al., 2019).  

3.3. La transition identitaire et les comportements pro-angiogéniques 

L’altération des jonctions cellule-cellule est un évènement en faveur de l’initiation de l’angiogenèse. 

La dislocation des jonctions VE-cadhérine favorise l’adressage de la β-caténine au noyau pour activer 

la transcription de gènes pro-angiogéniques qui déclenche une transition endothélio-

mésenchymateuse partielle des cellules endothéliales. Maddaluno L et al démontrent une 

augmentation de l’expression de marqueurs mésenchymateux dans le modèle murin CCM1 KO ainsi 

que dans les lésions humaines sporadiques et héréditaires (Maddaluno L et al., 2013 ; Bravi L et al., 

2016). Plus récemment, cette équipe a démontré la mise en place d’une endoMT dans les cellules 

sauvage CCM+/+ avoisinant les cellules mutantes CCM-/- qui expriment alors de nombreux 

marqueurs mésenchymateux. Cette transition serait induite de manière paracrine par les cellules 

mutantes (Malinverno M et al., 2019). 

On sait aujourd’hui le rôle clef des protéines CCM pour la vasculogenèse et l’angiogenèse chez 

l’embryon humain et chez la souris (Tanriover G et al., 2009 ; Boulday G et al., 2009). La voie de 

signalisation CCM est nécessaire dans les cellules endothéliales pour un développement normal de 

l’endocarde et pour empêcher des malformations vasculaires postnatales. Comme indiqué 

précédemment, il semble que les lésions CCM soient la conséquence d’une angiogenèse anormale 

(Sure U et al., 2001). Dans le modèle murin, un nombre plus important de lésions est observé lorsque 

la mutation CCM2 est induite à un stade embryonnaire où la plasticité des vaisseaux et les processus 

angiogéniques dominent (Boulday G et al., 2011). Ce constat semble contradictoire aux 

comportements des lésions observées chez l’Homme. Chez les patients hétérozygotes, l’apparition 

des lésions semble corrélée avec l’âge des patients. Cependant, l’apparition des lésions CCM dans les 

tissus adultes pourrait être initiée par un stimulus pro-angiogénique tel que l’état hypoxique des 

tissus acquis avec le temps. 

3.4. Relation des cellules mutantes CCM avec le microenvironnement 

3.4.1. Le remodelage de la MEC 

L’observation histologique et ultrastructurale des lésions humaines a mis en évidence des défauts 

dans l’environnement matriciel autour des lésions. La lame basale apposée aux cellules endothéliales 

présente par endroit un aspect multi-lamellé anormal (Clatterbuck RE et al., 2001). De plus, les 

lésions sont entourées par une matrice de collagène dense comme dans les fibroses.  

Une organisation aberrant de la fibronectine et du collagène III est également observée autour des 

lésions des modèles murins KRIT1 KO et CCM2 KO (Faurobert E et al., 2013). Lors de la perte de KRIT1 

ou de CCM2, les nombreuses adhérences 51 sous tension génèrent des fibres de fibronectine 

linéaires et parallèles aux fibres de stress intracellulaires à la différence des cellules sauvages qui 

tissent un réseau maillé (Faurobert E et al., 2013). Comme observée autour des tumeurs, ces fibres 

linéaires et parallèles de fibronectine conduisent au remodelage d’une MEC vraisemblablement plus 

rigide que la MEC normale (Attieh Y et al., 2017). Cette matrice anormale est suffisante pour 
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conférer un phénotype mutant à des cellules endothéliales sauvages cultivées dessus (Faurobert E et 

al., 2013). Ceci suggère que le remodelage anormal de la MEC pourrait participer à l’expansion des 

lésions CCM par un effet de propagation de proche en proche.  

Il a également été détecté, dans les lésions CCM issues de patients, la présence de métalloprotéases 

(MMPs). Ces médiateurs sont sécrétés par la cellule endothéliale pour remodeler la matrice 

extracellulaire (Choquet H et al., 2016). Dans le modèle de poisson zèbre, la perte de KRIT1 et de 

CCM2 favorise la sécrétion de la protéinase ADAMTS4 par les cellules endothéliales in vitro, ce qui 

conduit à un remodelage anormal de la MEC et participe à l’absence de formation du canal atrio-

ventriculaire cardiaque (Zhou Z et al., 2016). 

3.4.2. Environnement inflammatoire et recrutement du système immunitaire 

Le stress oxydatif dû à la surproduction d’espèces réactives à l’oxygène (ROS) engendre des 

dommages protéiques, membranaires et nucléiques dans la cellule. Ces dommages favorisent l’état 

inflammatoire des tissus en induisant une réponse immunitaire. Or, une augmentation de la 

production des ROS a été détectée dans les 3 mutants CCM (Gibson C.C et al., 2015 ; Fidalgo M et al., 

2012). Les protéines CCM contrôlent des voies anti- et pro-oxydatives pour assurer un équilibre 

d’oxydo-réduction dans la cellule endothéliale. On sait aujourd’hui que les protéines CCM contrôlent 

l’autophagie mitochondriale pour limiter la production de ROS délétère pour le tissu endothélial 

(Marchi S et al., 2015). L’action du système immunitaire dans la propagation des lésions a été 

suspectée par la découverte de 13 gènes d’immunoglobuline sur-exprimés dans les lésions CCM 

issues de patients (Shenkar R et al., 2003). Cette hypothèse a été confortée par la détection de 

cellules immunitaires (Lymphocytes B, lymphocytes T, monocytes et macrophages) et notamment 

l’expansion clonale des lymphocytes B observée autour des lésions CCM (Shi C et al., 2007) qui aurait 

un impact majeur sur la croissance et la maturation des lésions. Ainsi, la suppression des 

lymphocytes B grâce à l’utilisation d’un anti-BR3 souris, est suffisante pour diminuer la taille des 

lésions et leur caractère hémorragique chez la souris KO pour CCM. Cependant, la modulation des 

lymphocytes B n’a pas d’impact sur la genèse des lésions (Shi C et al., 2016). 

3.4.3. Altération de la sensibilité au flux sanguin 

De manière intrigante, la formation des lésions s’effectue uniquement dans les capillaires sanguins 

soumis à un flux sanguin faible.  La raison exacte n’est pas encore connue mais quelques études 

récentes ont donné un début d’explication. Les forces de cisaillement générées par le flux sanguin 

module la forme des cellules, leur force d’adhésion à la MEC, la stabilité de leurs jonctions 

intercellulaires et in fine leur profil d’expression génique. En l’absence de flux, les cellules déplétées 

en CCM ont un phénotype semblable à celui qu’adoptent des cellules normales soumises à un fort 

flux. Elles sont allongées et présentent des fibres de stress transversales ancrées à de nombreuses 

adhérences focales riches en intégrine β1. A l’inverse, les cellules endothéliales qui surexpriment le 

complexe CCM présentent une désensibilisation au flux sanguin. Elles ne s’alignent pas et ne 

changent pas de morphologie quel que soit la force du flux (Macek Jilkova Z et al., 2014). D’après les 

auteurs, le complexe CCM permet à la cellule endothéliale de s’adapter au flux en régulant leur force 

d’adhésion à la MEC. 

En complément dans le modèle du poisson zèbre, Rödel CJ et al, confirment que seuls les vaisseaux à 

faible flux présentent des lésions dans les mutants pour ccm1. Ils concluent que le flux sanguin 

protège de l’apparition des lésions (Rödel CJ et al., 2019). In vitro, des cellules endothéliales 

déplétées en CCM ont une morphologie normale lorsqu’elles sont cultivées sous flux alors qu’elles 

présentent les défauts caractéristiques de CCM en absence de flux (Li J et al., 2019). Dans cette 
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étude, les auteurs expliquent que l’augmentation du flux est suffisante pour restaurer un programme 

d’expression génique endothélial normal. 

En conclusion, les cellules endothéliales déplétées pour les protéines CCM semblent générer un 

environnement inflammatoire et augmenter la rigidification de la MEC ce qui conduirait à la 

propagation des lésions CCM. L’initiation des lésions est peut-être la conséquence de la perte de 

l’équilibre entre la force du flux sanguin et la rigidité de la MEC. Cependant, les mécanismes 

moléculaires complexes déclenchés par ces dérégulations mécaniques restent encore inconnus à ce 

jour. 

 

Figure 40 : Les étapes de maturation de la lésion CCM. Lorsque des cellules mutantes CCM sont soumises à un flux perturbé, 

la formation de la lésion CCM est initiée par une prolifération clonale des cellules mutantes (CCM-/-) (A). Elles sont capables 

de remodeler la MEC par la sécrétion de protéases et en altérant la fibrillogenèse de la fibronectine. De plus, les cellules 

mutantes subissent une endoMT, recrute des cellules naïves et induisent leur transition mésenchymale (cellules roses). Des 

cellules immunitaires viennent incorporer le tissu et induire un environnement inflammatoire (B). L’ensemble de ces 

comportements sont favorables à la formation de lésions CCM mosaïques composées de cellules mutantes (cellules oranges) 

et cellules naïves ayant subi une endoMT (cellules roses) (C).  
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Chapitre V La sénescence cellulaire 

1. Description de la sénescence 

Les cellules primaires en culture in vitro ne se divisent pas indéfiniment, cela a permis de proposer la 

notion de "sénescence cellulaire". Cet état est caractérisé par un arrêt du cycle cellulaire tout en 

gardant une forte activité métabolique (Hayflick L., 1965). Elle présente plusieurs caractéristiques 

moléculaires et phénotypiques qu’il est nécessaire de mettre en évidence pour identifier avec 

certitude une sénescence. Elle est identifiable par un arrêt du cycle en phase G1 accompagné d’une 

activité lysosomale β-galactosidase accrue, d’une morphologie aberrante, d’un remaniement 

chromatinien et d’une activité sécrétoire accrue (Salama R. et al., 2014). 

1.1. Surexpression des inhibiteurs de cyclines pour l’arrêt du cycle cellulaire  

Une cellule sénescente est caractérisée par un arrêt du cycle cellulaire ou un défaut de prolifération. 

Cependant, cette unique caractéristique n’est pas suffisante pour décrire la sénescence. In vivo, la 

plupart des cellules sont en phase quiescente, hors du cycle cellulaire (la phase G0). Néanmoins, 

certaines populations cellulaires sont capables de rentrer dans le cycle cellulaire qui se segmente en 

4 phases successives : la phase G1, la phase S (phase de réplication de l’ADN), la phase G2 et la 

mitose (phase de division cellulaire) (Figure 41). La succession de ces phases est contrôlée par des 

complexes protéiques constitués de cyclines associées à des kinases spécifiques, les CDKs (cyclin-

dependent kinases). 

Chaque cycline est responsable de l’activation d’une ou plusieurs CDKs. Chaque complexe 

cycline/CDK est spécifique à la régulation d’une phase du cycle cellulaire (Figure 41). Pour cela, Ils 

contrôlent des processus cellulaires tels que la fragmentation nucléaire, la compaction de l’ADN ou 

sa réplication. 

 

Figure 41 : Régulation du cycle cellulaire par les complexes Cycline/CDK.  
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La régulation de ces complexes est assurée par des protéines inhibitrices de kinases : les CDKI 

(cycline-dependant kinase inhibitor). Il existe 2 familles de CDKI : les INK4 (p16INK4A, p15INK4B ,p18INK4Cet 

p14ARF) et les CIP/KIP (p21CIP1, p27KIP1 et p57KIP2). Les cellules sénescentes sont caractérisées par la 

surexpression des CDKI p21CIP1, p16INK4A, p15INK4B, p14ARF (et p19ARF chez la souris) (Sharpless N.E et 

DePinho R.A, 1999 ; Lowe SW et al., 2004). Ces CDKI sont impliquées dans deux voies canoniques 

aboutissant à un arrêt du cycle en phase G1. Cependant, les cellules sénescentes peuvent aussi voir 

leur cycle stoppé en phase G2 ou en phase S (Erickson S et al., 1998). 

La voie p16INK4A/ CyclineD/CDK4-6/Rb : 

Au cours de la prolifération, le facteur de transcription E2F régule des gènes impliqués dans la phase 

S du cycle cellulaire. Son régulateur principal est la protéine Rb (la protéine du rétinoblastome) qui 

assure une liaison inhibitrice avec le facteur de transcription E2F. Pour assurer la progression de la 

phase G1 et la transition vers la phase S, le complexe cycline D/CDK4-6 phosphoryle la protéine Rb 

pour l’empêcher de se lier à E2F, capable alors d’activer les gènes nécessaires à la progression vers la 

phase S (He S et al., 2000).  

Dans les cellules sénescentes, l’expression de la protéine p16INK4A inhibe l’action du complexe cycline 

D/CDK4-6. De cette manière, la voie p16INK4A-Rb déclenche un arrêt du cycle cellulaire en phase G1 

(Hara E et al., 1996 ; Chicas A et al., 2010 ; Stein GH et al., 1990) (Figure 42). 

La voie p14ARF/MDM2-MDMX/TP53/p21CIP1 : 

La protéine p53 est un suppresseur de tumeur très étudié. La mutation perte de fonction de ce gène, 

ou une dégradation anormale de la protéine, est responsable de nombreux cancers. La stabilité de la 

protéine p53 est régulée par les protéines MDM2 et MDMX qui favorisent l’adressage de p53 au 

protéasome (Shi D. et Gu W., 2012 ; Shadfan M et al., 2012). Dans les cellules sénescentes, la 

protéine p14ARF lie MDM2 et MDMX et inhibe leur activité ubiquitine-ligase (E3) stabilisant ainsi la 

protéine p53. La stabilisation de p53 induit l’expression de p21CIP1 qui inhibe l’action des complexes 

CyclineA/CDK1/CDK2 et CyclineB/CDK1 (Zhang Y et al., 1998). 

 

Figure 42 : Rôle des CDKI pour la régulation du cycle cellulaire. (A) Action des différentes CDKI sur les complexes 

cycline/CDK. (B) Régulation de l’activité transcriptionnelle du facteur de transcription E2F par la protéine Rb pour la 

progression du cycle cellulaire. D’après Lobjois V, 2005. 

1.2. Remaniements chromatiniens pour la reprogrammation génique 
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La sénescence cellulaire est caractérisée par une reprogrammation du profil d’expression génique. 

De nombreuses voies de signalisation sont inhibées notamment celles nécessaires à la prolifération 

cellulaire. Cette répression transcriptionnelle massive est le résultat de remaniements 

chromatiniens. 

 

1.2.1. La formation des SAHFs (Senescence-associated heterochromatin foci) 

Les cellules sénescentes sont caractérisées par l’apparition de foci nucléaires visibles par marquage 

DAPI. Ces foci sont appelés les SAHFs (Senescence-associated heterochromatin foci). Ils sont 

caractérisés par une accumulation de marques épigénétiques répressives (H1P1, macroH2A, 

H3K9m3) et un enrichissement de la protéine structurale chromatinienne HMGA (Narita M et al., 

2003) (Figure 43). De manière intéressante, les foci SAHFs sont incompatibles avec la quiescence 

cellulaire, leur formation étant régulée par la voie de signalisation impliquant la protéine Rb, active 

uniquement pendant la phase G1 (Narita M et al., 2003). C’est pourquoi la présence de SAHFs est 

une caractéristique spécifique des cellules en sénescence. La formation des SAHFs est le résultat d’un 

réarrangement spatial de structures d’hétérochromatine préexistantes qui favorise une répression 

massive d’un ensemble de gènes impliqués dans la prolifération cellulaire (Chandra T et al., 2012). 

Cette formation est initiée par la translocation de la protéine chaperonne d’histone HIRA au niveau 

des corps nucléaires PML (Zhang R et al., 2007).   

 

Figure 43 : Les foci d’hétérochromatine observés dans les cellules sénescentes (SAHFs). (A) Rôles et composante protéique 

des SAHFs. D’après Rai TS et Adams PD, 2011. (B) Image DAPI de cellules sénescentes surexprimant la protéine oncogène 

Ras et immunomarquage pour la marque répressive H3K9me3. D’après Chandra T et al., 2012. 

1.2.2. La diminution de l’expression de la lamine B  

Les lamines sont des protéines filamenteuses accolées à la membrane interne du noyau (Dechat T et 

al., 2010). Leur remaniement conduit à une interaction plus ou moins forte avec la chromatine pour 

moduler les profils d’expression génique. De manière intéressante, les cellules qui entrent en 

sénescence présentent une diminution de l’expression de la lamine B associée à une redistribution 

de ses points d’enrichissement dans le noyau (Freund A et al., 2012). Dans les cellules sénescentes, la 

réduction de lamine B favorise la formation de SAHFs (Sadaie M et al., 2013) (Figure 44).  
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Figure 44 : Rôle de la lamine B sur la formation des SAHFs au cours de la sénescence. La diminution de Lamine B dans les 

cellules en sénescence favorise la formation des structures SAHFs enrichies par les marques épigénétiques H3K9me3 ou 

H3K27me3. (LAD : Domaines d’association à la lamine ; ONM : membrane nucléaire externe ; INM : Membrane nucléaire 

interne). D’après Corpet A et Stucki M, 2014. 

1.3. Activité métabolique des cellules sénescentes  

Les cellules sénescentes sont caractérisées par une morphologie large et aplatie, un compartiment 

cytoplasmique étendu et elles sont parfois multi-nuclées. Cette morphologie est commune à 

l’ensemble des cellules sénescentes quel que soit le signal inducteur. Cette hypertrophie cellulaire 

semble être le résultat d’une activité autophagique et métabolique altérée. 

1.3.1 Augmentation de l’activité β-galactosidase 

Le marqueur de sénescence le plus connu est l’activité β-galactosidase lysosomale (SA-

−galactosidase) détectée à pH acide (pH=6) in vitro et in vivo (Dimri G.P et al., 1995 ; Lee B.Y et al., 

2006). Cette enzyme catalyse l’hydrolyse des -galactosides en monosaccharides. Cette activité est 

accrue dans les cellules sénescentes et peut ainsi facilement être observée grâce une réaction 

chromogénique du X-gal qui produit un précipité bleu lorsqu’il est clivé. Cependant, cette activité 

n’est pas nécessaire à l’entrée en sénescence et s’est révélée ne pas être non plus spécifique de la 

sénescence.  Elle peut être observée en réponse à des facteurs de croissance, tels que le TGF-β, sans 

induction de sénescence cellulaire (Untergasser G et al., 2003). 

1.3.2. Augmentation de la macro-autophagie et SAPD 

La macro-autophagie élimine les mitochondries défectueuses pour limiter la production de ROS et 

favoriser la survie cellulaire. Ce phénomène joue un rôle antitumoral puisqu’il déclenche la mort 

cellulaire autophagique ou la sénescence (Elgendy M et al., 2011 ; Young AR et al., 2009). Un autre 

phénomène favorable à l’entrée en sénescence est appelé SAPD (Senescence-associated protein 

degradation). Ce phénomène est caractérisé par l’activation de la voie de signalisation UPP 

(ubiquitine proteasome pathway) qui déclenche une dégradation massive des protéines impliquées 

dans la fonction mitochondriale, la réponse aux dommages à l’ADN et le cycle cellulaire (Dechênes-

Simard X et al., 2014) 

L’augmentation du métabolisme oxydatif fournit l’énergie nécessaire au phénomène sécrétoire SASP 

(décrit ci-dessous) observé dans les cellules sénescentes (Kaplon J et al., 2013). De plus, la macro-

autophagie et le SAPD limitent le stress protéotoxique induit par ce comportement sécrétoire massif 

(Dörr JR et al., 2013).  
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1.3.3. Sénescence associée au phénotype sécrétoire 

Les cellules sénescentes sont métaboliquement actives et subissent un changement d’expression 

génique qui permet la sécrétion d’un panel de facteurs signalétiques. Elles expriment un sécrétome 

enrichi de divers facteurs tels que des chimiokines, des cytokines, des facteurs de croissance, des 

protéines matricielles et des protéases (Coppé JP et al., 2010). La production de ces protéines est 

assurée par une activité transcriptionnelle intense sous le contrôle des facteurs de transcription 

GATA4, NF-kappaB et CEBP-β (Chien Y et al., 2011 ; Kang C et al., 2015).  

Ce comportement sécrétoire appelé SASP (Senescence-associated with secretory phenotype) est 

spécifique des cellules sénescentes. Il n’est retrouvé dans aucun autre état cellulaire associé à un 

arrêt du cycle tels que la quiescence ou l’état différencié. Certaines protéines sécrétées sont utilisées 

comme marqueurs de sénescence cellulaire. C’est le cas pour PAI-1 alias SERPINE1 (plasminogen 

activator inhibitor type-1) (Kortlever RM et al., 2006). La composition du sécrétome SASP varie en 

fonction du type cellulaire et de la nature de l’induction de la sénescence (Coppé JP et al., 2008). Ces 

facteurs modulent l’inflammation des tissus et le remodelage de la matrice. En effet, les cellules 

sénescentes sécrètent de nombreuses protéases favorables au remodelage de la matrice comme les 

métalloprotéases de la famille des MMPs mais aussi des protéases qui activent des facteurs solubles 

tels que MCP-1, MCP-2, MCP-4 et IL-8 clivés par les MMP-1 et MMP-3 (McQuibban G et al., 2002). Le 

comportement SASP est aussi caractérisé par une altération de la sécrétion des protéines matricielles 

telles que la fibronectine, le collagène ou la laminine (Coppé JP et al., 2010). 

La sécrétion de cytokines permet de recruter le système immunitaire qui assure l’élimination des 

cellules sénescentes (Hoenicke L et Zender L, 2012). En modifiant le microenvironnement, le SASP 

favorise la prolifération, l’inflammation, l’angiogenèse, et induit une transition identitaire (EMT) des 

cellules voisines (Laberge RM et al., 2012 ; Campisi J, 2013). Cependant, certains facteurs sécrétés 

ont également une action autocrine pour la préservation de l’état sénescent. La sécrétion de IL1-a 

maintien le comportement SASP (Orjalo AV et al., 2009) et la sécrétion IL-6, IL-8, WNT16B et GROα 

maintien l'arrêt du cycle cellulaire (Binet R et al, 2009 ; Yang, G. et al., 2006) (Figure 46). 

2. Rôles de la sénescence 

La sénescence cellulaire est associée au concept de pléiotropie antagoniste car elle est à la fois 

décrite dans le vieillissement, dans la progression de pathologies liées à l’âge mais elle est également 

nécessaire au bon fonctionnement de l’organisme tout au long de la vie (Austad SN et al., 2018). En 

effet, pendant le développement embryonnaire, elle participe à l’organogenèse et plus tard, elle est 

impliquée dans la réparation des tissus et limite la formation des tumeurs.  

2.1. La sénescence pour prévenir les cancers 

L’entrée en sénescence est déclenchée lorsque la cellule cumule de nombreux dommages et 

défaillances. De nombreux stress cellulaires peuvent provoquer l’activation des voies canoniques, 

décrites plus haut, favorables à la sénescence cellulaire (Figure 46). Ces stress sont soit endogènes 

comme le raccourcissement des télomères, l’accumulation des dommages à l’ADN suite à un stress 

oxydatif, l’activation d’un oncogène ou la perte d’un suppresseur de tumeur soit exogènes tels que 

des drogues ou des radiations. 
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2.1.1. La sénescence réplicative  

Au cours de la division cellulaire, l’ADN polymérase assure la réplication de l’ADN pendant la phase S. 

Cependant, à chaque division, l’ADN polymérase manque à dupliquer l’extrémité des chromosomes. 

Ainsi, chaque réplication implique la perte des derniers nucléotides à l’extrémité des chromosomes 

(Watson JD, 1971). Les télomères sont des séquences répétées qui protègent les séquences codantes 

de ce défaut de fin de réplication. Cependant, à chaque division, les séquences télomériques 

raccourcissent jusqu’à atteindre une taille limite (Harley CB et al., 1990). Lorsque cette limite est 

perçue par la cellule, un arrêt du cycle cellulaire s’établi pour préserver les séquences codantes.  

Des systèmes de sauvegarde du génome sont sollicités tels que la réponse aux dommages à l’ADN : la 

voie de signalisation DDR (DNA Damage Response). L’activation de cette voie induit la formation de 

foci nucléaires composés de variants d’histone H2AX phosphorylés ainsi que la présence de protéines 

DDR : 53BP1, NBS1 et MDC1 (D’Adda di Fagagna F et al., 2003). La voie DDR est associée à l’action 

des kinases ATM et ATR activatrices de nombreux effecteurs impliqués dans la régulation du cycle 

cellulaire tels que CDC25, p53 et p21CIP1. Un arrêt du cycle transitoire s’effectue lorsque la voie DDR 

est activée en réponse à une cassure de l’ADN. Cet arrêt du cycle permet à la cellule de recruter les 

systèmes de réparation de l’ADN avant de lever l’inhibition du cycle. Cependant, en réponse à un 

raccourcissement des télomères ou des dommages trop importants de l’ADN, l’arrêt du cycle est 

irréversible et la cellule entre dans un état sénescent ou apoptotique (D’Adda di Fagagna F et al., 

2003).  

A l’opposé des cellules somatiques, les cellules souches ne présentent pas de raccourcissements 

télomériques et ceci grâce à l’expression exclusive de la télomérase (hTERT). Son activité est dédiée à 

l’allongement des télomères de la cellule et s’oppose à l’activité défectueuse de l’ADN polymérase. 

(Wright WE et al., 1996). 

2.1.2. Induction par l’activation d’un oncogène (IOS) 

Un stress génotoxique et l’activation de la voie DDR peuvent être observés en réponse à l’expression 

d’oncogènes. Il est décrit une cinquantaine d’oncogènes favorables à la sénescence (Gorgoulis VG et 

Halazonetis TD, 2010). Les plus connus sont les oncogènes Ras et Raf dont la surexpression favorise la 

prolifération cellulaire (Serrano M et al., 1997). L’induction oncogénique induit une augmentation du 

nombre d’origines de réplication et engendre des défauts de réplication de l’ADN. Ces défauts sont 

détectés par la cellule qui, en retour, active les kinases de la voie DDR (ATM, ATR, CHK2 et CHK1) 

(Bartkova J et al., 2006). L’activation de Ras stimule une cascade de signalisation qui comporte 

Raf/MEK/MAPK permettant l’activation de p53, p16INK4A, p19ARF et de la voie Rb (Lin AW et al., 1998 ; 

Palmero I et al., 1998). En effet, l’activation oncogénique de la voie Ras/Raf/MEK induit l’expression 

des facteurs de transcription Ets1 et Ets2 qui lient le promoteur du gène INK4 pour déclencher la 

sénescence cellulaire (Zhu J et al., 1998 ; Ohtani N et al., 2001).  L’activation oncogénique peut aussi 

favoriser la sénescence par l’activation de la MAPK p38 mais aussi la PI3K qui induit la production de 

ROS (Figure 45). 

L’activation de Ras favorise également une surexpression de PML qui déclenche une sénescence 

prématurée (Pearson M et al., 2000). Cette protéine est associée à la formation des corps nucléaires 

PML et régule l’activité de p53 et p16INK4A pour la mise en place de l’état sénescent (Bischof O et al., 

2002). De même, le complexe Rb-E2F est recruté au niveau des corps PML, de cette manière la 
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surexpression de PML induit l’inhibition de l’expression des gènes cibles de E2F (Vernier M et al., 

2011) 

 

Figure 45 : Les voies de signalisation déclenchées par IOS (Induced Oncogenic Senescence). L'activation oncogénique des 

facteurs Ras et Raf stimule l'expression de la protéine PML, active les kinases de la voie DDR : ATM et ATR et la voie des 

MAPK. L'activation de l'ensemble de ces voies stimule l'expression des inhibiteurs de cyclines, des ROS et inhibe l'activité du 

facteur de transcription E2F. L'ensemble de ces acteurs moléculaires permettent de limiter la progression tumorale par 

l'induction de la sénescence cellulaire. 

2.1.3. Autres inducteurs  

De la même manière que la surexpression des oncogènes, l’altération de la fonction de certains 

suppresseurs de tumeur va favoriser l’entrée en sénescence. C’est le cas de la protéine p53, PTEN, 

NF1 et VHL (Jung SH et al., 2018 ; Young, AP et al., 2008). Les traitements thérapeutiques contre le 

cancer comme le traitement aux UV, la chimiothérapie ou les rayons X induisent également l’arrêt du 

cycle et une entrée en sénescence (Ewald JA et al., 2010). Le traitement par des anti-oxydants limite 

l'entrée en sénescence, ce qui montre l’importance de la production des ROS en tant qu’inducteur de 

sénescence (Macip S. et al., 2002). De manière générale, la production de ROS est observée en 

réponse à divers types de stress inducteurs de sénescence. Comme décrit plus haut, l’activation de la 

voie Ras favorise la production de ROS qui active la MAPK p38 et stimule à son tour la voie p53-

p21CIP1(Figure 45) (Debacq-Chainiaux F et al., 2010). Paradoxalement, plusieurs études montrent que 

la diminution de Lamine B est associée à une diminution de la production de ROS (Shimi T et al., 

2011). Il est à noter que les ROS peuvent, dans certaines conditions, stimuler la prolifération 

cellulaire (Sena LA et Chandel NS, 2012). 
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Figure 46 : Les stress inducteurs, les caractéristiques de la cellule sénescente et les facteurs SASP. De nombreux stress 

endogènes et exogènes peuvent déclencher une sénescence. L’entrée en sénescence est caractérisée par un panel de 

phénotypes cellulaires tels qu’un arrêt du cycle cellulaire, un remodelage chromatinien et une activité métabolique altérée 

associée à une accumulation lysosomale et une activité sécrétoire appelée SASP. Le SASP permet à la cellule de sécréter 

divers facteurs biochimiques ayant une action paracrine sur les cellules voisines et sur le microenvironnement. De plus, le 

SASP génère un message autocrine favorable au maintien de l’état sénescent. D’après Gonzalez-Meljem JM et al., 2017. 

2.2. Rôles de la sénescence dans le vieillissement cellulaire  

La sénescence cellulaire a été déterminée comme à l’origine du vieillissement des tissus et au déclin, 

lié à l'âge, de la fonction des organes. Des cellules positives pour les marquages β-galactosidase et 

pour les CDKIs sont retrouvées sur des tissus âgés. 

Les cellules sénescentes sont liées au vieillissement car elles sont favorables au déclin des capacités 

régénératrices des tissus adultes. En effet, la surexpression de p16INK4A inhibe la progression du cycle 

cellulaire des cellules souches et des cellules progénitrices (Janzen V et al., 2006). De plus, l’activité 

SASP des cellules sénescentes modifie la niche environnementale des cellules progénitrices et bloque 

leur fonction régénérative (Krtolica, A. et al., 2001). De manière intéressante, les cellules 

progénitrices issues de tissus âgés retrouvent leurs capacités régénératrices en contact d’un 

microenvironnement juvénile (Figure 47) (Conboy IM et al., 2005). D’autre part, grâce à la sécrétion 

de protéines matricielles et de protéases, les cellules sénescentes remodèlent la MEC en une matrice 

fibreuse, rigide et pro-inflammatoire qui désorganise l’architecture des tissus, ce qui est favorable 

aux pathologies liées à l’âge.  

On sait aussi qu’un message paracrine pro-sénescent, porté par le SASP, permet de maintenir et de 

propager le phénotype aux cellules voisines. Cette propagation est assurée par la sécrétion de IL1-β 

et du TGF-β (Nelson G et al., 2012 ; Acosta JC et al., 2013). Le TGF-β favorise la production de ROS qui 
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déclenche des dommages à l’ADN. Sachant que les cellules sénescentes perdent leur fonction, la 

dissémination du phénotype induit la défaillance fonctionnelle des organes lors du vieillissement. 

 

Figure 47 : Rôles des cellules sénescentes dans le vieillissement tissulaire et les dysfonctions liées à l’âge. La présence de 

cellules sénescentes altère l’homéostasie de la niche environnementale qui devient hostile au maintien des cellules souches 

et des cellules progénitrices. Le remodelage de la MEC par les cellules sénescentes induit une altération de la structure tri-

dimensionnelle qui rigidifie les tissus et active les fibroblastes environnants favorables à la fibrose des tissus. Le SASP est 

riche de facteurs pro-inflammatoires pour recruter les cellules immunitaires et induire une inflammation des tissus. Enfin, les 

cellules sénescentes sont maintenues par une action autocrine et un message paracrine favorable à la propagation de cet 

état sénescent chez les cellules voisines. L’ensemble de ces comportements cellulaires est favorable au vieillissement des 

tissus et aux maladies liées à l’âge. Adaptation de Jan M. van Deursen, 2014. 

2.3. Rôles de la sénescence des cellules endothéliales dans les pathologies liées à l’âge 

La sénescence cellulaire est associée à de nombreuses pathologies touchant l’ensemble des organes 

telles que les fibroses, les maladies métaboliques, dégénératives ou vasculaires. (Figure 54) (Munoz-

Espin D et Serrano M, 2014).  

Dans l’endothélium, de manière générale, la sénescence des cellules endothéliales est délétère pour 

le maintien de la paroi vasculaire. D’une part, elle réduit les propriétés progénitrices des cellules 

endothéliales qui ne peuvent plus renouveler le tissu. D’autre part, la sénescence déclenche une 

perte de fonction de la cellule endothéliale qui se traduit par une déstabilisation des jonctions 

intercellulaires. Ainsi, la sénescence des cellules endothéliales induit une altération de la barrière 

hémato-encéphalique (BHE) caractérisée par un défaut du recouvrement des péricytes et des pieds 

astrocytaires (Yamazaki Y et al., 2016 ; Kritsilis M et al., 2018). L’absence des cellules murales 

augmente la perméabilité de la paroi vasculaire associée à un défaut de perfusion des vaisseaux. Les 

micro-saignements cérébraux sont délétères pour la fonction neuronale et gliale. Ainsi, la sénescence 

vasculaire est associée à un défaut de myélinisation des axones et à certaines pathologies 

neurologiques comme Alzheimer (Cortes-Canteli M et al., 2020). 

La sénescence prématurée des cellules endothéliales et des VSMCs peut-être soit bénéfique soit 

néfaste selon le niveau d’activation du système immunitaire. En effet, les VSMCs et les cellules 

endothéliales qui résident dans les zones sclérosées des vaisseaux présentent une activité β-

galactosidase accrue ainsi qu'une augmentation de l'expression des CDKI p15 INK4B, p16INK4a, p21CIP1, 

p53 et p14ARF (Holdt LM et al.,2011 ; Ihling C et al., 1997). L’entrée en sénescence des VSMCs permet 

de limiter la formation de la plaque fibreuse caractéristique de l’athérosclérose (Gonzalez-Navarro H 
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et al., 2010). Cependant, la sécrétion de cytokines et interleukines participe à la formation des 

plaques d’athérome. De plus, la sécrétion de protéases tels que MMP12 et MMP13 serait impliquée 

dans la déstabilisation de la plaque responsable des complications de la maladie (Childs BG et al ., 

2016).  

Dans ces zones vasculaires favorables à l’athérosclérose, le flux sanguin perturbé induit l’activation 

des voies p53-p21CIP1 et GATA4-Twist1 qui initient la sénescence endothéliale et le SASP (Warboys C 

et al., 2014 ; Mahmoud M et al., 2019).  Récemment, une étude a montré le rôle du SASP endothélial 

sur les défauts de sensibilité à l’insuline dans le diabète de type 2. Cette étude démontre le rôle de la 

sénescence des cellules endothéliales et de leur SASP pour la progression de maladies métaboliques 

liés à l’âge (Barinda AJ et al., 2020). 

2.4. Rôles de la sénescence dans la progression tumorale 

De manière contre-intuitive, la sénescence peut aboutir à une hyperplasie cellulaire inappropriée. Le 

sécrétome des cellules sénescentes peut déclencher l’expression, dans les cellules voisines, des 

facteurs de reprogrammation cellulaire : NANOG, SOX2 et OCT4 (Ohanna M et al., 2013). Ces facteurs 

favorisent l’émergence, la survie et la migration de cellules souches cancéreuses à l’origine des 

tumeurs (Cahu J et al., 2012 , Mosteiro L et al., 2017).  De manière paracrine, les facteurs du SASP, 

produits par des fibroblastes sénescents présents dans le stroma tumoral, agissent sur différentes 

étapes de la progression tumorale (Alspach E et al., 2013). Par exemple, la sécrétion des interleukines 

IL-6 et IL-8 stimule l'EMT des cellules épithéliales pré-malignes, la migration et l'invasion des cellules 

tumorales (Tamm I et al., 1994 ; Ohanna, M. et al., 2013 ; Coppé JP et al., 2008). De plus, la sécrétion 

massive de protéases par les fibroblastes sénescents, présents dans le stroma tumoral, favorise le 

remodelage protéolytique de la MEC et facilite les mouvements cellulaires (Liu D et Hornsby PJ, 

2007) qui sont de plus guidés par des facteurs SASP solubles ou déposés dans la matrice (Kim YH et 

al., 2017 ; Farsam V. et al., 2016). Enfin, les nombreux facteurs de croissance et les facteurs 

inflammatoires produits favorisent la prolifération tumorale (Figure 48). 

Il est décrit que l'angiogenèse tumorale est stimulée par les fibroblastes en sénescence qui sécrètent 

IL-6 (Ancrile B et al., 2007). De plus, le SASP est composé de nombreux facteurs pro-angiogéniques 

tels que IL-8, MCP-1/2, GROs, PGE2, VEGF, EGF et CSFs (Coppe, J. P et al., 2010 ; Tonini T et al., 2003) 

et permet de recruter de nombreuses cellules immunitaires connues pour sécréter des facteurs pro-

angiogéniques (VEGF, IL-8 et les MMPs). D’autres types d’angiogenèses anarchiques sont induites par 

le SASP notamment dans les rétinopathies (Oubaha M et al., 2016). 
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Figure 48 : Rôles du SASP dans la progression tumorale. Adaptation de Gonzalez-Meljem JM et al., 2017. 

2.5. Rôles de la sénescence pour la cicatrisation 

Le SASP permet d’assurer les différentes étapes de la cicatrisation suite à une blessure. Il permet le 

recrutement des cellules immunitaires et favorise la prolifération cellulaire nécessaire à la 

régénération tissulaire. En effet, une brève exposition aux facteurs SASP, induit l’expression de gènes 

progéniteurs et prolifératifs dans les kératinocytes et favorise la cicatrisation (Ritschka B et al., 2017 ; 

Demaria M et al., 2014). A l’inverse, une exposition prolongée à ces mêmes facteurs déclenche 

l’entrée en sénescence.  De plus, pour promouvoir le bon déroulement de la cicatrisation, les MMPs 

associées au SASP permettent de limiter la fibrose excessive associée aux processus de cicatrisation 

(Krizhanovsky V et al., 2008). 

2.6. Rôles de la sénescence au cours du développement 

Au cours du développement embryonnaire, des cellules sénescentes sont retrouvées dans certaines 

structures et organes telles que le mésonéphros (rein transitoire), le sac endolymphatique et à 

l’extrémité de chaque bourgeon de membre, au niveau de la structure AER (Apical Ectodermal 

Ridge). Les cellules sénescentes expriment des gènes impliqués dans les voies de signalisation 

développementales tels que la voie TGF-β, WNT ou Hedgehog. Ces cellules sont présentes dans une 

fenêtre de temps précise au cours du développement. Elles sont rapidement éliminées par les 

macrophages du système immunitaire (Storer M et al., 2013). De cette manière, les cellules 

sénescentes modulent la morphogenèse des tissus car elles favorisent la dégradation des tissus en 

recrutant les macrophages au niveau des aires interdigitales ou les organes primaires tels que le 

mésonéphros. Aussi, elles limitent la prolifération de certains types cellulaires pour réguler la 

croissance des tissus (Munoz-Espin D et Serrano M, 2014).  

A l’opposé, les facteurs SASP sécrétés favorisent la prolifération des cellules voisines. Ainsi, au niveau 

de l’AER, les facteurs FGF4 et FGF8 sécrétés par les cellules sénescentes stimulent la prolifération des 

cellules mésenchymateuses adjacentes et favorisent la croissance du bourgeon de membre (Storer M 

et al., 2013). 
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3. La dynamique de la sénescence cellulaire 

La sénescence est un processus qui s'établit en plusieurs étapes et qui présente différentes 

cinétiques d'apparition. Il est aujourd'hui possible de dissocier la sénescence précoce de la 

sénescence tardive qui présentent des comportements cellulaires distincts. La sénescence aigue, qui 

est associée à des processus physiologiques, se dissocie de la sénescence chronique impliquée dans 

l'apparition des pathologies liées à l'âge. La dynamique de la sénescence est aussi caractérisée par 

une réversibilité de l'arrêt du cycle et à l'induction d'une reprogrammation vers une état progéniteur 

des cellules préalablement sénescentes. 

3.1. Sénescence précoce vs. Tardive 

La sénescence est initiée par l’expression des inhibiteurs de CDKI, p53-p21CIP1 et p16INK4A pour un 

arrêt du cycle cellulaire. Puis se met en place une sénescence précoce qui se traduit par une 

diminution de l’expression de la lamine B, un remodelage chromatinien et la formation de SAHFs. Ces 

remodelages chromatiniens déclenchent une reprogrammation de l’expression génique à l’origine du 

comportement sécrétoire SASP (Figure 49). La plupart des cellules sénescentes sont alors éliminées 

par le phénomène de clairance immunitaire. Néanmoins, certaines échappent à la surveillance 

immunitaire et entrent dans une phase de sénescence tardive. 

Au stade tardif de la sénescence, les cellules vont subir des remaniements chromatiniens drastiques 

consécutifs à la production de rétrotransposons ou à l’extrusion, dans le cytoplasme, de fragments 

chromatiniens suite à la protéolyse d’histone (De Cecco M. et al., 2013 ; Ivanov, A. et al., 2013).  De 

nouveaux miRNA exprimés vont minimiser l’expression des facteurs inflammatoires du SASP 

permettant ainsi aux cellules d’échapper à la clairance immunitaire pour promouvoir le vieillissement 

des tissus (Bhaumik D. et al., 2009). 
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Figure 49 : Les étapes pour l’établissement de l’état sénescent. L’étape initiale de la sénescence est caractérisée par 

l’activation des inhibiteurs de cycline p16INK4a et/ou p53-p21 pour un arrêt du cycle cellulaire. La sénescence précoce ce 

dirige vers une sénescence complète par la sous-expression de la lamine B1 qui induit un remodelage chromatinien en 

parallèle de l’établissement d’un SASP. La sénescence tardive est caractérisée par des fragments chromatiniens retrouvés 

dans le cytoplasme, une protéolyse des histones et l’expression de rétrotransposons pour moduler la nature du SASP. Cette 

hétérogénéité du SASP module l’efficacité de la clairance immunitaire. D’après Jan M. van Deursen, 2014. 

3.2. Sénescence aigue vs. Chronique 

La sénescence aigue permet de répondre à une blessure pour assurer le bon déroulement de la 

cicatrisation. Elle est aussi importante pour la croissance des membres et la néo-vascularisation au 

cours de l'embryogenèse. Cette sénescence aigue repose sur une grande efficacité de la clairance 

immunitaire qui élimine rapidement les cellules et permet de limiter l’effet du SASP dans le temps et 

l’espace (Storer, M. et al. 2013). Cette clairance est assurée par les macrophages M1, les cellules NK 

et les lymphocyte T helper (Kang TW et al., 2011) qui reconnaissent les récepteurs NKG2D 

(récepteurs de cellules NK) exprimés à la surface de la cellule sénescente (Sagiv A et al., 2016).  

A l’opposé, une sénescence chronique est observée dans les processus de vieillissement tissulaires. 

Lorsque les stress environnementaux et les dommages à l’ADN s’accumulent dans les cellules, 

l’organisme se protège en limitant la prolifération des cellules qui transitent vers un arrêt du cycle et 

une entrée en sénescence (Matheu, A et al., 2007). Cependant, le système immunitaire défectueux 

avec l’âge est moins efficace pour la clairance des cellules sénescentes et c’est une sénescence 

chronique qui s’installe (Wang, J et al., 2011). De cette manière, les cellules sénescentes et leur 

sécrétome inflammatoire contribue à la détérioration des tissus (Figure 50). 
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Figure 50 : Plusieurs cinétiques pour établir les diverses propriétés associées à la sénescence. La sénescence aigue 

(" acute ") est souvent bénéfique et associée aux phénomènes de cicatrisation, de régénération ou au cours du 

développement de l’embryon. Elle est aussi retrouvée lors de sénescences induites par oncogène pour limiter la progression 

tumorale. Dans cette sénescence aigue, les cellules sont rapidement éliminées par le système immunitaire. A l’opposé, une 

sénescence chronique est caractérisée par un défaut de clairance immunitaire, responsable du vieillissement tissulaire et des 

maladies liées à l’âge. Adaptation de Jan M. van Deursen, 2014. 

3.3. Réversibilité de l’arrêt du cycle  

De nombreuses études montrent que l’arrêt du cycle des cellules sénescentes est réversible en 

fonction du contexte cellulaire et du microenvironnement. In vitro, les fibroblastes sénescents 

peuvent retourner dans le cycle grâce à l’inhibition de la voie de signalisation p53 (Dirac AM et 

Bernards R, 2003). Dans certains types cellulaires, cette réversion n’est possible que dans un 

contexte signalétique cellulaire particulier où la voie de signalisation p16 INK4A-Rb est sous-régulée 

(Beauséjour CM et al., 2003). On sait aussi qu’une réversion est possible par l’inhibition de la 

sécrétion d’IL-6, l’interleukine favorable au maintien de l’état sénescent (Kuilman T et al., 2008).  Des 

études pour la reprogrammation cellulaire d’iPS (induced pluripotent stem cells) ont montré que le 

cocktail OCT4, SOX-2, KLF4 et c-MYC induit une activation des voies p53 et INK4 pro-sénescentes 

(Banito A et al., 2009) qui bloquent l’émergence d’iPS. Or, une reprogrammation iPS a pu être 

obtenue à partir de cellules sénescentes réplicatives par un traitement de ce même cocktail avec 

l’ajout de NANOG et LIN28 (Lapasset L et al., 2011). La présence de SAHFs serait un indicateur de la 

réversibilité du processus sénescent. Dans leur étude de reprogrammation d’iPS à partir de cellules 

sénescentes, la disparition des foci SAHF précède la reprise du cycle cellulaire (Lapasset L et al., 

2011). 

De manière intéressante, cette réversion confère aux cellules des caractéristiques de cellules souches 

et de cellules progénitrices. Cette conversion est favorable aux processus de cicatrisation mais aussi 
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pour la propagation des cancers (Ritschka B et al., 2017 ; Milanovic M et al., 2018). Ainsi, les cellules 

sénescentes seraient une source de cellules souches cancéreuses (Figure 51).  

Des voies de signalisation permettant aux cellules sénescentes de retourner dans le cycle cellulaire, 

comme la voie mTOR, seraient impliquées dans cette reprogrammation vers un état souche (Aarts M 

et al., 2017). 

 

 

Figure 51 : La reprogrammation vers un état progéniteur associée à la sénescence.  Dans les cancers, la prolifération 

accrue déclenche l’entrée en sénescence de certaines cellules qui grâce à l’activité SASP étendent cet état sénescent aux 

cellules voisines (la sénescence paracrine ou sénescence secondaire). La clairance immunitaire de certaines cellules 

sénescentes est favorisée par les facteurs SASP sécrétés. Cependant, les cellules sénescentes restantes peuvent subir une 

reprogrammation cellule souche/progénitrice et ré-entrer dans le cycle cellulaire. D’après Lee S et Schmitt CA 2019. 
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Les lésions CCM sont le résultat d’une perte de fonction de la cellule endothéliale qui se traduit par 

une altération des jonctions intercellulaires et l’initiation d’une angiogenèse anarchique (Carmona et 

al.,2009 ; Glading et al., 2007 ; Sure et al., 2001). Cette déstabilisation fonctionnelle est le résultat 

d’une altération de l’homéostasie tensionnelle de la cellule endothéliale. Plus précisément, la perte 

du complexe CCM bloque le dialogue entre les jonctions intercellulaires dépendantes de la VE-

cadhérine et les intégrines aux AFs (Faurobert et al., 2013 ; Whitehead et al., 2009 ; Stockton et al., 

2010). Pour réguler ce dialogue, le complexe CCM balance l’activité et contrôle la localisation des 

kinases ROCK1 et ROCK2 en aval de RhoA. D’une part, la perte du complexe déclenche une 

suractivation de la kinase ROCK1, qui se traduit par une surproduction des fibres de stress 

d’actomyosine. D’autre part, la perte du complexe délocalise la kinase ROCK2 des jonctions VE-

cadhérines et fragilise les jonctions intercellulaires (Lisowska et al., 2018). L’hypothèse que des 

défauts de la mécanique cellulaire soient favorables à la formation des lésions CCM est confirmée par 

l’utilisation de drogues ciblant la voie RhoA/ROCK qui ont été montrées suffisantes pour limiter la 

taille et la fréquence d’apparition des lésions dans le modèle murin (Shenkar et al., 2019). S’il est 

admis que la voie RhoA/ROCK joue un rôle pour la formation des lésions CCM, la part de la 

mécanotransduction et le rôle des kinases ROCK1 et ROCK2 pour la mise en place des lésions CCM 

restent à définir. 

En parallèle, il est décrit que les cellules mutantes pour les protéines CCM, subissent une transition 

identitaire appelée transition endothélio-mésenchymateuse (EndoMT) (Maddaluno et al.,2013 ; Bravi 

et al., 2016). Cette transition se traduit par l’expression de gènes mésenchymateux associée à de 

nouveaux gains de fonction. En effet, par une communication paracrine, les cellules mutantes 

recrutent les cellules sauvages adjacentes pour qu’elles s’incorporent aux lésions CCM (Malinverno 

et al., 2019). 

Le but de cette thèse a été d’étudier le rôle de la contractilité cellulaire dépendante de l’activité des 

kinases ROCKs sur le programme d’expression génique de la cellule endothéliale déplétée de la 

protéine CCM2. Pour cela, j’ai suivi une stratégie expérimentale qui n’avait jamais été utilisée 

auparavant qui a consisté à comparer le transcriptome des cellules déplétées en CCM2 à celui des 

cellules déplétées en CCM2 additionnellement déplétées en ROCK1 ou ROCK2. Ces analyses m’ont 

permis de confirmer le rôle majeur des ROCKs sur la dérégulation de l’expression génique dans les 

cellules endothéliales déficientes en CCM2. L’analyse minutieuse par Gene ontology des gènes 

dérégulés m’a permis d’identifier un profil transcriptomique qui n’avait jamais été envisagé et 

caractéristique d’une sénescence associée à un phénotype sécrétoire ou SASP (Senescence-

associated with secretory phenotype). 

J’ai ensuite dédié mes travaux à la validation de cet état de la cellule par la mise en évidence 

phénotypique de cette sénescence prématurée lors de la perte de la protéine CCM2 dans les cellules 

endothéliales ainsi qu’à la caractérisation des fonctions acquises associées au phénotype 

sécrétoire tels que l’invasion, la chimio-attraction de cellules endothéliales sauvages et de 

macrophages et le remodelage de la MEC. Enfin, j’ai montré que ces gains de fonction dépendent des 

kinases ROCK1 et ROCK2 démontrant leur rôle sur l’identité cellulaire au-delà du « simple » contrôle 

de la mécanique du cytosquelette. 
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Abstract: 

Cerebral Cavernous Malformations (CCM) is a cerebrovascular disease in which stacks of 

dilated haemorrhagic blood capillaries form focally in the brain. Endothelial loss-of-function 

mutations on any of the three CCM genes (CCM1-3) are responsible for the familial form of 

the disease. CCM1 or CCM2 disease develops at mid-life later than CCM3 that develops in 

childhood. The reasons for these different timings are unknown. Recent studies have shown 

that CCM3 lesions form by clonal expansion of ccm3-null endothelial cells and recruitment of 

wild-type endothelial cells. Differently, we show that CCM2-silenced endothelial cells enter 

into a senescence associated with a secretory phenotype (SASP). While exiting the cell cycle 

and expressing marks of senescence, CCM2-silenced endothelial cells acquire secretory 

functions that they use to invade the extracellular matrix and attract surrounding wild-type 

endothelial cells and immune cells. Further, we demonstrate that this SASP as a whole 

depends on the increased cell contractility downstream of ROCK1 and ROCK2 dysfunctions. 

Mechanistically, ROCK1 and ROCK2 bear complementary functions in setting up a new 

transcriptomic program with SASP signature and in giving senescent, invasive and 

chemoattractive features to CCM2-silenced endothelial cells. Inhibition of myosin II or of 

ROCKs blocks the entry into SASP and, importantly, inhibits invasion and chemo-attraction. 

We propose that premature aging of mutant endothelial cells could be the cause of the mid-

life onset of CCM2 disease. This discovery opens the way to the trial of senolytic drugs to 

block at their root the defective molecular pathways involved in the CCM2 disease. 
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Introduction: 

Cerebral Cavernous malformations (CCM) are stacks of overgrown, dilated and haemorrhagic 

venous capillaries formed by a unique layer of poorly joined endothelial cells (EC) without 

intervening cerebral mural cells(1). Loss-of-function mutations on 3 genes (CCM1/Krit1, 

CCM2/Malcavernin, CCM3/PDCD10) are associated with the familial form of the 

disease(2,3). CCM1 or CCM2 associated disease develops later in life than CCM3 which is a 

more aggressive form of the disease(4,5). 

CCM lesions expand with time and they become infiltrated by immune cells that sustain a 

chronic inflammatory response(6,7). Intriguingly, CCM lesions are composed of a mosaic of 

mutant and wild-type EC (8–10). Using confetti mouse engineering, Malinverno and 

colleagues have further shown that the majority of EC bordering large mature ccm3 caverns 

are actually wild-type EC that have been attracted to the lesion site at least in part by mutant 

EC(10). Other studies have reported that CCM mutant EC secrete metalloproteases(11–13) or 

cytokines(14), over-produce ROS(15), present defective autophagy(16) or that they undergo 

an endothelial to mesenchymal transition (EndMT)(17). Moreover, loss of CCM proteins 

activates p38 MAPK(18), ERK5-KLF2/4(19–21) and TLR4 signaling pathways(22). 

However, how these dysregulations coordinate to generate CCM lesions is not well known. 

A conserved feature of CCM mutant EC in humans and animal models is an increase in 

RhoA-dependent ROCK activity(12,23–25). ROCK overactivation stimulates the 

polymerization of a contractile acto-myosin cytoskeleton that breaks the tensional 

homeostasis between cell-cell and cell-extracellular matrix (ECM) adhesions(26). We 

previously showed that this tensional homeostasis is actually under the control of the coupled 

activities of the two ROCK isoforms. The molecular scaffold formed by the association of 

CCM1 and CCM2 recruits ROCK2 to VE cadherin-complexes to promote the polymerization 

of a cortical acto-myosin cytoskeleton supporting cell-cell junctions. At the same time, this 

CCM/ROCK2 complex keeps ROCK1 activity low thereby limiting the contractility of the 

cell and its adhesion to the ECM. When the CCM1/2 complex is lost, ROCK2 delocalizes 

from VE-cadherin while ROCK1 gets overactivated and promotes the polymerization of 

numerous 1 integrin-anchored acto-myosin stress fibers that tear the cell-cell junctions 

apart(26).  

These mechanical defects play a primary role in the development of the disease. Inhibition of 

both ROCKs with chemical inhibitors, among which fasudil, blocks the genesis of CCM 

lesions in animal models and their maturation(27–29). However, the toxicity of these drugs 

precludes their use in patients. It is therefore critical to find new therapies targeting specific 

downstream pathways. Toward this goal, we need to find a mechanistic explanation that takes 

into account the different dysregulated traits of CCM mutant EC. 

Here, our contribution is twofold. First, we report that the transcriptome of CCM2-silenced 

EC presents a signature of a senescence associated with a secretory phenotype (SASP). Cell 

senescence contributes to a wide variety of human age-related pathologies, including cancer, 

fibrosis, cardiovascular diseases, type 2 diabetes, or neurological disorders(30). This 

phenotype defines the ability of cell-cycle-arrested cells to secrete pro-inflammatory 
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cytokines, chemokines, growth factors and proteases giving rise to ECM remodelling and to 

the stimulation of neighbour cells proliferation and invasiveness(31). Going further, we 

indeed confirmed that CCM2-silenced EC enter into premature senescence and acquire 

degradative and invasive skills that stimulate angiogenesis in vitro. Moreover, they gain 

paracrine functions through secreted factors that they use to attract wild-type EC and immune 

cells. Second, we demonstrate that this SASP as a whole depends on the increased cell 

contractility downstream of ROCK1 and ROCK2 complementary dysfunctions. Inhibition of 

myosin II motor or of ROCKs blocks the entry of CCM2-silenced EC into SASP and, 

importantly, inhibits the acquisition of their invasive and chemo-attractive skills. We propose 

that senolytic drugs currently tested in age-related diseases could also be used to target this 

mechanically induced SASP to block at their root the defective molecular pathways involved 

in the CCM2 disease. 
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Results:  

1) A transcriptomic program of senescence associated with a secretory phenotype is 

turned on by the silencing of CCM2 in HUVEC 

CCM1 and CCM2 proteins interact with each other to form a molecular scaffold(32). We 

previously showed that, owing to the stabilization effect of CCM2 on CCM1, both proteins 

are lost when CCM2 is silenced(33). We therefore chose to silence CCM2 in order to deplete 

the entire CCM1/CCM2 complex. To study the role of CCM2 on the gene expression program 

in EC, we performed RNA sequencing on monolayers of HUVEC transfected with CCM2 

targeting siRNA (siCCM2) or with non-targeting siRNA (siNT). The CCM2 silencing 

efficacy is shown in figure S1A and was similar to that in Lisowska et al., 2018. Two 

thousand and fifty five differentially expressed genes (DEGs) (fold change [FC] ≥ 2; P < 0.05, 

FDR corrected using Benjamini Horchberg method (34)) were identified in HUVEC siCCM2 

compared to siNT among which 1318 genes were upregulated while 739 were downregulated.  

 

To investigate the cellular functions altered by the loss of CCM2, we performed a Gene 

Ontology analysis on these DEGs using cellular component (Fig 1A) and biological process 

(Fig 1B) annotations. Up-regulated genes were associated with the plasma membrane, 

secretory vesicles, extracellular matrix and focal adhesions (Fig 1A). They related to ECM 

organization, cell adhesion and migration, secretion, inflammatory response to cytokines and 

calcium homeostasis (Fig1B). Differently, down-regulated genes were associated with the 

nuclear part of the cell, chromosomes, chromatin, the mitotic spindle pole and kinetochores 

and microtubules (Fig 1A). They relate to DNA replication, recombination and repair, 

chromosome segregation, microtubule-dependent movements and cell cycle progression (Fig 

1B). A Reactome analysis further confirmed these results (Fig 1C). In fact, these up and 

down-regulated functions are characteristic of a striking unique cellular state; a senescence-

associated with a secretory phenotype (SASP) (Fig 1C).  

To comfort the hypothesis that a SASP transcriptomic program is turned on in siCCM2 

HUVEC, we identified specific signatures of senescence and SASP from the literature 

corresponding to gene sets enriched in senescent cells among which fibroblasts and 

endothelial cells(35,36). These gene sets relate to up- and down-regulated genes (Suppl data 

1). We then searched for an enrichment in these gene sets in the CCM2-depleted 

transcriptome using Gene Set Enrichment Analysis (GSEA). We confirmed that these 

senescence and SASP signatures were indeed significantly enriched in the CCM2-silenced 

transcriptome (Fig1D, Fig S2). Overall, these functional analyses of the transcriptome suggest 

that ECs undergo a senescence associated with a secretory phenotype when CCM2 is lost.  

  2) ROCK-dependent cell contractility controls the SASP transcriptional program in 

siCCM2 HUVEC 

Increased ROCK-dependent cell contractility has a major role in the genesis of CCM lesion. 

Inhibition of ROCK is sufficient to block the formation of CCM lesion or their 

maturation(27–29). Going deeper in the analysis of the contribution of each ROCK isoform to 

the CCM phenotype, we previously showed that the CCM1/2 complex is a scaffold recruiting 
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ROCK2 at VE-cadherin complexes and limiting ROCK1 kinase activity to maintain the 

tensional homeostasis between cell-cell and cell-ECM adhesions and to preserve the integrity 

of the endothelial monolayer(26). However, it is yet unknown whether ROCK-dependent cell 

contractility is involved in the control of gene expression downstream of CCM2. In the 

present study, we sought for the contribution of ROCK1 and ROCK2 to the transcriptional 

program of CCM2-silenced HUVEC. We performed RNA sequencing on monolayers of 

CCM2-silenced HUVEC additionally silenced for ROCK1 or ROCK2 (Fig S1A) in the same 

set of experiments as that shown in figure 1. Strikingly, half of the genes dysregulated in the 

siCCM2 condition had their expression significantly returned toward the control level by the 

additional silencing of ROCKs (Fig 2A). ROCK2 had a more potent restoring effect than 

ROCK1. First, it restored almost all of these genes (48% versus 52%) while ROCK1 restored 

only half of them (23% versus 52%) (Fig 2A). ROCK2 was particularly more potent at 

restoring downregulated genes than ROCK1 (Fig 2B). Second, ROCK2 silencing rescued the 

level of expression of these DEGs nearly to the control level whereas ROCK1 silencing 

rescued it only partially (Fig 2C). Interestingly, ROCK1 and ROCK2 depletion alone had 

opposite effects on the level of expression of these DEGs, consistently with the reported 

balance between their functions (26). Importantly, CCM2 and ROCK2 silencing had opposite 

effects on DEG expression (Fig 2C), suggesting a gain of transcriptional function of ROCK2 

when CCM2 is lost. These data demonstrate the crucial role of ROCK signalling on the 

control of gene expression downstream of CCM2 and identifies ROCK2 as the ROCK 

isoform mostly involved in this transcriptional dysregulation. 

We then studied the restoring effect of ROCK1 or ROCK2 silencing on the biological 

functions perturbed by CCM2 depletion. Figure 2D shows a clustered expression heatmap of 

DEGs belonging to the G.O. biological processes presented in figure 1B. Strikingly, the 

expression of DEGs belonging to the down-regulated nuclear functions was fully restored by 

ROCK2 depletion while ROCK1 depletion had only a partial effect consistently with the 

higher restoring effect of ROCK2 on downregulated genes (Fig 2B). Up-regulated 

perimembrane functions were partially restored by ROCK1 and to a higher extent by ROCK2 

silencing (Fig 2D). Finally, we focused on the effect of ROCKs on the senescence signature in 

siCCM2 transcriptome using GSEA. While this senescence signature was still present upon 

ROCK1 depletion, it was not anymore present when ROCK2 had been depleted (Fig 2E, Fig 

S2).  

Overall, our transcriptomic analyses show that the transcriptional program of siCCM2 

HUVEC presents a ROCK-induced SASP signature and that ROCK2 has a major role on its 

occurrence. 

3) ROCK-dependent cell contractility induces premature cellular senescence in siCCM2 

HUVEC 

Having shown that a ROCK-dependent SASP transcriptional program is turned on upon the 

loss of CCM2, we next sought for features of premature senescence in these cells. We looked 

for different hallmarks, as the combination of multiple traits is required to ascertain 

senescence(37). HUVEC were analysed at passage 4 when siNT cells are still proliferative 
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and healthy. In addition to flattening and elongating (fig S3A), they expressed a senescence-

associated β-galactosidase (SA-β-gal) activity (Fig 3A). The percentage of SA-β-gal positive 

cells was about 3-fold increased upon CCM2 silencing (Fig 3B). The mRNA level of several 

CDK inhibitors was upregulated and that of the transcription factor E2F1, a driver of S phase 

entry, was dramatically downregulated (fig S1B). Accordingly, the percentage of cells 

positive for p14/ARF staining was 3-fold increased (Fig 3C, D). Using BrdU incorporation 

(Fig 3E), we showed a 2-fold reduction in the percentage of cells in S phase and an 

accumulation in G1 indicative of a defect in the G1/S transition of the cell cycle (Fig 3F). The 

percentage of cells positive for the proliferative marker Ki67 was accordingly lowered (Fig 

3G, H) which translated into a significantly lowered rate of proliferation of the population as 

measured by impedance (Fig S3B). These cell cycle defects were accompanied by the 

appearance of senescence-associated heterochromatin foci (SAHF) (Fig 3I, J) and larger 

nucleus area (Fig S3C). Overall, the combination of all these markers show that the loss of 

CCM2 indeed induces premature senescence in HUVEC.  

Our next goal was to know whether this premature senescence is caused by the mechanical 

defects provoked by the loss of CCM2. To answer this question, we treated siCCM2 HUVEC 

with blebbistatin, an inhibitor of the myosin II motor or with Y27632, an inhibitor of ROCK1 

and 2 kinase activities. Both treatments abrogated the elongated and flattened shape of 

siCCM2 HUVEC that regained a more cobblestone shape (Fig S3A, C). Interestingly, these 

inhibitors of contractility had a restoring effect on all the senescent traits studied above, i.e. 

SA-β-gal activity, accumulation in G1, and SAHF resulting in restored Ki67+ proliferative 

cells (fig 3A-D, S3C, D) supporting the fact that increased contractility upon the loss of 

CCM2 is involved in this premature senescence. However, Y27632 was more potent than 

blebbistatin at restoring the expression of p14/ARF and the S-phase (Fig 3D, F) suggesting 

that ROCKs kinase activities regulate signalling pathways that add to the contractility of the 

cytoskeleton to induce senescence. 

We next focused on the contribution of each ROCK isoform to this senescence. Additional 

silencing of ROCK1 or ROCK2 in siCCM2 HUVEC was similarly efficient in restoring a 

normal phenotype for most of the features tested (Fig 3B, D, H, J). However, ROCK2 

silencing was more efficient in rescuing the G1 phase of the cell cycle (Fig 3C, D), 

consistently with its better rescuing effect on down-regulated cyclins (Fig S1).  

4) ROCK2-dependent secretory phenotype gives siCCM2 HUVEC paracrine chemo-

attractive functions toward WT EC and immune cells. 

Senescent cells secrete paracrine factors that can promote tumor development in vivo by 

engaging deleterious inflammatory responses and malignant phenotypes such as proliferation 

and invasiveness in cell-culture models(38).  By RNA-sequencing analysis, we showed that 

siCCM2 HUVEC overexpress cytokines or inflammatory chemokines among which IL-

1 and B, IL8, CXCL1, 2, 8, CCL20 or EREG that are hallmarks of SASP (39). The 

expression of these SASP associated chemokines was lowered toward the CT level by 

ROCK1 or ROCK2 silencing (Fig 4A).  
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In human and CCM mouse models, a chronic inflammation is observed at the site of the CCM 

lesion where immune cells such as lymphocytes and monocytes are recruited. To test whether 

the loss of CCM2 leads to the secretion of chemo-attractive cues for immune cells, we 

measured the capacity of media conditioned by HUVEC to chemo-attract IMAC, a cell line of 

macrophages. A modified Boyden chamber measuring the impedance of cells that have 

migrated from the upper chamber was used. The conditioned media produced for 48h by 

siRNA transfected HUVEC was added to the lower part of the chamber. Almost no 

transmigration of macrophages was observed in the case of siNT-conditioned media (Fig 4B). 

Strikingly, siCCM2-conditioned media provoked a rapid transmigration of the macrophages 

suggesting that siCCM2 HUVEC had secreted chemo-attractive factors that siNT HUVEC 

had not (Fig 4B). Importantly, this chemo-attraction was inhibited when ROCK2 but not 

ROCK1 was additionally silenced (Fig 4B). Therefore, siCCM2 HUVEC secrete paracrine 

factors that can attract immune cells such as macrophages. Moreover, these chemo-attraction 

skills depend on ROCK2 dysfunction. 

In human, CCM lesions are mosaics of mutant and WT ECs. It has recently been shown that 

CCM3 KO ECs can attract WT EC in vivo in brain vasculature and in vitro on mixed 

monolayers(10). To test whether these secreted factors would also have a paracrine effect on 

the recruitment of WT EC, we measured the capacity of siCCM2-conditioned media to 

chemo-attract naive HUVEC through a layer of matrigel in a modified Boyden chamber using 

impedance measurement. Strikingly, siCCM2-conditioned media significantly increased the 

speed of invasion of serum-starved naive HUVEC through the matrigel showing that chemo-

attractive factors secreted by siCCM2 HUVEC could also attract EC (Fig 4C). As for 

macrophage chemo-attraction, this effect was inhibited by ROCK2 but not ROCK1 additional 

silencing (Fig 4C). Therefore, we showed that siCCM2 HUVEC produce paracrine factors 

that attract wild-type EC in a ROCK2-dependent manner. Therefore, generalizing the results 

on CCM3, we showed that CCM2 silencing in ECs also promote the invasiveness of WT ECs. 

These results demonstrate that senescent siCCM2 HUVEC indeed undergo a SASP which is 

driven by ROCK2 dysfunctions. The consequences of this SASP is the recruitment of wild-

type EC and immune cells by siCCM2 HUVEC as reported in vivo in CCM lesions. 

5)  ROCK1-dependent cell contractility gives juxtacrine ECM degradative and invasive 

skills to siCCM2 HUVEC and their neighbour WT EC. 

In cancer, cells undergoing a SASP can also promote tumour development through a 

juxtacrine effect on their microenvironment by secreting matrix metalloproteinases (MMPs) 

and extracellular matrix (ECM) remodeling enzymes that facilitate tumour cell invasiveness 

and metastasis(38). In a similar manner to cancer progression, a SASP-dependent invasion of 

the brain tissue by EC could lie at the root of CCM lesion formation. Consistently, MMPs 

have been found around CCM lesions in human(13) and in mouse(12) or zebrafish 

models(20) and their upregulation has been involved in the CCM defects. 

Interestingly, siCCM2 HUVEC overexpressed ECM remodelling mediators including matrix 

proteins, metalloproteinases and cross-linking enzymes (Fig 5A). The expression of these 

genes was lowered by the silencing of ROCK1 and to a higher extent of ROCK2 (Fig 5A). To 
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know whether this new expression program confers invasive skills to siCCM2 HUVEC, we 

tested their ability to degrade ECM and invade a 3D matrix. To visualize the degradation of 

the ECM, siRNA transfected HUVEC were cultured overnight on fluorescent gelatin and 

immunostained for the focal adhesion marker activated 1 integrin. siNT HUVEC barely 

degraded the gelatin as expected for differentiated EC (Fig 5B). Conversely and consistently 

with their new SASP expression program, siCCM2 HUVEC degraded the gelatin through 

scratch zones appearing dark in the fluorescent layer and which shape suggested that they 

were produced under focal adhesions (Fig 5B). They were dependent on the activity of MMPs 

as demonstrated by their complete disappearance upon the MMP inhibitor GM-6001 

treatment (Fig S4A). Together with blocking the mechanosensitive assembly of focal 

adhesions (Fig S4B), Y27632 and blebbistatin blocked gelatin degradation (Fig 5B). We 

previously showed that additional silencing of ROCK1, but not of ROCK2, lowers 

mechanical forces and limits excessive focal adhesions formation in siCCM2 HUVEC(26). 

Accordingly, only ROCK1 but not ROCK2 additional depletion was able to inhibit ECM 

degradation by siCCM2 HUVEC (Fig 5B). Overall, these data show that ROCK1-dependent 

increase in cell contractility and in cell-ECM adhesion together with the overexpression of 

MMPs are responsible for the acquisition by siCCM2 HUVEC of ECM degradative skills.  

We next tested whether their new degradative capacities gave invasive skills to siCCM2 

HUVEC. To measure 3D invasiveness, GFP-expressing siRNA treated HUVEC were plated 

on 3D-degradable polyethyl glycol gels. Invasive sprouts were imaged after 18 hours and the 

maximum invasion distance quantified. siCCM2 HUVEC invaded the 3D gel on a twice 

longer distance than siNT HUVEC and they mostly invaded as isolated cells with filopodia at 

their front compared to the collective invasive mode of siNT HUVEC (Fig 5C). Silencing of 

ROCK1 or blebbistatin treatment reduced the invasiveness of siCCM2 HUVEC to that of 

siNT HUVEC whereas silencing of ROCK2 enhanced it on the contrary (Fig 5C), showing 

that cell invasiveness like ECM degradation was dependent on the ROCK1-dependent 

increased contractility of these cells.  

We then asked whether siCCM2 HUVEC could stimulate the sprouting of naïve HUVEC 

when mixed together on the surface of 3D-PEG gels. Strikingly, we observed that RFP-

expressing naïve HUVEC invaded the gels on a twice longer distance when they were mixed 

with siCCM2 HUVEC than when mixed with siNT HUVEC (Fig 5D). Interestingly, this 

increased invasion was significantly reduced when naive HUVEC were mixed with 

siCCM2+siROCK1 HUVEC but remained unchanged when they were mixed with 

siCCM2+siROCK2 HUVEC (Fig 5D). It is likely that the ROCK1-dependent juxtacrine 

proteolytical remodeling of the microenvironment by the mutant EC provide tracks for the 

WT EC.  

Altogether, our results show that senescent siCCM2 HUVEC have acquired a ROCK1-

dependent capacity to degrade and invade the ECM. Moreover, they exert a ROCK1-

dependent juxtacrine effect through ECM remodelling and a ROCK2-dependent paracrine 

effect through chemokine secretion on the recruitment of WT HUVEC and macrophages. 



109 
 

Discussion 

Many cellular pathways are dysregulated in CCM-deficient EC and it has been difficult to 

propose a mechanistic model that could take into account all these aspects. Transition in 

cellular fate(17) upon morphological and mechanical changes during the loss of cell-cell 

junctions(26,33,40) are contingent with functional defects such as overproduction of 

ROS(15), decreased autophagy(16), secretion of metalloproteases(11–13) or cytokines(14) 

and increased p38(18) and MEKK3/KLF2(19–21) and TLR4 signaling(22). Here we show 

that CCM2-deficient EC engage toward a senescence associated with a secretory phenotype 

(Fig 6A). To ascertain that CCM2-depleted EC undergo a SASP, multiple senescent traits 

were validated among which the presence of a transcriptomic SASP signature, SA--

galactosidase activity, upregulation of CDK inhibitors, cell cycle blockage in G1, presence of 

SAHF along with the secretion of chemo-attractant factors. A study from Awad’s laboratory 

published during the preparation of this manuscript gives a strong support to our work. They 

show that aging and CCM brains present common dysregulated features among which 320 

common DEG, plasma molecules and imaging biomarkers further supporting that premature 

aging of the neuro-vascular system could be the cause of CCM disease(41). 

 

SASP is characterized by cell growth arrest, widespread changes in chromatin organization 

and gene expression(31). These changes also include the secretion of numerous pro-

inflammatory cytokines, chemokines, growth factors and proteases(39). SASP can have either 

beneficial or deleterious effects depending on the context. Acute senescence is beneficial in 

development, tissue regeneration or cancer through the clearance of senescent cells by the 

immune system(42). Chronic senescence triggers chronic inflammation that can on the 

contrary favour age-related diseases including cancer, fibrosis, cardiovascular diseases, type 2 

diabetes, osteoarthritis or neurological disorders(30). Indeed, the long-term secreted pro-

inflammatory factors promote cell proliferation, microenvironment remodelling, angiogenesis 

and inflammation in a paracrine manner. Remarkably, decreased autophagy(43), ROS 

overproduction(44), P38 MAPK(45), KLF2/4(46,47) and TLR4(48) signaling pathways have 

all been involved in the induction of SASP either through regulation of CDK inhibitors or 

through the NFB or C/EBP-driven expression of cytokines. Therefore, we propose that 

each of the dysregulated features of CCM-deficient EC represents a different facet of the 

same cellular state. Future researches should help reconstructing the chronology of the 

different events in the framework of this SASP. This should identify key therapeutic targets 

for either single or combinatorial drug treatments to block at their root the defective molecular 

pathways involved in the CCM2 disease. Senolytic drugs and drugs targeting the SASP per se 

are currently under pre-clinicial trials for cancer therapy or other age-related diseases(30). 

They could also be tested to prevent the formation and expansion of CCM lesions. 

 

This SASP not only reconciles all the CCM defects but also brings a molecular explanation 

for the mosaicism of the CCM lesion (Fig 6A). Secreted chemokines and cytokines attract 

wild-type EC in paracrine and juxtacrine manners and triggers an inflammatory response, 

another major feature of CCM lesions(10). Not only WT are attracted by CCM-deficient EC 

but they are triggered to undergo EndMT and express stem cell markers(10). Interestingly, 
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NFB signalling has been shown to activate WNT/catenin signalling to induce the EMT of 

cells into cancer stem cells(49) and to induce cancer cell metastasis in response to 

IL1() Therefore, one can assume that a similar mechanism might operate in CCM lesion 

where senescent cells could induce the dedifferentiation of WT EC through EndMT. 

 

Whereas it has also been observed that Ccm3-null EC attract wild-type EC at the site of the 

lesion in CCM3 mouse model, major differences in the cellular fate exist with our CCM2-

deficient EC model. Clonal expansion of Ccm3-null EC precedes the expansion of the 

lesion(9,10). Immortalized Ccm3-null EC extracted from these mice proliferate more rapidly 

than their WT counterparts with more cells in S-phase(10) suggesting that CCM3 depletion 

leads to an opposite effect on cell proliferation compared to CCM2 depletion. Moreover, the 

loss of CCM3 actually preserves primary EC from replicative senescence in vitro(51). 

Therefore, opposite mechanisms could lead to the formation of CCM lesions in CCM3 and 

CCM2 heterozygous individuals upon the second-hit mutation. A rapid clonal proliferation of 

CCM3-deficient EC may trigger the formation of aggressive lesions early in age whereas an 

entry in SASP of CCM2-deficient EC may lead to the progressive formation of lesions and to 

the later onset of the CCM2 disease. Using the confetti reporter system in the Ccm2 mouse 

model would help studying the initiation and expansion of CCM2 lesions in comparison with 

the Ccm3 model. However, the absence of increased Ki67 staining in EC lining the lesions 

compared to normal vessels nor the presence of Ki-67-positive EC clusters in these 

lesions(52) does not argue in favour of a clonal endothelial proliferation in the iCCM2 KO 

mouse model.  

The second major breakthrough of this study is that the ROCK-dependent 

mechanotransduction is controlling the occurrence of the SASP. ECs in CCM lesions 

experience unbalanced forces coming from stagnant blood flow(53) on their luminal side and 

high ECM stiffness upon abnormal matrix remodeling on their basal side(33). This perturbed 

extracellular mechanical environment correlates with an increased intracellular tension due to 

RhoA overactivation (23) and downstream to the disrupted balance between ROCK1 and 

ROCK2 functions(26). Upon the loss of CCM2, ROCK2 dislocalizes from VE-cadherin 

junctions while overactivated ROCK1 stimulates the formation  integrin-anchored stress 

fibers. Here, we uncover for the first time that, beyond their role on the EC architecture, 

ROCKs dysfunctions are instrumental in a complementary way to the cell entry into SASP 

(Fig 6B). On the one hand, ROCK2 is involved in the dysregulated expression of not less than 

half of the genes dysregulated upon CCM2 loss among which genes involved in senescence, 

cytokine and ECM remodelling enzymes production. The opposite heatmap profiles in 

absence of CCM2 or ROCK2 indicate that ROCK2 gains a broad transcriptional regulatory 

function when CCM2 is lost. ROCK2 is also involved in the paracrine chemo-attraction of 

WT EC and immune cells. On the other hand, ROCK1 enables the mechanosensitive 

degradation of the ECM and its invasion by the senescent CCM2-depleted EC and in a 

juxtacrine manner by chemo-attracted WT EC. We previously shown that ROCK1 

overactivation allow CCM2-depleted HUVEC to exert stronger traction forces on the ECM 

(26,33). Since EC pull on their microenvironment to invade it(54), it is likely that these 

stronger forces are responsible for this enhanced invasion. Moreover, local degradation of the 
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ECM at sites of high traction forces seems a mechanism by which EC invade. Further 

investigations will help better understand the molecular events at play.  

ROCK1 like ROCK2 also affects gene expression downstream of CCM2, to a lower extent 

though and inhibition of the myosin motor or silencing of ROCK1 is enough to block 

senescence. These data suggest that cross-talks exist between the contractility of the acto-

myosin cytoskeleton and the transcription of genes involved in SASP. Several 

mechanosensitive transcription factors are known to be regulated by acto-myosin 

polymerization or contractility(55). Moreover, ROCK2 can shuttle into the nucleus where it 

phosphorylates the chromatin remodeller p300HAT(56). Fascinating future investigations 

should unravel how ROCK1 and ROCK2 cooperate to regulate chromatin organization and 

gene expression through the control of mechanosensitive transcription machineries.   
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Material and Methods 

Cell culture and transfections:  

Pooled HUVEC were obtained from Lonza. Upon reception, HUVEC at P0 were expanded 

over 2 passages in Collagen 1 (from Rat tail, BD) coated flasks in complete EGM-2 medium 

supplemented with 100 U/ml penicillin and 100 μg/ml streptomycin at 37°C in a 5% CO2 - 

3% O2 humidified chamber. HUVEC at passage 3 were transfected twice at 24 h-intervals 

with 30 nM siRNA and Lipofectamine RNAi max (Life Technologies, ref. 13778-150) 

according to the manufacturer’s instructions in 37°C in a regular 5% CO2 in a humidified 

chamber. For double transfections, 30 nM of each siRNA was used. siRNA duplexes for non 

targeting (ON-TARGET plus Non-targeting siRNA #1, Dharmacon),  CCM2 (Dharmacon 

smartpool ON-TARGET plus Thermo Scientific ref. L-014728-01), ROCK1 (Dharmacon 

smartpool ON- TARGET plus Thermo Scientific ref. L-003536-00) and ROCK2 (Dharmacon 

smartpool ON-TARGET plus Thermo Scientific ref. L-004610-00). When required, 

blebbistatin, Y27632 and GM6001 were used at 10 uM final.  

RNA sequencing and differential analysis: 

One million of siRNA transfected HUVEC were seeded at confluency 6 hours after the 

second round of transfection in wells of 6-well plates coated with collagen 1 and cultured for 

48h in complete media at 37°C, 5% CO2. Total RNA were extracted from HUVEC using the 

NucleoSpin RNA II kit (Macherey-Nagel) according to the manufacturer’s instructions. 

cDNA libraries were prepared with the TruSeq Stranded mRNA Sample Preparation 

(Illumina) and sequenced on a HiSeq 2500 Illumina platform using single-end 50 basepair 

reads  at the MGX facility (Montpellier). Fastq file were aligned using STAR (2.5.2b) on 

UCSC hg19 genome. The contents of the annotation directories were downloaded from UCSC 

on: July 17, 2015. Bam file where counted using htseq-count (0.11.2.) with option -t exon -f 

bam -r pos -s reverse -m intersection-strict -nonunique none. Differential analyses were 

performed with SARTools (1.4.1) (57) using DESeq2 (1.12.3) (58) and default options. P-

values where adjusted with Benjamini-Hochberg procedure(34) set for 5% of FDR. Heatmaps 

using a correlation matrix and boxplots were obtained with custom R script (3.3.0). The raw 

sequencing data used in this study are available in the National Center for Biotechnology 

Information’s Gene Expression Omnibus (GEO) database and is accessible through GEO 

series accession number (pending). 

Bioinformatics analyses: 

Gene ontology analyses on DEG in siCCM2 condition (fold change [FC] ≥ 2; P < 0.05 with 

FDR corrected using Benjamini Horchberg method (34)) were made with PANTHER version 

15,0 Released 2020-02-14 using slim cellular components and biological processes. Enriched 

pathways analyses were conducted with Reactome.  DEGs (P < 0.05, 5% FDR) rescued by 

additional silencing of ROCK1 or ROCK2 were recovered at the union of Venn diagrams of 

DEGs in siCCM2 vs siNT and DEGs in siCCM2 vs siCCM2+ROCK1 or ROCK2 

respectively. Gene Set Enrichment Analyses were conducted using GSEA software from 

Broad Institute,  UC San Diego(59). 
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Quantitative RT-PCR: 

Purified RNA (1 μg) were reverse transcribed using the iScript Reverse Transcription 

Supermix (Biorad). Quantitative real-time PCR (Q-PCR) was performed with iTaq Universal 

SYBR Green Supermix (Biorad) in a 20 μl reaction on a thermal cycler (C-1000 Touch; Bio-

Rad Laboratories). Product sizes were controlled by DNA gel electrophoresis and the melt 

curves were evaluated using CFX Manager (Bio-Rad Laboratories). A total of three 

housekeeping genes were selected for their stability in our HUVEC cell line, under our 

experimental conditions, using the three analytical software programs, geNorm, Normfinder 

and Bestkeeper (60,61). We used the relative expression software tool CFX Manager for 

relative quantification and normalization was achieved by using a normalization factor from 

all reference genes(60). The mean of three technical replicates was calculated per biological 

replicate.  

Immunofluorescence staining: 

HUVEC were seeded at 5x104 cells or 2x105 cells in 24-well plates on coverslips coated with 

10 μg/ml fibronectin (from human plasma, Sigma Aldrich) and incubated overnight in 

complete EBM-2 medium. Cells were fixed with 4% PFA, permeabilized with 0.2% Triton X-

100, and incubated with anti-activated 1 integrin clone 9EG7 ((BD Biosciences, 1/200),), 

mouse anti catenin clone 6F9 (Sigma-Aldrich, 1/500), anti p14/ARF (ab216602 Abcam, 

1/400) and antiKi-67 (AN9260 Millipore, 1/400) antibodies. After rinsing, coverslips were 

incubated Goat anti-Mouse and anti-Rabbit IgG (H+L) Highly Cross-Adsorbed Secondary 

Antibody, Alexa Fluor conjugated AF 488, AF 546, AF 647 (Invitrogen, 1/1000) and 

phalloidin conjugates with Atto 647 (Sigma, 1/2000). The coverslips were mounted in 

Mowiol/DAPI solution and imaged on epifluorescent Axiomager microscope (Zeiss) at 63X 

magnification. HUVEC positive for p14/ARF or Ki67 were manually counted out of more 

than 100 cells total. 

SA-B-Galactosidase staining: 

HUVEC were seeded 48 hours after the second siRNA transfection at a density of 5x104 in 

24-well plates coated with 10µg/mL fibronectin and incubated overnight in complete EBM-2-

medium. Senescence-Associated β-galactosidase activity was assessed using a SA-β-

galactosidase staining kit according to the manufacturer’s instructions (Cell Signaling). 

Positive cells were counted manually out of more than 100 cells total. 

BrdU assay:  

HUVEC were seeded  48 hours after the second siRNA transfection at a density of 2x105 cells 

in 6-well plates coated with 100µg/mL collagen type I from rat and incubated overnight in 

complete EBM-2-medium. The BrdU assay was performed with the BD Accuri C6 flow 

cytometer using the APC-BrdU flow kit according to the manufacturer’s instructions (Cell 

Signaling).  

xCELLigence proliferation assay: 

https://www.thermofisher.com/antibody/product/A11029
https://www.thermofisher.com/antibody/product/A11029
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Proliferation assay was performed using the xCELLigence Real-Time Cell Analysis (RTCA) 

DP instrument in combination with E-plate 16 (ACEA Biosciences) coated with 100µL of 

100µg/mL collagen type I from rat tail for 30 min at 37°C and washed 2 times with PBS 1X. 

40 µL of complete EBM-2-medium was added and baseline without cells was made with 

RTCA software. 5x103 siRNA transfected HUVEC were seeded in 100µL of complete EBM-

2-medium. Impedance measurements were recorded every 5 min during 72h. Impedance was 

normalized at 5 hours after seeding to eliminate the contribution of cell spreading and 

adhesion to the signal. Slope measurement was performed between 24h to 48h.  

Matrigel Invasion assay: 

This assay was performed using the xCELLigence Real-Time Cell Analysis (RTCA) DP 

instrument in combination with CIM-Plate 16 (ACEA Biosciences). A layer of 3.3% of 

growth factor reduced Matrigel (Corning) diluted with EBM basal media was poured on ice in 

the upper chamber at incubated overnight at 37°C for polymerization. 40 l of basal EBM 

media was added to the upper chamber and the baseline made after equilibration at 37°C. 

After setting the baseline, 3x104 naïve HUVEC were added to the upper chamber. The 

conditioned media from siRNA transfected cells were recovered and centrifuged at 12000rpm 

during 5 min and 160µL were added to the lower chamber of the CIM-plate. After one hour of 

equilibration at 37°C, impedance was measured every 3 minutes during 36 hours.  

Chemo-attraction assay: 

This assay was performed using the xCELLigence Real-Time Cell Analysis (RTCA) DP 

instrument in combination with CIM-Plate 16 (ACEA Biosciences). After setting the baseline, 

3x104 IMAC were added in 100µL of basal EBM in the upper chamber and 48h-conditioned 

media from siRNA transfected cells added to the lower chamber of the CIM-plate. After 30 

min equilibration at 37°C impedance was measured each 3 minutes during 36 hours. 

Gelation degradation assay: 

Coverslips in 24 well-plates were coated with gelatin-Alexa488 dye as described in (62). Si 

RNA transfected HUVEC were seeded after the second siRNA transfection at the density of 

5x104/wells. HUVEC were incubated in OptiMEM medium overnight in 37°C and CO2 5% 

incubator and fixed with 4% PFA and washed with PBS 3 times. For a quantitative analysis of 

the degradative skill of siRNA transfected cells, 5 images per condition were randomly 

acquired with an epifluorescent Axiomager microscope (Zeiss) at 40X magnification and 

were converted in binary images using a B&W thresholding on image J. The total area of the 

black zones corresponding to the total area of degradation of the fluorescent gelatin was 

measured. 

3D-PEG invasion assays: 

Poly-ethylene glycol (PEG) hydrogels were prepared on ice in EBM complete media by 

combining an MMP-sensitive peptide modified PEG precursor (8-arm 40kDa,(63)) at 1.5% 

polymer concentration, 50 μM Lys-RGD peptide (Pepmic), and 1 μM Sphingosine-1-

Phosphate (S1P, Sigma-Aldrich). The hydrogels were enzymatically crosslinked using a 
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reconstituted and thrombin-activated Factor XIII (Fibrogammin, CSL Behring, prepared as 

previously described (64)) at 10% of total hydrogel volume. A 20 μL volume of the hydrogel 

suspension was pipetted into a modified imaging chamber (Secure-Seal™ hybridization 

sealing systems, ThermoFisher Scientific) attached to the bottom of a 24-well plate held 

vertically (54). The hydrogel was allowed to polymerize for 30 minutes in this orientation at 

room temperature prior to cell seeding. Depending on the study, a confluent cell monolayer 

composed of either 5X104 siRNA transfected GFP-HUVEC or a 1:1 ratio mixture of siRNA 

transfected GFP-HUVEC and naïve RFP-HUVEC was let to adhere to PEG meniscus at 

37°C, 5% CO2 for 1 hour and then placed back horizontally with 1mL of EBM complete 

media. Fixation with 4% PFA in DPBS was performed after 24 hours. Sprouts invading the 

PEG hydrogel were imaged using a Leica SP8 inverted confocal microscope with an HC PL 

APO 10x, 0.4 numerical aperture dry objective to obtain image stacks at 1024x1024 pixels 

with a 50 μm Z-stack at 1-1.5 μm Z-spacing. A Z-projection of each image was used to 

manually quantify invasion distances using the line measurement tool of ImageJ. More than 

100 sprouts were analyzed per technical replicate. 

 

Statistical tests:  

Results were assessed by either performing the Tukey’s or multiple comparison tests post-

ANOVA to control or as otherwise annotated; a 0.5 alpha level was used for all comparisons. 

Prism software was used to conduct the statistical analysis of all data. P<0.05 was considered 

to be significant. *P<0.05, **P<0.05, ***P<0.005. n represents biological replicates. 
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Figure legends: 

Figure 1: A transcriptomic program of senescence associated with secretory phenotype 

is turned on by the silencing of CCM2 in HUVEC  

(A) Gene Ontology enrichment analysis of cellular components in downregulated and 

upregulated genes in siCCM2 HUVEC compared to siNT HUVEC, bar graphes represent the 

fold enrichment. (B) Gene Ontology enrichment analysis of biological functions in 

downregulated and upregulated genes in siCCM2 HUVEC compared to siNT HUVEC, bar 

graphes represent the fold enrichment. (C) Schematic representation of the Reactome analysis 

of enriched pathways in siCCM2 HUVEC. (D) GSEA profiles showing a significant 

normalized enrichment score (NES) of gene sets associated with replicative senescence(35) 

and SASP(36) in siCCM2 HUVEC transcriptome. 

Figure 2:  ROCK-dependent cell contractility controls the SASP transcriptional 

program in siCCM2 HUVEC  

 (A) Venn diagrams showing overlap of DEGs in siCCM2 HUVEC (yellow) with DEG 

rescued in siCCM2+siROCK1(Blue) siCCM2+siROCK2(Green). (B) Comparison of the 

rescuing efficacy of ROCK1 and ROCK2 on up- and down-regulated genes. (C) Heatmap of 

upregulated (left) and downregulated (right) genes in siCCM2 HUVEC over the 6 siRNA 

conditions, 3 replicates per condition. (D) Clustered heatmap of GO enriched in up- (left) and 

down- (right) regulated genes in siCCM2 HUVEC. (E) GSEA profiles showing GSEA 

enrichment plot showing the loss of significant enrichment in replicative senescence signature 

in siCCM2+ROCK2 but not siCCM2+ROCK1 HUVEC transcriptome. 

Figure 3: ROCK-dependent cell contractility induces premature cellular senescence in 

siCCM2 HUVEC 

(A) Representative images of SA- β galactosidase staining of siRNA-transfected HUVEC or 

treated with blebbistatin or Y27632 at 10 M. (B) Quantification of the % of positive cells for 

SA-β-galactosidase. Error bars are means ± SEM from 3 independent experiments. (C) 

Representative merged images of p14/ARF and DAPI stainings of siRNA-transfected 

HUVEC (D) Quantification of the percentage of positive cells for p14ARF staining. Error 

bars are means ± SEM from 4 (drug treatments) or 5 (additional silencing of ROCKs) 

independent experiments. (E)  Representative BrdU incorporation and DNA content in siNT 

and siCCM2 HUVEC. (F) Quantification of the percentage of cells in each phases for siRNA-

transfected HUVEC or treated with blebbistatin or Y27632 at 10 M. Error bars are means ± 

SEM from 4 independent experiments. (G) Representative images of the proliferative marker 

Ki-67 staining (green) merged with DAPI staining of siRNA-transfected HUVEC or treated 

with blebbistatin or Y27632 at 10 M. (H) Quantification of the percentage of cells positive 

for Ki-67 staining. Error bars are means ± SEM from 4 independent experiments. (I)  

Representative images of DAPI staining of siNT and siCCM2 HUVEC. (J) Quantification of 

the percentage of positive cells for SAHF foci Error bars are means ± SEM from 8 (additional 

ROCKs silencing) or 3 (drug treatments) independent experiments. (*) P-value<0.05; (**) P-

value<0.005; (***) P-value<0.0005; (****) P-value<0.00005. Scale bars are equal to 10 μm. 
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Figure 4: ROCK2-dependent secretory phenotype gives paracrine chemo-attractive 

skills to siCCM2 HUVEC. 

(A) Heatmap of expression of SASP factors over the 4 siRNA conditions, 3 replicates per 

condition. (B) Quantification of the rate of transmigration of IMAC macrophages measured in 

a modified Boyden chamber in real time using the xCELLigence system upon chemo-

attraction by conditioned media of siRNA-transfected cells. Error bars are means ± SEM from 

2 independent experiments (4 technical replicates per condition). (C) Quantification of the 

rate of invasion of naïve HUVEC measured in a modified Boyden chamber in real time using 

the xCELLigence system upon chemo-attraction by conditioned media of siRNA-transfected 

cells. Error bars are means ± SEM from 3 independent experiments (2-4 technical replicates 

per condition). (*) P-value<0.05; (**) P-value<0.005; (***) P-value<0.0005; (****) P-

value<0.00005. 

Figure 5: ROCK1-dependent cell contractility gives ECM degradative and invasive 

skills to siCCM2 HUVEC promoting a juxtacrine effet on WT HUVEC 

(A) Heatmap of expression of ECM remodelling mediators over the 4 siRNA conditions, 3 

replicates per condition. (B) Representative images of degradation of the fluorescent gelatin 

by siRNA transfected HUVEC or treated with GM6001, blebbistatin or Y27632 (10 M). 

Scale bars, 10µm. (C) Quantification of the degradation area by siRNA transfected or drugs 

treated HUVEC. Error bars are means ± SEM from 3 (drug treaments) or 6 (additional 

silencing of ROCKs) independent experiments. (D) Representative images of siRNA 

transfected GFP-HUVEC after invasion of 3D-PEG gels. Scale bar, 50µm. (E) Quantification 

of the maximum invasion distance of siRNA transfected HUVEC or treated with blebbistatin. 

Error bars are means ± SEM from 3 independent experiments (3 technical replicates per 

condition) for siRNA transfected HUVEC and 2 for blebbistatin treated HUVEC. (F) 

Representative images of siRNA transfected GFP-HUVEC and RFP naïve-HUVEC after 

invasion of 3D-PEG gels Scale bar, 50µm. (G) Quantification of the maximum invasion 

distance of RFP naïve-HUVEC. Error bars are means ± SEM from 2 independent experiments 

(3 technical replicates per condition). (*) P-value<0.05; (**) P-value<0.005; (***) P-

value<0.0005; (****) P-value<0.00005.  

Figure 6: A mechano-dependent premature senescence as a proposed mechanism for 

CCM2 lesion formation. Complementary roles of ROCK1 and ROCK2. (A) (i) In low 

shear stress capillaries, the mechanical defects due to the loss of CCM2 protein induce a 

premature senescence of the mutant endothelial cell associated with a secretory phenotype 

(SASP). (ii) This senescent cell acquires invasive and chemo-attractive skills by secreting 

metalloproteases and chemokines (iii) that are used to recruit wild-type endothelial cells and 

promote inflammation at the site of the CCM lesion thereby favouring its expansion. (B) 

Dysregulated ROCKs have complementary key roles in this SASP. Whereas, they both 

control the expression of genes involved in the SASP, ROCK2 is specifically required for the 

paracrine chemo-attraction of WT ECs and immune cells and ROCK1-dependent cell 

contractility is specifically required for ECM invasion by mutant EC and in a juxtacrine 

manner by WT ECs.  
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FigS1: Boxplots of the expression of CCM2, ROCK1, ROCK2 and cell cycle regulators in 

the 6 siRNA conditions as measured by RNA seq. 

Fig S2: GSEA analyses using different gene sets of senescence. Comparison of the 

enrichment in siCCM2, siCCM2+ROCK1 and siCCM2+ROCK2 

Fig S3: Effect of siRNA silencing on HUVEC morphology and proliferation. (A) 

Representative phase contrast image at low magnification of siRNA transfected HUVEC or 

HUVEC treated with drugs. (B) Proliferation rate of siRNA transfected HUVEC measured by 

impedance using XCELLigence. (C) Histogram of the distribution of the HUVEC population 

in function of the size of the nucleus. (D) Morphology of cell-cell junctions stained with 

catenin and of F-actin cytoskeleton upon treatment with blebbistatin or Y27632. Scale bar, 

10 m. 

Fig S4: 1 integrin staining of siRNA transfected or drug treated HUVEC spread on 

gelatin.
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1. La relation du modèle CCM à la mécanotransduction  

 

Chez l’Homme, la maladie CCM est caractérisée par la formation de lésions vasculaires cérébrales 

due à la mutation perte de fonction des gènes codant pour les protéines CCM1-3. Ces protéines 

forment un complexe qui joue un rôle de plateforme moléculaire pour réguler l’activité et la 

localisation de partenaires protéiques nécessaires au maintien de l’homéostasie endothéliale. 

Un rôle causal de la mécanique cellulaire dans cette pathologie n’est pas encore largement reconnu. 

Cependant, des études menées sur le modèle CCM montrent la place majeure des voies de 

signalisations mécano-sensibles responsables de la genèse et de la maturation des lésions CCM. Le 

Fasudil, inhibiteur de la voie RhoA-ROCK, bloque l’initiation et l’expansion des lésions dans les 

modèles murins de CCM (Mc Donald DM et al., 2012) et la déplétion de ROCK1, chez le poisson-

zèbre, restaure la formation du cœur (Lisowska J et al. et al., 2018).  

Au niveau moléculaire, le complexe CCM régule l’homéostasie tensionnelle et l’état de contractilité 

de la cellule endothéliale car il coordonne l’activité des deux isoformes de la kinase ROCK (ROCK1 et 

ROCK2) dépendante de RhoA. Les études précédentes au laboratoire ont montré que ces deux 

isoformes ont des fonctions non redondantes et complémentaires sur l’organisation du cytosquelette 

d’actomyosine. Le complexe CCM localise ROCK2 aux jonctions dépendantes de la VE-cadhérine pour 

les stabiliser. Par ailleurs, il inhibe l’activité de ROCK1 pour limiter l’adhésion cellule-matrice 

dépendante de l’intégrine β1 et diminue la contractilité intracellulaire. Il est donc probable que la 

formation des lésions CCM soit consécutive à un défaut de coordination entre les forces cellule-

cellule et les forces cellule-matrice.  

De même, des facteurs mécaniques du microenvironnement de la cellule endothéliale sont impliqués 

dans la formation des lésions. Par exemple, on sait que les forces de cisaillement générées par le flux 

sanguin sont fortement impliquées dans la formation des lésions CCM. Les cellules endothéliales 

déplétées pour CCM ont la particularité d’être insensibles aux forces hémodynamiques et sont 

incapables de s’adapter au flux (Macek Jilkova Z et al., 2014). Ainsi, un flux discontinu augmente la 

fréquence d’apparition des lésions dans le modèle du poisson-zèbre et favorise la mise en place d’un 

nouveau programme d’expression génique dans les cellules endothéliales in vitro (Rödel CJ et al., 

2019 ;   Li S et al., 2019). D’ailleurs le rôle des facteurs de transcription mécanosensibles KLF2 et KLF4 

pour la formation des lésions CCM confirme l’impact majeur des forces hémodynamiques pour 

l’initiation de la formation des lésions (Zhou Z et al., 2016 ; Renz M et al., 2015). Enfin, on sait que les 

cellules endothéliales, déplétées pour CCM, effectuent un remodelage protéolytique et un 

remodelage par fibrillogenèse de la MEC en association avec un dépôt aberrant de protéines 

matricielles (collagène III et fibronectine) qui vient rigidifier le milieu et favoriser l’émergence du 

phénotype CCM (Faurobert E et al., 2013 ; Fujimura M et al., 2007). 

2. Découverte d’un SASP mécanosensible 

 

Dans cette étude, j’ai justement cherché à savoir dans quelle mesure la dérégulation de ROCK1 et 

ROCK2 pouvait, au-delà de son effet sur l’architecture de l’endothélium, avoir un impact sur l’identité 

de la cellule endothéliale ayant perdu le complexe CCM1/2. J’ai ainsi pu mettre en évidence l’entrée 

en sénescence associée à un phénotype sécrétoire (SASP) de la cellule endothéliale mutée et j'ai 
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montré que ce SASP dépend des défauts mécaniques de la cellule. Rétrospectivement, ce SASP 

mécanosensible permet d’unifier, dans un même modèle, l’ensemble des observations faites dans 

différents modèles CCM in vivo et in vitro. En effet, il met en cohérence la surproduction de ROS 

(Retta S et al., 2010), les défauts de remodelage de la MEC (Faurobert E et al., 2013), la sécrétion de 

MMPs (Fujimura M et al., 2007), le recrutement de cellules immunitaires (Shi C et al., 2009) et 

l’attraction des cellules endothéliales sauvages par les mutantes dans les lésions CCM in vivo (Detter 

AM et al., 2018 ; Malinverno M et al., 2019).  

Cependant, la découverte d’une entrée en sénescence par les cellules déficientes en CCM2 peut 

paraitre contradictoire avec l’augmentation de prolifération des cellules déficientes en CCM3 décrite 

dans le modèle murin confetti. En effet, deux études récentes rapportent une prolifération clonale 

des cellules KO CCM3 qui serait responsable de l’initiation de la formation des lésions. Il n’y a, pour 

l’instant, aucune d’étude équivalente sur les modèles murins CCM2 et CCM1. En accord avec ces 

résultats in vivo, nous n’avons pas observé de ralentissement de prolifération in vitro lorsque CCM3 

est perdue contrairement à CCM2 ou CCM1 (résultats non montrés).  

De manière intéressante, la mutation de ccm3 est à l’origine de lésions dès l’enfance, à la différence 

de la mutation de ccm1 ou de ccm2 qui est responsable de l’apparition de lésions à l’âge adulte 

(après 30-40 ans). Bien que les 3 mutations génèrent des lésions CCM morphologiquement similaires, 

les études menées sur les différents modèles mutants in vivo et in vitro démontrent que la protéine 

CCM3, qui ne s’associe que partiellement avec le complexe CCM1/2, contrôle des voies de 

signalisation distinctes (Koskimäki J et al., 2019). Il est possible que des mécanismes opposés soient à 

l’origine de la formation des lésions CCM1/2 et CCM3 ; une prolifération accrue dans le cas de CCM3 

qui apparait dès l’enfance, une entrée progressive en SASP dans le cas de CCM1/2 qui s’exprime en 

milieu de vie.  

Pourtant dans les deux cas, on observe un recrutement de cellules sauvages par chimio-attraction 

par les cellules mutantes et ce recrutement est responsable de l’expansion de la lésion. Ceci suggère 

qu’un SASP pourrait avoir lieu chez le mutant CCM3. Or, Malinverno et al décrivent que les cellules 

endothéliales déficientes en CCM3 effectuent une transition de type endoMT et sont reprogrammées 

en EPC in vivo. En fait, le phénomène SASP est dynamique avec des cellules sénescentes capables de 

rentrer à nouveau dans le cycle cellulaire tout en gardant leur comportement sécrétoire. Par 

exemple, une telle reprogrammation de cellules sénescentes vers un état progéniteur peut être 

source de cellules souches cancéreuses (Milanovic M et al., 2018). Il est intéressant de noter que 

cette réversion est régulée par l’expression d’un cocktail de facteurs dont KLF2 et KLF4 font partie 

(cocktail Yamanaka) (Lee et Schmitt, 2019). 

Considérer cette dynamique de réversion de la sénescence pourrait peut-être réconcilier les 

différents modèles CCM. Il serait intéressant d’étudier la chronologie des comportements cellulaires 

selon les modèles CCM depuis une sénescence vers un état souche/ progéniteur et voir si celle-ci est 

corrélée avec la cinétique d’apparition des lésions CCM chez la souris. 

Ces travaux ouvrent la voie vers des tests de drogues qui ciblent le SASP pour bloquer la formation 

des lésions CCM. L’utilisation de substances sénolytiques permet d’éliminer les cellules sénescentes 

en induisant leur apoptose ou en bloquant le SASP. Bien que ces drogues soient efficaces, elles 

restent toxiques pour l’organisme, la sénescence faisant partie des mécanismes physiologiques pour 

la régénération des tissus. Pourtant, plusieurs composés sénolytiques dérivés de produits naturels et 
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ayant l’avantage d’être moins toxiques ont été découverts. Parmi ces composés, on distingue la 

fisetin (un dérivé naturel de la flavone), la quercetin, le piperlongumin et EF24 (analogue de la 

curcumine) (Zhu Y et al., 2017 ; Paez-Ribes M et al., 2019;Li W et al., 2019). Il serait intéressant de 

tester ces substances afin de voir si elles bloquent la formation des lésions CCM in vivo.  

3. Rôle des ROCKs dans l’avènement du SASP 

 

Ces travaux décrivent des actions distinctes et complémentaires des kinases ROCK1 et ROCK2 pour 

l’avènement du SASP. L’utilisation de la blebbistatine nous a permis de montrer que ces effets sont 

reliés à la mécanique de la cellule par sa capacité à générer des forces notamment au niveau des 

sites adhésifs cellule-cellule et cellule-matrice. 

3.1 Rôle de ROCK2 sur le programme transcriptomique pour l’entrée en sénescence 

L’analyse RNA-seq révèle que ROCK2 réprime l’expression de nombreux gènes impliqués dans le 

maintien des télomères, le contrôle du cycle cellulaire et la réponse aux dommages à l’ADN, 

entrainant ainsi l’entrée en sénescence des cellules déplétées en CCM2. La comparaison des profils 

d’expression génique des cellules déplétées en CCM2 ou en ROCK2 montre que, lorsque CCM2 est 

perdue, ROCK2 acquiert un gain de fonction sur l’expression génique vraisemblablement suite à sa 

translocation au noyau. En effet, il a été montré que ROCK2 peut se localiser au noyau (Tanaka T et 

al., 2006) où il est possible qu’il régule l’activité de remodeleurs chromatiniens tels que EZH2 ou p300 

HAT.  

Nos résultats transcriptomiques ne révèlent pas de surexpression des déacétylases (HDAC) ou 

méthyltransférases connues pour favoriser l’enrichissement de marques épigénétiques répressives. 

Cependant, nous retrouvons une sous-expression, dépendante de ROCK2, de la méthyltransférase 

EZH2, une protéine du polycomb. Cette inhibition pourrait être responsable de la surexpression de 

KLF2 et de p21CIP1 lors de la perte de CCM2 (Taniguchi H et al., 2012 ; Béguelin W et al., 2017). 

D’autre part, il a été montré que ROCK2 interagit avec et phosphoryle le remodeleur chromatinien 

p300 HAT, une acétyltransférase, pour l’activer dans le compartiment nucléaire (Tanaka T et al., 

2006). L’activation de p300 est associée à l’entrée des cellules en sénescence par l’induction d’un 

arrêt du cycle (Sen P et al., 2019) et stimule l’expression de facteurs SASP lorsque p300 est associé à 

C/EBP-β (Salotti J et Johnson PF, 2019). Dans la continuité de ces travaux de thèse, il serait 

intéressant de décrire la dynamique du transport nucléaire de ROCK2 et d’étudier l’impact de cette 

dynamique sur l’activité des remodeleurs chromatiniens lors de la perte de CCM2. 

Enfin, la voie p53 est une autre piste intéressante pour la mise en place de la sénescence lors de la 

perte de CCM2. Nos analyses GSEA révèlent une signature génique associée à l’activation de la voie 

p53 lors de la perte de CCM2 qui n’est plus retrouvée lorsque ROCK2 est additionnellement déplétée. 

L’activation de cette voie p53 se traduit par l’inactivation de nombreux gènes impliqués dans la 

régulation du cycle cellulaire (Engeland K, 2018). Or l’activation de ce facteur est dépendant de son 

état de phosphorylation (Kruse JP et Gu W, 2009). Il serait intéressant de vérifier le rôle de ROCK2 sur 

la phosphorylation de p53. Ces résultats permettraient de comprendre comment ROCK2 régule, en 

amont, le programme transcriptomique pour l’entrée en sénescence. 

3.2. Rôle de ROCK2 sur la chimio-attraction 
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Nous avons mis en évidence le rôle spécifique de ROCK2 dans la fonction chimio-attractante des 

cellules endothéliales mutantes pour attirer les cellules endothéliales naïves et les cellules 

immunitaires. Pour comprendre de quelle manière ROCK2 agit sur l’efficacité du SASP, il serait 

intéressant d’étudier la nature du sécrétome SASP lors de la perte de ROCK1 ou de ROCK2 dans les 

cellules déplétées pour CCM2. Cette étude nous permettrait de mettre en évidence les facteurs SASP 

sécrétés et responsable de la propagation des lésions CCM. De cette manière, l’utilisation d’anticorps 

bloquant contre les facteurs SASP, responsables des comportements invasifs dans les lésions, 

pourrait être envisagée pour un futur traitement thérapeutique chez les patients atteint de la 

maladie CCM. De manière plus générale, nous pourrions proposer d’étudier l’action des kinases 

ROCK sur l’activité endoplasmique, lysosomale et l’activité des transports vésiculaires nécessaire à la 

sécrétion des cytokines et autres facteurs chimio-attractants associés au SASP. La sécrétion des 

cytokines pro-inflammatoire est stimulée par la voie LPS-TLR4 pour favoriser le recrutement du 

système immunitaire lors d’une infection bactérienne (Song J et al., 2007). Dans le modèle CCM, le 

récepteur TLR4 est surexprimé et l’activation de la voie LPS-TLR4 augmente la fréquence de 

formation des lésions CCM chez les souris mutante Krit1 et Ccm2 (Tang AT et al., 2017). De manière 

intéressante, la surexpression de ROCK1 active la voie LPS-TLR4 dans les cellules épithéliales et 

l’utilisation de l’inhibiteur Y-27632 est suffisante pour limiter l’activation de cette voie favorable à 

l’inflammation des tissus (Gong J et al., 2018). Il serait intéressant de comprendre le rôle des kinases 

ROCK1 et de ROCK2 dans l’activation de la voie LPS-TLR4 pour la sécrétion des cytokines associées au 

SASP lors de la perte de CCM2. 

3.3. Rôle de ROCK1 sur le remodelage protéolytique de la MEC 

Nous décrivons le rôle spécifique de ROCK1 pour le remodelage protéolytique de la MEC. La 

déplétion additionnelle de ROCK1 limite la dégradation matricielle dépendante de la sécrétion de 

MMPs des cellules endothéliales déplétées pour CCM2. A l'inverse, la déplétion additionnelle de 

ROCK2 n'a pas d'effet. L’étude des figures de dégradation révèle que les protéases sont sécrétées au 

niveau des AFs de la cellule. Or, ROCK1 en stimulant la formation des fibres de stress d'actomyosine 

permet la maturation des AFs plus rapide lors de la perte de CCM2 (Lisowska J et al., 2018). Dans la 

continuité de ces travaux de thèse, il serait intéressant de décrire les partenaires protéiques 

mécanosensibles recrutés aux AFs et responsables de la sécrétion des protéases par les cellules 

endothéliales déplétées en CCM2. Une analyse protéomique des partenaires de ROCK1 réalisée au 

laboratoire a montré que ROCK1 interagit avec la clathrine et NECAP2 (résultats non publiés). 

NECAP2 permet le recyclage rapide des protéines de surface au travers des endosomes précoces 

pour leur ré-adressage à la membrane plasmique. Il assure le recrutement d’AP1 sur ces vésicules à 

clathrine (Chamberland JP et al., 2016). Il est possible que la suractivation de ROCK1 modifie le 

recyclage de MT1-MMP pour augmenter son expression de surface cellulaire et favoriser la sécrétion 

des MMP-2 et -9. 
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Figure 52 : Un SASP mécanosensible associé à de nouvelles fonctions cellulaires lors de la perte de CCM2 dans les CEs. 

(A) Gain de nouvelles fonctions cellulaires lors de la perte de CCM2 dans les CEs. Les cellules déplétées pour CCM2 sont 
capables de remodeler et d’envahir la MEC par une dégradation protéolytique dépendante de la sécrétion de MMPs. Ce 
remodelage de la MEC permet de stimuler l’invasion de CEs naïves, un phénomène que l’on peut définir comme une 
attraction juxtacrine. De plus, l’activité sécrétoire observée chez les cellules déplétées pour CCM2 promeut l’invasion des CEs 
naïves par chémo-attraction qui en parallèle, attire et stimule la migration de cellules immunitaires. (B) Une 
reprogrammation vers une sénescences associées à un phénotype sécrétoire lors de la perte de CCM2 dans les CEs. Les 
cellules déplétées pour CCM2 sont positives pour de nombreux marqueurs clefs permettant de confirmer une entrée en 
sénescence. De plus, les cellules mutantes expriment de nombreux facteurs SASP solubles laissant supposer une activité 
sécrétoire accrues. (C) Les kinases ROCK1 et ROCK2 jouent des rôles distincts pour l’avènement du SASP lors de la perte 
de CCM2. Lors de la perte de CCM2, l’augmentation de la contractilité dépendante de l’activité de la kinase ROCK1 est 
responsable du remodelage matriciel qui favorise l’invasion des CEs mutantes et stimule l’invasion des CEs naïves par un 
effet juxtacrine. La kinase ROCK2 est responsable de l’activité sécrétoire des cellules mutantes qui permet la chémo-
attraction des cellules immunitaires et des CEs naïves. Aussi, ROCK2 est responsable de l’inhibition transcriptionnelle massive 
observée dans les cellules mutantes à l’origine de leur entrée en senescence. Les kinases ROCK1 et ROCK2 affectent 
communément l’expression des facteurs SASP ce qui suggère qu’il existe un cross-talk entre la contractilité dépendante de 
ROCK1 et l’expression des gènes SASP. 

3.4. Rôle de ROCK1 sur l’invasion en 3D de la MEC 

Cette étude décrit aussi que ROCK1 est responsable du gain de fonction invasif des cellules 

endothéliales déplétées pour CCM2. Cette invasion cellulaire est favorisée par la dégradation de la 

matrice en association avec un déplacement par traction de la cellule grâce à la formation de 

protrusions (Vaeyens MM et al., 2020). La vitesse d’invasion est régulée par les remaniements du 

cytosquelette qui modulent la dynamique des protrusions, la force de traction des cellules ainsi que 

des voies de signalisation pro-invasives. En effet, l’état de contractilité de la cellule peut moduler le 

recrutement et la formation des complexes protéiques au niveau des AFs. Ces complexes 

signalétiques peuvent moduler les capacités invasives en activant des effecteurs en aval ou en 

activant d’autres récepteurs situés à la membrane cellulaire (Bordeleau et Reinhart-king, 2016).  
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La vitesse d’invasion est aussi régulée par la force de traction générée par la cellule sur sa matrice 

(Vaeyens MM et al., 2020). Pour vérifier si ROCK1 favorise l’invasion cellulaire en augmentant les 

forces de traction appliquées sur la matrice, des expériences de TFM (traction force microscopy) sur 

une matrice 3D sont en cours dans le laboratoire de Hans Van Oosterwyck avec qui nous effectuons 

une collaboration. Ces expériences nous permettront de mieux comprendre comment les kinases 

ROCKs agissent sur l’invasion des cellules endothéliales déplétées pour CCM2. 

De la même manière que les vaisseaux tumoraux, les lésions CCM seraient le résultat d’une 

angiogenèse anarchique pour former des vaisseaux dilatés et hémorragiques. En effet, lors de la 

perte des protéines CCM, la voie NOTCH-DELTA est inhibée et déclenche un comportement 

d’invasion angiogénique (Kar S et al., 2016). Au cours de cette thèse, nous avons montré que les 

cellules déplétées en CCM2, en envahissant la MEC, se séparent les unes des autres et prennent un 

phénotype de cellule leader avec des extensions membranaires à l’avant. Nous avons montré pour la 

première fois que ceci dépend de l’hyperactivation de ROCK1. De manière intéressante, les cellules 

déplétées pour CCM2 surexpriment des marqueurs de cellules leaders, tels que CD34 (Siemerink M 

et al., 2012) ou VEGFR2 (résultats issus de notre analyse transcriptomique).  

Ainsi, il est possible qu’une altération des voies de communication qui régissent la sélection de la 

cellule leader, soit responsables de la formation des lésions CCM. Notre hypothèse repose sur une 

altération de l’efficacité de l’inhibition latérale qui engendrerait la sélection de plusieurs cellules 

leader pour induire la formation de vaisseaux hémorragiques, dilatés et anarchiques. L’action 

sécrétoire du SASP pourrait être une source d’amplification de ces défauts de communication 

intercellulaire. En effet, un environnement pro-inflammatoire riche en cytokines et interleukines 

favorise l’émergence de cellules leader (Chen W et al., 2019) 

4. Régulation par les ROCKs des voies de signalisation qui déclenchent l’entrée en 

sénescence lors de la perte de CCM2 

 

Les études menées depuis une dizaine d’année, sur la biologie des protéines CCM, convergent vers 

un rôle majeur des voies MAPK (incluant ERK5 et p38MAPK) et TGF-β pour l’apparition des lésions 

CCM (Cunha S et al., 2017 ; Uhlik MT et al., 2003).  Ces mêmes voies ont également été décrites pour 

contrôler l’entrée en sénescence (Zhang Y et al., 2017 ; Munoz-Espin D et Serrano M, 2014). La 

question sera maintenant de savoir comment la mécanique cellulaire régule ces voies pour 

l’apparition des lésions CCM. En phosphorylant leurs cibles, les ROCKs pourraient jouer sur la stabilité 

des intermédiaires de ces voies de signalisation, leur interaction avec d’autres partenaires ou leur 

localisation. 

Par exemple, il est décrit que la voie RhoA/ROCK régule la voie TGF-β/Smad2/smad3 pour favoriser 

l’expression de p21CIP1 (Kamaraju AK et Roberts AB, 2004). En particulier, ROCK2 est un régulateur 

négatif de la voie TGF-β car il lie le récepteur TGFβRI pour favoriser son internalisation et sa 

dégradation lysosomale (Zhang Y et al., 2009). On sait aussi que les kinases ROCKs favorise la 

phosphorylation de la MAPK p38 nécessaire à la sécrétion de CXCL8 dans les cellules Caco-2 

(Banerjee S et McGee DW, 2016). 
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5. Régulation par les ROCKs des facteurs de transcription mécanosensibles pour l’entrée en 

sénescence lors de la perte de CCM2 

 

En aval de ces voies, il sera important d’étudier l’activité des facteurs de transcription actifs dans le 

modèle CCM et de comprendre comment la mécanique cellulaire et les ROCKs régulent leur activité. 

De manière frappante, tous les facteurs de transcription activés lors de la perte de CCM sont connus 

pour jouer un rôle au cours de la sénescence. 

La surexpression des facteurs de transcription KLF2 et KLF4 est nécessaire à la formation des lésions 

CCM in vivo. Or ces facteurs activent directement l’expression des CDKI p15INK et p21CIP1 en se liant à 

leur promoteur (Taniguchi H et al., 2012 ; Bjerke GA et al., 2011 ; Xu Q et al., 2016). De plus, KLF4 a 

été décrit comme un activateur de la voie p53 pour initier l’arrêt du cycle cellulaire (Yoon HS et al., 

2003).  

Dans notre modèle d’HUVEC déplétées en CCM2, nos analyses GSEA révèlent une augmentation 

significative de l’activité des facteurs KLF2 et KFL4 qui semble régulée par les ROCKs. Pour 

comprendre de quelle manière les ROCKs agissent sur l’activité des facteurs KLF2 et KLF4, j’ai étudié 

la répartition cytoplasme/noyau de KLF2 et de KLF4 lors de la perte de CCM2 en fonction de la 

présence ou non de ROCK1 ou de ROCK2. Je n’ai pas vu de différences dans leur localisation, 

majoritairement nucléaire, ni lors de la perte de CCM2, ni lors de la délétion additionnelle de ROCK1 

ou de ROCK2. Il serait maintenant intéressant d’étudier les modifications post-traductionnelles de 

KLF2 et de KLF4 et le rôle des kinases ROCKs sur ces modifications. On peut aussi envisager que les 

ROCKs phosphorylent directement ces facteurs de transcription. Des sites potentiels de 

phosphorylation soit retrouvés en prédiction (Figure 52). Et de manière intéressante, ROCK2 

présente des sites de phosphorylation spécifiques pour les facteurs KLF2 et KLF4. Cependant, dans la 

littérature, la phosphorylation des protéines KLF2 et KLF4 est associée à une limitation de leur 

activité transcriptionnelle ou à leur dégradation (Wang R et al., 2013 ; Kim MO et al., 2012). 

Il est également possible que les ROCKs aient une action indirecte sur l'activité de ces facteurs de 

transcription KLF2 et KLF4. En effet, Il est décrit que p300/CBP acétyle le facteur KLF4 pour stimuler 

son activité transcriptionnelle (Evans PM et al., 2007) et que cette phosphorylation modifie la 

capacité de KLF4 à agir soit comme un oncogène soit comme un suppresseur de tumeur (Jia ZM et 

al., 2016). Ainsi, ROCK2 pourrait moduler l’activité de KLF4 par l’intermédiaire de p300 (Tanaka T et 

al., 2006). 
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Figure 53 : Prédiction des sites de phosphorylation des protéines KLF2 et KLF4 par les kinases ROCK1 et ROCK2. Données 

issues de la base de données et site web GPS "Group Base Prediction System". Les sites phosphorylés spécifiquement par 

ROCK2 sont représentés en orange. 

Une autre de nos hypothèses repose sur un recrutement nucléaire de co-facteurs activateurs de KLF2 

ou de KLF4 qui dépendrait de l’activité des kinases ROCKs. Par exemple le complexe formé par KLF4 

et ses co-facteurs Meis2 et Pbx1 stimule l’expression de p15INK4 en se liant à son promoteur (Bjerke 

GA et al., 2011).  La technique de marquage de proximité par la biotine ligase BioID est actuellement 

développée dans le laboratoire pour étudier les partenaires nucléaires de KLF2 et de KLF4 lors de la 

perte de CCM2 et le rôle des kinases ROCKs pour le recrutement de ces partenaires. 

Parmi ces partenaires potentiels, le facteur de transcription mécanosensible NF-kappaB est 

majoritairement impliqué dans la reprogrammation SASP car il dirige l’expression de nombreuses 

cytokines et autres molécules pro-inflammatoires. Moléculairement, la translocation de NF-kappaB 

et de son co-facteur AP1 est régulée par l’activation du récepteur TLR4 et des MAPK en aval. Or, dans 

une récente étude, il est décrit que la surexpression de ROCK1 active la voie LPS/TLR4/NF-kappaB 

pour favoriser l’expression de plusieurs cytokines (IL-6,IL-8, IL1β et TNFα) (Gong J et al., 2018). Dans 

le modèle CCM, une augmentation de l’expression de TLR4 est observée et l’activation de ce 

récepteur, par le LPS, favorise l’apparition des lésions. Nos analyses GSEA montrent un 

enrichissement significatif des gènes cibles de ce facteur de transcription NF-kappaB et CEBPβ lors de 

la perte de CCM2 dans les HUVECs. De manière intéressante, on sait que des drogues inhibitrices de 

la voie RhoA/ROCK, comme le fasudil ou le Y-27632, limite la translocation nucléaire de NF-kappaB 

en association avec un une diminution de son activité transcriptionnelle (Rodriguez PL, et al., 2007 ; 

Xie X et al., 2013). Ainsi, il serait intéressant de comprendre comment les ROCKs régulent l'activité du 

facteur de transcription NF-kappaB qui serait responsable du SASP lors de la perte de la protéine 

CCM2. 

Dans notre modèle, la surexpression de la majorité des facteurs SASP est dépendante autant de 

ROCK1 que de ROCK2. Il sera intéressant dans le futur de comprendre comment les activités de ces 

deux kinases s’intègrent pour aboutir à cette régulation mécanosensible des gènes du SASP.  Il est 

possible que l’hypercontractilité du cytosquelette, dépendante de l’action de ROCK1, contrôle la 

translocation nucléaire de co-facteurs de transcription mécanosensibles qui lient ROCK2 pour faciliter 

son action sur l’expression des gènes SASP. Parmi ces facteurs de transcription, MRTF-A, YAP ou TAZ 
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sont des facteurs de transcription mécanosensibles dont l’adressage au noyau est régulé par l’état de 

polymérisation ou la contractilité du cytosquelette d’actomyosine (Aragona M et al., 2013 ; Zhao XH 

et al., 2007). Il a été montré que ROCK2 permet la translocation au noyau de YAP (Torrino S et al., 

2019) de même que ROCK1 celle de MRTF (Blomme B et al., 2019; Meng C et al., 2018; Wang N et al., 

2013). Or, ces facteurs sont associés à la sénescence cellulaire (Sakuma K et al., 2008 ; Miyajima C et 

al., 2019). Pour étudier les interactions possibles de ces co-facteurs avec ROCK2 et comprendre les 

relations entre ROCK1 et ROCK2, le marquage de proximité par la biotine ligase BioID constituera une 

approche clé du laboratoire pour identifier les co-facteurs de ROCK2 sensibles à l’action mécanique 

de ROCK1 lors de la perte de CCM2. 
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Abstract: 

Endothelial cells lining Cerebral Cavernous Malformations (CCM) present strong adhesive 

and mechanical defects. Increased cell contractility is a driver to the onset and the expansion 

of the CCM lesions. 2D in vitro endothelial models have been developed from either 

endothelial cells isolated from ccm1-3 knock-out mice or CCM1-3-silenced primary 

endothelial cells. These in vitro models faithfully recapitulate the adhesive and contractile 

defects of the CCM-deficient endothelial cells such as increased cell-extracellular matrix 

(ECM) adhesion through 1 integrin-anchored actin stress fibers, abnormal remodeling of the 

ECM and destabilized VE-cadherin-dependent cell-cell junctions. Using such 2D in vitro 

CCM models, we have shown that the ECM remodeled by CCM-depleted endothelial cells 

can propagate CCM-like adhesive defects to wild-type endothelial cells, a process potentially 

pertinent to CCM lesion expansion.  Here, we detail methods for studying the morphology of 

focal adhesions, acto-myosin cytoskeleton and VE-cadherin-dependent Adherens junctions by 

immunofluorescence and morphometric analyses. Moreover, we detail the protocols to 

produce and purify remodeled ECM and to test its effect on endothelial cell adhesion. 
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1-Introduction 

Changes in the morphology of the endothelial cells lining Cerebral Cavernous Malformations 

and their underlying extracellular matrix (ECM) were reported since the very first 

ultrastructural analyses of human lesions [1–3]. Intercellular gaps are observed from where 

blood has leaked. The basal lamina can be focally multilaminar and is directly embedded in a 

dense collagenous matrix. No ensheathing mural cells are present. Immunohistochemistry has 

revealed that endothelial cells in human CCM lesions express higher levels of phosphorylated 

myosin light chain (pMLC), a marker of acto-myosin contractility, compared to normal blood 

vessels in the periphery [4]. These morphological defects were later observed in the zebrafish 

and mouse CCM animal models [5,6,7,8]. In parallel, 2D in vitro models of CCM-deficient 

endothelial cells have been elaborated from either endothelial cells isolated from CCM mutant 

animals or CCM1-3-silenced primary endothelial cells. These in vitro models faithfully 

recapitulate the CCM morphological defects [4,9,10,11]. CCM-deficient endothelial cells 

present numerous transversal actin stress fibers decorated with phosphorylated myosin. They 

spread and elongate on plastic much more than their wild-type counterparts and present 

increased cell-ECM focal adhesions and disrupted cell-cell junctions (Fig 1)[10]. By 

recapitulating the in vivo morphological defects, these in vitro models are very precious for 

in-depth molecular analyses that are difficult to perform in in vivo models. For these reasons 

and because they allow large throughput experiments, they have also been successfully used 

for therapeutic drug screenings [12, 13].  

Beyond being simple markers of the disease, we and others have started to show that the cell 

adhesion and contractility defects are indeed drivers of the CCM pathology. Inhibition of the 

cell contractility through inhibition of the phosphorylation of the myosin light chain is 

sufficient to block the formation of lesions and their expansion in mouse CCM model [14–

16]. In normal blood vessels, the tension within the endothelium equilibrates with the forces 
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generated by the blood flow on its luminal side and by the stiffness of the extracellular matrix 

on its basal side [17, 18]. Obviously, this tensional homeostasis is lost in Cerebral Cavernous 

Malformations. Ballooning of the lumen strongly slows down the blood flow lowering the 

associated shear stress while paradoxically endothelial cells become highly contractile and the 

ECM most likely stiffens [10]. Molecular analyses further suggested that CCM proteins allow 

the mechanical adaptation of the endothelial cells to these external forces, preserving the 

physical integrity of the endothelium [10, 19–21]. 

Endothelial cells sense external mechanical signals via adhesive structures localized at cell-

cell junctions and at the interface with the ECM through respectively VE-cadherin and 

integrin clusters [22]. These transmembrane receptors connect intracellularly to the contractile 

acto-myosin cytoskeleton and coordinately organize it to equilibrate tensions between cell-

cell and cell-ECM junctions [23]. CCM1-3 proteins associate to form a molecular scaffold 

downstream of  Rap1 [24, 25], a small GTPase regulating the cross-talk between integrins and 

cadherins [26]. This CCM complex stabilizes cell-cell junctions by recruiting catenin, Rac 

and the Rho kinase ROCK2 to VE-cadherin [27–29] and it limits cell-ECM adhesions by 

stabilizing ICAP-1, a negative regulator of 1 integrin activation, and inhibiting RhoA [9, 10, 

30]. When the CCM complex is lost, Rac and ROCK2 are delocalized from VE-cadherin 

while 1 integrin , RhoA and its downstream effector the Rho kinase ROCK1 get 

overactivated [9, 10, 29]. This results in the polymerization of numerous 1 integrin-anchored 

acto-myosin stress fibers that tear the cell-cell junctions apart [29].  

Subsequently to their increased contractility and integrin-dependent adhesions, CCM-depleted 

endothelial cells remodel ECM very differently than control cells. By firmly pulling on 

extracellular globular fibronectin (FN), they provoke its polymerization in straight and 

parallel fibers (Fig 3A) [10]. This organization is reminiscent of that of cancer stroma and is a 
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distinctive feature of stiff tissues [31]. We proposed that stiffening of the ECM feeds back 

onto cell contractility, maintaining a positive feedback loop between cell and ECM rigidity 

(Fig 2) [10]. Remarkably, we showed that this abnormally remodeled ECM is able to confer a 

CCM-like contractile phenotype to naïve endothelial cells cultured on it as evidenced by their 

increased stress fibers (Fig 3B), destabilized VE-cadherin junctions and impaired barrier 

function [10]. We thus proposed the existence of a mid-range propagation mechanism in 

which a newly mutated cell would transmit defects through the ECM to adjacent wild-type 

cells, which in turn would propagate the defects to their neighbors. This model was recently 

comforted by two publications showing that CCM lesions correspond to mosaics of mutant 

and wild-type endothelial cells [32, 33]. Moreover, elegant experiments showed that 

transplanted ccm-/- endothelial cells in ccm+/+ animals could attract endothelial cells of the 

host to form abnormal vessels suggesting that CCM lesions could result from the attraction of 

wild-type cells by mutant ones [33]. 

The purpose of this methodological review is twofold. We will describe technics to study i- 

the effect of silencing CCM proteins or any other related signaling protein on ECM 

remodeling, cell-ECM and cell-cell adhesions ii-the effect of remodeled mutant ECM on the 

adhesion of endothelial cells. We first describe how to prepare silenced HUVEC and 

decellularized remodeled mutant ECM. Then we describe how to culture cells and perform 

immunofluorescence stainings of ECM proteins, integrin-dependent focal adhesions, actin 

cytoskeleton and VE-cadherin junctions. Finally, we detail how to proceed to the 

morphometric analyses of the images. The procedure of culturing naïve endothelial cells on 

decellularized mutant ECM opens the way to the identification of components presented by 

the ECM, such as growth factors or cytokines, that contribute to the paracrine effect of CCM 

mutant endothelial cells on wild-type ones. 

2. Materials 
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2.1 HUVEC culture  

1. T75 plastic cell culture treated flask. 

2. Coating solution: Collagen Type I rat tail. Prepare a collagen solution at 100 µg/ml 

in sterile water for cell culture pyrogen-free, mycoplasma-free, calcium-free, magnesium-free. 

Store at 4°C for several weeks. 

 3. HUVEC (human umbilical vein endothelial cells) from Lonza supplier (500 000 

cells, pooled human umbilical vein endothelial cells). 

 4. Endothelial cell growth medium (EGM-2 BulletKit, Lonza). 

5. Endothelial cell growth basal medium (EBM-2, Lonza). 

6. Freezing media: 95% bovine calf serum, 5% anhydrous dimethyl sulfoxide 

(DMSO). 

6. Phosphate buffer saline PBS: (PBS calcium-free, magnesium-free) 

 7. 100 µg/ml penicillin  

8. 100 μg/ml streptomycin. 

 9. Trypsin-EDTA solution: 10X Trypsin and 0.5 M EDTA in sterile PBS. 

 

2.2 Transient transfection of siRNA 

 1. siRNA duplexes for CT (ON-TARGET plus Non-targeting siRNA #1, Dharmacon), 

CCM1 (siRNA silencer inventoried CCM1, Ambion) and CCM2 (SMARTpool: ON-

TARGETplus CCM2 siRNA, Dharmacon). 

2. Lipofectamine RNAiMAX Transfection Reagent - Delivery of siRNA (Invitrogen) 

3. Opti-MEM I Reduced Serum Media (Invitrogen).  

 

2.3 Production of remodeled ECM 

https://bioscience.lonza.com/lonza_bs/CH/en/Culture-Media-and-Reagents/p/000000000000190860/EBM-2-Endothelial-Cell-Growth-Basal-Medium-2%2C-1-L
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1. 24-well plate, tissue culture-treated 

2. Round glass coverslips (12 or 14 mm diameter) 

3. Coating solution: 20 g/ml fibronectin from human plasma in PBS. Store until one 

week at 4°C. 

4. 0.5% (v/v) Triton X-100  in H20. 

5. 50 mM ammonium hydroxide (NH4OH) in H20. 

 

2.4 Cell spreading and culture on FN-coated glass or remodeled ECM 

1. Trypsin inhibitor : 1 mg/ml in PBS 

2. 1% Bovine serum albumin in EGM-2 

3. EGM-2 medium containing 5% FN-depleted bovine calf serum. To deplete serum 

from FN, first heat at 56°C for 1 h, incubate in batch with Gelatin-Sepharose 4B beads  by 

rotation on a wheel at 4°C (5 ml of beads for 100 ml of serum) for 4 hours, centrifuge at 2500 

g for 10 min and recover the supernatant. Make aliquots and store at -20°C. 

 

2.5 Reagents for Immunostaining 

1. 0.2 M Phosphate buffer: 140 mM Na2HPO4, 60 mM NaH2PO4, pH 7.3 

2. Fixation solution: 4% or 8% (w/v) Paraformaldehyde : Weight 20 g (4%) or 40 g 

(8%) of paraformaldehyde in 250 ml of H2O, dissolve at 60°C (no more than 65°C), add 1 ml 

of 0,1 M NaOH and stir 30 min more. Then add 250 ml of 0.2 M Phosphate buffer . Store at 

4°C. 

 3. Permeabilization buffer: 0.3% (v/v) Triton X-100 in PBS. Store at 4°C. 

4. Blocking solution: 10% goat serum (v/v) in PBS. Prepare fresh. 

 5. Primary antibodies: Rabbit anti-human fibronectin (Sigma-Aldrich, 1/200), rabbit 

anti-human collagen type IV (Novotec, 1/80), mouse anti-β3 integrin clone 23C6 (BD 
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Biosciences 1/200), rat anti-activated β1 integrin clone 9EG7 (BD Biosciences, 1/200), rabbit 

anti-pMLC Ser19 (Cell Signaling, 1/50), mouse anti-zyxin (Synaptic system, 1/100), mouse 

anti-VE-cadherin clone BV9 (Millipore, 1/200), mouse anti catenin clone 6F9 (Sigma-

Aldrich, 1/500) antibodies. 

6. Secondary antibodies: Goat anti-Mouse and anti-Rabbit IgG (H+L) Highly Cross-

Adsorbed Secondary Antibody, Alexa Fluor conjugated AF 488, AF 546, AF 647 (Invitrogen, 

1/1000). 

7. Phalloidin conjugates with AlexaFluor 488 (Invitrogen, 1/5000) and Atto 647 

(Sigma, 1/2000). 

8. Wash solution (PBT): 3% BSA and 0.05% Tween 20 in PBS. Store at -20°C. 

 9. Mounting medium: 24% glycerol (w/v), 10% Mowiol (w/v) in 10mM Tris-HCl (pH 

8.5) and 10g/ml DAPI. 

 

2.6 Morphometric analysis 

 Most of the analysis described in this chapter are performed with FIJI (https://imagej.net/Fiji) 

[34], a flavor of ImageJ, and can easily be automated by macros. Some codes described below 

are available upon request. 

 

3. Methods 

3.1 Amplification and storage of HUVEC  

1. Add 5 ml of collagen solution in 3 T75 tissue culture flasks for 30 min at 37°C. 

Wash with PBS. Flasks can be stored at 4°C up to a week. 

https://www.thermofisher.com/antibody/product/A11029
https://www.thermofisher.com/antibody/product/A11029
https://imagej.net/Fiji
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2. At reception, split HUVEC from cryopreserved vial directly in the 3 coated T75 

flasks containing 10 ml of EGM-2. (See note 1). 

3. Place the flasks in an incubator at 37°C, 3% O2, 5% CO2. (See note 2).  

4. On the next day, change media with 10 ml of fresh EGM-2 to remove traces of 

anhydrous dimethyl sulfoxide. Let cells grow and change media every other day. 

5. At confluency, wash cells with sterile PBS and add 1 ml of trypsin-EDTA solution 

for few minutes at 37°C in 5% CO2 incubator. Tap the plate to detach completely the cells. 

When cells are detached, neutralize trypsin by addition of 9 ml of EGM-2. At this stage, the 

cells are at passage p1. Freeze aliquots in freezing media. (See note 3). 

6. Seed 2.5x105 cells p1 per flask in 5 T75 flasks and grow them at 37°C, 3% O2, 5% 

CO2 in EGM-2. 

7. At confluency, tripsinize HUVEC p1  and freeze the maximum of cells p2 as 

described in step 5 of section 3.1. From passage 2, cultivate HUVEC in regular conditions 

(37°C, 5% CO2 and atmospheric % O2) and humidified chamber according to the 

manufacturer's instructions. (See note 4).  

3.2 Silencing of CCM genes by RNA interference 

 1. Start from confluent HUVEC at passage 2. Trypsinize to detach and neutralize with 

EGM-2. Count and directly seed 1.5×106 cells in collagen I-coated T75 flask in 10 ml EGM-2 

without antibiotics. Incubate in 5% CO2 at 37°C. (See note 5). 

 2. The next morning, prepare a mix for RNAi transfection :  in one conical 15 ml- 

polypropylene tube add 22,5 µl of lipofectamine RNAi max to 1.125 ml of OptiMEM and in a 

second 15 ml-tube prepare 2.7 l of siRNA (100 M stock) in 1.125 ml of OptiMEM. Add 

the lipofectamine mix to the siRNA mix, gently tap the tube with your fingers. Snap 

centrifuge to pellet drops at the bottom of the tube. Incubate for 15 min at room temperature. 
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During this time, replace medium over cells with 7.5 ml fresh EGM-2 without antibiotics. 

After the 15 min of incubation, add the siRNA/liposomes mix drop by drop onto the cells and 

incubate at 37°C, 5% CO2.   

3. Remove media 4 hours later and add 7.5 ml of complete EGM-2 without antibiotics. 

 4. On the next day, repeat a second round of transfection as in steps 2. (see note 6) 

3.3 Production and purification of remodeled ECM 

1. Sterilize glass coverslips by dipping into 100% ethanol and insert the coverslips into 

the wells of a sterile 24 well-plate. Rinse with PBS. 

 2. Prepare a FN solution at 20 g/ml in PBS. Add 0.5 ml of FN solution per 24-well. 

Incubate plate for 1 h at 37°C or overnight at 4°C. Wash coated coverslips twice with sterile 

PBS. 

3. Trypsinize silenced HUVEC with trypsin-EDTA, count cells, neutralize trypsin 

with 1 mg/ml trypsin inhibitor and seed 2×105 HUVECs in 2 ml EGM-2 per 24-well on the 

layer of fibronectin for 48 h at 37°C, 3% O2, 5% CO2. (See note 7).  

 4. Lyse cells with 0.5% Triton X-100 for 15 min on ice. 

 5. Remove nuclei by incubating with 50 mM NH4OH for 15 min on ice. (See note 8). 

 6. Wash 3 times with PBS at room temperature.  

7. To check for FN remodeling, fix some coverslips with 4% PFA  for 10 min at 37°C 

and wash twice in PBS. Store at 4°C. 

8. The rest of the coverslips is kept at 4°C up to 5 days. 

 

3.4 Study of adhesion of silenced HUVEC on FN or of naive HUVEC on remodeled 

ECM  
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3.4.1 Early spreading of sparse HUVEC on FN-coated glass or remodeled ECM  

 -Study of focal adhesions 

1. Trypsinize silenced or naïve HUVEC at passage 3 and neutralize trypsin with 1 

mg/ml trypsin inhibitor. Count, pellet and resuspend cells in serum-free EGM-2 with 1% BSA 

at 6×105 cells/ml. Incubate cells in suspension for 30 min at 37°C in a water bath. (See notes 

9, 10). 

 2. To achieve a sparse density, plate 3×104 cells (50 l) on either FN-coated (silenced 

HUVEC) or remodeled ECM (naïve HUVEC) coverslips in 0.5 ml EGM-2 containing 5% 

FN-depleted serum. (See note 11).  

 3. Let cells spread in a 5% CO2, 37°C incubator for 1 h. 

 4. Aspirate media and directly fix cells with 4% PFA  for 10 min at RT. 

 5. Wash twice in PBS. Store at 4°C in PBS. 

 

-Study of acto-myosin cytoskeleton 

 1. Incubate silenced or naïve HUVEC at passage 3 in EGM-2 containing 1% BSA for 

30 min at 37°C as in step 1 of  “Study of focal adhesions”. 

 2. Plate 3×104 cells in EGM-2 depleted in FN on either FN-coated (silenced HUVEC) 

or remodeled ECM (naïve HUVEC) coverslips in 0.5 ml EGM-2 containing 5% FN-depleted 

serum. 

 3. Let the cells spread for 4 h. 

 4. Aspirate media and directly fix cells with 4% PFA 10 min at RT. 

 5. Wash twice in PBS. Store at 4°C in PBS. 
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3.4.2 Culture of confluent HUVEC on FN coated glass or remodeled ECM to study VE-

cadherin junctions 

 1. Trypsinize silenced HUVEC or naïve HUVEC at passage 3 and resuspend them at 

2.5×105 cells/ml in complete EGM-2. 

 2. Plate 2.5×105 cells on either FN-coated (20g/ml) (silenced HUVEC) or remodeled 

ECM (naïve HUVEC) coverslips.  

3.  Remove medium when cells are adherent and replace with 2 ml of complete EGM-

2. 

 4. Cultivate in 5% CO2 at 37°C for 48 h. 

 5. Remove 1 ml of media from each well and put back to the incubator to reequilibrate 

the temperature in the plate.  

6. Add 1 ml of prewarmed 8% PFA to each well and incubate for 10 min at 37°C. 

Store at 4°C in PBS. (See note 12). 

 

3.5 Immunofluorescence studies 

3.5.1 General protocol of immunofluorescence  

This protocol is used to stain FN, collagen IV, Zyxin, VE-cadherin, catenin. 

1. Permeabilize cells on coverslips with permeabilization solution for 10 min at room 

temperature. 

2. Wash once with PBS. 

3. Block for 30 min at 37°C in 150 l of blocking solution.  

 4. Aspirate blocking solution and add 150 l of primary antibodies diluted in blocking 

solution and incubate for 1 h at 37°C.  

 5. Wash twice with PBT and incubate for 5 min at room temperature 
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 6. Remove PBT and add diluted secondary antibodies and phalloidin in blocking 

solution for 45 min at 37°C. 

 7. Wash twice with PBT and incubate for 5 min in PBT at room temperature in the 

dark. Remove last wash of PBT. 

8. Wash in PBS to remove detergent and let it on coverslips until mounting. 

9. Mount coverslips on glass slides by inverting them on a drop of mounting medium. 

10. Dry glass slides in the dark overnight before visualization under the microscope. 

The mounting media hardens overnight. (See note 13). 

 

3.5.2  Immunofluorescence of  integrins 

For immunostaining of  integrins, permeabilization in step 1 of Section 3.5.1 is omitted to 

reduce intracellular background. If intracellular proteins are co-stained, first incubate in 

blocking solution for 30 min at 37°C, then add  integrins antibodies diluted in blocking 

solution for 1h at 37°C. Wash twice with PBT. After these steps, proceed to step 1 of section 

3.5.1 for the staining of intracellular antigens. At step 6 of section 3.5.1, add all the secondary 

antibodies. 

 

3.5.3 Immunofluorescence of pMLC  

Permeabilize with 0,3% Triton in blocking solution containing 5% goat serum for 1h at room 

temperature. At step 4  of section 3.5.1, incubate pMLC (ser19) primary antibody at 1/50 in 

PBS containing 0.3% Triton overnight at 4°C into a humidified chamber (see note 14). Wash 

3 times with PBS for 5 min and wash once with 0,4 M NaCl in PBS. Continue 

immunostaining at step 6 of section 3.5.1 with secondary antibodies and washes with PBT 

before mounting.  
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3.6 Morphometric analyses of cell shape and immunostainings 

The quality of the images will be determinant for the analysis. It is necessary to acquire 

images in native or Tiff format and with as less background as possible. Confocal or SD 

images are usually preferable.  

 

3.6.1 Image segmentation 

Create masks and analyze area and morphology of isolated cells from images of actin, 

membrane protein or cytosolic protein staining : 

1. Set image type : Image > Type > 8-bits  

2. Set scale (Analyze > Set Scale) 

3. Create mask (Image > Adjust > Threshold or plugin GDSC > thresholding > Edge Mask 

or plugin morphoLibJ > Segmentation) and save mask (File > Save As > Tiff) and ROI 

(File > Save As > XY Coordinates) 

4. Set measurements: area, shape descriptors, perimeter, center of mass (Analyze > Set 

Measurements…) 

5. Measure (Analyze > Measure) 

 

3.6.2 Analysis of focal adhesions 

1. Set scale (Analyze > Set Scale) 

2. If necessary denoising of image (Process > Filters > Unsharp Mask, Process > Substract 

Background, Process > Noise > Despeckle, Plugin TopHatfilter…) 

3. Segmentation : threshold the image (Image > Adjust > Threshold or AutoThreshold)  

4. Separate adjacent FA by Watershed algorithm (Process > Binary > Watershed or 

Plugins > Irregular Watershed) 
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5. Set measurements: area, shape descriptors, perimeter, center of mass (Analyze > Set 

Measurements…) 

6. Detect FA: Analyze > Analyze Particles… with options Display Results and Clear 

Results. (see notes 15, 16).  

 

3.6.3 Analysis of stress fibers 

1. Set scale (Analyze > Set Scale) 

2. If necessary denoising of image (Process > Filters > Unsharp Mask, Process > Substract 

Background, Process > Noise > Despeckle, Plugin TopHatfilter…) 

3. Apply Laplacian filter (Plugin FeatureJ Laplacian or plugin Mexican Hat Filter) 

4. Set image type : Image > Type > 8-bits  

5. Create mask (Image > Adjust > Threshold or Auto Threshold and Process > Binary > 

Convert to Mask) 

6. Use the Plugin “Ridge Detection” to detect and measure the fibers. 

Anisotropy can be calculated after denoising the image using the Plugin OrientationJ or the 

macro FibrilTool [35]. 

 

3.6.4 Analysis of junction thickness (see note 17) 

1. Set image type : Image > Type > 8-bit 

2. Denoise the image (Process > Filters > Unsharp Mask, Process > Substract Background, 

Process > Noise > Despeckle, Plugin TopHatfilter…) 

3. Segmentation : threshold the image (Image > Adjust > Threshold or AutoThreshold)  

4. Duplicate image (Image > Duplicate) 

5. On the first image measure the length of the junctions :  
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a. Use gaussian or median filter to smooth irregularities (Process > Filters > 

Gaussian Blur or Median) 

b. Create binary image (Process > Binary > Make binary)  

c. Reduce objects to 1 pixel wide representations (Process > Binary > Skeletonize) 

d. Select the resulting skeleton (Edit > Selection > Create selection) 

e. Set measurement: area (Analyze > Set Measurements…) 

f. Measure the length of junctions (Analyze > Measure) 

6. On the second image: 

a.  Create binary image (Process > Binary > Make binary)  

b. If necessary fill holes to reduce nonspecific spots (Process > Binary > Fill Holes) 

c. Select the resulting mask of junctions (Edit > Selection > Create selection)  

d. Set measurement: area (Analyze > Set Measurements…) 

e. Measure the area of junctions (Analyze > Measure) 

Divide area of the second image (area of junctions) by area of the first, skeletonized image 

(length of junction).  

4. Notes: 

1. Do not centrifuge cells before seeding. It leads to a high rate of cell death. 

2. 3% O2 creates a physiological oxygen environment. Cells cultured in 3% O2 grow 

faster, live longer, and show lower stress than at atmospheric O2 (20% O2). If no 5% 

CO2-3% O2 incubator is available, cultivate in regular 5% CO2 incubator. 

3. HUVEC can be stored at -80°C for one year. For longer storage, it is recommended to 

keep them in liquid nitrogen. 

4. Amplification and storage of primary cells are made at early passages to avoid cell 

dedifferentiation. All experiments are done with HUVEC of less than 4 passages. 
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5. Only use EGM-2 from Lonza for siRNA transfection of HUVEC. We have had no 

success with other endothelial cell media from other companies.  

6. Two rounds of siRNA transfection are required to silence efficiently the CCM 

proteins. Silenced HUVEC can be used 24 h after the second round of transfection and 

up to 72 h after.  

7. Do not let the cells remodel the FN for too long (maximum 48 h) to avoid the 

formation of FN clots on the coverslip. If no 5% CO2 -3% O2 incubator is available, 

use a standard 5% CO2 incubator. 

8. Check the removal of the nuclei under microscope. If needed, aspirate and add again 

NH4OH for 15 min on ice to remove completely the nuclei.  

9. Incubation of the cell suspension in BSA allows the detachment of trypsinized ECM 

fragments from integrins resetting the level of occupied integrins to zero. 

10. For FN-coated coverslips, coat coverslips with FN as in step 2 of section 3.3. A range 

of FN concentrations from 1 (0,3 g/cm2) to 10 g/ml (3 g/cm2) is recommended to 

better document the differences in focal adhesions and acto-myosin fibers between 

CT- and CCM- silenced HUVEC. 

11. FN is depleted from media to avoid its deposition onto the remodeled ECM or the FN- 

coated coverslip. 

12. Cell-cell junctions are sensitive to changes in temperature during the fixation. Work 

quickly. Do not aspirate the media but instead dilute twice the prewarmed 8% PFA  in 

the well. The plate can be placed on a polystyrene holder to avoid contact with the 

hood. 

13. To mount a coverslip on a glass slide, bend a long syringe needle at 90º. Scratch the 

bottom of the well at the periphery on the coverglass with the needle tip until it 

catches and lifts the cover slip a bit. Then carefully grab the coverslip with tweezers. 
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14. To limit the consumption of anti pMLC antibody, coverslips can be incubated upside 

down on 50 ul-drops of diluted antibody on parafilm overnight in a humidified 

chamber. 

15. In order to optimize the detection, combine different masks with different settings: for 

example, a first detection of small and elongated FA, a second detection of medium 

FA with higher circularity, and a third detection of big elongated FA. Create masks of 

all detections and combine them with the Image Calculator “OR” function (Process > 

Image Calculator). 

16. Alternatively, the web site “Focal Adhesion Analysis Server” 

(https://faas.bme.unc.edu/), in particular for time-lapse images analysis can be used. 

17. For segmentation and analysis of confluent cells, cellbordertracker 

(https://www.medizin.uni-muenster.de/anatomie2/forschung/cellbordertracker/) [36] 

can be used. 
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Figure legends: 

Figure 1: Immunostainings of 1 integrin-dependent focal adhesions, acto-myosin 

cytoskeleton and VE-cadherin-dependent junctions in 2D in vitro CCM model. A- 1 

integrin and merged 1 integrin/F-actin stainings of CT- and CCM2- silenced HUVEC spread 

for 1 hour on FN-coated glass (0,3 g/cm2). Scale bar: 2 m. B- Merged pMLC and F-actin 

stainings of CT- and CCM2- silenced HUVEC spread for 4 hours on FN-coated glass (0,3 

g/cm2). Scale bar: 5 m C- Merged VE-cadherin and F-actin stainings and catenin staining 

of CT- and CCM2- silenced HUVEC cultured for 48 hours on FN-coated glass (6 g/cm2). 

Scale bar: 10 m. 
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Figure 2: 1 activation upon loss in CCM1 or 2 drives a loop between endothelial cell 

contractility and ECM with deleterious effect on cell–cell junctions. In a quiescent vessel, 

ICAP-1 maintains low 1 integrin activation. Endothelial cells are well joined and VE-

cadherin adherens junctions are stabilized by a cytoplasmic adaptor complex that recruits 

junctional actomyosin cytoskeleton. Upon CCM1 or CCM2 depletion, ICAP-1 protein is 

destabilized and lost. 1 integrin is activated and activates in turn RhoA/ROCK-dependent 

actin stress fiber formation. Increased 1 integrin activation and cell contractility result in 

aberrant remodeling of ECM in linear and parallel fibers onto which cells spread and flatten. 

A self-sustaining mechanical loop is initiated that increases intra- and external tensions 

destabilizing cell–cell junctions. (Permission from Faurobert et al., JCB 2013; 

doi/10.1083/jcb.20130304). 

Figure 3: Juxtacrine effect of remodeled ECM from CCM2-depleted HUVEC on naïve 

endothelial cell adhesion. A- Immunostainings of FN and collagen IV of decellularized ECM 

remodeled by CT- or CCM2-depleted HUVEC Scale bar: 2 m. B- pMLC and F-actin 

stainings of naïve HUVEC spread for 4 hours on decellularized ECM remodeled by CT- or 

CCM2-depleted HUVEC and stained for FN. Scale bar: 5 m. 

 

 

 

 









 

Résumé 

Les lésions CCM (Cerebral Cavernous Malformations) sont formées d’un empilement de vaisseaux capillaires tortueux, 

dilatés et hémorragiques situés dans le cerveau. Ces capillaires cérébraux sont dépourvus de cellules murales et sont 

formés d’une monocouche de cellules endothéliales (CE) peu jointives. La mutation perte de fonction de l’un des 3 gènes 

ccm (ccm1, ccm2 et ccm3) est suffisante pour induire la formation de lésions CCM chez l’Homme.  Dans les différents 

modèles mutants ccm, les CE présentent une homéostasie tensionnelle défectueuse caractérisée par un défaut de 

coordination entre les forces d’adhésions cellule-matrice et cellule-cellule. Ceci se traduit par la formation de fibres 

contractiles d’actomyosine ancrées sur de nombreuses adhérences focales à intégrine b1 et par la perte des jonctions 

intercellulaires dépendantes de VE-cadhérine. L’association des protéines CCM1-3 forme une plateforme moléculaire qui 

contrôle, en aval de RhoA, l’activité des kinases ROCK1 et ROCK2 sur l’organisation du cytosquelette d’acto-myosine. Le 

complexe CCM recrute ROCK2 aux jonctions dépendantes de VE-cadhérine pour promouvoir un réseau d’actine cortical 

stabilisateur de ces jonctions intercellulaires alors que dans le même temps, il inhibe l’activité de ROCK1 pour réduire la 

formation de fibres de stress ventrales et ainsi limiter l’adhésion de la CE à la matrice extracellulaire. Il est connu que le 

microenvironnement de la lésion est remodelé notamment par des cellules immunitaires qui s’infiltrent pour déclencher 

une réponse inflammatoire chronique et favoriser l’expansion de la lésion. Il est également connu que les CE mutantes 

sécrètent des métalloprotéases et des cytokines, qu’elles surproduisent des ROS et qu’elles subissent une transition 

endothélio-mésenchymateuse (endoMT). Enfin, les lésions CCM sont des mosaïques de CE mutantes et sauvages qui sont 

recrutées au cours du temps dans la lésion. Néanmoins, le lien qui existe entre tous ces phénomènes favorables à la 

progression de la lésion CCM est encore mal compris et reste à élucider. 

Abstract 

CCM (Cerebral Cavernous Malformations) lesions are formed by stacks of tortuous, dilated and hemorrhagic 

capillaries located in the brain. These brain capillaries are devoid of mural cells and are formed of a monolayer 

of weakly joined endothelial cells (EC). The loss of function mutation in one of the 3 ccm genes (ccm1, ccm2 

and ccm3) is sufficient to induce the formation of CCM lesions in humans. In the different ccm mutant models, 

the ECs present defective tensional homeostasis characterized by a lack of coordination between the cell-

matrix and cell-cell forces. This results in the formation of contractile actomyosin fibers anchored on numerous 

focal adhesions containing 1 integrin and in the loss of VE-cadherin-dependent intercellular junctions. The 

association of CCM1-3 proteins forms a molecular scaffold that controls downstream of RhoA the activity of 

ROCK1 and ROCK2 on the organization of the acto-myosin cytoskeleton. The CCM complex recruits ROCK2 at 

the VE-cadherin dependent junctions to promote a network of cortical actin stabilizing these intercellular 

junctions while at the same time, it inhibits the activity of ROCK1 to reduce the formation of ventral stress 

fibers and thus limit the adhesion of the EC to the extracellular matrix. It is known that the microenvironment 

in the lesion is reshaped in particular by immune cells that infiltrate it to trigger a chronic inflammatory 

response and promote the expansion of the lesion. It is also known that mutant ECs secrete metalloproteases 

and cytokines, that they overproduce ROS and that they undergo an endothelio-mesenchymal transition 

(endoMT). Finally, CCM lesions are mosaics of mutant and wild-type ECs recruited into the lesion over time. 

However, whether a link exists between all these phenomena conducive to the progression of the CCM lesion is 

not known and remains to be elucidated. My work during this PhD allowed me to propose a model that unifies 

all these cellular behaviors. Indeed, I have highlighted a premature aging of endothelial cells depleted in CCM2. 

I have shown that this senescence is associated with a secretory behavior SASP (Senescence Associated with a 

Secretory Phenotype) which gives the EC the ability to actively reshape its environment, in particular by 

degrading it locally, to invade it and attract by chemo-attraction wild EC and immune cells. The second major 

contribution of my work has been to show that this SASP is due to the dysregulation of the mechanics of the 

EC. Indeed, I have shown that the increase in intracellular contractility associated with the loss of balance 

between the activities of ROCK1 and ROCK2 is responsible for this SASP. Inhibiting myosin II or depleting ROCK1 

or ROCK2 restores the expression of half of the genes dysregulated by the loss of CCM2, blocks the appearance 

of senescence markers as well as the invasive and chemo-attractive capacities of CCM2-depleted ECs. These 

results open the way to the identification of new therapeutic targets responsible for the appearance and 

expansion of CCM lesions. 
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