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Tie-1 : Tyrosine kinase immunoglobulin-like and EGF-like domains 1 

TNF-α : Tumor Necrosis Factor-α 

Treg : lymphocytes T régulateurs 

u-PA : urokinase de type Activateur du Plasminogène 

V : domaine Variable intracellulaire du syndécane 

VCAM-1 : Vascular Cell Adhesion Molecule-1 

VE-cadhérine : Vascular Endothelial cell cadherin 

VEGF : Vascular Endothelial Growth Factor 

VHC : Virus de l’Hépatite C 

VHS-1 : Virus de l’Herpes Simplex-1 

VIH : Virus de l’Immunodéficience Humaine 

VRS : Virus Respiratoire Syncytial 

Wnt : Wingless integration site 

Zo1 : Zonula occludens-1 
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Avant-propos 
 

L’athérosclérose est la cause de 17 millions de décès dans le monde en 2012, en 

faisant la première cause de mortalité mondiale (World Health Organization, 2014). 

L’athérosclérose est une maladie qui touche la paroi des vaisseaux sanguins et elle est à 

l’origine de troubles cardiovasculaire tels que les infarctus du myocarde et les accidents 

vasculaires cérébraux. Elle se caractérise par une infiltration de monocytes et de cholestérol 

dans l’espace sous-endothélial provoquant la formation d’une plaque d’athérome. Cette 

plaque réduit le flux sanguin et induit la sécrétion de facteurs pro-angiogéniques. La 

néoangiogenèse, en augmentant l’infiltration cellulaire, tend à favoriser la rupture de la 

plaque d’athérome (Silvestre-Roig et al., 2014). 

 

L’angiogenèse est un processus en plusieurs étapes. Les cellules endothéliales sont 

activées par des facteurs pro-angiogéniques tel que le Vascular Endothelial Growth Factor 

(VEGF) (Ribatti and Crivellato, 2012) et vont migrer vers un gradient de cytokines 

chimioattractantes, les chimiokines, telle que Stromal-Derived Factor-1 SDF-1/CXCL12 

(Kryczek et al., 2005; Chen et al., 2006). 

 

Les chimiokines peuvent interagir avec les cellules par l’intermédiaire de récepteurs à 

7 domaines transmembranaires couplés aux protéines G (RCPG) et de protéoglycanes à 

chaînes héparanes sulfates (PGHS) (Chung, 2013). Les PGHS sont constitué d’une protéine 

sur laquelle sont greffés un ou plusieurs glycosaminoglycanes (GAG). Les syndécanes (SDC) 

sont des PGHS transmembranaires (Couchman, 2010). Il a été montré que le basic Fibroblast 

Growth Factor (FGF-2) (Horowitz et al., 2002) et la prostaglandine E2 (PGE2) (Corti et al., 

2013) favorisent l’angiogenèse in vitro et in vivo par l’intermédiaire d’une signalisation 

intracellulaire dépendante du SDC-4. 

 

Notre laboratoire a montré que RANTES/CCL5 exerçait un effet proangiogénique de 

manière GAG-dépendante in vitro sur des Human Umbilical Vein Endothelial Cells (HUV-EC-

Cs) et in vivo dans un modèle de délivrance sous-cutanée chez le rat (Suffee et al., 2012). 

Lors de l’athérosclérose, la chimiokine RANTES/CCL5 est retrouvée surexprimée au niveau de 

la plaque d’athérome (Li et al., 2012; Malaud et al., 2014). De plus, il a été montré que la 

chimiokine RANTES/CCL5 favorisait le recrutement leucocytaire de manière GAG-

dépendante (Baltus et al., 2003) et au sein de la plaque d’athérome, favorisant ainsi son 

expansion (Koenen et al., 2009). 
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 Etant donné le rôle de RANTES/CCL5 dans l’angiogenèse et dans le recrutement 

leucocytaire, nous nous sommes intéressés à l’implication du SDC-4 dans les effets 

biologiques induits par RANTES/CCL5. La surexpression transitoire de mutants 

intracellulaires du SDC-4 par des HUV-EC-Cs nous a permis d’analyser l’implication de la 

Protéine Kinase C-α (PKC-α), du Phosphatidylinositol 4,5-biphosphate (PIP2) ou des protéines 

à domaine Post-Synaptic Density protein 95 (PSD95), Drosophila disc large tumor 

suppressor-1 (Dgl1), Zonula occludens-1 (Zo1) (PDZ) dans les effets biologiques induits par 

RANTES/CCL5. 

 

Nos résultats montrent que le SDC-4 régule l’angiogenèse et le recrutement 

monocytaire induits par RANTES/CCL5 via son domaine intracellulaire. 

La surexpression du SDC-4 par les cellules endothéliales potentialise plusieurs effets 

cellulaires du processus angiogénique induits par RANTES/CCL5 in vitro (adhérence, 

étalement, migration, invasion, formation de réseaux vasculaires). Par ailleurs, le SDC-4 

favorise également le recrutement monocytaire induit par RANTES/CCL5 in vitro (arrêt de 

monocytes dans un modèle statique ou sous flux laminaire). 

L’activation constitutive de la PKC-α induite par le mutant S179A-SDC-4 entraîne une 

augmentation de l’angiogenèse et du recrutement monocytaire de manière indépendante 

de RANTES/CCL5. La stimulation par RANTES/CCL5 de ces cellules accroit d’autant plus 

l’angiogenèse et le recrutement monocytaire. 

Les cellules surexprimant les mutants intracellulaires du SDC-4 incapables de fixer le 

PIP2 (L188QQ-SDC-4) ou les protéines à domaine PDZ (A198del-SDC-4) présentent un défaut 

d’induction par RANTES/CCL5 de l’angiogenèse ou du recrutement monocytaire. 
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Introduction 
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I. Angiogenèse 

1. Généralités 

A. Structure d’un vaisseau sanguin 

 

Le système vasculaire est composé d’un système artériel et d’un système veineux. Il 

va permettre d’apporter aux tissus un flux sanguin riche en nutriments et en oxygène par 

l’intermédiaire du système artériel et évacuer les déchets cellulaires et le CO2 via le système 

veineux. La paroi des vaisseaux sanguins peut être divisée en trois couches tissulaires, 

l’intima, la média et l’adventice (Figure 1). 

 

 

Figure 1 : Structure d’un vaisseau sanguin 
Le vaisseau sanguin est divisé en trois couches tissulaires, l’intima constitué d’une monocouche de 

cellules endothéliales, la média constituée de plusieurs couches de cellules musculaires lisses et 
l’adventice vascularisée et innervé constitué de fibroblastes, cellules immunitaires et matrice 
extracellulaire (Martinez-Lemus, 2012). 

 

L’intima, ou tunique interne, correspond à la couche interne de la paroi vasculaire. 

Elle est constituée d’une couche de cellules endothéliales en contact direct avec le sang et 

les cellules circulantes. Le flux sanguin entraîne un arrangement du cytosquelette d’actine 

des cellules endothéliales dans le sens du flux entraînant une polarisation des cellules 

endothéliales et permettant une perfusion optimale. Les cellules endothéliales sont 
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assemblées les unes aux autres par l’intermédiaire de jonctions stables rendant ainsi 

l’endothélium résistant aux pressions et aux forces de cisaillements engendrées par la 

circulation sanguine. La morphologie des cellules endothéliales est différente suivant la 

localisation des vaisseaux sanguins (tissu rénal, pulmonaire…) suggérant un rôle important 

du phénotype endothéliale dans le passage de cellules et molécules à travers l’endothélium 

(Garlanda and Dejana, 1997). 

 

Dans un état quiescent, l’endothélium forme ainsi une barrière semi-perméable pour 

le transport de petites molécules solubles, peptides et protéines. Une fois activé par 

différents facteurs (perturbation du flux sanguin, infection, contexte inflammatoire), 

l’endothélium participe au passage de cellules immunitaires vers le tissu par un mécanisme 

de diapédèse. La diapédèse correspond au passage des cellules immunitaires circulantes à 

travers l’endothélium afin d’atteindre le tissu (Martinez-Lemus, 2012). 

 

Afin d’assurer un débit sanguin optimal, l’endothélium sécrète des facteurs de 

croissances vaso-actifs tels que le Transforming Growth Factor-β (TGF-β) ou le basic 

Fibroblast Growth Factor (FGF-2) régulant le tonus vasculaire. L’endothélium est polarisé, la 

face luminale (en contact avec le sang) n’a pas la même composition membranaire que la 

face basale (reposant sur une lame basale). L’endothélium présente à sa surface de 

nombreuses molécules d’adhérence de type intégrine, cadhérine, sélectine, protéoglycanes 

permettant d’une part la reconnaissance de molécules et cellules circulantes du côté luminal 

et d’autre part un ancrage à la membrane basale. L’endothélium permet une stabilité du 

vaisseau sanguin par l’intermédiaire d’interactions entre les intégrines et protéoglycanes des 

cellules endothéliales et la lame basale riche en fibronectine, laminine et collagène 

(Martinez-Lemus, 2012). 

 

La média est composée de plusieurs couches de péricytes pour les capillaires ou de 

cellules musculaires lisses pour les gros vaisseaux permettant de préserver la structure des 

vaisseaux sanguins. Le nombre de couches de cellules dépend du diamètre du vaisseau. 

Chaque couche de cellule repose sur une lame basale (collagène type IV, fibronectine) et sur 

des fibres élastiques. L’association entre la Matrice Extracellulaire (MEC) et les cellules 

musculaires lisses est impliquée dans la participation de ces cellules contractiles à la 

vasomotricité du vaisseau et ainsi à la pression du flux sanguin (Martinez-Lemus, 2012). 

 

L’adventice, ou tunique externe, constituée de fibroblastes, de cellules immunitaires 

et progénitrices, de fibres élastiques et de collagène, assure la protection et l’élasticité du 
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vaisseau sanguin. Elle est adjacente à la média et est en contact avec le tissu conjonctif, 

composé de protéines de la matrice extracellulaire (Stenmark et al., 2013). 

 

Pour les gros vaisseaux sanguins (artères et veines de diamètre supérieur à 0.5 mm), 

il existe une vascularisation des cellules de la paroi du vaisseau sanguin par un réseau de 

capillaires présents dans le tissu conjonctif, le vasa vasorum. Ces capillaires sont uniquement 

composés d’une monocouche de cellules endothéliales entourées d’une lame basale et de 

fibroblastes. Il existe également dans l’adventice une innervation de la couche de la média 

par le système nerveux sympathique contrôlant la contraction ou la relaxation du vaisseau et 

régulant ainsi le flux sanguin. Lors d’un stress environnemental du vaisseau sanguin 

(stimulus hormonal, inflammatoire, hypoxie…), les cellules résidentes de l’adventice sont les 

premières à répondre aux stimuli. Elles vont proliférer, produire et sécréter des facteurs 

protéiques tels que l’angiotensine-2, le Platelet-Derived Growth Factor (PDGF) et le (TGF-β) 

(Stenmark et al., 2013) (Figure 2). 

 

 

Figure 2 : Composition de l’adventice 
L’adventice est la tunique la plus externe des vaisseaux sanguins. Elle est composée de fibroblastes, 

cellules immunitaires (cellules dendritiques, macrophages) et matrice extracellulaire. Elle permet une 
vascularisation du vaisseau sanguin par le vasa vasorum et une innervation par le système nerveux 
adrénergique (Stenmark et al., 2013). 
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B. Vasculogenèse, artériogenèse ou angiogenèse ? 

 

La formation des vaisseaux sanguins implique trois mécanismes, la vasculogenèse, 

l’artériogenèse et l’angiogenèse. 

 

Vasculogenèse 

La vasculogenèse est présente principalement pendant le développement 

embryonnaire. Elle correspond à la formation des vaisseaux sanguins à partir du 

mésoderme. A partir du stade embryonnaire 6.5, des précurseurs mésodermiques vont se 

différencier en cellules hémangioblastiques puis soit en cellules hématopoïétiques (futures 

cellules sanguines) soit en angioblastes en formant un îlot sanguin. Les angioblastes sont les 

précurseurs endothéliaux qui vont former les vaisseaux sanguins. La présence du Vascular 

Endothelial Growth Factor-A (VEGF-A) et du FGF-2 va permettre l’activation des voies de 

signalisation Sonic Hedgehog et Notch par les angioblastes, entraînant ainsi leur 

différenciation en cellules endothéliales jointes entre elles par des jonctions serrées. Le 

plexus vasculaire primitif forme ainsi une lumière interne et le nouveau vaisseau sanguin 

formé devient mature par le recrutement de péricytes et la formation d’une lame basale. Par 

la suite, le vaisseau sanguin présentera un phénotype capillaire, veineux ou artériel (Patel-

Hett and D’Amore, 2011) (Figure 3). 

 

Il existe une vasculogenèse chez l’adulte lors du recrutement de cellules progénitrices 

endothéliales et de leur différenciation pour former un nouveau vaisseau sanguin. Après une 

ischémie ou un dommage tissulaire, les cellules progénitrices endothéliales vont être 

principalement recrutées sur le tissu lésé depuis la moelle osseuse ou la circulation sanguine 

(Balaji et al., 2013). 
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Figure 3 : Vasculogenèse 
Les cellules mésodermiques vont se différencier en hémangioblastes puis en cellules 
hématopoïétiques ou en angioblastes. La présence de VEGF-A et de FGF-2 permet la différenciation 
des angioblastes en cellules endothéliales, formant une lumière interne contenant les cellules 
hématopoïétiques différenciées en cellules sanguines. La maturation du nouveau vaisseau sanguin 
comprend plusieurs stades. L’adhérence des cellules endothéliales entre elles par l’existence de 

jonction serrées est suivie d’un recrutement de cellules de soutien (péricytes) et de la formation de la 
membrane basale (Patel-Hett and D’Amore, 2011). 

 

Artériogenèse 

L’artériogenèse permet l’augmentation de calibre et la maturation des vaisseaux 

sanguins lors du développement embryonnaire par recrutement de cellules musculaires 

lisses et de péricytes. 

 

Chez l’adulte, l’artériogenèse va avoir lieu lors d’une obstruction artérielle pour 

permettre la maturation d’un vaisseau sanguin périphérique préexistant pour qu’il puisse 

prendre le relais du flux sanguin obstrué. Le vaisseau sanguin périphérique va recevoir un 

débit sanguin plus élevé, des modifications de sa paroi sont nécessaires afin qu’il puisse 

résister au débit sanguin. Les cellules de l’intima prolifèrent, permettant d’augmenter le 

diamètre du vaisseau sanguin. Les cellules de la média (cellules musculaires lisses, péricytes) 

prolifèrent, augmentant le nombre de couches cellulaires, permettant au vaisseau sanguin 

de résister au flux sanguin plus important (Heil and Schaper, 2004) (Figure 4). 

 

Lorsqu’une artère est bouchée, le flux sanguin va être dévié vers une artériole 

adjacente en amont de l’obstruction. L’augmentation de pression et de flux sanguin va 
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accroître les forces de cisaillements exercées sur l’endothélium de l’artériole. L’endothélium, 

sollicité par ces forces de cisaillements, va être activé par l’ouverture de canaux ioniques et 

l’entrée de calcium dans les cellules endothéliales. L’endothélium va sécréter des 

médiateurs de l’inflammation comme la chimiokine Monocyte Chimioattractant Protein-1 

(MCP-1/CCL2), qui va permettre le recrutement de monocytes sur l’endothélium et qui vont 

se différencier en macrophages. L’endothélium sécrète également le Tumor Necrosis Factor-

α (TNF-α) et du VEGF qui vont permettre l’expression de molécules d’adhérence telles que 

des sélectines et les Intracellular Adhesion Molecule-1 et -2 (ICAM-1 et -2) et Vascular Cell 

Adhesion Molecule-1 (VCAM-1). Les monocytes/macrophages vont sécréter des 

Métalloprotéases Matricielles (MMP) et l’urokinase de type Activateur du Plasminogène (u-

PA) qui vont permettre un remodelage de la matrice extracellulaire et ainsi favoriser les 

échanges paracrines entre les cellules musculaires lisses et les cellules endothéliales (Heil 

and Schaper, 2004). 

 

Suite à l’infiltration monocytaire, l’artériogenèse nécessite d’une part une forte 

prolifération de cellules endothéliales, musculaires lisses et fibroblastes, régulée par la 

sécrétion de FGF par l’endothélium et d’autre part la dégradation de la matrice 

extracellulaire par les MMP-1, MMP-2, MMP-3 et MMP-9. Les mastocytes participent au 

recrutement des monocytes par sécrétion de MCP1/CCL2 et TNF-α. Ils stimulent également 

la prolifération des cellules par sécrétion de FGF-2, TGF-β et MMP (Heil and Schaper, 2004). 
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Figure 4 : Artériogenèse 
Lors d’une obstruction d’une artère, le flux sanguin va être dévié vers une artériole en amont (1). 
Pour supporter l’augmentation du flux sanguin, l’artériole va augmenter son calibre par prolifération 

des cellules endothéliales (EC) et musculaires lisses vasculaires (vSMC) nécessitant un remodelage 
matriciel (2) (Roca and Adams, 2007). 

 

Angiogenèse 

L’angiogenèse est la formation d’un nouveau vaisseau sanguin à partir d’un vaisseau 

sanguin préexistant. On la retrouve dans les stades tardifs du développement embryonnaire 

(vascularisation des organes, mise en place du système cardiovasculaire). Chez l’adulte, 

l’angiogenèse est nécessaire pour le maintien des fonctions physiologiques des tissus (cycle 

menstruel chez la femme, réparation tissulaire, formation de vaisseaux collatéraux). 

 

Il existe une balance entre des facteurs pro-angiogéniques et anti-angiogéniques 

dans l’organisme régulant les vaisseaux sanguins. Lors d’un déséquilibre, de nouveaux 

vaisseaux sanguins peuvent se former par un mécanisme d’invagination ou de 

bourgeonnement. 
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2. Angiogenèse physiologique 

A. L’angiogenèse, deux mécanismes 

 

Lorsque la balance penche en faveur des facteurs pro-angiogénique, les cellules 

endothéliales vont former un nouveau vaisseau sanguin. En fonction de l’origine des facteurs 

pro-angiogéniques, l’angiogenèse aura lieu par invagination lors d’une variation du flux 

sanguin ou par bourgeonnement lors d’une sécrétion de facteurs angiogéniques d’un tissus 

hypoxié. 

 

a. Invagination 

 

Le mécanisme d’angiogenèse par invagination est moins connu que le mécanisme 

d’angiogenèse par bourgeonnement. C’est un mécanisme rapide qui est causé par une 

modification du flux sanguin dans les petits capillaires. L’invagination se déroule en 4 étapes. 

La variation du flux sanguin entraine la formation d’une zone de contact entre les deux 

parois opposées du vaisseau sanguin. Il s’en suit une réorganisation des jonctions 

intercellulaires. Une invagination a lieu depuis la paroi supérieure et la paroi inférieure du 

vaisseau sanguin. Les deux invaginations vont se rejoindre au centre du vaisseau sanguin, 

individualisant en deux capillaires le vaisseau sanguin. Pour finir, des myofibroblastes, 

péricytes et fibres de collagène stabilisent le capillaire ainsi formé (Ribatti and Djonov, 2012) 

(Figure 5). 

 

Les cellules endothéliales activées par une variation du flux sanguin sécrètent 

localement du VEGF et du PDGF qui participent au recrutement des myofibroblastes et 

péricytes. Les fibroblastes vont sécréter des protéases pour digérer la lame basale et 

individualiser deux capillaires (Ribatti and Djonov, 2012). 
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Figure 5 : Angiogenèse par invagination 
Lors d’une variation du flux sanguin (a, a’), les deux parois du vaisseau sanguin vont se rapprocher (b)  
en modifiant la lame basale (BM, b’) jusqu'à entrer en contact (c, c’). L’espace formé au niveau de la 
zone de contact (d) va être envahie par des fibroblastes (Fb), péricytes (Pr) et collagène (Co) pour 
stabiliser le nouveau vaisseau sanguin (d’) (Ribatti and Djonov, 2012). 

 

b. Bourgeonnement 

 

Contrairement à l’angiogenèse par invagination, l’angiogenèse par bourgeonnement 

se produit suite à la présence de facteurs pro-angiogéniques sécrétés lors d’une hypoxie ou 

d’une inflammation. 

 

C’est un mécanisme plus lent en plusieurs étapes qui nécessite la maturation et le 

remodelage du nouveau vaisseau sanguin (Figure 6). 
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Figure 6 : Angiogenèse par bourgeonnement 
Suite à une stimulation pro-angiogénique, les cellules endothéliales et les péricytes/cellules 
musculaires lisses vont se désolidariser et former un bourgeon. Les cellules endothéliales vont migrer 
et proliférer en direction d’un gradient de concentration de facteurs pro-angiogéniques. Les cellules 
endothéliales vont ensuite former une lumière et le nouveau vaisseau sanguin sera mature une fois 
qu’il sera stabilisé par le recrutement de péricytes/cellules musculaires lisses et la formation d’une 

lame basale (Clapp et al., 2009). 

 

i. Initiation et expansion 

 

A l’état quiescent, les cellules endothéliales reposent sur la lame basale qui doit être 

dégradée avant toute initiation d’angiogenèse. L’endothélium, activé par un facteur pro-

angiogénique, sécrète localement les MMP-2 et MMP-9 qui dégradent la matrice 

extracellulaire et libèrent des facteurs pro-angiogéniques séquestrés dans la matrice. Parmi 

ces facteurs, on retrouve le VEGF qui va entraîner la sécrétion de l’angiotensine-2 par les 

cellules endothéliales ce qui permet le détachement des péricytes et des cellules 

musculaires lisses de la lame basale. 

 

L’initiation du bourgeonnement va débuter par acquisition par les cellules 

endothéliales d’un phénotype « cellule initiatrice » (cellule de tête, très migratrice mais peu 

proliférative) ou « cellule élongatrice » (cellule de tige, peu migratrice mais très proliférative) 

par remodelage du cytosquelette. Les cellules peuvent passer d’un phénotype à l’autre en 
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fonction d’une balance entre des facteurs pro-angiogéniques d’une part (VEGF, interaction 

de Delta-like ligand-4 (Dll-4) avec Notch-1) et anti-prolifératifs d’autre part (interaction de 

Jagged-1 (JAG-1) avec Notch-1). A la fin de l’élongation, les cellules vont retrouver leur 

phénotype de cellules endothéliales quiescentes. Les cellules de tête vont initier la formation 

du vaisseau sanguin et migrer vers un gradient de facteurs pro-angiogéniques 

(principalement le VEGF) alors que les cellules de tige vont proliférer et allonger le vaisseau 

sanguin (Ribatti and Crivellato, 2012). 

 

La voie Notch va jouer un rôle crucial dans la détermination du phénotype des 

cellules endothéliales et dans la formation du nouveau vaisseau sanguin. L’activation ou 

l’inhibition de la voie Notch se fait par contact de deux cellules adjacentes. Les cellules de 

tête vont fortement exprimer le ligand Dll-4, le PDGF-B, et les récepteurs VEGFR-2 et VEGFR-

3. L’interaction du VEGF avec le VEGFR-2 va entrainer une expression de Dll-4 à la 

membrane. Les cellules de tige expriment le récepteur transmembranaire Notch-1 et Notch-

4. Le ligand Dll-4 exprimé à la surface des cellules de tête va interagir avec le récepteur 

Notch-1 des cellules de tige, ce qui va activer la voie Notch des cellules de tige. La voie Notch 

va entraîner une inhibition de la formation des filopodes, stimuler la prolifération et 

entraîner l’expression du ligand transmembranaire du récepteur Notch-1, JAG-1, par les 

cellules de tige. JAG-1 exprimé par les cellules de tige va interagir avec Notch-1 exprimé par 

les cellules de tête et inhiber sa signalisation, ce qui permet aux cellules de tête de former 

des filopodes par les voies Rat sarcoma (Ras)-related C3 botulinum toxin substrate 1 (Rac1) 

et cell division cycle 42 (cdc42) et de migrer sans proliférer. Les deux types de cellules 

endothéliales vont interagir entre elles afin de réguler leur phénotype. Les cellules de tête 

interagissent avec les cellules de tige stabilisant leur phénotype prolifératif et les cellules de 

tige vont stabiliser le phénotype migratoire des cellules de tête. Notch-regulated ankyrin-

repeat protein (Nrarp) est activé dans les cellules de tige par la voie Notch et induit la voie 

Wingless integration site (Wnt) qui stabilise le vaisseau nouvellement formé. Lorsque la 

migration des cellules de têtes s’arrête, les jonctions entre les cellules endothéliales 

deviennent plus stables à l’aide de la Vascular Endothelial cell cadherin (VE-cadhérine) 

(Ribatti and Crivellato, 2012) (Figure 7). 
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Figure 7 : Initiation du bourgeon angiogénique 
Suite à une stimulation pro-angiogénique, les cellules endothéliales forment un bourgeon 
angiogénique et acquièrent un phénotype particulier. Les cellules de tête ont un phénotype 
migratoire et expriment Dll-4, VEGFR-2, VEGFR-3. Les cellules de tige présentent un phénotype 
prolifératif et expriment Notch-1, Notch-4, Nrarp, JAG-1, VEGFR-1. Les cellules endothéliales migrent 
et prolifèrent vers un gradient de facteurs pro-angiogéniques (VEGF-A, chimiokines) formant ainsi un 
nouveau vaisseau sanguin (Ribatti and Crivellato, 2012). 

 

ii. Tubulogenèse et maturation 

 

La formation de la lumière du nouveau vaisseau sanguin (tubulogenèse) se fait par un 

effet de répulsion entre les protéoglycanes chargés négativement exprimés à la surface 

apicale des cellules endothéliales (future face luminale). Le VEGF-A participe également à la 

formation de la lumière du vaisseau sanguin. Cet effet de répulsion correspond à l’initiation 

de la formation de la lumière du vaisseau mais n’est pas suffisant pour obtenir et maintenir 

un flux sanguin. Après formation de la lumière, le flux sanguin entraîne des forces de 

cisaillement sur l’endothélium permettant un réarrangement du cytosquelette d’actine et 

l’élargissement du vaisseau. La matrice extracellulaire, et notamment la fibronectine, joue 

également un rôle dans l’élargissement du vaisseau sanguin en servant de soutien aux 

cellules endothéliales (Ribatti and Crivellato, 2012). 
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La stabilisation et la maturation du vaisseau sanguin vont être effectives par le 

recrutement de cellules murales, dont les péricytes, autour des cellules endothéliales. Le 

PDGF-B sécrété par les cellules endothéliales permet alors la migration et la prolifération des 

péricytes et leur recrutement via le récepteur PDGFR-β1. L’interaction des récepteurs 

Tyrosine kinase immunoglobulin-like and EGF-like domains 1 (Tie-1) et Tie-2 des cellules 

endothéliales avec l’Angiopoïétine-1 (Ang-1) des péricytes va favoriser la stabilisation du 

vaisseau nouvellement formé. En condition d’hypoxie, les cellules endothéliales sécrètent 

l’Ang-2, un antagoniste de l’angiopoïétine-1, ce qui a pour effet d’inhiber Tie-2. Les cellules 

murales formant la paroi du vaisseau sanguin se dissocient ainsi des cellules endothéliales 

(Takakura, 2011; Ribatti and Crivellato, 2012). Les cellules endothéliales vont sécréter du 

TGF-β, nécessaire au recrutement et à la différenciation des cellules musculaires lisses 

vasculaires par l’intermédiaire des récepteurs au TGF-β de type I et II (Jakobsson and van 

Meeteren, 2013) (Figure 8). 

 

 

Figure 8 : Maturation du nouveau vaisseau sanguin 
Pour obtenir un vaisseau sanguin mature, les cellules endothéliales sécrètent du PDGF-B pour 
recruter des péricytes via leur PDGFR-β (a). Les péricytes sécrètent l’angiopoïétine 1 (Ang-1) 
permettant l’activation de Tie-1 et Tie-2 par les cellules endothéliales et une association entre les 
deux types cellulaires et une stabilisation du nouveau vaisseau sanguin. En cas d’hypoxie, les cellules 

endothéliales sécrètent l’Ang-2 entraînant la dissociation des péricytes (b) (Gaengel et al., 2009). 

 

B. Facteurs de croissance angiogéniques 

a. VEGF 

 

La famille du Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF) est composée de plusieurs 

glycoprotéines sécrétées, les VEGF-A, VEGF-B, VEGF-C, VEGF-D, VEGF-E, VEGF-F, VEGF-b, 

l’Endocrine Gland-VEGF (EG-VEGF) et le Placental-Growth Factor (PlGF). Le VEGF-B est 
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impliqué dans le développement du muscle cardiaque. Les VEGF-C et VEGF-D sont 

principalement impliqués dans le développement du système lymphatique. Le VEGF-b 

provient d’un épissage alternatif du gène du VEGF-A et a un rôle anti-angiogénique. L’EG-

VEGF est une isoforme spécifique des glandes endocrines. Le PlGF est impliqué dans 

l’angiogenèse en association avec le VEGF-A. 

 

Le VEGF-A est la protéine majoritairement exprimée dans les tissus. Il existe 9 

isoformes de 121 à 206 acides aminés et les quatre principales isoformes sont les VEGF-A 

121, 165, 189 et 206, ce chiffre étant associé au nombre d’acides aminés les constituant. Le 

VEGF-A peut se fixer à des Protéoglycanes à chaînes Héparanes Sulfates (PGHS) présents 

dans la MEC et les isoformes 189 et 206 ont une plus forte affinité pour les PGHS que les 

isoformes 165 et 121 (Patel-Hett and D’Amore, 2011). 

 

Les trois récepteurs classiques pour les VEGF, les récepteurs VEGFR-1/Flt-1, VEGFR-

2/KDR et VEGFR-3/Flt-4, sont associés à des co-récepteurs glycoprotéiques neuropiline-1 et 

neuropiline-2. Ce sont des récepteurs membranaires à domaines « tyrosine kinase » dans la 

partie intracellulaire, responsable de la signalisation intracellulaire et à domaines 

« immunoglobuline » dans la partie extracellulaire, responsable de la fixation des VEGF. Le 

VEGFR-1 reconnait les VEGF-A, VEGF-B et PlGF. Le VEGFR-2 reconnait les VEGF-A, VEGF-E, 

VEGF-F, VEGF-b et les formes clivées des VEGF-C et VEGF-D. Le VEGFR-3 lie les formes non 

clivées des VEGF-C et VEGF-D (Patel-Hett and D’Amore, 2011) (Figure 9). 
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Figure 9 : Système VEGF-VEGFR 
Les VEGFR sont des récepteurs transmembranaires à domaines « tyrosine kinase » intracellulaires et 
« immunoglobuline » extracellulaires. Les VEGFR-1 et VEGFR-2 sont couplés aux neuropiline-1 (NRP-
1) et neuropiline-2 (NRP-2) alors que le VEGFR-3 est couplé à la neuropiline-2. Le VEGFR-2 reconnait 
le plus de VEGF (six) alors que les VEGFR-1 et VEGFR-3 ne reconnaissent que trois (VEGF-A, VEGF-B, 
PlGF) et deux (VEGF-C, VEGF-D) ligands respectivement (Patel-Hett and D’Amore, 2011). 

 

La fixation du VEGF à son récepteur entraîne la dimérisation du récepteur, 

l’autophosphorylation des récepteurs par l’activation des domaines tyrosines kinases puis 

une signalisation intracellulaire. Bien que le VEGF-A présente une affinité plus importante 

pour le VEGFR-1 que le VEGFR-2, le VEGFR-2 a une plus forte activité kinase. L’activation du 

VEGFR-2 joue un rôle central dans la prolifération, la migration et la survie des cellules 

endothéliales. Le rôle du VEGFR-2 dans ces effets cellulaires passe par l’activation de voies 

de signalisation impliquant la Phospholipase C-γ (PLC-γ) qui induit l’activation des Protéines 

Kinase C (PKC) activant d’une part la voie des Mitogen-Activated Protein Kinase (MAPK) et 

d’autre par les Protéines Kinase D (PKD). La MAPK active ensuite le Nuclear Factor of 

Activated T-cells (NFAT) impliqué dans la prolifération cellulaire et la PKD active le facteur de 

transcription Early Growth Response-1 (EGR-1) impliqué dans la prolifération et la migration. 

Le VEGFR-2 est impliqué dans la migration cellulaire par activation des voies cdc42 et 

Schmidt-Ruppin A-2 avian sarcoma (Src) et par réarrangement du cytosquelette (Focal 

Adhesion Kinase (FAK), paxilline). Le VEGFR-2 a également un rôle dans la survie des cellules 

endothéliales par activation de la voie Phosphoinositide-3 Kinase (PI3K) (Patel-Hett and 

D’Amore, 2011) (Figure 10). 
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Figure 10 : Signalisation du VEGFR2 
Le VEGFR-2 joue un rôle central dans la survie (PI3K), migration (Src, PKD, cdc42, FAK) et prolifération 
(PKC, MAPK) des cellules endothéliales (Patel-Hett and D’Amore, 2011). 

 

b. PDGF 

 

La famille du Platelet-Derived Growth Factor (PDGF) est composée de 4 membres 

sécrétés, les PDGF-A, PDGF-B, PDGF-C et PDGF-D. Inactifs sous forme de monomères, ils 

deviennent actifs en formant des homodimères (PDGF-AA, PDGF-BB, PDGF-CC et PDGF-DD) 

ou hétérodimères (PDGF-AB). Le PDGF-A et PDGF-C sont sécrétés par les cellules épithéliales, 

musculaires et progéniteurs neuronaux, le PDGF-B est exprimé par les cellules endothéliales 

vasculaires, mégacaryocytes et neurones et le PDGF-D par les fibroblastes et les cellules 

musculaires lisses (Andrae et al., 2008). 

 

Les récepteurs au PDGF sont des récepteurs à domaines « tyrosine kinase ». Le 

récepteur PDGFR-α reconnait toutes les formes de PDGF sauf le PDGF-D et le récepteur 

PDGFR-β reconnait uniquement les PDGF-B et PDGF-D. Le VEGF-A peut se fixer aux deux 

formes du récepteur. Le domaine carboxy-terminal (C-ter) des PDGF est riche en acides 

aminés basiques, impliqués dans l’interaction des PDGF avec les Glycosaminoglycanes (GAG) 

à chaînes Héparanes Sulfates (HS). Le PDGF-BB sécrété par les cellules endothéliales reste 

ainsi concentré à la membrane des cellules endothéliales et dans la matrice extracellulaire 
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proche permettant de former un gradient d’attraction pour le recrutement de péricytes 

(Andrae et al., 2008; Heldin and Lennartsson, 2013) (Figure 11). 

 

 

Figure 11 : Système PDGF-PDGFR 
Les PDGFR sont des récepteurs transmembranaires à domaines « tyrosine kinase ». Le PDGFR-α 

reconnait tous les PDGF sauf le PDGF-D alors que le PDGFR-β ne reconnait que les PDGF-B et PDGF-D 
et l’hétérodimère PDGF-αβ reconnait les PDGF-B et l’hétérodimèe PDGF-AB (Heldin and Lennartsson, 
2013). 

 

La fixation du dimère de PDGF va entrainer la dimérisation du récepteur (PDGFR-αα, 

PDGFR-αβ ou PDGFR-ββ), l’autophosphorylation des récepteurs par l’activation des 

domaines « tyrosine kinase » puis une signalisation intracellulaire (PLC-γ, PI3K, MAPK-Ras). 

L’activation de la voie PI3K-Akt par le PDGF est impliquée dans la réorganisation du 

cytosquelette, la migration, la prolifération et la survie des cellules. L’activation de la voie 

MAPK-Ras est plutôt impliquée dans la prolifération. L’activation de la voie PLC-γ et PKC-α 

induit la prolifération et la migration des cellules ainsi que le recyclage du récepteur. Les 

différentes isoformes du PDGF jouent un rôle important dans le développement 

embryonnaire et la formation de nombreux organes (Andrae et al., 2008; Heldin and 

Lennartsson, 2013). 

 

Le PDGF-BB sécrété par les cellules endothéliales permet le recrutement des 

péricytes et des cellules musculaires lisses vasculaires au niveau du nouveau vaisseau 

sanguin formé par l’intermédiaire du PDGFR-β. Le PDGFR-β joue également un rôle dans la 

différenciation des précurseurs endothéliaux en cellules endothéliales. Après une blessure, 

le PDGF permet une cicatrisation plus rapide par l’activation des fibroblastes, cellules 

musculaires lisses, neutrophiles et macrophages exprimant ses récepteurs PDGFR et la 
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production par ces cellules de composants de la matrice extracellulaire. Les différents PDGF 

(et en particulier les PDGF-A et PDGF-B) sont retrouvés dans les plaques d’athérome, 

favorisant la prolifération des cellules musculaires lisses et leur infiltration de la média à 

l’intima. 

 

Les PDGF ont un rôle important dans le développement tumoral. Les PDGF-A et 

PDGF-B vont participer à la survie des cellules tumorales. Les PDGF-A et PDGF-C vont 

favoriser le recrutement de fibroblastes au niveau de la tumeur pour la stabiliser. Les PDGF-

B et PDGF-D vont favoriser l’angiogenèse tumorale pour alimenter la tumeur et permettre la 

dissémination par métastases (Andrae et al., 2008; Heldin and Lennartsson, 2013) (Figure 

12). 

 

 

Figure 12 : Implication du PDGF dans le cancer 
Les différentes formes du PDGF sont impliquées dans la progression tumorale. Les formes A et C 
favorisent le recrutement de fibroblastes qui vont stimuler la croissance tumorale par sécrétion de 
FGF-2, FGF-7 et SDF-1/CXCL12, l’angiogenèse tumorale par sécrétion de VEGF, l’invasion et la 
formation de métastases par sécrétion de RANTES/CCL5. Les formes B et D favorisent l’angiogenèse 

tumorale. Les formes A et B stimulent de façon autocrine les cellules tumorales (Andrae et al., 2008). 
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c. FGF 

 

La famille du FGF se compose de 18 membres sécrétés, les hormone-like FGF (FGF-
19, FGF-21 et FGF-23) et les FGF classiques (FGF-1 à FGF-10, FGF-16 à FGF-18 et FGF-20), les 
autres membres de la famille du FGF étant intracellulaires. Il existe 5 récepteurs classiques 
pour les FGF (FGFR), les 4 premiers sont des récepteurs à tyrosine kinase avec 3 domaines 
IgG extracellulaires et 9 domaines « tyrosine kinase » intracellulaires. Le FGFR-5 n’a pas de 

domaine « tyrosine kinase ». Le FGF peut également se lier, avec une affinité de l’ordre du 

nanomolaire aux protéoglycanes à chaînes héparanes sulfates au niveau de la membrane 
cellulaire ou dans la matrice extracellulaire (Cochran et al., 2009; Brooks et al., 2012). 

 

La fixation du FGF aux chaînes héparanes sulfates des PGHS permet sa protection 
contre les enzymes protéolytiques, sa séquestration dans la matrice extracellulaire, et pour 
les PGHS membranaires sa présentation aux récepteurs classiques FGFR. Il a été décrit que la 
liaison du FGF à un PGHS membranaire, le Syndécane-4 (SDC-4), induisait une signalisation 
intracellulaire dépendante du SDC-4 (Goetz and Mohammadi, 2013). 

 

La formation d’une complexe FGF-PGHS-FGFR entraine une dimérisation du 
récepteur au FGF, l’autophosphorylation des domaines à tyrosine kinase puis une 
signalisation intracellulaire liée à une activation de la PLC-γ, PI3K, FGFR Substrat 2 (FRS2) et 
Signal Transducer and Activator of Transcription (STAT). Le FGFR active la voie de la PLC-γ, 

entraînant une augmentation du calcium intracellulaire et l’activation de la PKC induisant la 
migration des cellules. L’activation du FRS2 entraine d’une part la voie Ras-MAPK permettant 
la prolifération des cellules et d’autre part la voie PI3K-Akt favorisant la survie cellulaire 
(Goetz and Mohammadi, 2013). Il existe également une signalisation induite par le FGF-2 
passant par l’activation de kinases Src et Janus Kinase 2 (JAK2) conduisant à l’angiogenèse in 

vivo via l’activation du facteur de transcription STAT-5 (Yang et al., 2009) (Figure 13). 
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Figure 13 : Signalisation du complexe FGF-FGFR 
L’activation du FGFR par le FGF est impliquée dans la prolifération (voie MAPK, a), la survie (voie 
PI3K, b) et la migration (voie PLC-γ, c) cellulaire (Goetz and Mohammadi, 2013). 

 

Le FGF-2 stimule l’expression du VEGF par les cellules endothéliales et stromales 

entrainant une néoangiogenèse. Le FGF-2 stimule l’expression du PDGFR-β par les cellules 

endothéliales et musculaires lisses vasculaires, les rendant plus sensibles au PDGF-BB et 

augmentant leur stabilisation du vaisseau sanguin. Le FGF-2 joue également un rôle dans 

l’artériogenèse en stimulant l’expression de la chimiokine MCP-1/CCL2 et du VEGF par les 

cellules musculaires lisses et les fibroblastes, nécessaires au mécanisme d’artériogenèse 

(Murakami and Simons, 2008). 

 

Le FGF-2 peut se fixer aux chaînes héparanes sulfates du syndécane-4 et induire une 

signalisation intracellulaire indépendamment du FGFR en entrainant une migration 

cellulaire. Cette signalisation passe par un recrutement de la PKC-α à la membrane 

entraînant son activation, c’est-à-dire son activité de phosphorylation, puis une cascade de 

signalisation passant par la voie Ras homolog family member G (RhoG) et Rac1 favorisant la 

migration, puis par l’activation de la voie Extracellular signal-regulated kinase 1/2 (Erk 1/2), 

nécessaire à la prolifération (Elfenbein and Simons, 2013). 
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3. Angiogenèse pathologique 

 

Bien que l’angiogenèse soit importante d’un point de vue physiologique lors du 

développement ou du processus de cicatrisation d’une blessure, il peut arriver que 

l’angiogenèse soit impliquée dans des processus pathologiques tels que les cancers ou 

l’athérosclérose. En 2012, plus de 25 millions de personnes sont décédées des suites d’une 

de ces pathologies (Forman et al., 2014; World Health Organization, 2014). L’angiogenèse 

est une étape clé dans le développement des cancers (croissance, dissémination (Benazzi et 

al., 2014)) et de l’athérosclérose (croissance, déstabilisation de la plaque d’athérome 

(Sluimer and Daemen, 2009)). Comprendre le mécanisme d’action de l’angiogenèse 

pathologique permettant de la réguler est une nécessité de santé publique.  

 

A. Cancer 

a. Généralités 

 

Le cancer regroupe un nombre important de maladies sans distinction d’organe ou 

tissu touché. En 2012, il y a eu 14,1 millions de nouveaux patients diagnostiqués d’un cancer 

et 8,2 millions de décès dans le monde (dont 1,59 millions dus au cancer du poumon) 

(Forman et al., 2014). 

 

L’Organisation Mondiale de la Santé définit le cancer comme toute maladie causée 

par la prolifération rapide et non contrôlée de cellules d’un organe. Le regroupement en 

amas de ces cellules cancéreuses correspond à la tumeur primaire. Les cellules cancéreuses 

peuvent coloniser d’autres organes en s’infiltrant dans la circulation sanguine, causant des 

métastases. 

 

b. Angiogenèse et développement cancéreux 

 

Pour survivre, les cellules ont besoin d’un apport en nutriment et en oxygène, 

provenant de la circulation sanguine. Au fur et à mesure que la tumeur grossit, les cellules 

tumorales présentes au sein de la tumeur vont avoir de plus en plus de difficultés à 

s’approvisionner en nutriments et en oxygène. Le manque d’oxygène se résulte en un 

environnement hypoxique favorise alors une néoangiogenèse tumorale. La vascularisation 

de la tumeur a également un rôle dans sa dissémination. En effet, des cellules tumorales se 

dissocient de la tumeur et migrent vers le vaisseau sanguin par un phénomène d’invasion. La 
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cellule tumorale passe dans la circulation sanguine, colonise d’autres tissus et forme des 

métastases. 

 

La structure du vaisseau sanguin est anormale. L’intima, correspondant à une couche 

de cellules endothéliales jointives n’est pas correctement étanche. Les cellules endothéliales 

tumorales proliférant trop vite n’ont pas le temps de sécréter une lame basale correcte ni de 

former une barrière étanche entre le sang et le tissu. Les péricytes, indispensables à la 

maturation et à la stabilisation des vaisseaux sanguins sont absents ou très peu présents des 

vaisseaux sanguins tumoraux, ce qui peut expliquer la fragilité de ces nouveaux vaisseaux 

sanguins, responsable d’hémorragies intra-tumorales (Baluk et al., 2005). 

 

Pour pallier à l’environnement hypoxique, les cellules tumorales vont sécréter des 

facteurs de croissance (FGF-2 par exemple) et des cytokines pro-angiogéniques. Les cellules 

inflammatoires environnantes (leucocytes, Macrophages Associés aux Tumeurs (TAM), 

plaquettes) vont sécréter des facteurs pro-angiogéniques (FGF, PDGF, EGF, IGF, Stromal 

Derived Factor-1 (SDF-1/CXCL12)) pour stimuler les cellules de la paroi d’un vaisseau sanguin 

environnant (endothéliales, musculaires lisses) mais également des protéases (MMP-2, 

MMP-9) pour dégrader la matrice extracellulaire. L’hypoxie va entrainer l’expression de 

chimiokines pro-angiogéniques (MCP-1/CCL2, Regulated upon Activation Normal T-cell 

Expressed and Secreted (RANTES/CCL5), SDF-1/CXCL12) par les TAM. De cette façon, un 

nouveau vaisseau sanguin se forme et vascularise la tumeur (Benazzi et al., 2014). 

 

Les cellules endothéliales tumorales sont de deux types en fonction de leur origine. 

Pour une vascularisation par angiogenèse, les cellules endothéliales normales deviendraient 

tumorales après reprogrammation par l’environnement tumoral via une signalisation 

paracrine alors que par vasculogenèse, les cellules endothéliales tumorales proviendraient 

plutôt de la différenciation de cellules progénitrices (Bussolati et al., 2011) (Figure 14). 

 

Les cellules endothéliales tumorales sont stimulées de manière autocrine par 

sécrétion du VEGF-D et de l’angiopoïétine-1 de façon continue et expression des récepteurs 

à leur surface. La voie PI3K/Akt est également activée de façon constitutive ce qui confère 

aux cellules endothéliales tumorales une résistance à l’apoptose et un phénotype pro-

angiogénique. Les cellules tumorales relarguent dans l’environnement des vésicules 

transportant de l’information sous forme de protéines, récepteurs membranaires, lipides, 

ARN messagers (ARNm), micro ARN (miARN). Ces microvésicules peuvent entrer dans des 
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cellules cibles, notamment les cellules endothéliales, et les transformer en cellules tumorales 

(Bussolati et al., 2011).  

 

 

Figure 14 : Origine des cellules endothéliales tumorales 
Les cellules endothéliales tumorales (TEC) ont deux origines suivant le mécanisme de formation des 
nouveaux vaisseaux sanguins. Les cellules endothéliales normales sont reprogrammées en cellules 
endothéliales tumorales par l’environnement tumoral lors d’une angiogenèse alors que pour une 
vasculogenèse, les cellules endothéliales tumorales proviennent de la différenciation de cellules 
progénitrices (Bussolati et al., 2011). 

 

B. Athérosclérose 

a. Première cause de mortalité mondiale 

 

L’athérosclérose est la principale cause de mortalité mondiale. Elle est en effet à 

l’origine de nombreux troubles cardiaques tels que les infarctus du myocarde, les arrêts 

vasculaires cérébraux ou les ischémies qui ont représenté plus de 17 millions de décès en 

2012 dans le monde (World Health Organization, 2014). 
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b. Structure de la plaque d’athérome 

 

L’athérosclérose correspond à un épaississement sous-endothélial de l’intima d’un 

vaisseau sanguin (correspondant à une plaque d’athérome), diminuant la lumière artérielle 

et entrainant une diminution de l’apport en oxygène et en nutriments aux tissus en aval. 

Cette plaque est formée par une infiltration de cellules immunitaires, musculaires lisses et 

de lipides. La formation des plaques d’athérome n’a pas lieu dans toute l’artère mais plutôt 

dans des zones privilégiées (bifurcations, branchements, coudes) où on retrouve une 

variation de la vitesse du flux sanguin et des forces de cisaillement (Frueh et al., 2013). 

 

La physiopathologie de l’athérosclérose implique une première étape, précédent la 

plaque d’athérome constituée, qu’on nomme les stries lipidiques. Elles correspondent à une 

accumulation de lipides et de cellules spumeuses. Les cellules spumeuses correspondent à 

des macrophages et des cellules musculaires lisses qui ont internalisé au niveau de 

l’endothélium du cholestérol lié à la Low Density Protein (LDL) qui peut être oxydé. Au 

centre de ces stries lipidiques, les cellules spumeuses et les lipides forment un cœur lipidique 

recouvert d’une chape fibreuse composée de cellules musculaires lisses et riche en matrice 

extracellulaire, notamment en collagène (Hansson, 2005; Chaabane et al., 2014). 

 

La modification des forces de cisaillement exercées sur l’endothélium va l’activer par 

l’intermédiaire de nombreux mécano-senseurs (cytosquelette, glycocalix, Platelet 

Endothelial Cell Adhesion Molecule-1 (PECAM-1)) qui vont induire l’expression de molécules 

d’adhérence (E-sélectine, ICAM-1, VCAM-1) ce qui va permettre le recrutement de cellules 

immunitaires (monocytes, cellules dendritiques, lymphocytes T, mastocytes). L’activation de 

l’endothélium va  aussi entrainer une infiltration et une rétention de lipides, principalement 

du cholestérol lié au LDL. Le changement de stress mécanique va également permettre 

l’expression de chimiokines, dont MCP-1/CCL2 et RANTES/CCL5, qui va former un gradient 

de chimioattraction et attirer d’autant plus les cellules circulantes par interaction avec les 

Récepteurs à sept domaines transmembranaires Couplés aux Protéines G (RCPG) spécifiques 

des chimiokines, exprimés à la surface des leucocytes (Frueh et al., 2013). Le recrutement 

leucocytaire nécessite plusieurs étapes, un arrêt par roulement sur l’endothélium, un 

étalement et une diapédèse. Les monocytes vont transmigrer à travers l’endothélium grâce, 

entre autres, à un gradient de chimio-attraction (MCP-1/CCL2, RANTES/CCL5 et 

Fractalkine/CX3CL1) formé par les cellules endothéliales, macrophages et cellules 

musculaires lisses de la plaque. L’expression de VCAM-1 et PECAM-1 par les cellules 

endothéliales participent également à la transmigration des monocytes. Une fois dans la 

plaque d’athérome, les monocytes se différencient en macrophages. Les macrophages 

peuvent internaliser du LDL-cholestérol par l’intermédiaire de nombreux récepteurs, 
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principalement les récepteurs CD3 et Scavenger Receptor-A1 (SR-A1). Ce processus permet 

la clairance du cholestérol mais lorsqu’il est dérégulé, l’accumulation de cholestérol dans le 

macrophage devient trop importante et les macrophages se différencient en cellules 

spumeuses remplies de lipides. La structure incomplète des micro-vaisseaux nouvellement 

formés à partir du vasa vasorum favorise aussi la transmigration des monocytes dans la 

plaque d’athérome (Moore et al., 2013; Seneviratne et al., 2013) (Figures 15 et 16). 
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Figure 15 : Stress mécanique et plaque d’athérome 
Une perturbation du flux sanguin entraîne l’activation des cellules endothéliales par l’intermédiaire 

de récepteurs mécano-senseurs. Cela stimule l’expression de molécules d’adhérence et de molécules 

pro-inflammatoires permettant l’infiltration de LDL-cholestérol et de monocytes qui vont se 
différencier en macrophages puis en cellules spumeuses (A). L’augmentation de la taille de la plaque 
par recrutement de cellules immunitaires forme un cœur nécrotique, provoque des hémorragies 
intraplaque et diminue le diamètre de la lumière de l’artère. Pour stabiliser la plaque d’athérome, 

des cellules musculaires lisses sont recrutées pour former une chape fibreuse (B). Le contexte très 
inflammatoire et la diminution de la lumière artérielle entrainent une augmentation des forces de 
cisaillement sur la chape fibreuse et un risque de rupture de la plaque d’athérome. Un thrombus 
peut alors se former causant un arrêt du flux sanguin (C) (Seneviratne et al., 2013). 
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L’expansion du cœur nécrotique est principalement causée par la mort des 

macrophages/cellules spumeuses et des cellules musculaires lisses. Le cœur nécrotique est 

composé de lipides, de cellules apoptotiques et de facteurs protéolytiques. L’apoptose des 

cellules musculaires lisses, mais également des cellules endothéliales, est induite par la 

sécrétion de facteurs inflammatoires pro-apoptotiques tels que le TNF-α par les lymphocytes 

cytotoxiques CD8+ qui ont infiltré la plaque d’athérome. La sécrétion de la MMP-7 participe 

à l’apoptose des cellules musculaires lisses en clivant le domaine extracellulaire de la N-

cadhérine. En effet, la N-cadhérine permet l’activation de la voie Akt essentielle dans la 

survie cellulaire, et  la N-cadhérine clivée n’active plus la voie Akt, induisant l’apoptose des 

cellules. La dégradation de la matrice extracellulaire libère certains facteurs pro-

apoptotiques (collagène clivé) qui vont induire l’apoptose des cellules musculaires lisses. La 

mort des macrophages joue un rôle important dans le développement de la plaque 

d’athérome. En effet, dans les stades précoces de l’athérosclérose, la mort des macrophages 

sera bénéfique en ralentissant l’expansion de la plaque d’athérome alors que dans les stades 

plus tardifs les macrophages apoptotiques vont alimenter le cœur nécrotique et déstabiliser 

la plaque. Les forces de cisaillement vont entraîner l’expression du ligand Fas, impliqué dans 

l’apoptose des cellules spumeuses. La trop forte concentration en lipides des cellules 

spumeuses dérégule le mécanisme d’apoptose et entraîne une mort des cellules plutôt par 

nécrose, ce qui entraîne un relargage de leur contenu cytoplasmique dans la plaque 

d’athérome (facteurs tissulaire, lipides) participant à l’augmentation du cœur nécrotique 

(Moore et al., 2013; Seneviratne et al., 2013; Silvestre-Roig et al., 2014). 

 

 



47 
 

 

Figure 16 : Infiltration monocytaire dans le développement de la plaque d’athérome 
L’infiltration des monocytes au sein de la plaque d’athérome se produit grâce à l’augmentation de 

l’expression de molécules d’adhérence (ICAM-1, VCAM-1) et de facteurs pro-inflammatoire (GRO-
α/CXCL1, RANTES/CCL5) à la surface de l’endothélium qui vont interagir avec les molécules 
d’adhérence (LFA-1, PSGL1, VLA-4) ou les récepteurs aux chimiokines (CCR1, CCR5) des leucocytes. 
Une fois dans la plaque, ils vont se différencier en macrophages ou cellules dendritiques (DC), capter 
du LDL-cholestérol et se différencier en cellule spumeuse si la phagocytose de lipides est trop 
importante. Les macrophages/cellules spumeuses vont sécréter de nombreux facteurs pro-
inflammatoires aggravant le recrutement leucocytaire (Moore et al., 2013). 

 

La rupture de la plaque d’athérome a lieu lorsque la chape fibreuse se dégrade. La 

rupture de la plaque entraîne une thrombose par agrégation plaquettaire ce qui obstrue 

l’artère. Suivant l’artère touchée, l’obstruction cause un infarctus du myocarde, un accident 

vasculaire cérébral ou une ischémie. L’apoptose des cellules musculaires lisses, le 

changement des forces de cisaillement exercées sur la chape fibreuse, la production de 

cytokines inflammatoires, protéases, molécules vaso-actives par les cellules immunitaires 

sont autant de facteurs qui vont déstabiliser la plaque d’athérome. La mort des cellules 

musculaires lisses va d’une part augmenter le cœur nécrotique au sein de la plaque et 

d’autre part diminuer la production de collagène. L’augmentation de la taille de la plaque 

d’athérome provoque un changement dans les forces de cisaillement exercées sur la paroi 

du vaisseau sanguin, ce qui provoque une augmentation de l’activité de protéases (MMP-2, 

MMP-8, MMP-9, MMP-12) impliquées dans le remodelage de la matrice extracellulaire. Ces 

protéases vont entrainer un amincissement de la chape fibreuse et une déstabilisation de la 
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plaque d’athérome. L’angiogenèse au sein de la plaque d’athérome participe également à la 

déstabilisation de la plaque (Hansson, 2005; Moore et al., 2013; Seneviratne et al., 2013; 

Silvestre-Roig et al., 2014) (Figure 17). 

 

 

Figure 17 : Facteurs de déstabilisation de la plaque d’athérome 
Lorsque la chape fibreuse se rompt, le contenu de la plaque d’athérome (facteurs pro-
inflammatoires, pro-apoptotiques, lipides, cellules) se déverse dans la circulation sanguine. 
L’apoptose des cellules musculaires lisses, l’infiltration leucocytaire et les MMP entraînent une 
augmentation du cœur nécrotique et un amincissement de la chape fibreuse. Le stress oxydant et 
des facteurs pro-angiogéniques favorisent l’angiogenèse intra-plaque dont la paroi est déstabilisée 
par les cellules immunitaires augmentant ainsi le risque d’hémorragie. Tous ces facteurs déstabilisent 
la plaque d’athérome, favorisant sa rupture. (Silvestre-Roig et al., 2014). 

 

c. Angiogenèse et athérosclérose 

 

L’adventice d’une paroi artérielle saine contient un réseau de micro-vaisseaux 

sanguins, le vasa vasorum. Dans l’athérosclérose, le réseau de vaisseaux sanguins se 

développe jusque dans la média, dans l’intima et dans la plaque d’athérome. Dans la 

carotide athéromateuse, le diamètre des micro-vaisseaux peut être compris entre 2 et 200 

µm et la densité de vaisseaux entre 20 et 20 000 µm². Entre janvier 1987 et août 2008, 38 
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études cliniques analysant l’angiogenèse dans l’athérosclérose ont été publiées. La diversité 

de la quantification de l’angiogenèse ne permet pas de normaliser les données mais il en 

ressort que l’angiogenèse est impliquée dans la progression de l’athérosclérose et la 

vulnérabilité de la plaque d’athérome. L’utilisation de différents modèles animaux a permis 

de montrer une implication de l’angiogenèse dans l’initiation, la progression et/ou la rupture 

de la plaque d’athérome. Bien que l’implication de l’angiogenèse ne soit pas la même dans 

les différentes études, l’angiogenèse semble bien être une étape clé dans l’athérosclérose 

(Sluimer and Daemen, 2009; Silvestre-Roig et al., 2014). 

 

Le risque de rupture de la plaque d’athérome est associé avec une fine chape 

fibreuse, un large cœur lipidique, un environnement inflammatoire, une angiogenèse et une 

hémorragie intra-plaque. La variation du flux sanguin, causée par une diminution de la 

lumière du vaisseau sanguin athéromateux peut également jouer sur la stabilité de la plaque 

et une augmentation trop forte des forces de pression et de cisaillement sur la chape 

fibreuse peut entraîner sa rupture. La formation des micro-vaisseaux au sein de la plaque 

d’athérome ressemble à l’angiogenèse tumorale, c'est-à-dire, une angiogenèse rapide, avec 

un manque d’intégrité dans la paroi endothéliale, un défaut dans la structure murale de 

soutien du vaisseau, entraînant une infiltration de leucocytes et de lipoprotéines dans la 

plaque d’athérome et un risque accru d’hémorragie intra-plaque (Sluimer and Daemen, 

2009; Silvestre-Roig et al., 2014) (Figure 18). 

 

L’hypoxie peut entraîner une angiogenèse au sein de la plaque. L’accumulation de 

cellules (inflammatoires, spumeuses, musculaires) augmente le besoin en oxygène alors que 

l’augmentation de la taille de la plaque correspond à une plus grande distance entre les 

cellules de la plaque et la circulation sanguine de l’aorte qui apporte l’oxygène. Ceci 

provoque une zone d’hypoxie au centre de la plaque, où se trouvent les cellules et stimule 

l’angiogenèse à partir des vaisseaux sanguins du vasa vasorum (Sluimer and Daemen, 2009). 

L’hypoxie va activer la voie de l’Hypoxia-Inductible transcription Factor (HIF), et 

principalement HIF-1α, dans les différents type cellulaires présents (cellules endothéliales, 

musculaires lisses, spumeuses, macrophages). Selon le type cellulaire, HIF-1 va augmenter 

l’expression de gènes impliqués dans l’angiogenèse (VEGF, FGF-2, PDGF-B), le métabolisme 

des lipides (Peroxisome Proliferator-Activated Receptor α (PPARα)), la dégradation de la 

matrice extracellulaire (MMP-2), l’apoptose (BH3-interacting domain death agonist (Bid)), 

l’inflammation (MCP-1/CCL2, VCAM-1) (Sluimer and Daemen, 2009). L’inflammation va 

également jouer un rôle dans la régulation de l’angiogenèse au sein de la plaque 

d’athérome. Le TNF-α, l’interleukine-6 (IL-6) et l’IL-1β vont augmenter l’expression du VEGF  

par l’intermédiaire des voies Nuclear Factor kappa B (NFκB), STAT-3 et Erk-MAPK (Sluimer 

and Daemen, 2009). 
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Figure 18 : Angiogenèse dans la plaque d’athérome 
L’accumulation de cellules dans la plaque d’athérome nécessite un approvisionnement en oxygène et 

nutriments plus important depuis le vasa vasorum. L’angiogenèse induite par les cellules de la plaque 

est trop rapide ne permettant pas aux cellules endothéliales de former des jonctions serrées, 
entraînant une perméabilité de l’endothélium. Ceci conduit à une infiltration de LDL-cholesterol, 
cellules immunitaires et à des hémorragies ayant pour conséquence la croissance et la déstabilisation 
de la plaque (Doyle and Caplice, 2007). 

 

4. Thérapies angiogéniques 

 

L’angiogenèse est suractivée dans de nombreuses pathologies tels que le cancer 

(survie, croissance, dissémination) et l’athérosclérose (croissance, déstabilisation de la 

plaque) ou au contraire déficiente dans l’ischémie (perte d’oxygénation du tissu). Cibler la 

formation des vaisseaux sanguins, que ce soit la favoriser avec des thérapies pro-

angiogéniques ou la prévenir avec des thérapies anti-angiogéniques, pourrait permettre de 

proposer un traitement pour de nombreuses maladies. 

 

 

 



51 
 

A. Thérapies anti-angiogéniques 

 

La principale cible des traitements anti-angiogéniques sont les tumeurs pour limiter 

leur croissance et leur propagation par invasion et formation de métastases. 

 

Une thérapie utilisée actuellement cible le VEGF-A par l’utilisation d’un anticorps 

neutralisant anti-VEGF-A, le bevacizumab (Avastin®). Le bevacizumab est utilisé en 

association avec une chimiothérapie ou des cytokines pour le traitement des cancers 

colorectaux, pulmonaires à non petites cellules et rénaux. Il est utilisé en monothérapie pour 

le traitement des glioblastomes. L’aflibercept (Zaltrap®, Eleya®), récepteur soluble composé 

d’une partie du domaine extracellulaire des VEGFR1 et VEGFR2, neutralise le VEGF-A, le 

VEGF-B et le PlGF après fixation. Il est utilisé en combinaison avec une chimiothérapie contre 

le cancer métastatique colorectal (Benazzi et al., 2014; De Falco, 2014). 

 

Plusieurs thérapies ciblent les différents récepteurs de facteurs de croissances pro-

angiogéniques (VEGF, PDGF, FGF, EGF) en inhibant leur fonction tyrosine kinase. Le sorafenib 

(Nexavar®, VEGFR, PDGFR, FGFR1) est utilisé contre le cancer colorectal et le carcinome 

hépatocellulaire ; le sunitinib (Sutent®, VEGFR, PDGFR) contre les cancers colorectaux 

métastatiques, gastro-intestinaux et pancréatiques neuroendocriniens ; le pazopanib 

(Votrient®, VEGFR, PDGFR) contre le cancer rénal métastatique et les sarcomes ; l’axitinib 

(Inlyta®, VEGFR, PDGFR) pour le cancer rénal avancé ; le vandetanib (Caprelsa®, VEGFR, 

EGFR) et le cabozantinib (Cometriq®, VEGFR2) contre le cancer thyroïdien médullaire ; le 

regorafenib (Stivarga®, VEGFR, PDGFR, FGFR) contre le cancer colorectal metastatique et 

gastrointestinal (Benazzi et al., 2014; De Falco, 2014). 

 

Plusieurs essais cliniques ayant pour objectif de proposer de nouvelles thérapies 

ciblant l’angiogenèse sont en cours. Elles ciblent le VEGF ou ses récepteurs, tel que le 

ramucirumab qui cible les VEGFR-1 et VEGFR-2. Actuellement en phase 3, il a montré une 

survie accrue des patients (18% de taux de survie au bout de 12 mois pour les patients 

traités avec le ramucirumab et 11% pour ceux traités avec le placébo) atteints d’un cancer 

gastrique métastatique. Des essais cliniques ayant d’autres cibles telles que les intégrines 

sont en cours. Les intégrines sont essentielles dans l’adhérence des cellules (tumorales et 

endothéliales), les neutraliser pourrait permettre à la fois de réduire l’angiogenèse mais 

aussi de désolidariser les cellules tumorales de la tumeur primaire, risquant la formation de 

métastases. Le velociximab, qui est un anticorps ciblant l’intégrine α5β1, est en phase 2 (De 

Falco, 2014). 
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Il existe deux problèmes majeurs aux thérapies anti-angiogéniques, d’une part, la 

présence éventuelle d’effets secondaires et d’autre part, un effet délétère du traitement. La 

majorité de ces thérapies provoquent des atteintes gastro-intestinales (douleurs 

abdominales, diarrhées, nausées, vomissements) ou coronaires (maux de tête, hypertension 

chez 11% des patients traités avec le bevacizumab). Dans certains cas, le bevacizumab 

provoque des perforations gastro-intestinales, des hémorragies et des thromboses 

artérielles et veineuses. 

 

Concernant l’effet délétère de la thérapie, dans les stades avancés du cancer, il est 

observé une forte croissance de la tumeur après une période de décroissance. Cela arrive 

grâce à la forte expression de facteurs pro-angiogéniques autres que le VEGF (PlGF, FGF, 

PDGF, chimiokines). Une angiogenèse tumorale VEGF-indépendante se met alors en place 

pour subvenir aux besoins nutritifs de la tumeur d’où l’intérêt de développer des thérapies 

ciblant plusieurs effecteurs pro-angiogéniques. Un autre effet de la thérapie anti-

angiogénique pro-hypoxique est qu’elle pourrait favoriser la prolifération de cellules 

tumorales exprimant une protéine pro-apoptotique p53 inactive. De ce fait, la p53 

n’induirait plus l’apoptose des cellules tumorales en hypoxie, permettant la sur-prolifération 

des cellules tumorales résistantes à l’hypoxie et la croissance tumorale. L’hypoxie favorise la 

prolifération et la survie de cellules cancéreuses progénitrices. Les thérapies anti-

angiogéniques, favorisant le contexte hypoxique, pourraient accélérer la progression de la 

tumeur et la formation de métastases par stimulation des cellules cancéreuses progénitrices. 

Les thérapies anti-angiogéniques contre les cancers pourraient avoir un effet inverse en 

stimulant la croissance et la dissémination des tumeurs. En effet, en éliminant les cellules 

tumorales dépendantes du facteur de croissance ciblé (VEGF par exemple) et/ou 

dépendantes d’un apport en oxygène, elles permettraient la croissance d’autres populations 

de cellules tumorales indépendante du facteur de croissance (dépendante du PDGF par 

exemple) et/ou résistantes à l’hypoxie (p53 muté par exemple) (Benazzi et al., 2014; De 

Falco, 2014). 

 

Une autre cible des traitements anti-angiogéniques sont les maladies inflammatoires 

comme l’athérosclérose car les vaisseaux sanguins déstabilisent la plaque d’athérome et 

entraînent des hémorragies intra-plaque par rupture de la plaque et une occlusion artérielle 

par embolie. Des études ont montré que l’utilisation d’un inhibiteur des VEGFR chez la souris 

déficiente en Apolipoprotéine E (ApoE, modèle de souris athéromateux) augmente la taille 

de la plaque d’athérome sans la rendre plus vulnérable et n’a pas d’effet sur les cytokines 

pro-inflammatoires (Interferon-γ (INF-γ), IL-10, TNF-α) ni sur le recrutement de cellules 

immunitaires (Winnik et al., 2013). Bien que le traitement  de lapins avec des stents 

recouverts de bevacizumab (anti-VEGF-A) réduise la taille et la vascularisation des plaques 

d’athérome (Stefanadis et al., 2007), cet agent anti-angiogénique, ainsi que d’autres 
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(sorafenib anti-VEGFR, PDGFR, FGFR-1 ; thalidomide anti-VEGF, FGF-2), augmentent le risque 

d’incident cardiaque (infarctus du myocarde, arrêt vasculaire cérébral) (Ranpura et al., 2010; 

Carneiro et al., 2011). 

 

B. Thérapies pro-angiogéniques 

 

L’objectif des thérapies pro-angiogéniques est de rétablir l’apport en oxygène à un 

tissu ischémié ou en hypoxie en favorisant la formation de nouveaux vaisseaux sanguins. 

Afin de favoriser la vascularisation, l’administration des facteurs pro-angiogéniques (VEGF, 

FGF, Hepatocyte Growth Factor (HGF)) a été étudiée et proposée suivant plusieurs voies de 

délivrance. 

 

 L’injection intraveineuse de VEGF recombinant humain chez des patients présentant 

une coronaropathie aigüe s’est révélée non concluante. Bien que sûre et tolérée, la thérapie 

n’a pas montré d’effets bénéfiques (Henry et al., 2003). L’absence d’effets bénéfiques 

pourrait être liée à une dégradation du VEGF dans la circulation sanguine, d’où la nécessité 

d’élaborer des méthodes de délivrance plus efficaces. 

 

La thérapie génique consistant à administrer un gène codant pour un facteur pro-

angiogénique a été effectuée en injection intramusculaire avec des plasmides codant pour le 

VEGF-A (patients diabétiques atteints d’une ischémie du membre), le FGF-1 (patients 

atteints d’ulcères du membre) et l’HGF (patients atteints d’ulcère ischémique du membre). 

Malgré la bonne tolérance immunitaire et la faible toxicité, l’efficacité de la thérapie est 

relativement faible. En effet, malgré une augmentation de la vascularisation, l’amputation 

n’a pu être évitée. Cela pourrait être causé par une faible efficacité de transfection. 

 

Pour augmenter l’efficacité de transfection, des tests ont été effectués avec des 

vecteurs rétroviraux codant pour le VEGF-A montrant une forte efficacité de transfection 

mais associée à un risque de réponse immunitaire et une toxicité accrue (Shimamura et al., 

2014). Une étude menée sur 10 ans a analysé les bienfaits de l’administration du VEGF-A au 

niveau des membres inférieurs en utilisant une thérapie génique plasmidique ou 

adénovirale. Quelque soit le vecteur utilisé, la thérapie n’a pas augmenté le risque de cancer, 

de diabète, rétinopathie ou néphropathie ce qui suggère que les deux vecteurs sont 

relativement bien tolérés. Par contre, la thérapie n’a pas augmenté la vascularisation du 

membre inférieur et n’a ni réduit le nombre d’amputation ni amélioré la claudication. Les 



54 
 

auteurs en ont conclu que la thérapie génique utilisant le VEGF est sûre et sans effets 

secondaires mais n’améliore pas l’oxygénation du membre (Muona et al., 2012). 

 

Une voie pour les thérapies pro-angiogéniques consiste en la thérapie cellulaire à 

l’aide de cellules progénitrices endothéliales. Le principe est d’extraire les progéniteurs 

endothéliaux du patient (moelle osseuse, sang), de les cultiver in vitro avec ou sans facteurs 

pro-angiogéniques pour obtenir un nombre suffisant de cellules et de les réimplanter sur le 

site ischémié ou lésé (Balaji et al., 2013). L’injection de cellules souches mésenchymateuses 

dans le myocarde chez le lapin ayant subi un infarctus améliore les fonctions cardiaques. Les 

cellules souches se différencient en cellules vasculaires et musculaires exprimant des 

facteurs pro-angiogéniques, dont le VEGF, entraînant une vascularisation autour de la zone 

ayant subi l’infarctus, une réparation du muscle, ainsi qu’une diminution de la fibrose 

(Rahbarghazi et al., 2014). 

 

Une autre étude a utilisé une combinaison de cellules dendritiques immatures et de 

cellules souches progénitrices en les prélevant directement depuis le sang de patients. La 

population de progéniteurs endothéliaux dans le sang étant relativement faible, les auteurs 

ont utilisé les cellules dendritiques immatures pour augmenter la proportion de progéniteurs 

endothéliaux. Les cellules dendritiques ont été activées par des facteurs anti-inflammatoires 

et pro-angiogéniques. Elles ont ensuite stimulé la différenciation des cellules souches 

progénitrices en cellules souches endothéliales permettant d’obtenir 50% de progéniteurs 

endothéliaux en une journée dans la population sanguine prélevé. L’injection 

intramusculaire de ces progéniteurs endothéliaux dans des souris immunodéficientes ayant 

subi une ischémie de la patte permet une meilleure vascularisation au niveau du site 

d’injection et de la lésion. Le prélèvement de 250 millilitres de sang suffirait pour obtenir un 

nombre de cellules nécessaire au rétablissement du flux sanguin (Porat et al., 2014). 

 

Dans la circulation sanguine, les facteurs de croissance (demi-vie du VEGF-A de 30 

minutes), cytokines et chimiokines (demi-vie d’environ 2 heures) sont rapidement dégradés 

(Keeley et al., 2011; Lee et al., 2011). Les glycosaminoglycanes (GAG) sulfatés, qui sont des 

polysaccharides, peuvent fixer ces différentes protéines. En plus de leur effet protecteur 

contre la dégradation protéolytique des protéines, les GAG peuvent moduler l’activité 

biologique de ces protéines soit en les empêchant d’interagir avec les cellules en les 

séquestrant dans la matrice extracellulaire, soit en les présentant à leurs récepteurs s’ils sont 

solubles ou membranaires (Simon Davis and Parish, 2013). 
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Les ReGeneraTing Agent (RGTA®) sont des mimétiques de GAG synthétiques. Dérivés 

de dextrane, ils possèdent des groupements sulfatés pour mimer les GAG à chaînes HS. Le 

mimétique OTR4120 (carboxyméthyl-dextran sulfate de 77kDa) favorise l’angiogenèse in 

vivo et in vitro en fixant le VEGF-A et en le présentant à ses récepteurs VEGFR-1 et VEGFR-2 

(Rouet et al., 2005). 

 

Le fucoïdane est un mimétique de GAG naturel isolé d’algues brunes. C’est un 

polysaccharide sulfaté, composé d’une répétition d’un disaccharide de fucose substitué de 

groupements sulfate ou d’acide uronique. Son hétérogénéité structurale le rend difficile à 

synthétiser mais il est possible de le fractionner et de purifier une large variété de 

fucoïdanes. Bien que le fucoïdane puisse réguler l’angiogenèse, son effet reste 

contradictoire. Certaines études montrent qu’il a un effet anti-angiogénique (inhibition de la 

migration, de la tubulogenèse de cellules endothéliales in vitro, inhibition de l’angiogenèse 

induite par implantation de cellules tumorales in vivo) (Ustyuzhanina et al., 2014). L’effet 

pro-angiogénique du fucoïdane de bas poids moléculaire a été montré in vitro et in vivo en 

favorisant l’angiogenèse induite par le FGF-2. Il semblerait que le fucoïdane de haut poids 

moléculaire (supérieur à 30 kDa) soit anti-angiogénique alors que le fucoïdane de bas poids 

moléculaire (inférieur à 15 kDa) soit pro-angiogénique (Ustyuzhanina et al., 2014). Notre 

laboratoire a montré que le fucoïdane de bas poids moléculaire diminue l’hyperplasie 

intimale in vivo. In vitro, le fucoïdane stimule la migration et l’invasion des cellules 

endothéliales par augmentation de la protéase MMP-2 et a l’effet opposé sur les cellules 

musculaires lisses (Hlawaty et al., 2011). La détermination de la structure exacte du 

fucoïdane nécessaire pour son effet pro-angiogénique ou anti-angiogénique sera une étape 

indispensable avant toute perspective thérapeutique. 

 

Une méthode complémentaire dans les thérapies pro-angiogéniques pourrait être 

l’utilisation de biomatériaux. Les biomatériaux peuvent être naturels ou synthétiques, leur 

rôle serait de concentrer les facteurs ou cellules exogènes pro-angiogéniques au niveau du 

site lésé pour permettre une protection contre la dégradation et une délivrance prolongée 

locale. Le biomatériau peut aussi permettre une délivrance séquentielle dans le cas de 

biomatériaux avec plusieurs facteurs pro-angiogéniques. 

 

Les hydrogels sont des biomatériaux biodégradables composés d’eau et d’un 

polymère qui peut être chargé ou non. L’avantage est qu’ils sont bien tolérés par l’organisme 

et ils peuvent être utilisés sous différentes formes. Il a été testé de nombreux biomatériaux 

cellularisés différentes en terme de forme (bille, pastille, tubes), de composition (collagène, 

fibrine, gélatine, acide hyaluronique, polyethylene glycol, dextran seul ou en association), de 

cellules (cellules endothéliales, progéniteurs endothéliaux, cellules souches 
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mésenchymateuses, pluripotentes, embryonnaires seules ou en association) ou de facteurs 

pro-angiogéniques (VEGF-A, PDGF-BB, SDF-1/CXCL12 seul ou en association (Martino et al., 

2011; Prokoph et al., 2012; Song et al., 2014)). Afin que les cellules puissent adhérer et 

entamer le processus angiogénique, il a été développé des biomatériaux contenant des 

peptides arginine-glycine-asparagine (RGD) permettant une fixation des intégrines 

cellulaires. Etant donné l’importance du remodelage matriciel dans l’angiogenèse, il a été 

développé des biomatériaux contenant des sites sensibles à la dégradation par les MMP, afin 

de permettre un remodelage du biomatériau et un processus angiogénique facilité 

(libération des facteurs pro-angiogéniques fixés au biomatériau, création d’un espace dans le 

biomatériau facilitant la migration des cellules) (Park and Gerecht, 2014). 

 

Un biomatériau composé d’acide hyaluronique, de peptides RGD et de sites sensibles aux 

MMP a été supplémenté de cellules souches vasculaires. Après implantation dans des souris, 

les cellules souches vasculaires se sont différenciées en cellules endothéliales et péricytes et 

ont formé de nouveaux vaisseaux sanguins qui se sont reliés au système vasculaire de la 

souris (Kusuma et al., 2013).  



57 
 

II. Chimiokines 

1. Cytokine chimio-attractante 

A. Structure 

 

Les chimiokines sont des protéines de faible poids moléculaire (8-12 kDa) 

appartenant à la super famille des cytokines et ayant la particularité d’être chimio-

attractantes. La famille des chimiokine se compose de 47 protéines, toutes sécrétées à 

l’exception de la fractalkine/CX3CL1 et du Scavenger Receptor for Phosphatidylserine and ox-

LDL/CXCL16 (SR-PSOX/CXCL16) qui peuvent être sécrétées et membranaires. Les chimiokines 

sont classées en quatre familles en fonction de la disposition de deux cystéines conservées 

dans le domaine N-terminal, formant des ponts disulfures avec deux autres cystéines 

importantes pour la conformation tridimensionnelle de la chimiokine (Wang et al., 2013) 

(Figure 19). 

 

  

Figure 19 : Classes de chimiokines et récepteur classique 
Les chimiokines sont réparties en quatre familles suivant l’arrangement des cystéines conservées 
dans le domaine N-terminal. La famille C n’a qu’une cystéine. La famille CC possède les deux 
cystéines conservées adjacentes. Pour la famille CXC, un acide aminé sépare les deux cystéines 
conservées. Du coté N-terminal, les chimiokines de la famille CXC peuvent présenter un motif 
composé des acides aminés acide glutamique, leucine et arginine (ELR). La famille CX3C possède trois 
acides aminés entre les deux cystéines. Le récepteur classique des chimiokines (GPCR) est un 
récepteur à 7 domaines transmembranaires couplé à une protéine G trimérique (αβγ) présentant des 
domaines N-terminal extracellulaire et C-terminal intracellulaire (Rainczuk et al., 2012). 
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Les chimiokines sont sécrétées dans le milieu extracellulaire sous forme de 

monomère mais l’oligomérisation des chimiokines est importante pour certains de leurs 

effets biologiques et elle est favorisée par la liaison des chimiokines aux 

glycosaminoglycanes (GAG). Bien qu’in vitro les formes monomériques de MCP-1/CCL2, 

Macrophage Inflammatory Protein-1β/CCL4 (MIP-1β/CCL4) ou RANTES/CCL5 soient capables 

d’induire la migration de monocytes ou de cellules épithéliales, leur efficacité à recruter des 

leucocytes est largement diminuée dans des modèles animaux tel que chez la souris (Salanga 

and Handel, 2011). L’oligomérisation de RANTES/CCL5 est nécessaire à l’arrêt de monocytes 

sur des cellules endothéliales par l’intermédiaire de son récepteur CCR1 monocytaire alors 

que des formes dimérique et monomérique sont suffisantes pour l’étalement et la 

transmigration de monocytes par l’intermédiaire de son récepteur CCR5 monocytaire (Baltus 

et al., 2003). Bien que la forme monomérique de IL-8/CXCL8 soit suffisante pour induire le 

recrutement de neutrophiles, la forme dimérique est bien plus efficace (Das et al., 2010). 

L’oligomérisation des chimiokines peut également réguler négativement certains effets 

biologiques, une forme dimérisée de SDF-1/CXCL12 qui se fixe à son récepteur CXCR4 induit 

une augmentation du calcium intracellulaire mais perd l’effet chimio-attractant 

contrairement à la forme monomérique de SDF-1/CXCL12 (Veldkamp et al., 2008). 

 

B. Deux cystéines, quatre familles de chimiokines 

 

L’arrangement des cystéines conservées permet de classer les chimiokines en quatre 

familles, les XC, CC, CXC et CX3C chimiokines. Les chimiokines sont nommées suivant leur 

classe suivie d’un L pour ligand puis du numéro de la chimiokine (par exemple 

RANTES/CCL5). Pour les Récepteurs classiques à sept domaines transmembranaires Couplés 

aux Protéines G (RCPG) des chimiokines le L est remplacé par un R (par exemple CCR5) 

(Figure 19). 

 

La famille des XC-chimiokines ne comporte que deux membres (lymphotactine/XCL1 

et Small inducible Cytokine subfamily C, member 2 (SCY2/XCL2) portant une seule cystéine 

N-terminale (la première cystéine conservée et la troisième cystéine étant manquantes). 

Elles ont un rôle des le recrutement de cellules dendritiques et semblent importantes dans 

l’établissement d’une réponse immunitaire cytotoxique (prolifération, différenciation de 

lymphocytes T cytotoxiques) et dans la tolérance du soi (Lei and Takahama, 2012; Zlotnik 

and Yoshie, 2012). Il a été montré que ces deux chimiokines ont un rôle dans la migration et 

la prolifération des cellules épithéliales de carcinome ovarien (Kim et al., 2012). 
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La famille des CC-chimiokines est composée de 28 chimiokines (dont MCP-1/CCL2, 

RANTES/CCL5) portant les deux premières cystéines conservées adjacentes sans acide aminé 

entre ces cystéines (Zlotnik and Yoshie, 2012). Ce sont des médiateurs de l’inflammation 

dans de nombreuses maladies telles que les cancers (dont MCP-1/CCL2, RANTES/CCL5), la 

polyarthrite rhumatoïde (dont MIP-1α/CCL3, RANTES/CCL5) ou l’athérosclérose (dont MCP-

1/CCL2, RANTES/CCL5)  par le recrutement de cellules inflammatoires (monocytes, 

lymphocytes, cellules dendritiques, Natural Killer (NK), polynucléaires éosinophiles, 

basophiles) (Singh et al., 2011; White et al., 2013). 

 

La famille des CXC-chimiokines comporte 16 chimiokines portant un acide aminé 

entre les deux premières cystéines conservées. On peut distinguer deux sous-familles, les 

CXC-chimiokine ELR+, portant un motif Glutamine-Leucine-Arginine (ELR) entre la première 

cystéine et le domaine N-terminal et les CXC-chimiokines ELR- sans motif ELR. Les CXC-

chimiokines ELR+ ont un rôle angiogénique alors que les CXC-chimiokine ELR- ont plutôt un 

rôle angiostatique, à l’exception de SDF-1/CXCL12 qui est ELR- et pro-angiogénique par 

recrutement des précurseurs endothéliaux, via l’activation du récepteur CXCR4. Les ELR+ 

auront tendance à recruter des neutrophiles alors que les ELR- vont recruter des cellules 

immunitaires anti-tumorales telles que les monocytes, lymphocytes T, cellules dendritiques, 

NK (Rainczuk et al., 2012; Zlotnik and Yoshie, 2012). 

 

La famille des CX3C-chimiokines ne comporte qu’un seul membre, la 

fractalkine/CX3CL1. Elle possède trois acides aminés entre les deux premières cystéines 

conservées et est transmembranaire. Le clivage du domaine mucine par les protéines A 

Disintegrin And Metalloproteinases domain-containing protein-10 (ADAM-10) ou ADAM-17 

permet de libérer la chimiokine dans le milieu extracellulaire. Elle a des propriétés 

d’adhérence quand elle est liée à la membrane et permet le recrutement de monocytes et 

lymphocytes T (Ludwig and Weber, 2007). 

 

2. Récepteurs aux Chimiokines 

A. Récepteurs classiques RCPG 

a. Sept domaines transmembranaires 

 

Les récepteurs classiques des chimiokines sont des Récepteurs Couplés aux Protéines 

G (RCPG) à 7 domaines transmembranaires avec un domaine N-terminal extracellulaire et un 

domaine C-terminal intracellulaire. Les RCPG sont des monomères de 300 à 1200 acides 

aminés représentant la majorité des récepteurs membranaires des cellules (Chung, 2013).  
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Les RCPG sont ancrés dans la membrane plasmique par 7 domaines 

transmembranaires en hélice α disposés en cercle et reliés entre eux par 3 boucles 

extracellulaires (E1, E2, E3) et 3 boucles intracellulaire (I1, I2, I3). Le séquence du domaine N-

terminal extracellulaire est variable d’un récepteur à l’autre mais contient des tyrosines 

sulfatées impliquées dans l’interaction avec les ligands. Le domaine N-terminal peut 

comporter jusqu’à 600 acides aminés mais les récepteurs des chimiokines ont un domaine 

N-terminal très court de moins de 50 acides aminés. La présence de cystéines permet de 

former des ponts disulfures entre la boucle E1 et E2 mais également entre le fragment N-

terminal et la boucle E3. Les ponts disulfures permettent une meilleure stabilité du 

récepteur et de la liaison du ligand au récepteur (Rajagopalan and Rajarathnam, 2006). Le 

côté C-terminal intracellulaire est également court et a une importance dans la liaison avec 

la protéine G trimérique. L’interaction de la sous-unité α de la protéine G avec le RCPG va 

avoir lieu au niveau du domaine C-terminal et d’une boucle intracellulaire qui peut être 

différente en fonction du récepteur, par I1 pour le récepteur rhosdopsine, I2 pour le 

récepteur muscarinique M3 ou I3 pour le récepteur adrénergique α-2 (Chung, 2013) (Figures 

19 et 21). 

 

Il a été décrit environ 800 RCPG chez l’homme et beaucoup sont impliqués dans des 

pathologies telles que les maladies cardiovasculaires, neurodégénératives, psychiatriques, 

les cancers ou encore les infections. Les RCPG sont divisés en 5 familles selon leur séquence 

en acides aminés et leurs ligands, la classe A de type rhodopsin, la classe B de type sécrétine, 

la classe C de type métabotropique de glutamate et phéromones, la classe D de type 

Vomeronasal (V1R et V3R) et la classe E de type frizzled/Taste (T2R) (Gao et al., 2013). 

 

b. Classe A et protéines G 

i. RCPG de classe A 

 

Les récepteurs auxquels peuvent se fixer les chimiokines sont des RCPG appartenant 

à la classe A. Ils sont classés de la même manière que les chimiokines (XC, CC, CXC, CX3C) en 

fonction des ligands qui s’y fixent. Il existe 18 RCPG couplés à la protéine Gαi qui permettent 

une activité chimiotactique et 6 RCPG atypiques (CCRL1, CCRL2, D6, CXCR7 et Duffy Antigen 

Receptor for Chemokines (DARC), Chemocentryx Chemokine Receptor (CCX-CKR)) qui sont 

non chimiotactiques ou impliqués dans le recyclage des chimiokines. En effet, les RCPG 

atypiques peuvent fixer des chimiokines mais n’induisent pas de signalisation intracellulaire 

et peuvent internaliser la chimiokine en vue de sa dégradation ou de son recyclage à la 

membrane. Un RCPG peut reconnaître plusieurs chimiokines et une chimiokine peut se fixer 

à plusieurs RCPG à l’exception de certains couples tels que CXCR4 qui ne reconnait que SDF-

1/CXCL12 ou la fractalkine/CX3CL1 qui ne se fixe qu’à CX3CR1. Certaines chimiokines peuvent 
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être des agonistes pour un récepteur et des antagonistes pour un autre, par exemple les 

ligands de CCR3 sont des antagonistes de CXCR3 et inversement. Il existe des ligands qui 

n’appartiennent pas à la classe des chimiokines, comme l’ubiquitine qui peut se fixer au 

CXCR4 et avoir des propriétés anti-inflammatoires (Zlotnik and Yoshie, 2012) (Figure 20). 

 

 

Figure 20 : Système chimiokine-RCPG 
Les chimiokines peuvent se fixer sur plusieurs RCPG et un RCPG peut reconnaître plusieurs 
chimiokines (Shared) à l’exception de certains couples (Specific) (Rajagopalan and Rajarathnam, 
2006). 

 

Les chimiokines interagissent avec leurs RCPG au niveau de deux sites d’interaction 

par interactions électrostatiques entre les acides aminés basiques des chimiokines (arginine, 

histidine, lysine) et les domaines extracellulaires du récepteur (N-terminal, boucles) 

majoritairement chargées négativement (tyrosines sulfatées). Le site I du récepteur au 

niveau du domaine N-terminal permet une interaction avec la boucle N des chimiokines 

alors que le site II implique les boucles E2 et E3 avec le domaine N-terminal des chimiokines 

(Rajagopalan and Rajarathnam, 2006) (Figure 21). 

 

La délétion des résidus en N-terminal de RANTES/CCL5, MCP-1/CCL2 ou MCP-3/CCL7 

n’a pas un grand effet sur l’affinité de ces chimiokines à leurs récepteurs. En revanche, bien 



62 
 

que ces chimiokines délétées soient inactives, elles peuvent se fixer sur d’autres RCPG. 

L’addition d’une méthionine au domaine N-terminal de RANTES/CCL5 entraine une perte de 

son effet chiomioattractant mais pas de sa fixation à son récepteur CCR1. Ceci indique que le 

domaine N-terminal des chimiokines joue un rôle important dans la spécificité et l’activité 

mais pas dans l’affinité des chimiokines au RCPG (Gong et al., 1996; Proudfoot et al., 1996). 

Le site I est responsable de l’affinité et la stabilité de l’interaction chimiokine-RCPG. Ceci 

entraîne un changement de conformation de la chimiokine et/ou du récepteur permettant 

l’interaction au niveau du site II conduisant à l’activation du RCPG. La spécificité de 

l’interaction chimiokine-RCPG semble quant à elle impliquer les deux sites de fixation 

(Rajagopalan and Rajarathnam, 2006). 

 

 

Figure 21 : Sites d’interaction chimiokine-RCPG 
L’interaction des chimiokines avec leur récepteur va se faire au niveau de deux sites. Le site I du 
récepteur au niveau de son domaine N-terminal (receptor N-domain) permet une interaction avec la 
boucle N (ligand N-loop) des chimiokines alors que le site II implique les boucles E2 et E3 (receptor 
exoloops) avec le domaine N-terminal des chimiokines (ligand N-terminal residues) (Rajagopalan and 
Rajarathnam, 2006). 
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ii. Protéines G 

 

Les protéines G sont des protéines hétérotrimériques composées des sous-unités Gα, 

Gβ et Gγ. Il existe 21 Gα, 6 Gβ et 12 Gγ et les protéines G sont réparties en quatre groupes 

suivant l’effecteur activé par la sous-unité Gα. La famille Gαs stimule l’Adénylate Cyclase 

(AC) qui va produire de l’Adénosine Monophosphate cyclique (AMPc) à partir d’Adénosine 

Triphosphate (ATP) activant les Protéines Kinase A (PKA) alors que la famille Gαi/o inhibe 

l’AC ce qui diminue la quantité d’AMPc. La famille Gαq/11 active des phospholipases (dont la 

PLC) qui clive le Phosphatidylinositol 4,5-biphosphate (PIP2) en Inositol triphosphate (IP3) et 

en Diacylglycérol (DAG). Ceci entraîne une augmentation du calcium intracellulaire et une 

activation des PKA et PKC impliquées dans la désensibilisation des RCPG. La famille Gα12/13 

va réguler les protéines associées au cytosquelette d’actine et tubuline dont la voie RhoG, 

Rac1 et cdc42. Les protéines G peuvent également activer la PI3K, phosphorylant le PIP2 en 

PIP3. Le PIP3 recrute à la membrane des protéines avec le domaine PIP3-Pleckstrin 

Homology (PH), impliquées dans le remodelage du cytosquelette d’actine permettant la 

polarisation cellulaire (Chung, 2013; Patel et al., 2013; Schappi et al., 2014). La majorité des 

récepteurs aux chimiokines sont couplés à une protéine G de la famille Gαi/o ou Gαq (Patel 

et al., 2013) (Figure 22). 

 

 

Figure 22 : Signalisation intracellulaire des protéines G 
Les protéines G sont des protéines hétérotrimériques composées des sous-unités Gα, Gβ et Gγ, 
couplés à un RCPG. Lorsque le ligand (L) se fixe au RCPG, les sous-unités Gβ et Gγ se dissocient de Gα 

qui est activée (GDP remplacé par GTP). La famille Gαs stimule l’adénylate cyclase (AC) qui va 
produire de l’AMPc à partir d’ATP activant les PKA alors que la famille Gαi/o inhibe l’adénylate 

cyclase. La famille Gαq/11 active la PLC-β qui va cliver le PIP2 en IP3 entraînant une augmentation du 
calcium intracellulaire, et en DAG activant les PKC. La famille Gα12/13 active la voie RhoG 
(Frooninckx et al., 2012). 
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La fixation d’un ligand au RCPG va entraîner un échange du GDP fixé par la sous-unité 

Gα au niveau de sa poche nucléotide en GTP, ce qui va entrainer l’activation de la sous-unité 

Gα. Après fixation du GTP, le dimère Gβγ va se dissocier de Gα. Le dimère peut interagir avec 

les canaux ioniques calciques et potassiques alors que Gα active, ou inhibe, ses effecteurs 

spécifiques selon la famille de Gα. Une fois le GTP hydrolysé en GDP par l’activité GTPasique 

de Gα, le dimère Gβγ revient interagir avec la sous-unité Gα et le système redevient inactif 

(Chung, 2013; Schappi et al., 2014). 

 

c. Désensibilisation et régulation 

 

La désensibilisation des RCPG implique différents processus, la phosphorylation du 

récepteur, la séquestration et le recyclage/dégradation. Ces processus font intervenir les 

Kinases couplées au RCPG (GRK) et les β-arrestines. La fixation du ligand au RCPG entraîne 

une signalisation intracellulaire permettant l’activation des voies décrites précédemment 

mais également l’activation de kinases impliquées dans sa désensibilisation. Parmi ces 

kinases, les PKA et PKC ont un rôle important mais également la famille des GRK (Kelly et al., 

2009). 

 

Les GRK phosphorylent des sérines et des thréonines au niveau du domaine C-

terminal et de la boucle intracellulaire I3 du RCPG. Cette phosphorylation va permettre à 

une autre famille de protéines, les arrestines, de venir se fixer au récepteur. La forte affinité 

des arrestines pour les RCPG phosphorylés et l’encombrement stérique induit inhibe 

l’association des protéines G au récepteur. De ce fait, la signalisation induite par le ligand 

s’arrête. Les arrestines vont aussi avoir un rôle dans le trafic intracellulaire du récepteur. Le 

complexe arrestine/RCPG phosphorylé est reconnu par les clathrines qui induisent une 

endocytose du complexe puis une dégradation de celui-ci par les lysosomes. Le RCPG peut 

être déphosphorylé par des phosphatases associées à l’endosome, permettant un recyclage 

membranaire du récepteur. Le recyclage du récepteur peut dépendre du ligand. En effet, 

CCR7 est plus fortement internalisé par MIP-3β/CCL19 que par la chimiokine Secondary 

Lymphoid-tissue Chemokine/CCL21 (SLC/CCL21) car il induit une plus forte phosphorylation 

du récepteur. RANTES/CCL5 quant à lui entraîne une dégradation totale du CCR1, partielle 

du CCR3 et un recyclage du CCR5. Les GRK2 et GRK3 peuvent également désensibiliser un 

RCPG en l’absence de phosphorylation et d’arrestine par fixation directe au récepteur et 

inhibition du couplage de Gαq au récepteur par encombrement stérique. GRK2 et GRK5 sont 

importants dans la régulation de l’inflammation mais ont des effets opposés. Chez des souris 

déficientes en GRK2, les lésions athéromateuses sont moins nombreuses bien que le 

recrutement de monocytes/macrophages et cellules musculaires lisses soit fortement 

augmenté. Pour GRK5, son absence conduit à une augmentation des lésions et du 
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recrutement cellulaire. Ceci suggère que GRK2 serait pro-athérogène alors que GRK5 serait 

anti-athérogène (Kelly et al., 2009; Patel et al., 2013) (Figure 23). 

 

 

Figure 23 : Désensibilisation du RCPG par la voie GRK/arrestine 
Après fixation d’une chimiokine au récepteur, celui-ci va activer la protéine Gα (1). Gα va d’une part 

activer des effecteurs spécifiques du couple ligand-récepteur (2) et d’autre part activer des GRK. Les 

GRK vont phosphoryler le RCPG (3), le désensibilisant en permettant à l’arrestine de se fixer au 

récepteur (4) et d’induire son internalisation (5). Le récepteur peut être ensuite dégradé, recyclé ou 
induire une signalisation secondaire passant par la voie des MAPK (6) (Patel et al., 2013). 

 

Par ailleurs, les RPCG peuvent être désensibilisés par la PKA et la PKC. De manière 

similaire aux GRK, la phosphorylation du RCPG par PKA ou PKC permet la fixation des 

arrestines et la désensibilisation. Il existe aussi d’autres systèmes de désensibilisation. Par 

exemple, la phosphorylation du récepteur adrénergique β2 par la PKA entraîne un 

changement de couplage passant de la protéine Gαs à la protéine Gαi, provoquant une 

inhibition de l’adénylate cyclase et un arrêt de la signalisation. Dans certains cas, la PKA et la 
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PKC peuvent phosphoryler des RCPG libres sans ligand associé, ce qui n’est pas le cas pour 

les GRK (Kelly et al., 2009). 

 

Il existe également une relation entre les GRK et les PKC/PKA. En effet, PKC et PKA 

peuvent phosphoryler GRK2 lui permettant de phosphoryler à son tour un RCPG. Dans 

certains cas, le même RCPG peut être phosphorylé et désensibilisé par des GRK et la PKA ou 

PKC. Pour CCR5, la sérine 337 est phosphorylée par la PKC alors que la sérine 349 est 

phosphorylée par une GRK (Pollok-Kopp et al., 2003). 

 

Bien qu’internalisés par les endosomes, certains récepteurs continuent à activer une 

signalisation intracellulaire. Après fixation de la β-arestine 2 sur le récepteur du complexe 

SDF-1/CXCL12-CXCR4, le complexe est internalisé par endocytose et la voie des p38MAPK est 

activée. La β-arrestine 2 se retrouve d’ailleurs surexprimée dans les lésions athéromateuses 

et chez des souris déficientes en cette protéine, les lésions sont moins développées et les 

cellules musculaires lisses moins nombreuses (Patel et al., 2013) (Figure 23). 

 

La désensibilisation des RCPG peut être indépendante de son internalisation. En effet, 

les protéines Regulator of G-protein Signaling (RGS) sont capables d’inactiver la sous-unité 

Gα en se fixant et maintenant Gα dans une configuration propice à l’activité de protéines 

GTPases qui hydrolysent le GTP en GDP, inactivant le système (Patel et al., 2013). 

 

Il existe des récepteurs fixant les chimiokines dits atypiques. Bien qu’ils soient 

proches structurellement des RCPG (7 domaines transmembranaires en hélice α, boucles et 

partie N-terminale extracellulaires) et qu’ils soient capables de fixer les chimiokines, ils n’ont 

pas la capacité à induire un signal intracellulaire car ils ne peuvent pas se coupler aux 

protéines G (séquence DRYLAIV de la seconde boucle intracellulaire absente ou modifiée). 

Les récepteurs DARC, D6, CXCR7, CCRL2 et CCX-CKR font partie de ces récepteurs atypiques. 

Les récepteurs D6 et DARC peuvent fixer 12 et 22 chimiokines respectivement, dont 8 

peuvent reconnaitre les deux récepteurs (parmi lesquelles MCP-1/CCL2 et RANTES/CCL5). D6 

va plutôt fixer des chimiokines pro-inflammatoires de la famille CC et DARC de la famille CC 

et CXC alors que CCX-CKR fixe des chimiokines homéostatiques. CXCR7 quant à lui reconnaît 

les chimiokines Interferon-inductible T-cell A Chemottractant/CXCL11 (I-TAC/CXCL11) et SDF-

1/CXCL12. Ces récepteurs permettent de réguler la signalisation induite par les chimiokines 

en les séquestrant à la membrane d’une part et d’autre part en favorisant la dégradation des 

chimiokines après endocytose, empêchant leurs actions sur leurs RCPG « classiques ». Une 

fois internalisée par endocytose, la chimiokine sera dégradée par voie lysosomale et le 
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récepteur recyclé à la membrane. Les récepteurs D6, CXCR7 et CCX-CKR sont internalisés et 

recyclés de manière constitutive que la chimiokine soit présente ou non. DARC peut 

également s’oligomériser avec CCR5 entraînant une diminution de son effet. Ces récepteurs 

peuvent également participer à la transcytose des chimiokines. DARC permet la transcytose 

endothéliale de plusieurs chimiokines et CXCR7 celle de SDF-1/1CXCL12 (Mortier et al., 2012; 

Hansell et al., 2011) (Figure 24). 

 

 

Figure 24 : Récepteurs atypiques 
Les chimiokines peuvent se fixer à des récepteurs atypiques (ACKR) n’induisant pas de signalisation 

intracellulaire dépendante des protéines G. Le récepteur atypique régule l’activité des chimiokines en 
les internalisant entrainant leur dégradation, il peut également se dimériser avec des RCPG modulant 
leur effet (a). Il peut aussi transporter les chimiokines d’un côté de la cellule à l’autre ou les 
séquestrer à la membrane (b) (Nibbs and Graham, 2013). 

 

B. Les GAG 

a. Structure 

 

Les Glycosaminoglycanes (GAG) sont des polysaccharides linéaires de taille variable 

constitués d’une répétition d’unités disaccharidiques chargées négativement. A l’exception 

des kératanes sulfates qui sont composés d’un dissacharide de D-glucose lié à une N-acétyl-

glucosamine, les disaccharides sont composés d’un acide uronique (acide D-glucuronique ou 

L-iduronique) lié par liaison osidique à un ose aminé (N-acétyl-glucosamine ou N-acétyl-

galactosamine). Les GAG sont présents dans la matrice extracellulaire ou au niveau de la 

membrane des cellules, et peuvent être libres ou associé à une protéine pour former un 

protéoglycane. Les chaînes de GAG sont associées à une sérine portée par la protéine au 

niveau d’un motif sérine-glycine par l’intermédiaire d’un résidu xylose-galactose-galactose-

acide glucuronique, le xylose et la sérine formant une liaison O-glycosidique. Les GAG 

peuvent être classés en deux familles, les GAG non sulfatés (l’acide hyaluronique) et les GAG 
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sulfatés comprenant les Chondroïtines Sulfates (CS), les Dermatanes Sulfates (DS), les 

Kératanes Sulfates (KS) et l’Héparine/Héparanes Sulfates (Hp/HS). Les CS et DS se composent 

de N-acétyl-galactosamine alors que les Hp/HS, qui constituent la majorité des GAG 

membranaires, se composent de N-acétyl-glucosamine (Gandhi and Mancera, 2008) (Figure 

25). 

 

 

Figure 25 : Structure des GAG 
Les GAG sont formés d’une répétition d’un disaccharide définissant le type de GAG. Acide 
glucuronique et galactosamine pour les chondroïtines, acide glucuronique ou iduronique et 
galactosamine pour les dermatanes et acide glucuronique ou iduronique et glucosamine pour les 
héparane. Les GAG peuvent être fixés par O-glycosylation par un motif xylose-galactose-galactose-
acide glucuronique sur la sérine d’une protéine. Les GAG sont sulfatés à différentes positions, 2-O 
pour l’acide iduronique, 4-O et 6-O pour le galactosamine ou 3-O et 6-O pour le glucosamine. 
(Couchman, 2010). 

 

b. Sulfaté ou non 

 

Outre l’acide hyaluronique, tous les GAG sont sulfatés. Les chaînes GAG subissent des 
modifications post-traductionnelles de sulfatation et d’épimérisation. Pour les HS, le 
disaccharide est composé de l’acide D-glucuronique et du N-acétyl-D-glucosamine et la 
chaîne GAG se compose d’une répétition de 50 à 200 disaccharides. Les polymérases 
Exostosines (EXT) sont responsables de l’élongation de la chaîne, EXT-1 possède l’activité 

transférase alors que EXT-2 semble plutôt être la protéine chaperonne dans le complexe 
EXT-1/EXT-2. Suite à l’élongation de la chaîne polysaccharidique, les N-Déacétylases/N-
Sulfotransférases (NDST) vont remplacer les groupements N-acétylés de certain 
glucosamines par des groupements N-sulfatés. Certain acides glucuroniques vont être 
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épimérisés en acide iduronique puis sulfaté en position 2-O. Il va se produire également des 
sulfatations en position 6-O, et plus rarement 3-O, du glucosamine. Les sulfatations et 
acétylations sont très variables d’un polysaccharide à l’autre, l’héparine possède des motifs 

glucosidiques sulfatés homogènes et un taux de sulfatation parmi les plus élevés. 
Contrairement à l’héparine, les chaînes HS possèdent des domaines riches en sulfates (5-10 
disaccharides composés d’un acide L-iduronique sulfaté en position 2-O avec un N-SO3-
glucosamine sulfaté en position 2-N et 6-O), faiblement sulfatés (acide glucuronique ou 
iduronique avec glucosamine N-acétylé non sulfaté ou sulfaté en 2-N, 6-O et/ou 3-O) et non 
sulfatés (acide glucuronique avec N-acétyl-glucosamine). La sulfatation permet d’apporter 

une forte charge négative, nécessaire pour l’interaction électrostatique avec ses ligands 
(Gandhi and Mancera, 2008; Multhaupt and Couchman, 2012) (Figure 26). 

 

 

Figure 26 : Voie de synthèse des GAG à chaînes HS 
Les GAG subissent des modifications post-traductionnelles de sulfatation et d’acétylation. Le 

complexe EXT-1/EXT-2 permet l’élongation de la chaîne GAG.  Les NDST vont remplacer les 

groupements N-acétylés par des groupements N-sulfatés. Les acides D-glucuroniques peuvent être 
épimérisés en acide L-iduronique puis sulfatés en position 2-O. Le D-glucosamine peut être sulfaté en 
position 6-O et 3-O (A). Les chaînes HS possèdent des domaines riches en sulfates (5-10 disaccharides 
composés d’acide iduronique et de N-SO3-glucosamine, S domain), faiblement sulfatés (N-acétyl- et 
N-SO3-glucosamine, NA/NS domain) et non sulfatés (N-acétyl-glucosamine, NAc domain) (B) 
(Alexopoulou et al., 2007). 
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c. Réservoir à chimiokines ou co-Récepteur fonctionnel 

 

Les chaînes HS ont de nombreux ligands, tels que des facteurs de croissance (FGF), 

des chimiokines (RANTES/CCL5, IL-8/CXCL8), des protéines d’adhérence (fibronectine), des 

récepteurs (FGFR), des pathogènes (glycoprotéine 120 (gp120) du Virus de 

l’Immunodéficience Humaine (VIH)), ce qui confère aux chaînes GAG de nombreux rôles 

biologiques. L’interaction a principalement lieu entre des clusters d’acides aminés basiques 

chargés positivement (arginine, lysine et histidine) des protéines avec les groupements 

sulfates et carboxyles chargés négativement des chaînes GAG. Il a été montré une séquence 

commune au niveau du site d’interaction des chimiokines avec les chaînes HS, elles 

contiennent une séquence XBBXBX ou XBBBXXBX avec B étant un acide aminé basique tels 

que l’arginine, la lysine ou l’histidine et X un autre acide aminé. Cette séquence se situe dans 

le domaine C-terminal pour l’IL-8/CXCL8, la boucle 40S pour MIP-1α/CCL3, MIP-1β/CCL4 et 

RANTES/CCL5 et dans la boucle 20S pour SDF-1/CXCL12. La proportion entre les 

groupements N-sulfates et O-sulfates semble avoir une importance dans la spécificité de 

l’interaction avec un ligand. La N-sulfatation est moins importante que la O-sulfatation pour 

la liaison de RANTES/CCL5 alors que MCP-1/CCL2 et IL-8/CXCL8 semblent avoir besoin des 

deux types de sulfatation. En ce qui concerne le FGF-2, les groupements 2-O sulfate et N-

sulfate sont suffisants pour l’interaction entre les HS et le FGF-2 mais les 6-O sulfates sont 

importants pour la présentation du FGF-2 au FGFR-1 par les chaînes HS. La diversité des 

chaînes de GAG, que ce soit en terme de structure (chondroïtine, kératane, dermatane, 

héparane) ou de modification (taux et position de sulfatation et d’acétylation), permet une 

spécificité des GAG pour un ligand donné (Gandhi and Mancera, 2008; Salanga and Handel, 

2011). Les GAG ont d’abord été décris comme servant de réservoir aux facteurs de 

croissance et chimiokines. 

 

Les GAG ont aussi une importance dans le système immunitaire. Ils favorisent le 

recrutement de leucocytes sur le site inflammatoire. Les HS portés par les cellules 

endothéliales vont intervenir dans l’arrêt de leucocytes sur l’endothélium ainsi que dans leur 

infiltration vers le tissu lésé par interaction avec des molécules d’adhérences portées par les 

leucocytes tels que la L-sélectine. 

 

Les cytokines et les chimiokines sont des protéines qui peuvent subir une protéolyse 

dans la circulation sanguine. L’interaction avec des HS permet une protection contre la 

protéolyse. Les GAG modulent également les effets biologiques des cytokines. En effet, la 

liaison de l’INF-γ à son récepteur est facilitée par sa liaison à des chaînes HS. L’accumulation 

des chimiokines séquestrées par les GAG entraîne la formation d’un gradient de chimiokine, 

nécessaire à la migration des cellules par chimio-attraction. L’oligomérisation de 
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RANTES/CCL5 ou encore MCP-1/CCL2 est facilitée par leur liaison à des HS membranaires, ce 

qui permet d’une part une meilleure reconnaissance à leurs RCPG et d’autre part de former 

un gradient de chimiokines pour attirer d’autres cellules (Simon Davis and Parish, 2013). Les 

GAG peuvent également participer à la transcytose des chimiokines en les transportant du 

pôle basolatéral au pôle apical des cellules endothéliales, permettant un recrutement 

leucocytaire facilité (Mortier et al., 2012). 

 

Les chaînes GAG peuvent être portés par des protéoglycanes localisés dans la matrice 

extracellulaire ou au niveau de la membrane plasmique. 

 

La fixation du FGF-2 aux chaînes GAG d’un protéoglycane membranaire, le 

Synddécane-4 (SDC-4), permet la protection du FGF-2 de la protéolyse, sa présentation à son 

récepteur mais également une signalisation intracellulaire dépendante du SDC-4 et 

indépendante du FGFR (Couchman, 2010). 

 

d. Protéoglycanes 

i. Protéoglycanes matriciels 

 

Les protéoglycanes matriciels sont des constituants proches de la matrice 

extracellulaire mais ils ont également des rôles biologiques, notamment dans l’angiogenèse. 

 

Le perlécane est un long PGHS dont la partie protéique est composée de plus de 

4 000 acides aminés. C’est le principal constituant des lames basales. Il peut fixer de 

nombreux facteurs pro-angiogéniques tels que plusieurs FGF, le VEGF-A ou encore les PDGF-

AA et PDGF-BB lui permettant de moduler l’angiogenèse en séquestrant ces facteurs ou en 

les présentant à leurs récepteurs respectifs. Le clivage par l’héparanase des chaînes HS 

portées par le domaine N-terminal permet la libération des chaînes HS et du VEGF ce qui a 

pour effet de stimuler l’angiogenèse. En revanche, lorsque la partie C-terminale du 

perlécane est clivée par des protéases, le fragment libéré (endorépelline) agit en agent anti-

angiogéniques par l’intermédiaire d’une cascade de signalisation induite par sa liaison à 

l’intégrine α2β1 (Iozzo and Sanderson, 2011). 

 

La décorine appartient à la famille des Small Leucine-Rich Proteoglycans (SLRP). C’est 

un protéoglycane à chaînes CS et DS « décorant » les fibres de collagène. La décorine a un 
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effet anti-prolifératif en régulant l’activité de facteurs de croissance tels que le TGF-β 

(séquestration) ou l’EGF (endocytose et dégradation de l’EGFR) mais aussi pro-apoptotique 

par activation de la caspase-3 (Iozzo and Sanderson, 2011). 

 

Il existe de nombreux autres protéoglycanes matriciels tels que l’agrécane, le 

versicane ou encore le lumicane. Le lumicane est un KS de la famille SLRP qui aurait des 

effets anti-angiogéniques. En effet, il peut interagir avec des intégrines membranaires ce qui 

déstabiliserait le cytosquelette d’actine et l’adhérence des cellules à la matrice 

extracellulaire (Iozzo and Sanderson, 2011). 

 

ii. Protéoglycanes membranaires 

 

La majorité des protéoglycanes membranaires portent des GAG de type HS (PGHS). 

Parmi les PGHS membranaires, la famille des quatre syndécanes transmembranaires et la 

famille des six glypicanes fixés à la membrane par une ancre Glycosylphosphatidylinositol 

(GPI) sont les plus représentatifs. Le CD44, le β-glycane, le testicane, les neuropilines sont 

également des protéoglycanes membranaires qui peuvent porter des chaînes CS et/ou HS 

(Simon Davis and Parish, 2013). 

 

La partie protéique des glypicanes présente un poids moléculaire compris entre 60 et 

70kDa. Le domaine C-terminal contient des sites d’attachement aux HS mais également à 

l’ancre GPI. Les glypicanes sont impliqués dans de nombreux processus telles que la 

carcinogenèse ou la morphogenèse. Le glypicane-3 participe à l’oncogenèse induite par 

l’Insuline-like Growth Factor (IGF) et la voie Wnt lorsqu’il est lié à la membrane mais sa 

forme soluble inhibe la croissance du carcinome hépatocellulaire (Cheng et al., 2008; 

Zittermann et al., 2010). Le glypicane-1 membranaire favorise la signalisation induite par le 

FGF-2 et l’EGF conduisant à la croissance tumorale alors que la forme clivée a tendance à 

inhiber ces effets (Kleeff et al., 1998). Le glypicane-5 potentialise l’effet prolifératif du FGF-2 

et de l’HGF (Iozzo and Sanderson, 2011). 
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iii. La famille des syndécanes 

 

Les quatre syndécanes humains sont des protéoglycanes transmembranaires à 

chaînes héparane sulfate, les SDC-1 et SDC-3 portent également des chaînes chondroïtine 

sulfate. L’expression tissulaire de chaque syndécane est différente. 

 

Le SDC-1, composé de 310 acides aminés pour 33 kDa, est exprimé principalement au 

niveau de la membrane basolatérale des cellules épithéliales. Il permet l’adhérence des 

cellules à la matrice extracellulaire et régule la morphologie des cellules par interaction avec 

le cytosquelette d’actine. Le SDC-2, composé de 201 acides aminés pour 23k Da, est surtout 

retrouvé dans les cellules mésenchymateuses et dans les tissus neuronaux. Il est impliqué 

dans l’angiogenèse par interaction avec l’EGF, le FGF-2 et le VEGF, mais aussi dans la 

réorganisation du cytosquelette d’actine. Le plus grand des syndécanes, avec 442 acides 

aminés pour 43 kDa est le SDC-3. Il est présent, entre autre, dans les tissus neuronaux et 

musculaires squelettiques et est impliqué dans la formation du cytosquelette et dans la 

pathogenèse de l’obésité. Contrairement aux autres syndécanes, le SDC-4 est exprimé 

ubiquitairement et avec 198 acides aminés pour 22 kDa c’est le plus petit des syndécanes. Il 

est impliqué dans la migration cellulaire par la réorganisation du cytosquelette d’actine et 

formation de contacts focaux et par interaction avec le FGF-2 (Alexopoulou et al., 2007; 

Iozzo and Sanderson, 2011). Alors que les domaines transmembranaire et intracellulaire sont 

fortement conservés, le domaine extracellulaire est variable entre chaque syndécane (Figure 

27). 

 

Le domaine extracellulaire porte les chaînes GAG au niveau de résidus sérines 

conservés entre les syndécanes. Par l’intermédiaire des chaînes GAG, le domaine 

extracellulaire permet une interaction avec le milieu extérieur par reconnaissance de 

protéines de la matrice (fibronectine) mais également une communication avec le milieu 

environnant par fixation de facteurs de croissance (FGF), cytokines/chimiokines 

(RANTES/CCL5). La chaîne GAG commence par un tétrasaccharide xylose-galactose-

galactose-acide glucuronique servant d’accroche au syndécane. Les chaînes HS se 

composent d’une répétition de 50 à 150 disaccharides. Les acides D-glucuroniques peuvent 

être épimérisés en acides L-iduroniques qui peuvent être sulfatés en position 2-O. Le N-

acetyl-glucosamine peut être sulfaté en positions 6-O et 3-O mais également subir des N-

sulfatations. Le type de sulfatation peut être important dans la spécificité d’un ligand, par 

exemple le FGF-2 reconnaît des séquences riches en N-, 2-O et 6-O sulfatation alors que la 

fibronectine nécessite une N-sulfatation. Le domaine extracellulaire peut être clivé par des 

protéases relarguant l’ectodomaine dans le milieu extracellulaire (Alexopoulou et al., 2007). 
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Le domaine transmembranaire de 25 acides aminés présente une homologie de 60 à 

80% entre les différents syndécanes. Il joue une rôle important dans l’oligomérisation des 

syndécanes, étape clé dans la fonctionnalité des syndécanes (Alexopoulou et al., 2007). 

 

Le domaine C-terminal intracellulaire est subdivisé en trois sous-domaines, un 

domaine Variable (V) entouré de deux domaines hautement Conservés (C), le sous-domaine 

C1 étant juxtaposé au domaine transmembranaire et le sous-domaine C2 étant localisé en 

position C-terminale. Le domaine intracellulaire des syndécanes permet une interaction avec 

les protéines cytoplasmiques des cellules. Le sous-domaine C1 permet un lien avec le 

cytosquelette d’actine par l’intermédiaire de protéines telles que l’erzine, la cortactine, c-src. 

Le sous-domaine C2 se termine par quatre acides aminés (EFYA) permettant une interaction 

avec les protéines à domaine Post-Synaptic Density protein 95 (PSD95), Drosophila disc large 

tumor suppressor-1 (Dlg1), Zonula occludens-1 (Zo1) (PDZ) telles que la synectine, la 

synténine, la synbidine, Calcium/calmodulin-dependent Serine protein Kinase (CASK). Le 

domaine V est différent pour chaque syndécane ce qui permet une interaction de protéines 

spécifiques à chaque syndécane. Pour le SDC-4, le domaine V interagit avec le PIP2, la PKC-α 

et l’α-actinine (Alexopoulou et al., 2007). 

 

 

Figure 27 : La famille des syndécanes 
Les syndécanes sont des protéoglycanes transmembranaires à chaînes HS pour les SDC-2 et SDC-4 ou 
HS et CS pour les SDC-1 et SDC-3. Le domaine extracellulaire N-terminal porte les chaînes HS et CS. Le 
domaine intracellulaire est divisé en régions C1 (sous membranaire) et C2 (C-terminale) très 
conservées entourant la région V variable. Le domaine extracellulaire peut être clivé dans la zone 
proche de la membrane (Shedding site) par des protéases (Pap and Bertrand, 2013). 
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C. Le Syndécane-4 

 

Le SDC-4, anciennement nommé ryudocane, est le plus petit des syndécanes (198 

acides aminés pour 22 kDa). Il a une expression ubiquitaire et il est codé par un gène qui se 

trouve sur la région q12 du chromosome 20. Le SDC-4 se trouve dans la membrane sous 

forme de dimère par interaction entre le domaine intracellulaire de chaque syndécane (Shin 

et al., 2001).  

 

L’expression génique du SDC-4 est augmentée en conditions d’hypoxie par 

l’intermédiaire du TNF-α qui induit une plus forte transcription en ARNm par la voie NFκB et 

une stabilisation de l’ARNm du SDC-4. En revanche, le TNF-α a une régulation négative de 

l’expression du SDC-1. Le TGF-β2 présente le même effet que le TNF-α. Le FGF-2 peut induire 

l’expression de SDC-4 par les cellules musculaire lisses mais pas l’expression du SDC-1 (Zhang 

et al., 1999; Tkachenko et al., 2005; Alexopoulou et al., 2007). 

 

a. Interactions 

i. Relation avec le milieu extracellulaire 

 

Le domaine N-terminal extracellulaire de 145 acides aminés du SDC-4 porte des 

chaînes HS au niveau de 3 sérines (39, 61 et 63). Ces chaînes GAG permettent une 

interaction avec l’environnement extérieur que ce soit la matrice extracellulaire 

(fibronectine), les facteurs de croissance et les cytokines/chimiokines (FGF, RANTES/CCL5) 

ou encore avec des molécules d’adhérence (intégrine) (Manon-Jensen et al., 2013). 

 

Les ectodomaines des SDC-1 et SDC-4 peuvent être clivés et relargués dans la 

circulation sanguine. Le processus de clivage, ou « shedding », pourrait réguler les fonctions 

cellulaires des GAG. En effet, il a été montré que le clivage du domaine extracellulaire du 

SDC-4 par la protéase ADAMTS1 induit une perte de l’adhérence cellulaire (Rodríguez-

Manzaneque et al., 2009). Il a été montré que  les clivages de l’ectodomaine du SDC-4 

peuvent être effectués par plusieurs protéases différentes (MMP-2, MMP-9, thrombine, 

plasmine) et au niveau de plusieurs acides aminés rassemblés en deux groupes, un groupe 

en amont des sérines de fixation des chaînes HS, et un groupe situé dans les 40 acides 

aminés juxtaposés au domaine transmembranaire (Manon-Jensen et al., 2013) (Figure 28). 
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Figure 28 : Sites de clivage protéolytiques des domaines extracellulaires des SDC-1 et SDC-4 
Les ectodomaines des SDC-1 et SDC-4 peuvent être clivés par de nombreuses protéases (shedding). 
Les protéases vont cliver les syndécanes principalement dans les 20-40 acides aminés en amont du 
domaine transmembranaire et entre les chaînes HS et CS pour le SDC-1 ou juste en amont des HS 
pour le SDC-4 (Manon-Jensen et al., 2013). 

 

Notre laboratoire a montré l’importance des chaînes GAG des SDC-1 et SDC-4 dans 

les effets cellulaires induits par les chimiokines SDF-1/CXCL12 et RANTES/CCL5 (Brule et al., 

2009; Charni et al., 2009; Friand et al., 2009; Suffee et al., 2012). 

 

Le SDC-4 permet l’adhérence des cellules à la matrice extracellulaire par interaction 

de son domaine extracellulaire avec les composants de la matrice extracellulaire. En effet, 

les chaînes HS de l’ectodomaine interagissent avec des composants de la matrice 

extracellulaire telle que la fibronectine. De plus, la partie protéique et les chaînes HS de 

l’ectodomaine du SDC-4 peuvent interagir avec la laminine-332 (Carulli et al., 2012). Par 

ailleurs, le domaine intracellulaire du SDC-4 interagit avec des protéines associées au 

cytosquelette d’actine telle que l’α-actinine, ce qui sous-entend le rôle du SDC-4 dans la 

migration cellulaire (Elfenbein and Simons, 2013). 
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L’adhérence des cellules à la matrice extracellulaire est un processus nécessaire à 

l’organisation des tissus. La modulation de l’adhérence est également une étape importante 

dans l’angiogenèse. Les cellules endothéliales migrent pour se déplacer vers un gradient 

chimioattractant. Pour ce faire, la cellule s’étale sur la matrice extracellulaire puis le pôle 

postérieur de la cellule se détache du support et se rétracte vers l’avant. Ce mécanisme de 

migration directionnelle nécessite à la fois l’intervention du cytosquelette intracellulaire 

mais également la matrice extracellulaire. L’expression de molécules d’adhérence à la 

surface cellulaire permet l’interaction de la cellule avec les protéines de la matrice 

extracellulaire (Woodham and Machesky, 2014). 

 

Les intégrines sont des protéines transmembranaires composées d’une sous-unité α 

et d’une sous-unité β. Elles participent à l’adhérence cellulaire en interagissant d’un côté 

avec le cytosquelette d’actine, et d’un autre coté avec des protéines de la matrice 

extracellulaire. La formation de contacts focaux et la migration de cellules de mélanome sur 

de la fibronectine requièrent deux mécanismes parallèles. Soit l’intégrine α5β1 est 

impliquée, ce qui nécessite la présence du SDC-4 et l’activation de la PKC-α, soit l’intégrine 

α4β1 est impliquée et ne nécessite ni le SDC-4 ni la PKC-α (Mostafavi-Pour et al., 2003). Des 

résultats contradictoires ont été montrés avec des cellules mésenchymateuses. En effet, 

l’adhérence de ces cellules à un peptide composé uniquement du domaine extracellulaire du 

SDC-2 ou du SDC-4 et la migration est dépendante de l’intégrine α4β1. Cette adhérence 

passe par la formation de contacts focaux et l’activation de RhoA. De plus, l’adhérence des 

cellules sur l’ectodomaine du SDC-2 ou SDC-4 semble indépendante de la présence de 

chaînes HS (Whiteford et al., 2007). Il a été montré que l’intégrine α6β4 peut interagir avec 

le SDC-1 et le SDC-4 et que cette interaction régule l’étalement et la migration de 

kératinocytes sur un support de laminine-5 via les récepteurs Human Epidermal growth 

factor Receptor 2 (HER2) et EGFR respectivement (Wang et al., 2014). 

 

Lors d’une blessure, la Tissue transGlutaminase 2 (TG2) est sécrétée et se fixe sur la 

fibronectine. Des MMP sont également sécrétées et dégradent la fibronectine. De ce fait, la 

fibronectine dégradée interagit avec l’intégrine α5β1, ce qui déstabilise l’adhérence 

cellulaire. Afin de pallier à cette déstabilisation, les chaînes HS du SDC-4 vont interagir avec 

la TG2 fixé à la fibronectine. La PKC-α, activée par le domaine intracellulaire du SDC4, active 

le SDC-2. L’ectodomaine du SDC-2 interagit avec la fibronectine soluble et favorise la 

formation de fibrille de fibronectine. De cette manière, la cellule reste adhérée à la matrice 

extracellulaire (Wang et al., 2010). 
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Le domaine extracellulaire du SDC-4 permet d’interagir avec l’environnement 

extracellulaire à deux niveaux. Il permet à la fois l’ancrage de la cellule à la matrice 

extracellulaire et à la fois une régulation des signaux extérieurs. 

 

ii. Oligomérisation dans la membrane 

 

Le domaine transmembranaire de 25 acides aminés est fortement conservé entre les 
différents syndécanes. Chaque syndécane peut se retrouver sous forme d’homodimère par 
l’intermédiaire d’un motif GXXXG (GGIVG pour le SDC-4). En effet, des peptides codant pour 
les domaines transmembranaires des différents syndécanes peuvent s’homodimériser. Les 
peptides peuvent également se trouver sous forme d’hétérodimère selon différentes 

affinités à l’exception du couple SDC-1/SDC-4. La mutation de la première glycine du motif 
GXXXG diminue l’affinité des peptides alors que la mutation de la seconde glycine abolit la 
formation de dimère, prouvant l’importance du motif GXXXG dans ces dimérisations (Dews 
and MacKenzie, 2007). 

 

Le domaine transmembranaire permet de faire le lien entre l’environnement 

extracellulaire et l’environnement intracellulaire (cytosquelette, signalisation) ainsi que la 
transmission de signaux (Couchman, 2010). 

 

iii. Domaine intracellulaire 

 

Le domaine C-terminal est court (28 acides aminés). Le domaine C1 interagit avec des 

protéines liées au cytosquelette d’actine telles que Src, la tubuline, l’erzine, la cortactine. Le 

domaine C2 va interagir avec des protéines à domaine PDZ telles que CASK, la synténine, la 

synectine, la synbindine, les Protein Phosphatase 1 (PP1) et PP2A. Contrairement aux autres 

membres de la famille des syndécanes, la partie V du SDC-4 permet une interaction avec le 

PIP2 (par le motif Y188KK), à la PKC-α, à l’α-actinine, au syndesmose et à la FAK. Le domaine V 

du SDC-4 permet la stimulation d’une signalisation intracellulaire et la présence du SDC-4 au 

niveau des contacts focaux (Alexopoulou et al., 2007) (Figure 29). 
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Figure 29 : Interaction intracellulaire du SDC-4 
Le domaine intracellulaire du SDC-4 permet une interaction du SDC-4 avec de nombreuses protéines. 
Le domaine C1 interagit avec des protéines liées au cytosquelette, C2 avec les protéines à domaine 
PDZ et V avec le PIP2, la PKC-α et des protéines liées au cytosquelette (Multhaupt et al., 2009). 

 

b. Signalisation intracellulaire 

 

En fixant le FGF par l’intermédiaire de ses chaînes HS, le SDC-4 présente d’une part le 

FGF à son récepteur classique FGFR entraînant une signalisation dépendante du FGFR, et 

d’autre part le SDC-4 entraîne une signalisation intracellulaire dépendante de son domaine 

intracellulaire et indépendante du FGFR (Elfenbein and Simons, 2013). 

 

En l’absence de stimulation, la sérine en position 179 chez l’homme (183 chez le rat) 

du domaine C1 du SDC-4 est phosphorylée. La PKC-δ est responsable de cette 

phosphorylation (Murakami et al., 2002). 

 

La liaison du FGF-2 aux chaînes HS du SDC-4 induit le recrutement d’une phosphatase 

cellulaire de la famille PP1 ou PP2A, au niveau du domaine C2, et la déphosphorylation de la 

sérine 179. Le PIP2 se fixe alors au niveau du domaine V par l’intermédiaire des acides 

aminés Y188
KK. Le PIP2 va promouvoir l’oligomérisation de plusieurs SDC-4 ce qui a pour 

effet d’activer la PKC-α (Horowitz and Simons, 1998a, 1998b; Horowitz et al., 2002). 

L’activation de la PKC-α permet une signalisation intracellulaire par l’intermédiaire de RhoG 

et Rac1 (Elfenbein et al., 2009). 

 

En absence de ligand, le SDC-4 interagit avec la synectine ce qui permet de complexer 

Rho protein GDP Dissociation Inhibitor-1 (RhoGDI-1). RhoGDI-1 est un inhibiteur de RhoG et 

Rac1 en les séquestrant sous une forme inactive liée avec un GDP. En revanche, RhoA est 

activé. Ceci entraîne une faible capacité migratoire des cellules. Lorsque la PKC-α est activée, 

elle phosphoryle la sérine 96 de RhoGDI-1 libérant RhoG et Rac1 de RhoGDI-1. RhoG activé 

forme alors un complexe avec la protéine Engulfment and cell Motility protein 1 (ELMO1) et 
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la protéine Dedicator of cytokinesis 180 (Dock180) et ce complexe va échanger le GDP lié à 

Rac1 en GTP, permettant son activation. RhoA peut également être activé par la 

phosphorylation de la sérine 34 de RhoGDI-1 par la PKC-α (Elfenbein et al., 2009; Elfenbein 

and Simons, 2013) (Figure 30). 

 

 

Figure 30 : Signalisation intracellulaire SDC-4 dépendante induite par le FGF-2 
La fixation du FGF-2 au SDC-4 entraine l’activation de la PKC-α qui phosphoryle RhoGDI-1 sur la 
sérine 96 du complexe synectine-RhoGDI-1-RhoG. RhoG libéré du complexe est activé (GDP remplacé 
par GTP), forme un complexe avec ELMO1 et Dock180 activant Rac1 (GDP remplacé par GTP) 
(Elfenbein et al., 2009). 

 

Il a également été décrit une signalisation impliquant la voie mammalian Target Of 

Rapamycin (mTOR). L’axe SDC-4/FGF-2/FGFR va d’une part activer la PI3K par le FGFR, 

conduisant à la formation de PIP3 et à la translocation d’Akt à la membrane, et d’autre part 

activer la PKC-α permettant l’activation de Akt par la Phosphoinositide-Dependent Kinase 1 

(PDK1), p21 Protein Activated Kinase 1 (PAK1) et le mTOR Complex 2 (mTORC2). Cette 

signalisation conduit à l’activation de l’endothelial Nitric Oxide Synthase (eNOS) permettant 

de réguler la pression sanguine. En effet, en absence de SDC-4, eNOS n’est pas activée ce qui 

résulte en une augmentation de la pression sanguine (Partovian et al., 2008; Ju and Simons, 

2013). 
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c. Rôles 

i. Co-récepteur fonctionnel 

 

Les chaînes GAG du SDC-4 peuvent fixer des facteurs de croissances tels que le FGF et 

le VEGF. Il a été montré que le SDC-4 permet de présenter le FGF à son récepteur 

« classique » à tyrosine kinase FGFR et de stabiliser le complexe ainsi formé. Il participe ainsi 

à la signalisation induite par le FGF, notamment par la voie MAPK. Comme décrit 

précédemment, le FGF induit également une signalisation indépendante du FGFR 

directement via le SDC-4. Le SDC-4 va ainsi permettre d’induire les effets cellulaires induits 

par le FGF-2 tels que la prolifération, la migration, la formation de réseaux vasculaires. Le 

SDC-4 va aussi permettre d’induire la libération d’oxyde nitrique après une stimulation de 

cellules endothéliales par le FGF-2, ce qui a pour conséquence d’induire la vasodilatation 

(Zhang et al., 2003; Alexopoulou et al., 2007; Elfenbein and Simons, 2013). 

 

Par ailleurs, le SDC-4 intervient dans la stabilisation des contacts focaux par 

formation de complexes intégrine α5β1/SDC-4/α-actinine/cytosquelette d’actine. La 

stabilisation de ces contacts focaux passe par l’activation de protéines intracellulaires 

impliquées dans le remodelage du cytosquelette telles que la FAK, la vinculine et la paxilline 

(Elfenbein and Simons, 2013). 

 

L’ectodomaine du SDC-4 peut être clivé par des protéases de la famille des MMP. 

L’ectodomaine, sur lequel sont toujours fixées les chaînes HS, ainsi libéré dans le milieu 

extracellulaire séquestre les ligands (facteurs de croissance, chimiokines, protéases) au 

niveau de la matrice extracellulaire plutôt que de les présenter à leurs récepteurs. Le SDC-4 

régule ainsi régule le gradient de ligands (Elfenbein and Simons, 2013; Manon-Jensen et al., 

2013). 

 

Le SDC-4 a également un rôle dans l’internalisation du FGFR. En réponse au FGF-2, le 

SDC-4 est internalisé sous forme d’un complexe SDC-4/FGF-2/FGFR. L’internalisation se 

produit par macropinocytose impliquant l’activation de Rac1 et RhoG. L’internalisation du 

complexe par l’intermédiaire de la clathrine ou la cavéoline seraient minoritaires. De plus, 

l’internalisation du complexe permet une activation de la voie Erk1/2 par le FGFR depuis 

l’endosome (Tkachenko et al., 2004; Alexopoulou et al., 2007; Elfenbein et al., 2012) (Figure 

31). 
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Figure 31 : Internalisation du complexe FGF-2/FGFR par le SDC-4 
L’activation de RhoG par le complexe SDC-4/FGF-2/FGFR entraîne l’internalisation du complexe. Le 

complexe internalisé active ainsi la voie Erk1/2 via Rab5 (Elfenbein et al., 2012). 

 

ii. Développement embryonnaire 

 

Le SDC-4 est important pour le développement embryonnaire mais pas 

indispensable, les souris déficientes en SDC-4 étant viables et fertiles. Elles montrent une 

dégénérescence des vaisseaux sanguins du placenta mais également une réparation 

tissulaire plus faible par défaut de l’angiogenèse et de la formation de contacts focaux. Les 

souris SDC-4 déficientes meurent après une injection de Lipopolysaccharide (LPS), ce qui 

suggère qu’elles sont sensibles aux pathogènes (Tkachenko et al., 2005). Bien que le SDC-4 

soit fortement exprimé dans le foie, des souris déficientes ne montrent pas de défaut pour 

l’organogenèse du foie ou pour sa fonction. En revanche, l’administration de κ-carrageenan, 

qui cause une néphropathie par obstruction des vaisseaux, provoque la mort de ces souris 

(Alexopoulou et al., 2007; Couchman, 2010). 

 

Le SDC-4 est indispensable pour le développement de la crête neurale chez le Xénope 

en contrôlant la polarisation et la migration directionnelle des cellules par interaction avec la 

fibronectine et l’inhibition de Rac (Matthews et al., 2008). 
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iii. Inflammation et réparation tissulaire 

 

L’inflammation est un processus impliquant un recrutement leucocytaire sur le site 

lésé. Ce recrutement nécessite un arrêt des leucocytes circulants sur les cellules 

endothéliales et une transmigration à travers l’endothélium vers le tissu. 

 

Après un infarctus du myocarde, l’hypoxie associée à la sécrétion de TNF-α induit une 

augmentation de l’expression de SDC-4 et de VEGF dans les cellules avoisinant la zone de 

lésion (fibroblastes, cellules endothéliales, cardiomyocytes). On retrouve également chez les 

patients ayant présenté un infarctus un taux plasmatique de SDC-4 plus élevé que chez des 

patients sains. Etant donné que le SDC-4 peut interagir avec des facteurs de croissance, des 

protéases et anti-protéases, il pourrait jouer un rôle de balance dans le processus de 

réparation (angiogenèse, prolifération) en le favorisant lorsqu’il est exprimé à la membrane 

cellulaire au niveau de la lésion ou en le ralentissant lorsque l’ectodomaine du SDC-4 a été 

clivé puis relargué loin du site lésé (Kojima et al., 2001; Alexopoulou et al., 2007). 

 

Après une angioplastie par ballonnet (blessure de la paroi d’un vaisseau sanguin), les 

cellules musculaires lisses vont sécréter de la matrice extracellulaire, proliférer et migrer 

vers l’intima, ce qui a pour effet de déstabiliser la paroi. Le FGF-2 synthétisé lors de 

l’angioplastie va entraîner une forte et rapide synthèse de SDC-4 sur une courte période 

alors que les PDGF-AB et PDGF-BB vont permettre une plus faible synthèse de SDC-1 pour 

une expression prolongée dans le temps. La balance entre les deux syndécanes régule ainsi 

la migration, la prolifération et l’interaction des cellules musculaires lisses et endothéliales 

avec la matrice extracellulaire (Cizmeci-Smith et al., 1997; Alexopoulou et al., 2007). 

 

La surexpression du SDC-4 dans les cœurs de rats par injection intra-myocardique 

d’un vecteur codant pour le SDC-4 permet une survie augmentée après un infarctus. En 

effet, le SDC-4 induit une augmentation de la néovascularisation dans la zone ischémiée, ce 

qui peut expliquer la survie accrue des myocytes et une diminution de la fibrose. Le SDC-4 

entraîne également une diminution de l’inflammation au niveau de la blessure (baisse de 

l’infiltration monocytaire et des cytokines/chimiokines pro-inflammatoires/fibrotiques) (Xie 

et al., 2012). La diminution de l’infiltration monocytaire chez des rats surexprimant le SDC-4 

est en contradiction avec une précédente étude qui a montré le même effet mais chez des 

souris déficientes en SDC-4 (Matsui et al., 2011). Une hypothèse avancée par les auteurs 

pouvant expliquer cette contradiction serait l’implication de la forme clivée du SDC-4. En 

effet, les rats surexprimant le SDC-4 montrent également une surexpression de 
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l’ectodomaine du syndécane. Les ectodomaines pourraient fixer les facteurs pro-

inflammatoires et les éloigner de la zone blessée, ce qui pourrait expliquer la diminution de 

l’inflammation au niveau de la blessure (Xie et al., 2012).  

 

iv. Angiogenèse et cancer 

 

Il a été montré que le SDC-4 est impliqué dans plusieurs cancers tels que les cancers 

testiculaire (Labropoulou et al., 2013), pulmonaire (Park et al., 2013), mammaire (Baba et al., 

2006), ovarien (Davies et al., 2004) ou le mélanome (Chalkiadaki et al., 2009; O’Connell et al., 

2009). 

 

Les prostaglandines sont des médiateurs lipidiques. La Prostaglandine E2 (PGE2) 

stimule l’angiogenèse et la croissance des tumeurs. La PGE2 agit par l’intermédiaire de RCPG 

spécifiques conduisant à l’activation d’Erk via la voie PI3K et à l’angiogenèse. Il a été montré 

que des souris déficientes en SDC-4 présentent une réponse angiogénique à la PGE2 plus 

faible que des souris sauvages. Des tests in vitro ont montré que l’activation d’Erk par la 

PGE2 peut être indépendante de la voie PI3K en passant par la voie SDC-4/PKC-α. Le SDC-4 

aurait un rôle dans la tumorigenèse en stimulant l’angiogenèse induite par la PGE2 (Corti et 

al., 2013). 

 

Notre laboratoire a récemment montré que la chimiokine RANTES/CCL5 a un rôle 

angiogénique in vitro et in vivo dépendant des chaînes GAG par l’utilisation de mutants de 

RANTES/CCL5 déficients dans leur fixation aux GAG. De plus, l’utilisation d’anticorps 

neutralisants anti-SDC-1, -SDC-4 ou -CD44 diminue son rôle pro-angiogénique, démontrant 

une implication de ces protéoglycanes (Suffee et al., 2012). Nous avons précédemment 

montré que la chimiokine SDF-1/CXCL12 induit l’invasion de cellules de carcinome 

hépatocellulaire (Huh7) et de tumeur du col utérin (HeLa) de manière SDC-4 dépendante par 

l’utilisation de siRNA anti SDC-4 (Sutton et al., 2007a; Brule et al., 2009; Charni et al., 2009). 

RANTES/CCL5 agit de même sur plusieurs lignées de carcinome hépatocellulaire (Huh7, 

HepG2, Hep3B) (Charni et al., 2009). MCP-1/CCL2 induit également la migration et l’invasion 

de cellules Huh7 de manière SDC-4 dépendante (Dagouassat et al., 2010). 
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v. Autres pathologies 

 

La néphropathie IgA est caractérisée par une altération de l’interaction des cellules 

avec la matrice extracellulaire. Chez des patients atteints de cette maladie, le taux de SDC-4 

est augmenté. Etant donné que le SDC-4 est un lien entre la matrice extracellulaire et le 

cytosquelette d’actine, il pourrait avoir un rôle dans la modulation de l’adhérence des 

cellules (Alexopoulou et al., 2007). 

 

Le VIH porte à sa surface la glycoprotéine gp120. Le virus peut entrer dans les cellules 

par l’intermédiaire d’un complexe gp120/CD4 puis interaction gp120/CCR5 ou CXCR4, fusion 

des membranes du virus et de la cellule et internalisation dans la cellule. Les syndécanes 

peuvent moduler l’entrée du VIH dans les cellules. En effet, la gp120 peut se fixer aux 

chaînes HS portées par les syndécanes. Il a été montré que l’entrée du VIH dans des 

macrophages exprimant faiblement CD4 est diminuée si l’interaction gp120/syndécane est 

bloquée, mais cela n’a pas d’effet sur les lymphocytes T exprimant fortement CD4. Dans les 

cellules exprimant peu de CD4, les syndécanes jouerait un rôle de co-récepteur pour 

présenter le virus aux RCPG. Les syndécanes endothéliaux agiraient de la même façon en 

présentant le VIH aux RCPG des cellules circulantes. L’ectodomaine du SDC-4 relargué dans 

le sang pourrait se fixer au gp120 et permettrait de diminuer l’entrée du virus dans les 

cellules en saturant les domaines de fixation de la gp120 (Gallay, 2004). 

 

Le Virus de l’Hépatite C (VHC) s’associe avec des lipoprotéines humaines, telle que 

l’ApoE, afin d’infecter les cellules du foie. Il a été montré que l’attachement du virus a des 

hépatocytes est dépendant de la fixation de l’ApoE aux PGHS cellulaires (Jiang et al., 2012). 

De plus, l’entrée du VHC dans les cellules est dépendante du SDC-1 et du SDC-4. En effet, 

l’utilisation d’ARN interférents ciblant le SDC-1 ou le SDC-4 montre une diminution de 

l’attachement et l’infection des cellules hépatiques par le VHC (Lefèvre et al., 2014; Shi et al., 

2013). 

 

3. Rôles des chimiokines 

A. Développement embryonnaire 

 

Les cellules sanguines dérivent de Cellules Souches Hématopoïétiques (CSH). Les CSH 

sont circulantes dans le sang, elles ont besoin de traverser l’endothélium pour rejoindre la 

moelle osseuse et se différencier en cellule de la lignée hématopoïétique. Des souris 
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déficientes en SDF-1/CXCL12 ou son récepteur CXCR4 ne sont pas viables. L’analyse de 

moelle osseuse d’embryons SDF-1/CXCL12 déficients montrent une diminution du nombre 

de CSH (Ara et al., 2003). De même, la vascularisation de l’intestin et du rein est altérée chez 

des embryons déficients en SDF-1/CXCL12 ou son récepteur CXCR4 (Ara et al., 2005; 

Takabatake et al., 2009). 

 

L’axe SDF-1/CXCL12-CXCR4 est impliqué dans l’organogenèse du pancréas. En effet, 

la chimiokine SDF-1/CXCL12 est sécrétée par l’endoderme. Les angioblastes, qui expriment le 

CXCR4, sont attirés vers l’endoderme et permettent ainsi la différenciation de cellules 

endodermiques en cellules du pancréas par induction de l’expression du facteur de 

transcription Pancreatic and duodenal homeobox 1 (Pdx1) nécessaire au développement 

pancréatique (Katsumoto and Kume, 2013). 

 

SDF-1/CXCL12 est également impliqué dans le développement du cartilage et du 

squelette, notamment en régulant la différenciation de la lignée ostéogénique (Yellowley, 

2013). 

 

B. Inflammation et Recrutement cellulaire 

 

Les chimiokines MCP-1/CCL2 et fractalkine/CX3CL1 sont surexprimées chez des 

patients ayant subi un infarctus, elles pourraient jouer un rôle dans la vulnérabilité des 

plaques d’athérome, notamment en favorisant le recrutement monocytaire (Li et al., 2012a). 

 

a. Mécanisme du recrutement des leucocytes 

 

Le recrutement leucocytaire est un mécanisme important dans le système 

immunitaire. Il permet l’infiltration de leucocytes circulants dans le tissu lésé. Pour ce faire, 

les leucocytes traversent l’endothélium en différentes étapes, l’arrêt par roulement, 

l’adhérence et la transmigration (Figure 32). 
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Figure 32 : Etapes du recrutement leucocytaire 
Après activation de l’endothélium par des facteurs pro-inflammatoires, celui-ci va exprimer à sa 
membrane luminale des molécules d’adhérence (sélectines, ICAM, VCAM) permettant une 

interaction avec le leucocyte circulant. Le leucocyte va rouler sur l’endothélium (Rolling), y adhérer 
(Adhesion), migrer vers une jonction serrée (Crawling) et enfin transmigrer à travers l’endothélium 

pour rejoindre le tissu (Transmigration) (Kolaczkowska and Kubes, 2013). 

 

Le recrutement leucocytaire est initié par un changement de la surface de 

l’endothélium activé. Les cellules endothéliales expriment à leur surface des molécules 

d’adhérence lorsqu’elles sont activées par des facteurs pro-inflammatoires (TNF-α, IL-

8/CXCL8) tels que l’E-sélectine, la P-sélectine, le P-Selectin Glycoprotein Ligand 1 (PSGL1) et 

ICAM-1. Les leucocytes circulants vont être capturés par l’endothélium à l’aide d’interaction 

entre les molécules d’adhérence exprimées par les cellules endothéliales et celles exprimées 

par les leucocytes (L-sélectine, CD44, PSGL1, Lymphocyte Function-associate Antigen 1 

(αLβ2/LFA-1)). Les leucocytes vont ainsi ralentir sur l’endothélium par un roulement 

(Kolaczkowska and Kubes, 2013). 

 

Suite à ce roulement, les leucocytes vont adhérer plus fortement à l’endothélium 

permettant un arrêt complet des leucocytes. De nombreuses chimiokines (IL-8/CXCL8, MCP-

1/CCL2, SDF-1/CXCL12) sont présentes à la surface de l’endothélium, liées aux 

protéoglycanes à chaînes HS et au récepteur DARC entraînant la formation d’un gradient 

chimio-attractant. Elles permettent d’activer les leucocytes par interaction avec les RCPG 

présents à la surface des leucocytes (CCR1, CCR2, CCR5, CXCR2, CXCR4, CX3CR1). A la surface 

des leucocytes, les molécules d’adhérence « Very Late Antigen 4 » (α4β1/VLA4) et L-

sélectine et le récepteur CXCR4 sont retrouvés localisés à « l’avant » du leucocyte et vont 

interagir avec VCAM-1, CD34, et SDF-1/CXCL12 porté par des protéoglycanes de 

l’endothélium. Ces interactions permettent au leucocyte de migrer directionnellement par 

l’activation d’une signalisation intracellulaire passant par Rac1. En revanche, à « l’arrière » 

du leucocyte, αLβ2/LFA-1 va interagir avec ICAM-1 de l’endothélium entraînant la rétraction 

du cytosquelette d’actine via l’activation de RhoA et permettant un détachement du 
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leucocyte, nécessaire à sa migration (Buul and Hordijk, 2004). Le rôle des chimiokines dans le 

recrutement leucocytaire peut être modulé par leurs récepteurs. En effet, chez des souris 

déficientes en ApoE, la délétion de CCR1 entraîne un développement plus important des 

lésions athéromateuses et un recrutement lymphocytaire accru, alors que la délétion de 

CCR2 ou CCR5 a l’effet inverse (Patel et al., 2013). Ces chimiokines vont renforcer 

l’expression de molécules d’adhérence à la membrane des leucocytes (αLβ2/LFA-1, 

α4β1/VLA4, Macrophage-1 antigen (αMβ2/MAC-1)) mais également à la membrane des 

cellules endothéliales (ICAM-1, VCAM-1). Le leucocyte qui a adhéré sur la cellule 

endothéliale va migrer vers une jonction entre deux cellules endothéliales pour pouvoir 

transmigrer grâce à l’interaction entre αMβ2/MAC-1 et ICAM-1 et à l’activation de cdc42 

(Kolaczkowska and Kubes, 2013) (Figure 33). 

 

Pour quitter la circulation sanguine et atteindre le tissu, le leucocyte a besoin de 

traverser l’endothélium et la lame basale. Le leucocyte va traverser l’endothélium en 

passant entre deux cellules endothéliales. Les VE-cadhérines reliant les deux cellules 

endothéliales se dissocient et une réorganisation du cytosquelette des cellules endothéliales 

(FAK, paxilline) permet un réarrangement de leur adhérence à la lame basale. La 

transmigration nécessite l’interaction entre molécules d’adhérence endothéliales (ICAM-1, 

VCAM-1, PECAM-1, CD99, Junctional Adhesion Molecule (JAM)) et leucocytaires (αLβ2/LFA-

1, α4β1/VLA4, αMβ2/MAC-1, CD99). Une fois la barrière endothéliale franchie, les 

leucocytes traversent la lame basale. La sécrétion de protéases (MMP9) induit la digestion 

de la lame basale mais elle n’est pas indispensable. En effet, les leucocytes passent dans des 

régions où la lame basale est pauvre en matrice extracellulaire et où il existe des espaces 

entre les péricytes, ce qui facilite la transmigration. L’IL-7 favorise le recrutement 

lymphocytaire en augmentant l’expression de MCP-1/CCL2, VCAM-1 par activation des voies 

JAK2, PI3K, NFκB et ICAM-1 par la voie NFκB (Li et al., 2012b; Kolaczkowska and Kubes, 2013) 

(Figure 33). 
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Figure 33 : Signalisation intracellulaire dans le recrutement leucocytaire 
Une fois adhéré à l’endothélium, le leucocyte va migrer vers une jonction serrée entre deux cellules 

endothéliales pour traverser l’endothélium. Le leucocyte va interagir à l’avant avec VCAM-1, SDF-
1/CXCL12 (activation de Rac1) et à l’arrière avec ICAM-1 (activation de RhoA), ceci permettant une 
migration directionnelle par la réorganisation du cytosquelette. Au niveau de la jonction serrée, le 
leucocyte interagit avec les JAM, PECAM-1, CD99 et les VE-cadhérines des cellules endothéliales 
s’écartent permettant le passage du leucocyte (Buul and Hordijk, 2004). 

 

La transmigration du leucocyte est déterminée par l’adhérence du leucocyte aux 

deux cellules endothéliales au niveau d’une jonction serrée. L’adhérence du leucocyte est 

régulée par l’interaction entre des molécules d’adhérence exprimées par les cellules 

endothéliales (ICAM-1, VCAM-1, PECAM-1, CD99, JAM) avec celles exprimées par le 

leucocyte (αLβ2/LFA-1, α4β1/VLA4, αMβ2/MAC-1, CD99) mais aussi par l’écartement des 

cellules endothéliales. La modulation de l’interaction entre les VE-cadhérines exprimées au 

niveau des jonctions serrées entre les cellules endothéliales est aussi importante. La VE-

cadhérine forme un complexe avec la p120-caténine et la β-caténine. 

 

La thrombine entraîne une augmentation de la perméabilité membranaire de 

manière dépendante de la PKC-α. En effet, les auteurs ont observé une dissociation entre la 

VE-cadhérine et la p120-caténine (par phosphorylation) et la β-caténine (par 
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déphosphorylation) localisées au niveau des espaces entre les cellules endothéliales de 

manière dépendante de la PKC-α après incubation des cellules avec la thrombine 

(Konstantoulaki et al., 2003). 

 

L’adhérence de neutrophiles avec les cellules endothéliales par l’intermédiaire 

d’ICAM-1 entraîne l’activation des kinases endothéliales Src et Protein tyrosine kinase 2  

(Pyk2) qui vont phosphoryler la tyrosine 658 de la VE-cadhérine, correspondant au site de 

fixation de la p120-caténine et de la β-caténine. Ces phosphorylations sont nécessaires à la 

transmigration des neutrophiles car elles permettent la dissociation entre les caténines et la 

VE-cadhérine (Allingham et al., 2007). L’interaction du leucocyte avec VCAM-1 exprimé par 

l’endothélium conduit à l’activation de la Protein Tyrosine Phophatase 1B (PTP1B) 

endothéliale via les voies de signalisation PKC-α et Erk1/2 permettant la transmigration 

leucocytaire. La PTP1B déphosphoryle la β-caténine participant à sa dissociation de la VE-

cadhérine (Deem et al., 2007; Abdala-Valencia et al., 2011). En conditions physiologiques, la 

tyrosine 731 de la VE-cadhérine est phosphorylée alors que la tyrosine 685 est 

déphosphorylée, maintenant l’endothélium imperméable. L’arrêt du leucocyte sur la cellule 

endothéliale va provoquer la déphosphorylation de la tyrosine 731 par la phosphatase 

endothéliale Src-Homology 2 (SH2) et la phosphorylation de la tyrosine 685. La VE-cadhérine 

phosphorylée sur la tyrosine 685 et déphosphorylée sur la tyrosine 731 va interagir avec 

l’Adaptor-related Protein complex 2 (AP-2) conduisant à l’endocytose de la VE-cadhérine et 

au passage du leucocyte (Wessel et al., 2014) (Figure 34). 

 

Le VEGF, la thrombine et le TNF-α sont des facteurs augmentant la perméabilité 

vasculaire. Ils entrainent la phosphorylation de la tyrosine 685 par les kinases Src et Pyk2. 

L’interaction entre les VE-cadhérine doublement phosphorylées (tyrosines 685 et 731) est 

déstabilisée, permettant le passage de fluides mais pas de cellules (Wessel et al., 2014) 

(Figure 34). 
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Figure 34 : Rôle de l’état de phosphorylation de la VE-cadhérine dans le recrutement leucocytaire 
L’écartement des VE-cadhérine entre deux cellules endothéliales situées au niveau de jonction 
serrées détermine le passage de fluide et de leucocytes. A l’état basal (pas de passage), la tyrosine 
731 (Y731) est phosphorylée et la tyrosine 685 (Y685) est déphosphorylée. Le passage de fluide mais 
pas de cellule est possible après phosphorylation de la tyrosine 685. Pour la transmigration de 
leucocyte, la tyrosine 685 doit être phosphorylée et la tyrosine 731 déphosphorylée. La VE-cadhérine 
est ensuite internalisée, entrainant un écartement plus important des cellules endothéliales (Wessel 
et al., 2014). 

 

Plus rarement, le leucocyte peut traverser une cellule endothéliale. Par 

l’intermédiaire du cytosquelette d’actine, la membrane de la cellule endothéliale va former 

une sorte de cylindre permettant au leucocyte de traverser la cellule endothéliale 

(Kolaczkowska and Kubes, 2013) (Figure 35). 
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Figure 35  : Transmigration transendothéliale 
Le leucocyte va rouler sur l’endothélium et adhérer au niveau d’une cellule endothéliale. La cellule 
endothéliale capture le leucocyte et le fait traverser l’endothélium à travers un cylindre formé au 

sein de la cellule endothéliale. Le leucocyte rejoint ainsi le tissu (Kolaczkowska and Kubes, 2013). 

 

b. Devenir dans le tissu 

 

Une fois dans le tissu, le monocyte peut se différencier en macrophage. Dans des 

conditions physiologiques, les macrophages tissulaires, dits résidents, ont un profil anti-

inflammatoire M2 alors que suite à une stimulation (infection, blessure) les monocytes sont 

recrutés puis se différencient en macrophages qui acquièrent un profil pro-inflammatoire 

M1. 

 

Lors des stades précoces de l’athérosclérose, les cellules endothéliales activées 

augmentent leur niveau d’expression des molécules d’adhérence à leur surface luminale et 

les jonctions entre les cellules endothéliales sont altérées, ce qui entraîne un recrutement 

accru de leucocytes et monocytes au niveau de la future plaque d’athérome. Une sécrétion 

de MCP-1/CCL2, favorise également le recrutement de monocytes via le récepteur CCR2 

exprimé par les cellules circulantes. Les monocytes recrutés se différencient alors en 

macrophages pro-inflammatoires M1 et phagocytent des lipides oxydés sous forme d’oxLDL-

C (oxydated Low Density Lipoprotein-cholesterol). L’accumulation dans les macrophages 

d’oxLDL-C entraîne la surcharge en cholestérol des macrophages et la formation de cellules 

spumeuses. Le recrutement de monocytes et leur transformation en cellules spumeuses 

contribue à la formation du cœur lipidique de la plaque d’athérome et à son extension. 

D’autre part, les macrophages/cellules spumeuses sécrètent de nombreux facteurs de 

croissance (VEGF, PDGF, FGF), cytokines (TNF-α) et chimiokines (MCP-1/CCL2) pro-

inflammatoires qui favorisent le développement de la plaque d’athérome. En effet, ces 

médiateurs pro-inflammatoires stimulent le recrutement de nouveaux monocytes depuis le 

sang, la prolifération des macrophages présents dans la plaque et le recrutement de cellules 
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musculaires lisses depuis la média. Les cellules spumeuses ont la capacité de remodeler la 

matrice extracellulaire par la sécrétion de protéases (MMP), ce qui déstabilise la chape 

fibreuse de la plaque d’athérome et peut provoquer sa rupture (Fernández Velasco et al., 

2014) (Figure 36). 

 

Dans les lésions athéromateuses, le récepteur CXCR7 est exprimé par les 

macrophages stimulés par l’INF-γ, un fort facteur pro-inflammatoire, et les macrophages M1 

expriment d’avantage ce récepteur que les macrophages M2. La chimiokine SDF-1/CXCL12 

favorise la phagocytose de LDL par les macrophages via son interaction avec son récepteur 

CXCR7 et l’activation des voies c-Jun N-terminal Kinase/Stress-Activated Protein Kinase 

(JNK/SAPK) et p38MAPK (Ma et al., 2013). 

 

L’injection d’un vecteur à ADN codant pour MCP-1/CCL2 ou CX3CR1 chez la souris 

entraîne la production d’anticorps contre ces deux protéines. La transmigration de 

macrophages à travers une couche de cellules endothéliales est diminuée lorsque les 

macrophages sont incubés avec le sérum de ces souris, suggérant un rôle important de MCP-

1/CCL2 et de la fractalkine/CX3CL1 (via son récepteur CX3CR1) dans la présence de 

macrophages au niveau de la plaque d’athérome (Zhou et al., 2012). 

 

La chimiokine MIP-3/CCL23 est retrouvée au niveau de lésions athéromateuses et 

dans le sang de patients athéromateux en corrélation avec MCP-1/CCL2. La présence 

d’oxLDL-C induit la sécrétion de MIP-3/CCL23 par les macrophages et favorise le 

recrutement monocytaire. Les macrophages aggraveraient ainsi l’état pro-inflammatoire de 

la plaque d’athérome en favorisant le recrutement monocytaire par sécrétion de MIP-

3/CCL23 (Kim et al., 2011). 
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Figure 36 : Implication des monocytes dans le développement de la plaque d’athérome 
Les monocytes (Mo) recrutés au niveau de la plaque d’athérome vont se différencier en 

macrophages (MΦ) et phagocyter du LDL-Cholestérol oxydé (oxLDL). La surcharge en lipides des 
macrophages les transforme en cellules spumeuses. Les lymphocytes T adoptent un phénotype TH1 
pro-inflammatoire (A). Les lymphocytes et cellules spumeuses vont sécréter des facteurs pro-
inflammatoires recrutant de nouveaux monocytes et des cellules musculaires lisses qui vont former 
la chape fibreuse (B). L’accumulation des cellules augmente la taille de la plaque et la production de 
protéases (MMP) déstabilise la chape fibreuse, conduisant à la rupture et à la formation d’un 

thrombus par agrégation plaquettaire (C) (Fernández-Velasco et al., 2014). 

 

C. Réparation tissulaire 

 

Dans un contexte ischémique, l’hypoxie permet d’activer le facteur de transcription 

HIF-1α qui va stimuler la production de SDF-1/CXCL12. La chimiokine induit le recrutement 

de progéniteurs endothéliaux exprimant le récepteur CXCR4. Le recrutement de ces cellules 

permet d’une part la formation de nouveaux vaisseaux sanguins et d’autre part la réparation 

du tissu ischémié (Ceradini et al., 2004). SDF-1/CXCL12 peut également participer à la 

réparation osseuse lors d’une fracture par recrutement de cellules souches 

mésenchymateuses et de progéniteurs d’ostéoclastes via une signalisation calcique et 

l’activation des voies PI3K/Akt et MAPK (Yellowley, 2013). 



95 
 

La chimiokine MCP-1/CCL2 induit in vitro une prolifération et une migration de 

myoblastes par interaction avec son récepteur CCR2 et activation de la voie MAPK. Cette 

chimiokine se retrouve surexprimée après une lésion musculaire, ce qui suggère qu’elle 

pourrait avoir un rôle dans la réparation musculaire en recrutant des cellules immunitaires 

et en activant les myoblastes. Il en est de même pour les chimiokines MIP-1α/CCL3 et MIP-

1β/CCL4 (Yahiaoui et al., 2008) (Figure 37). 

 

 

Figure 37 : Implication des chimiokines dans la réparation musculaire 
Lors d’une blessure musculaire, des chimiokines sont sécrétées (MCP-1/CCL2, MIP-1α/CCL3, MIP-
1β/CCL4). Elles vont à la fois recruter des cellules immunitaires (lymphocytes, 

monocytes/macrophages, neutrophiles) et activer les myoblastes (migration, prolifération par 
activation de la voie Erk1/2) permettant une réparation musculaire (Yahiaoui et al., 2008). 

 

D. Angiogenèse et cancer 

 

Lors d’un cancer, les cellules tumorales prolifèrent de manière incontrôlée et 

plusieurs chimiokines favorisent cette prolifération. Les cellules de la tumeur primaire 

peuvent migrer vers d’autres organes et former de nouvelles tumeurs qu’on nomme 
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métastases. Pour ce faire, les cellules tumorales migrent à partir de la tumeur primaire vers 

le sang par invasion en détruisant la matrice extracellulaire à l’aide de protéases et 

collagénases. 

 

Les chimiokines contenant la séquence ELR de la famille CXC ont des propriétés pro-

angiogéniques, stimulant la croissance des tumeurs. Par exemple, Il-8/CXCL8 participe à la 

tumorigenèse en stimulant l’angiogenèse (prolifération et survie des cellules endothéliales, 

activation du VEGFR2), la prolifération, survie, migration et invasion des cellules tumorales 

(activation de PI3K, MAPK, FAK, sécrétion de MMP-2, MMP-9) (Gales et al., 2013). La Breast 

And Kidney-expressed chemokine (BRAK/CXCL14) induit la prolifération de cellules de cancer 

pulmonaire par l’intermédiaire, entre autre, du SDC-4 (Park et al., 2013).  

 

En revanche, les chimiokines CXC dépourvues de séquence ELR ont des propriétés 

anti-angiogéniques. La chimiokine Platelet Factor-4 (PF-4/CXCL4) permet de diminuer 

l’angiogenèse par interférence avec des facteurs pro-angiogéniques (VEGF, FGF-2, Il-

8/CXCL8) ou le cycle cellulaire (diminution de l’activité de la E-cyclin-dependent kinase 2 (E-

cdk2)) (Wang and Huang, 2013). 

 

Lors du développement tumoral, le contexte hypoxique entraîne la sécrétion de 

nombreuses chimiokines pro-angiogéniques par les TAM telles que MCP-1/CCL2, IL-8/CXCL8, 

Melanoma Growth stimulating activity-α/CXCL1 (GRO-α/CXCL1), B Lymphocyte 

Chemoattractant (BLC/CXCL13) (Benazzi et al., 2014). La chimiokine SDF-1/CXCL12 qui n’a 

pas la séquence ELR est tout de même pro-angiogénique. En condition d’hypoxie, SDF-

1/CXCL12 et le VEGF sont exprimés par des cellules de cancer ovarien. Ils stimulent la 

néovascularisation du tissu permettant un apport en oxygène à la tumeur facilitant ainsi la 

formation de métastases (Kryczek et al., 2005). SDF-1/CXCL12 entraîne la prolifération et la 

survie de cellules carcinomateuses exprimant le récepteur CXCR4 ainsi que l’angiogenèse, ce 

qui permet la croissance de la tumeur (Chen et al., 2006). 

 

Notre laboratoire a montré que SDF-1/CXCL12 induit la migration et l’invasion de 

cellules d’hépatome de manière GAG dépendante (Friand et al., 2009). L’invasion de cellules 

de tumeur de l’utérus fait intervenir le récepteur CXCR4 qui active la PKC-δ, la voie JNK/SAPK 

et induit la sécrétion de MMP-9. L’invasion de ces cellules est dépendante des chaînes HS et 

plus particulièrement du SDC-4 (Brule et al., 2009). Les myofibroblastes du foie peuvent 

sécréter la chimiokine MCP-1/CCL2. Cette chimiokine induit la migration et l’invasion de 

cellules d’hépatome par activation de ses récepteurs CCR1 et CCR2, l’activation des voies 



97 
 

MAPK, PKC et PI3K et la sécrétion de MMP-2 et MMP-9. L’effet de MCP-1/CCL2 est 

également dépendant du SDC-1 et du SDC-4 (Dagouassat et al., 2010). 

 

4. Régulation du niveau d’expression et de l’activité des chimiokines 

 

La régulation du niveau d’expression et de l’activité des chimiokines peut avoir lieu 

au niveau du gène ou de la protéine. 

 

A. Régulation génique 

 

Les chimiokines peuvent être induites en réponse à une infection. En effet, les 

bactéries présentent des Pathogen-Associated Molecular Patterns (PAMP) tels que les LPS. 

Ces molécules peuvent être reconnues par les Pattern-Recognition Receptors (PRR) exprimés 

par les cellules de l’immunité innée (macrophages, cellules dendritiques). La reconnaissance 

des PAMP va induire la transcription de gènes codant pour des cytokines et des chimiokines 

pro-inflammatoires par l’intermédiaire du facteur de transcription NFκB (Mortier et al., 

2012). 

 

Les ARNm des chimiokines sont très instables. Ils contiennent des AU-Rich sequence 

Element (ARE) dans leur séquence 3’ non traduite. Certaines protéines peuvent interagir 

avec ces ARE permettant de réguler la stabilité des ARNm. Les cytokines pro-inflammatoires 

(TNF-α, INF-γ, IL-1) et les LPS augmentent la stabilité des ARNm, permettant une traduction 

plus importante des chimiokines. En revanche, des médiateurs anti-inflammatoires tels que 

la cytokine IL-10 ou le facteur de croissance TGF-β favorisent la dégradation des ARNm des 

chimiokines (Mortier et al., 2012). 

 

La régulation du niveau d’expression des chimiokines peut également se produire au 

niveau de leur transcription par épissage alternatif, conduisant à la formation d’isoformes. 

Par exemple, il a été décrit plusieurs isoformes de SDF-1/CXCL12. Le variant SDF-1/CXCL12-γ 

a une forte affinité pour les GAG. La séquestration de ce variant au niveau des GAG réduit sa 

présentation au CXCR4, diminuant l’internalisation du complexe chimiokine-RCPG. Ainsi, le 

variant SDF-1/CXCL12-γ serait présent plus longtemps a la membrane des cellules 

endothéliales ce qui permettrait un effet prolongé sur l’infiltration leucocytaire. Au 

contraire, le variant SDF-1/CXCL12-α qui a une forte affinité pour CXCR4 entraîne une forte 
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infiltration leucocytaire mais à court terme. La chimiokine SR-PSOX/CXCL16 est une 

chimiokine transmembranaire qui peut être relarguée dans l’environnement extracellulaire 

suite à une stimulation après clivage par une protéase. Il existe un variant de cette 

chimiokine sans partie transmembranaire ni cytosolique qui est sécrétée directement en 

absence de stimulation (Mortier et al., 2012). 

 

B. Régulation protéique 

 

L’action des chimiokines peut être régulée de plusieurs manières. Comme décrit 

précédemment, les récepteurs atypiques des chimiokines (DARC, D6, CCX-CKX, CXCR7) 

peuvent les séquestrer ou les internaliser, régulant ainsi leur action. Les chimiokines peuvent 

également générer des boucles d’activation. Par exemple, la chimiokine IL-8/CXCL8 va 

recruter des neutrophiles qui sécrètent la MMP-9 qui clive la chimiokine en N-terminal la 

rendant plus active (Mortier et al., 2012). 

 

Une fois traduite, les chimiokines peuvent subir des modifications post-

traductionnelles. Par exemple, le clivage du coté N-terminal de nombreuses chimiokines de 

la famille CXC ELR+ par des protéases augmente leur pouvoir chimioattractant, et la 

chimiokine Neutrophil-Activating Peptide-2/CXCL7 (NAP-2/CXCL7) nécessite un clivage N-

terminal pour être chimioattractante. Au contraire, le clivage N-terminal de MCP-2/CCL8 lui 

fait perdre son activité de chimio-attraction mais pas sa capacité à se fixer à son RCPG. La 

chimiokine MCP-2/CCL8 clivée fixée à son récepteur provoque un encombrement stérique 

empêchant la chimiokine non clivée d’interagir avec le récepteur et d’induire un effet de 

chimio-attraction. Le clivage de RANTES/CCL5 en N-terminal réduit son affinité pour CCR1 et 

CCR3 et donc les effets biologiques induits contrairement à CCR5. Pour les chimiokines 

transmembranaires fractalkine/CX3CL1 et SR-PSOX/CXCL16, le clivage protéolytique régule la 

balance entre forme transmembranaire et soluble. Les chimiokines peuvent également subir 

des glycosylations ou des citrullinations, régulant leurs effets biologiques et leurs affinités 

aux RCPG et GAG (Mortier et al., 2012). 

 

  



99 
 

5. RANTES/CCL5 

A. Généralités 

 

La chimiokine Regulated upon Activation Normal T-cell Expressed and Secreted 

(RANTES/CCL5) appartient à la famille des CC-chimiokines. Elle peut se fixer aux récepteurs 

couplés aux protéines G CCR1, CCR3, CCR4 et CCR5, mais également à des chaînes GAG 

sulfatées. Les récepteurs DARC et D6 peuvent empêcher la signalisation induite par 

RANTES/CCL5 en le séquestrant à la membrane. Chez l’homme, le gène codant pour cette 

protéine est situé sur la région q11.2-q12 du chromosome 17. La pré-protéine RANTES/CCL5 

fait 91 acides aminés pour 10 kDa, après clivage des 23 acides aminés du peptide signal, elle 

ne fait plus que 7.8 kDa pour 68 acides aminés (Appay and Rowland-Jones, 2001). 

 

Suite à une stimulation, RANTES/CCL5 peut être sécrété par plusieurs types cellulaires 

dont les cellules endothéliales, les cellules musculaires lisses, les fibroblastes, les 

macrophages ou les plaquettes. RANTES/CCL5 recrute de nombreuses cellules tels que les 

monocytes, les lymphocytes T, les basophiles, les éosinophiles, les cellules NK, dendritiques 

(Appay and Rowland-Jones, 2001). Par exemple, les fibroblastes péritonéaux sécrètent 

RANTES/CCL5 suite à une stimulation par l’INF-γ en coopération avec le TNF-α et l’IL-1β, 

pouvant participer au recrutement de cellules immunitaires (Kawka et al., 2014). La 

combinaison du TNF-α et de l’INF-γ permet la production de RANTES/CCL5 par des cellules 

endothéliales (Marfaing-Koka et al., 1995). RANTES/CCL5 peut être exprimé par des 

lymphocytes T après stimulation par l’IL-2 (Krensky and Ahn, 2007). La sécrétion de 

RANTES/CCL5 est dépendante de sa séquence 43TRKN46 situé dans la boucle 40S de la 

chimiokine. De plus, la sécrétion de RANTES/CCL5 est dépendante des GAG intracellulaires, 

notamment pour son trafic dans l’appareil de golgi (Soria et al., 2012). 

 

Le promoteur du gène de RANTES/CCL5 contient des séquences de liaison aux 

facteurs de transcription NFκB, NFAT-1, Nuclear Factor of Interleukin-6 (NF-IL6), 

RANTES/CCL5 Factor of Late Activated T lymphocytes-1 (RFLAT-1). La protéine Cyclic AMP 

response element Binding Protein/p300 (CBP/p300) tient un rôle important dans la 

transcription de RANTES/CCL5 en jouant un rôle de protéine chaperonne pour les facteurs 

de transcription. (Krensky and Ahn, 2007; Goetz and Mohammadi, 2013) (Figure 38). 
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Figure 38 : Promoteur de RANTES/CCL5 
Le promoteur de RANTES/CCL5 contient de nombreuses séquences de liaison aux facteurs de 
transcriptions tels que NFκB, NFAT-1, NF-IL6, RFLAT-1. (Krensky and Ahn, 2007). 

 

Les polymorphismes RANTES/CCL5-28 C>G et RANTES/CCL5-403 G>A sont deux 

polymorphismes localisés au niveau du promoteur du gène. Ils sont associés à une 

augmentation de l’activité du promoteur et donc à une augmentation de l’expression de la 

chimiokine. Les patients hétérozytes pour le polymorphisme RANTES/CCL5-28 C>G ou 

homozygotes pour le polymorphisme RANTES/CCL5-403 G>A ont un risque accru de 

développer un carcinome hépatocellulaire. Ces polymorphismes sont également associés à 

une sévérité de l’inflammation. Les hommes porteurs de l’allèle RANTES/CCL5-403 A à l’état 

homozygote ont un risque accru de développer des maladies coronariennes. L’allèle 

CCR5Δ32 est délété de 32 paires de bases dans la partie codante du gène. Il code pour un 

récepteur délété non fonctionnel car non exprimé à la membrane plasmique. Le récepteur 

délété est séquestré dans l’appareil de golgi. Le portage de l’allèle CCR5Δ32 à l’état 

homozygote est associé à un risque accru de développer un anévrisme aortique mais a une 

protection contre l’infection au VIH. A l’état hétérozygote, l’allèle CCR5Δ32 est associé à un 

risque accru de développer des hépatites C (Navratilova, 2006; Qin et al., 2011; Tsai et al., 

2012). 

 

B. Structure 

 

RANTES/CCL5 se retrouve dans le sérum sous forme de monomère et de dimère mais 

en cas de forte concentration cette chimiokine s’oligomérise. RANTES/CCL5 peut également 

former un dimère avec la chimiokine PF-4/CXCL4, lui permettant d’interagir avec les 

récepteurs CCR2 et CXCR4 et favorisant ses fonctions biologiques (Marques et al., 2013). Les 

acides aminés glutamines 26 et 66 sont impliqués dans cette oligomérisation. La structure 

tridimensionnelle a été déterminée par résonance magnétique nucléaire il y a presque 20 

ans. La région N-terminale (acides aminés 1-10), composée d’un court feuillet β (β0) et d’une 

boucle N terminée par un tour 310, est suivie par un feuillet β1 (acides aminés 11-29), 
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permettant la formation du motif CC (cystéines 10 et 11). Ces deux cystéines forment deux 

ponts disulfures avec les cystéines 34 et 50. Les trois feuillets β (β1-3) sont en conformation 

antiparallèle connectés par des boucles, dont la boucle 40S (acides aminés 43-48) 

comprenant le site de fixation au GAG. Le domaine C-terminal est structuré en hélice α 

(Vangelista et al., 2008) (Figure 39). 

 

 

Figure 39 : Structure tridimensionnelle de la chimiokine RANTES/CCL5 
La chimiokine RANTES/CCL5 sous forme de monomère comporte un court feuillet β (β0) dans sa 

région N-terminale, trois feuillets β (β1-3) antiparallèles qui contiennent la séquence de fixations 
avec les GAG (44RKNR47)  et une hélice α en région C-terminale (Handel et al., 2005). 

 

La chimiokine RANTES/CCL5 peut interagir avec les RCPG CCR1, CCR3, CCR4 et CCR5. 

Le domaine N-terminal est nécessaire pour la fixation de RANTES/CCL5 à ces récepteurs. En 

effet, l’ajout d’une méthionine du coté N-terminal devant l’asparagine en position 1 

empêche sa liaison au récepteur et entraîne la formation d’un antagoniste de RANTES/CCL5 

(Proudfoot et al., 1996). L’interaction de RANTES/CCL5 avec ses RCPG implique différents 

acides aminés de la boucle N, l’arginine 17 pour CCR1, la phénylalanine 12 pour CCR3, 

l’isoleucine 15 pour CCR5. La proline en position 2 du domaine N-terminal est également 

nécessaire pour l’interaction avec CCR5. La proline 2, l’acide aspartique 6 et la thréonine 7 

permettent la transduction de signal par CCR1, la proline 2 et la tyrosine 3 via CCR3, la 

tyrosine 3 et l’acide aspartique 6 via CCR5 (Pakianathan et al., 1997) (Figure 40). 

 

Les acides aspartiques 2 et 11, les tyrosines 3 et 10, l’acide glutamique 18, et la lysine 

26 du domaine N-terminal de CCR5 sont nécessaires pour la fixation de la chimiokine. La 

proline 84 du 2ème domaine transmembranaire est également impliquée dans la fixation de 

RANTES/CCL5 (Fernandez and Lolis, 2002) (Figure 40). 
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RANTES/CCL5 peut également interagir avec des chaînes GAG. Cette interaction est 

dépendante du motif 44RKNR47 de la boucle 40S. Ce motif est également important pour 

l’interaction de RANTES/CCL5 avec son récepteur CCR1 (Proudfoot et al., 2001) (Figure 40). 

 

 

Figure 40 : Interaction de RANTES/CCL5 avec ses récepteurs 
L’interaction de RANTES/CCL5 avec des chaînes GAG intervient via le motif 44RKNR47 de la boucle 40S, 
motif important pour l’interaction avec CCR1 (A). L’interaction de RANTES/CCL5 avec ses RCPG 

implique différents acides aminés de la boucle N, R17 pour CCR1, F12 pour CCR3, I15 pour CCR5 et du 
domaine N-terminal, P2 pour CCR5. Les acides aminés D2, Y3, Y10, D 11, E18, et K26 du domaine N-
terminal et P84 du 2ème domaine transmembranaire de CCR5 sont nécessaires pour la fixation de la 
chimiokine (B) (Vangelista et al., 2008). 

 

C. Rôles 

 

RANTES/CCL5 a de nombreux rôles biologiques. Elle est impliquée dans des 

pathologies virales (VIH (Vangelista et al., 2008)), inflammatoires (athérosclérose, arthrite, 

maladies auto-immune (Li et al., 2012a; White et al., 2013)), cancéreuses (foie, sein (Charni 

et al., 2009; Soria et al., 2012)). 
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a. Inflammation et recrutement cellulaire 

 

La chimiokine RANTES/CCL5 est une chimiokine inflammatoire, mais contrairement à 

de nombreuses chimiokines, elle est exprimée tardivement, 3 à 5 jours après l’activation des 

lymphocytes T. Ce délai a son importance dans le maintien de l’inflammation et dans son 

développement (Krensky and Ahn, 2007).  

 

RANTES/CCL5 peut être sécrété par les cellules de la paroi de l’artère (cellules 

endothéliales, musculaires lisses) mais aussi par les cellules recrutées au niveau de la paroi 

(plaquettes, monocytes/macrophages) ce qui peut expliquer sa présence dans les plaques 

d’athérome. Il se trouve que RANTES/CCL5 est surexprimée chez des patients ayant subi un 

infarctus (Montecucco et al., 2010). Cette chimiokine pourrait jouer un rôle dans la 

vulnérabilité des plaques d’athérome et dans la  déstabilisation de la plaque fibrotique en 

plaque hémorragique, notamment en favorisant le recrutement monocytaire et 

lymphocytaire via CCR1 et CCR5 (Li et al., 2012a; Malaud et al., 2014). 

 

Les souris déficientes en ApoE sont un modèle d’athérosclérose. La taille de la plaque 

d’athérome chez des souris déficientes en ApoE invalidées génétiquement en CCR5 est 

réduite. Cela pourrait être la conséquence de la réduction de l’infiltration de monocytes et 

lymphocytes T Helper 1 (TH1). La plaque d’athérome est également plus stable par 

augmentation des cellules musculaires lisses et du taux d’expression de l’IL-10 (anti-

inflammatoire) mais aussi par inversement de la balance entre lymphocytes TH1 pro-

inflammatoires et TH2 et T régulateurs (Treg) anti-inflammatoires. De manière intéressante, 

la délétion de CCR1 par invalidation génétique chez ces souris favorise la formation de la 

plaque d’athérome, notamment par recrutement de lymphocytes TH1 pro-inflammatoires 

(Braunersreuther et al., 2007). 

 

La moelle osseuse de souris invalidées génétiquement en RANTES/CCL5 ou PF-

4/CXCL4 a été transférée chez des souris déficientes en ApoE préalablement irradiées. Ces 

souris montrent une plus faible infiltration monocytaire au niveau de la plaque d’athérome 

ainsi qu’une réduction de la lésion. L’utilisation d’un peptide empêchant 

l’hétérodimérisation de RANTES/CCL5 avec PF-4/CXCL4 provoque une diminution du 

recrutement monocytaire induit par RANTES/CCL5 in vitro et in vivo, ainsi qu’une diminution 

de la taille de la plaque chez la souris. L’hétérodimérisation de RANTES/CCL5 avec PF-

4/CXCL4 potentialise donc l’effet délétère de RANTES/CCL5 sur le développement de 
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l’athérosclérose (recrutement monocytaire, taille de la plaque d’athérome) (Koenen et al., 

2009). 

 

RANTES/CCL5 aurait donc un double rôle dans l’athérosclérose, d’une part il 

aggraverait l’inflammation par activation de CCR5 (recrutement de monocytes, lymphocytes 

TH1, production d’INF-γ) et d’autre part il stabiliserait la plaque par activation de CCR1 

(recrutement de lymphocytes TH2 et Treg, production d’IL-10). 

 

Le recrutement de leucocytes à partir des vaisseaux sanguins vers le tissu lésé est un 

processus important dans la réponse immunitaire. Les chimiokines sont classiquement 

décrites comme favorisant le recrutement et RANTES/CCL5 ne déroge pas à la règle. En effet, 

par interaction avec ses RCPG, cette chimiokine est capable de recruter de nombreuses 

cellules circulantes telles que les lymphocytes T et monocytes (CCR5), les macrophages, 

cellules dendritiques et NK (CCR1 et CCR5), les polynucléaires éosinophiles, basophiles et 

neutrophiles (CCR3) (Krensky and Ahn, 2007; Katsounas et al., 2011). RANTES/CCL5 aurait 

également un rôle dans la polarisation des lymphocytes T en lymphocytes TH1 pro-

inflammatoires, exprimant les récepteurs CCR1 et CCR5 (Lapteva and Huang, 2010). Ce fort 

recrutement de cellules immunitaires joue un rôle délétère dans les phénomènes d’asthme 

et d’allergie. RANTES/CCL5 favorise le contexte pro-inflammatoire et la réponse excessive du 

système immunitaire d’abord par recrutement des polynucléaires éosinophiles, 

neutrophiles, monocytes et lymphocytes puis par modulation de la production de cytokines 

pro-inflammatoires (polarisation lymphocytes TH2 en TH1, dégranulation) (Marques et al., 

2013). 

 

De plus, l’expression de RANTES/CCL5 est corrélée à l’aggravation des hépatites 

chroniques C et B, notamment par stimulation de l’infiltration de lymphocytes T et 

macrophages et activation des cellules étoilées du foie (Katsounas et al., 2011). 

 

Outre le fait que RANTES/CCL5 induit le recrutement de leucocytes, il a été montré 

que cet effet est dépendant de son oligomérisation. En effet, l’utilisation de mutants de 

RANTES/CCL5 monomérique (Nme-Thr7), dimérique (E66A) ou tétramérique (E26A) diminue 

l’arrêt de monocytes et de lymphocytes T sur des cellules endothéliales. De plus, l’utilisation 

de l’antagoniste de CCR1 BX471 montre que l’arrêt de monocytes sur les cellules 

endothéliales nécessite l’activation d’une signalisation intracellulaire dépendante du 

récepteur CCR1 monocytaire. De manière intéressante, la transmigration des leucocytes à 

travers la couche de cellules endothéliales ne semble pas dépendante de l’oligomérisation 
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de RANTES/CCL5 ni de la voie CCR1 mais plutôt de la voie CCR5 (antagoniste TAK-779) et des 

chaînes GAG (mutant de RANTES/CCL5 44AANA47) (Baltus et al., 2003). 

 

b. Réparation tissulaire 

 

Lors d’une blessure, les cellules endothéliales et les macrophages expriment 

RANTES/CCL5 et son récepteur CCR5. La réparation de la blessure implique une 

néoangiogenèse, le recrutement de cellules progénitrices endothéliales et la production de 

collagène. Il a été montré que RANTES/CCL5 est impliqué dans le recrutement de cellules 

progénitrices endothéliales lors d’une blessure. En effet, RANTES/CCL5 induit la migration de 

cellules progénitrices endothéliales in vitro par l’intermédiaire du CCR5. Parallèlement, des 

souris déficientes en CCR5 présentent une réduction du nombre de cellules progénitrices 

endothéliales recrutées sur le tissu lésé ainsi qu’une plus faible néoangiogenèse et 

production de collagène (Ishida et al., 2012). 

 

Des tests in vitro ont montré que du milieu conditionné de cellules souches 

mésenchymateuses, contenant entre autres IL-8/CXCL8, MCP-1/CCL2 et RANTES/CCL5 

permet d’induire la migration de fibroblastes et de kératinocytes, deux types cellulaires 

impliquées dans la cicatrisation de la peau (Walter et al., 2010). 

 

Les cellules endothéliales progénitrices issues de moelle osseuse participent à la 

réparation des glomérules rénaux. Il a été montré que RANTES/CCL5 est impliqué dans le 

recrutement de ces progéniteurs endothéliaux au niveau de la lésion par l’utilisation du 

mutant Met-RANTES/CCL5 qui diminue le recrutement des progéniteurs endothéliaux 

(Rookmaaker et al., 2007). 

  

c. Cancer et angiogenèse 

 

RANTES/CCL5 est présent dans plusieurs types de tumeurs et son implication dans le 

recrutement et l’activation de cellules immunitaires tels que les cellules dendritiques, NK, les 

lymphocytes TH1 et cytotoxiques. De plus, le taux d’expression de la chimiokine est corrélé à 

la sévérité de certains cancers tels que les cancers mammaire ou hépatique (Lapteva and 

Huang, 2010). 
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Dans le cancer du sein, le taux d’expression de RANTES/CCL5 est corrélé au stade 

d’avancement du cancer. RANTES/CCL5 exprimé à la fois par les cellules tumorales et par les 

cellules du microenvironnement tumoral (TAM, fibroblastes, cellules endothéliales, 

musculaires lisses, mésenchymateuses). La chimiokine va interagir avec les cellules 

tumorales exprimant CCR5 et stimuler la croissance tumorale et la formation de métastases. 

RANTES/CCL5 induit également le recrutement de monocytes qui se différencient en TAM. 

Ces macrophages favorisent la croissance de la tumeur par sécrétion de facteurs pro-

angiogéniques (VEGF, FGF-2) pour alimenter la tumeur, et de protéases (MMP-2, MMP-9) 

pour dégrader la matrice extracellulaire (Soria and Ben-Baruch, 2008; Lapteva and Huang, 

2010). De plus, il semble que RANTES/CCL5 stimule l’invasion de cellules cancéreuses du sein 

(MDA-MB-231). L’utilisation d’un antagoniste de CCR5 (maraviroc) diminue le nombre de 

métastases pulmonaires chez la souris, ce qui suggère que l’effet de RANTES/CCL5 est 

dépendant de son récepteur CCR5 (Velasco-Velazquez and Pestell, 2013). L’utilisation 

d’ostéopontine sécrétée par des cellules MDA-MB-231 entraîne la production de 

RANTES/CCL5 par des cellules stromales mésenchymateuses et la xénogreffe des cellules 

cancéreuses humaines avec des cellules mésenchymateuses humaines chez la souris favorise 

la croissance des cellules cancéreuses. De plus, les cellules mésenchymateuses se 

différencient en fibroblastes associés aux cancers, cellules connues comme favorisant la 

croissance tumorale, l’angiogenèse et la formation de métastases. Les souris transplantées 

se retrouvent avec de fortes métastases dans les poumons et le foie. Il semblerait que 

RANTES/CCL5 sécrété par les MDA-MB-231 favorise la croissance et la dissémination 

tumorale (Mi et al., 2011). RANTES/CCL5 induit la transcription de la protéine p53, connue 

comme étant un gène suppresseur de tumeur, par fixation à son récepteur CCR5 et 

activation de JAK2 et p38-MAPK. L’absence d’expression de CCR5 favorise la prolifération 

tumorale par rapport à des cellules exprimant ce récepteur lorsque p53 n’est pas muté alors 

qu’il n’y a pas de différence chez des cellules exprimant une forme inactive de p53. Le 

portage de l’allèle CCR5Δ32 à l’état homozygote diminue la survie de patients atteints d’un 

cancer du sein. De manière intéressante, les auteurs ont montré que la protéine p53 était 

mutée dans 46% des tumeurs chez les patients CCR5 porteurs de l’allèle sauvage, de 35% 

chez les hétérozygotes CCR5Δ32 et dans aucune tumeur chez les homozygotes. Il semble 

donc que RANTES/CCL5, par activation de CCR5, joue un double rôle dans la régulation du 

cancer du sein. D’un coté il serait anti-tumoral par activation de la p53 mais d’un autre coté 

pro-tumoral en provoquant des mutations de la p53, rendant la protéine inactive (Mañes et 

al., 2003) (Figure 41). 
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Figure 41 : Implication de RANTES/CCL5 dans la progression tumorale 
Les chimiokines MCP-1/CCL2 et RANTES/CCL5 sont impliquées dans la progression tumorale. Elles 
favorisent la croissance tumorale d’un côté par stimulation de l’angiogenèse et d’un autre côté par 
recrutement de monocytes (A), qui se différencient en TAM sécrétant des facteurs pro-tumoraux (B). 
Elles favorisent la dissémination cancéreuse par stimulation de sécrétion de MMP, stimulation de la 
migration et de l’invasion des cellules tumorales (C) (Soria and Ben-Baruch, 2008). 

 

L’expression de plusieurs chimiokines dont RANTES/CCL5 est corrélée à une 

augmentation de l’infiltration de lymphocytes TH1 et cytotoxiques (CD8+) et de cellules NK 

au niveau de la tumeur primaire d’un carcinome hépatocellulaire. RANTES/CCL5 est exprimé 

par les cellules tumorales, les lymphocytes recrutés et les macrophages résidents activés par 

l’INF-γ ou le TNF-α. De manière intéressante, RANTES/CCL5 induit l’activation de la caspase-3 

dans les cellules tumorales, ce qui provoque leur apoptose. Dans les stades précoces de la 

maladie, RANTES/CCL5 est fortement exprimé ce qui ralentirait la progression du cancer par 

une forte infiltration de cellules immunitaires et améliorerait la survie des patients. En 

revanche, dans les stades tardifs RANTES/CCL5 est moins exprimée, ce qui diminuerait son 

effet anti-tumoral (Chew et al., 2012). 

 

De manière contradictoire, notre laboratoire a précédemment montré que 

RANTES/CCL5 stimule la migration et l’invasion de plusieurs lignées de cellules d’hépatome 

humain (Huh7, Hep3B et HepG2) en se fixant aux SDC-1 et SDC-4 et par activation des voies 
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Erk et JNK/SAPK (Sutton et al., 2007b; Charni et al., 2009). RANTES/CCL5 pourrait avoir un 

rôle à la fois protecteur en favorisant le recrutement de cellules immunitaires et délétère en 

favorisant la migration et l’invasion des cellules tumorales. 

 

Au cours de la progression tumorale, RANTES/CCL5 aurait des effets opposés. Dans 

les stades précoces, il serait anti-tumoral en favorisant la destruction des cellules tumorales 

par activation de la p53 et stimulation de la réponse immunitaire (infiltration leucocytaire). 

Dans les stades plus tardifs, il serait pro-tumoral en favorisant la croissance des cellules 

tumorales, leur survie (mutation de p53) et la mise en place d’une inflammation chronique 

(remodelage de la matrice extracellulaire, production de cytokines/chimiokines). 

 

L’angiogenèse tien un rôle important dans le développement tumoral. La 

vascularisation permet l’oxygénation de la tumeur primaire et la dissémination des cellules 

tumorales de la tumeur primaires vers d’autres organes. Notre laboratoire a récemment 

montré que RANTES/CCL5 induit l’angiogenèse in vitro et in vivo. L’utilisation du mutant 

dimérique E66A-RANTES/CCL5 et d’anticorps neutralisants laisse penser que cet effet pro-

angiogénique est dépendant de son oligomérisation et de ses récepteurs CCR1 et CCR5. 

L’utilisation du mutant déficient dans la liaison aux GAG RANTES/CCL5 (
44AANA47) ou 

d’anticorps neutralisants suppose que la liaison aux protéoglycanes SDC-1, SDC-4 et CD44 est 

nécessaire pour l’effet de la chimiokine (Suffee et al., 2012). 

 

Des souris déficientes en CCR5 montrent une plus faible vascularisation de la cornée 

après dénudation probablement causée par une expression plus faible de VEGF. La baisse 

d’expression de VEGF pourrait être due à une diminution du recrutement leucocytaire induit 

par les chimiokines RANTES/CCL5, MIP-1α/CCL3 et MIP-1β/CCL4, trois ligands pro-

inflammatoires de CCR5 (Ambati et al., 2003). 

 

De manière contradictoire, il a été montré in vivo que l’injection de RANTES/CCL5 

réduit l’angiogenèse dans des temps courts (1 à 5 jours) mais n’a plus d’effet sur des temps 

plus longs (9 à 13 jours). Lorsque la liaison de RANTES/CCL5 à son récepteur CCR5 est 

supprimée (souris déficientes en CCR5) la chimiokine n’a plus d’effet anti-angiogénique mais 

lorsque la liaison de RANTES/CCL5 à ses deux récepteurs est supprimée (mutant Met-

RANTES/CCL5), la chimiokine mutée induit une angiogenèse  (Barcelos et al., 2009). 
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d. Infections virales 

 

La majorité des recherches sur RANTES/CCL5 ont été menées sur le VIH car le 

récepteur de la chimiokine CCR5 est le co-récepteur du VIH-R5. Le VIH-X4 peut quant à lui 

interagir avec le récepteur CXCR4. Le VIH peut entrer dans les cellules dites permissives par 

interaction avec CCR5. Par ailleurs, un composant chimique (30-oxo-calenduladiol 

triterpene) interagissant spécifiquement avec CCR5 permet d’une part d’empêcher l’entrée 

du virus et d’autre part la signalisation activée par RANTES/CCL5. Ce composant pourrait 

être un antagoniste à la fois pour le VIH (limitation de l’infection) et pour RANTES/CCL5 

(limitation de la signalisation) (Barroso-Gonzalez et al., 2009). Le polymorphisme CCR5Δ32, 

rendant le récepteur non fonctionnel, permet une protection contre l’infection par le VIH en 

empêchant son entrée dans les macrophages. De nombreuses thérapies anti-VIH ciblant le 

CCR5 (interaction avec le virus, activation, internalisation) ont vu le jour (Marques et al., 

2013). Par ailleurs, a faible concentration (inférieure à 100 nM), RANTES/CCL5 inhibe 

l’infection de cellules sanguines par le VIH alors qu’à haute concentration (supérieure à 1 

µM) il la favorise, et de manière dépendante de son oligomérisation (Czaplewski et al., 

1999). 

 

RANTES/CCL5 est impliqué dans de nombreuses infections respiratoires, souvent 

causées par des virus à ARN. Le taux de chimiokine dans les voies respiratoires est corrélé 

avec la sévérité de la maladie chez des patients atteints d’une infection par le Virus 

Respiratoire Syncytial (VRS), pouvant causer des bronchites. RANTES/CCL5 jouerait un rôle 

en deux étapes. Dans les premières 48 heures, il favoriserait la réponse immunitaire des 

macrophages résidents dans les poumons et le recrutement de lymphocytes T. Dans un 

second temps, le virus induirait une forte production de RANTES/CCL5 par les lymphocytes T 

recrutés et provoquerait un fort contexte inflammatoire. Le mutant Met-RANTES/CCL5 

permettrait de réduire la trop forte réponse immunitaire dans la seconde phase de la 

maladie alors qu’il aurait un rôle délétère dans la première phase (Culley et al., 2006). Les 

patients infectés par la grippe ou pour le Syndrome Respiratoire Aigu Sévère (SRAS) ont des 

taux de RANTES/CCL5 pulmonaires fortement élevés. La chimiokine régulerait la survie des 

macrophages infectés par interaction avec son récepteur CCR5 (Marques et al., 2013). 

 

RANTES/CCL5 est également impliqué dans des infections touchant le système 

nerveux. Par exemple, le traitement avec Met-RANTES/CCL5 de souris infectées par le Virus 

de l’Herpes Simplex-1 (VHS-1), pouvant causer une encéphalite, réduit le recrutement 

leucocytaire au niveau du cerveau mais entraîne également un phénomène de 

compensation par augmentation des taux de chimiokines endogènes (MIP-1α/CCL3, 

RANTES/CCL5) (Vilela et al., 2009). 
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RANTES/CCL5 régule la réponse de l’organisme aux infections du foie. Le portage des 

polymorphismes RANTES/CCL5-403 G>A (surexpression de la chimiokine) ou CCR5Δ32 

(récepteur non fonctionnel) ont un rôle protecteur dans l’inflammation et la fibrose causées 

par les virus de l’hépatite B et C chez des patients homozygotes (Hellier et al., 2003; 

Marques et al., 2013). 

 

Les patients atteints de la dengue ou de la fièvre jaune, qui causent de fortes 

hémorragies, ont un taux hépatique important de la chimiokine. Elle pourrait réguler le 

recrutement leucocytaire et provoquer une inflammation systémique, précédant une 

hémorragie (Marques et al., 2013). 

 

Dans les différentes infections virales, RANTES/CCL5 aurait un double rôle, dans les 

phases précoces de l’infection il permettrait la réponse immunitaire pour combattre le virus 

alors que dans les phases tardives il contribuerait à une trop forte inflammation qui 

conduirait à une fibrose et des dommages tissulaires. 

 

D. Thérapies ciblant RANTES/CCL5 

 

La majorité des thérapies ciblant RANTES/CCL5 sont des thérapies ciblant l’activation 

de ces récepteurs, principalement CCR5 dans le cadre du VIH (Marques et al., 2013). 

 

Il existe de nombreux antagonistes de CCR5 en court de développement et le 

maraviroc (Celsentri®) est actuellement utilisé en clinique. Le maraviroc est un antagoniste 

de CCR5, il inhibe l’activation du récepteur par ses ligands MIP-1α/CCL3, MIP-1β/CCL4 et 

RANTES/CCL5. Il empêche la fixation du VIH-1 sur CCR5 (protéine VIH-1 gp120-CCR5) et sa 

fusion avec la membrane plasmique (protéine VIH-1 gp160-CCR5) (Dorr et al., 2005). De 

nombreuses études ont montré son efficacité dans la résistance à l’infection par le VIH et il 

est actuellement utilisé comme traitement contre le VIH-1. Malgré tout, il existe une 

résistance à cet antagoniste. Le VIH-1 peut échapper à cette thérapie par fixation au 

corécepteur CXCR4 ou par fixation à un autre site de CCR5 non reconnu par le maraviroc 

(Haqqani and Tilton, 2013). Il a été montré chez des souris ApoE déficientes que le maraviroc 

permet une protection contre le développement de la plaque d’athérome, notamment par 

une diminution du recrutement monocytaire et de l’activation endothéliale (diminution de 

VCAM-1, ICAM-1, TNF-α, MCP-1/CCL2, RANTES/CCL5). Le maraviroc semble protéger les 

patients atteints du VIH-1 de risques cardiovasculaires (Cipriani et al., 2013). Il aurait 
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également un rôle protecteur dans le cancer gastrique en diminuant la croissance tumorale 

et la dissémination péritonéale (Mencarelli et al., 2013). 

 

Des dérivés synthétiques de RANTES/CCL5 ont été utilisés pour contrer l’infection par 

le VIH-1 comme AOP-RANTES/CCL5 (groupement n-pentyl du coté N-terminal) ou PSC-

RANTES/CCL5 (groupement n-nonanoyl du coté N-terminal). PSC-RANTES/CCL5 se fixe sur le 

même site que le VIH-1 sur le CCR5, entrant en compétition avec le virus. Il va de plus 

entrainer l’internalisation du récepteur, empêchant le virus de se fixer sur CCR5 et  d’infecter 

la cellule (Lobritz et al., 2013). AOP-RANTES/CCL5 va agir de la même manière que PSC-

RANTES/CCL5 (Mack et al., 1998). 
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III. But du projet 

 

Les chimiokines sont impliquées dans le recrutement de cellules inflammatoires, 

l’activation de cellules de la paroi vasculaire, la croissance des tumeurs, l’induction de 

l’angiogenèse. De part leur multiples rôles, elles sont des cibles privilégiées pour le 

traitement de nombreuses pathologies. Il est nécessaire de connaître leur mécanisme 

d’action pour pouvoir proposer des thérapies efficaces et ciblées. Lors de l’athérosclérose, la 

chimiokine RANTES/CCL5 est retrouvée au niveau de la plaque d’athérome (Malaud et al., 

2014) et il a été précédemment montré dans notre laboratoire que RANTES/CCL5 est pro-

angiogénique (Suffee et al., 2012). 

 

Ma thèse porte sur l’implication du syndécane-4 dans les effets cellulaires induits par 

RANTES/CCL5. Deux approches ont été utilisées afin de répondre à cette question. 

 

Nous avons voulu déterminer l’importance du domaine intracellulaire du SDC-4, et 

plus particulièrement de la signalisation induite par le SDC-4. Au regard de la littérature, 

certains acides aminés du domaine intracellulaire du SDC-4 sont indispensables pour la 

signalisation induite par le FGF-2 et dépendante du SDC-4 (Horowitz et al., 2002). Nous 

avons construit trois mutants intracellulaires du SDC-4 activant constitutivement la PKC-α 

(S179A), empêchant la liaison du PIP2 (L188QQ) et empêchant la fixation des protéines à 

domaines PDZ (A198del). 

 

Les effets biologiques de RANTES/CL5 peuvent être divisés en deux parties, les effets 

pro-angiogéniques d’une part et pro-inflammatoire d’autre part. Les outils décrits 

précédemment ont été utilisés pour déterminer l’importance des domaines extracellulaire et 

intracellulaire du SDC-4 dans ces deux types d’effets. 

 

Afin d’analyser les effets pro-angiogéniques de RANTES/CCL5 sur des Human 

Umbilical Vein, Endothelial Cells HUV-EC-Cs, nous avons étudié l’adhérence, l’étalement, la 

migration, l’invasion cellulaire et la formation de tubes vasculaires qui sont différentes 

étapes du processus angiogénique. L’activation du SDC-4 par le FGF-2 induit l’activation de la 

PKC-α et la PKC-δ a été décrite comme étant la kinase responsable de l’inactivation du SDC-4 

(Murakami et al., 2002). Nous avons donc analysé la translocation membranaire des PKC-α 

et PKC-δ, reflet de leur activation (Collazos et al., 2006). L’implication du l’axe SDC-4-

RANTES/CCL5 dans l’activation des PKC a été effectuée en collaboration avec le Pr. N. Saito 
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au Laboratory of Molecular Pharmacology, Biosignal Research Center, à l’Université de Kobe 

au Japon. Ces résultats ont permis la publication d’un article dans le journal Biology Open. 

 

L’effet pro-inflammatoire de RANTES/CCL5 a été déterminé par l’étude de l’arrêt 

d’une lignée monocytaire, les mono mac 6 (MM6), à une monocouche de cellules 

endothéliales HUV-EC-Cs ainsi que la transmigration de ces monocytes à travers la couche de 

cellules endothéliales, représentant différentes étapes du recrutement monocytaire. 

Concernant ces résultats, un article est en cours d’écriture. 

 

Parallèlement, nous avons voulu déterminer l’importance des chaînes GAG dans 

l’interaction de RANTES/CCL5 avec les cellules. Nous avons utilisé deux mutants de 

RANTES/CCL5 déficients dans leur fixation aux GAG, les mutants R47E (44RKNE47) et 3Ala 

(44AANA47). 

 

 

Figure 42 : But du projet 

RANTES/CCL5 favorise l’angiogenèse et le recrutement monocytaire via fixation à ses récepteurs 

classiques CCR1 et CCR5 et de manière dépendante des GAG membranaires (Baltus et al., 2003; 
Suffee et al., 2012). Le projet de ma thèse est de déterminer si le SDC-4 est impliqué dans les effets 
de RANTES/CCL5 et si cela passe par une activation du domaine intracellulaire du SDC-4 et une 
signalisation intracellulaire. 
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Résultats 
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Part I : 

Involvement of SDC-4 in 

RANTES/CCL5-induced 

angiogenesis 
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1. Article 1 : RANTES/CCL5 mediated-biological effects depend on the 

syndecan4-PKCα signaling pathway 

 

The perpetuation of angiogenesis is involved in certain chronic inflammatory diseases 

such as atherosclerosis. The accelerated neovascularisation may result from an inflammatory 

status with a response of both endothelial cells and monocytes to inflammatory mediators 

such as chemokines. We have previously described in vitro and in vivo the pro-angiogenic 

effects of the chemokine RANTES/CCL5 (Suffee et al., 2012). The effects of RANTES/ CCL5 

may be related to its binding to GPCR such as CCR1 or CCR5 and to proteoglycans such as 

SDC-1 and SDC-4. 

 

The aim of this study is to evaluate the functionality of SDC-4 as a coreceptor of 

RANTES/CCL5 by the use of mutated SDC-4 constructs in the intracellular domain of SDC-4. 

Our data demonstrate that site-directed mutations in SDC-4 intracellular domain modify 

RANTES/CCL5-induced angiogenesis (spreading, migration, vascular sprout formation) in 

endothelial cells. The mutation of serine 179 in alanine (S179A), associated with an induced 

PKC-α activation, leads to higher RANTES/CCL5 proangiogenic effects. In contrast, mutation 

of the PIP2 binding motif (L188QQ) or the PDZ protein binding motif (A198del) in the 

intracellular SDC-4 domain decreased RANTES/CCL5-induced angiogenesis. 

 

Our data highlight that the intracellular domain of SDC-4 is involved in RANTES/CCL5-

induced activation of the PKC-α and Rac1, two signaling pathway involved in migration 

process (Woodham and Machesky, 2014). Moreover, modulation of RANTES/CCL5-induced 

angiogenesis by SDC-4 is mediated by PKC-α signaling pathway. 

 

As RANTES/CCL5 is involved in various physiopathological processes, the 

development of a new therapeutic strategy may be reliant on the mechanism by which 

RANTES/CCL5 exerts its biological activities, for example by targeting the binding of the 

chemokine to its proteoglycan receptor. 
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We demonstrated that SDC-4 intracellular domain is involved in RANTES/CCL5-

induced angiogenesis. Indeed, overexpression of SDC-4 wild type or mutated in serine 179 

(S179A, constitutive active mutant) increased RANTES/CCL5-induced angiogenic effects 

(spreading, migration, vascular sprout formation) through PKC-α activation. By contrast, 

overexpression of SDC-4 mutated on PIP2 (L188QQ) or PDZ protein (A198del) binding 

domains decreased RANTES/CCL5-induced angiogenesis. Moreover, RANTES/CCL5-induced 

PKC-α and Rac1 activation are regulated by SDC-4 intracellular domain. 

 

 For now, signaling pathway induced by SDC-4 intracellular domain after RANTES/CCL5 

stimulation remains unknown. Deciphering which intracellular signaling pathways mediate 

RANTES/CCL5-induced angiogenesis after SDC-4 activation will be analyzed in the 

continuation of this work. 

 

RANTES/CCL5 is involved in leukocyte recruitment through its GAG-binding domain 

(Baltus et al., 2003). Proteoglycans, such as syndecans, on the luminal part of endothelium 

are also involved in leukocyte recruitment (Götte, 2003). We showed here that 

RANTES/CCL5-induced angiogenesis is regulated by SDC-4 intracellular domain. It could be 

interesting to analyze if RANTES/CCL5-induced leukocyte recruitment is regulated by SDC-4 

intracellular domain. We started to answer this question in the second part of this work. 

 

A. Complementary article data 

a. EGFP tag in C-terminal do not disturb SDC-4 function 

 

We construct a SDC-4-EGFP fusion protein in C-terminal and three intracellular 

mutants of this SDC-4-EGFP protein. EGFP is a 27 kDa protein, the utilization of SDC-4-EGFP 

protein tagged in intracellular C-terminal domain of SDC-4 could disturb signaling induced by 

intracellular domain of SDC-4. To confirm that EGFP in C-terminal position do not disturb 

SDC-4 function, we used RANTES/CCL5-induced chemotaxis on HUV-EC-Cs cells transfected 

with plasmids encoding for SDC-4 without any tag (pCMV6.XL5-SDC4), or for our SDC-4 with 

EGFP at C-terminus (EGFP-N3-SDC4), or for SDC-4 with a ECFP tag in N-terminal position 

(ECFP-C1-SDC4), or for SDC-4 with Myc-His tag at C-terminal position (pcDNA-SDC4). There is 

no difference in the RANTES/CCL5-induced migration between all SDC-4 constructs. Our SDC-

4-EGFP fusion protein in C-terminal position is functional (Figure 43). 
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Figure 43 : Functionality of EGFP-SDC-4 construct 
HUV-EC-Cs transfected with plasmids encoding for SDC-4 protein (pCMV6.XL5-SDC4, EGFP-N3-SDC4, 

ECFP-C1-SDC4 or pcDNA-SDC4) or for their control plasmids (pCMV6.XL5, EGFP-N3, ECFP-C1 or 

pcDNA respectively) were stimulated or not (Untreated) by RANTES/CCL5 (3 nM) and cell migration 

was assayed by a transwell chamber model. Results are indicated as cell number/field (mean ± SEM). 

The vertical axis ranges from 300 to 600 cells/field. *p<0.05, RANTES/CCL5 versus untreated. 

#p<0.05, SDC-4 plasmids versus respectively control plasmids (in presence of RANTES/CCL5). 

 

b. SDC-4-EGFP mutants are expressed at the cell membrane 

 

We showed previously that the expression level of SDC-4 after transfection by each 

constructs (SDC4WT, S179A, L188QQ, A198del) is similar by flow cytometry (Article 1, Figure 

1B). We also demonstrated that SDC-4 constructs are expressed at the membrane by flow 

cytometry and western blot (Article 1, Figures 1C and 1D). Even if SDC-4 aggregates into the 

cells, SDC-4-EGFP mutated constructs are expressed at the cell membrane (Figure 44) as 

SDC-4-EGFP wild type (Article 1, Figure 1E). The results of confocal microscopy and western 

blot experiments correlated. 
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Figure 44 : Membrane expression of EGFP-SDC-4 mutated construct 
HUV-EC-Cs transfected with SDC-4-EGFP mutants (S179A, L188QQ, or A198del) were incubated with 

anti-β1 integrin antibodies (red fluorescence) and analyzed under confocal microscopy (X 400). The 

EGFP (geen) fluorescence indicates that SDC-4 is localized at the cell membrane. The immunostaining 

of β1 integrin was used as a specific membrane cell marker. 

 

c. SDC-4-EGFP mutants are sulfated 

 

The sulfatation degrees of the glycosaminoglycan (GAG) chains of the SDC-4 are 

important for the binding of cytokines, chemokines and growth factors. To be sure that the 

overexpression of SDC-4 not leads to a SDC-4 protein without GAG or heparan sulfate (HS) 

chains, we checked the HS chains of transfected cells at the membrane by flow cytometry. 

We previously showed that SDC4WT overexpression leads to an HS chains overexpression at 

the cell membrane, resulting by HS chains binding to SDC4WT protein core overexpressed. 

The results presented in the manuscript only concerned the SDC4WT plasmid (Article 1, 

Figure 1F). HS chains of S179A, L188QQ or A198del transfected cells are overexpressed 

versus control cells (Figures 45A, 45B and 45C respectively) and there is no difference 

between SDC4WT and the mutants (Figure 45D). Mutation of the intracellular domain of the 

SDC-4 did not affect the glycosylation and sulfatation of the proteoglycan. 
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Figure 45 : Membrane expression of HS-chains for EGFP-SDC-4 mutated construct 
Membrane heparan sulfate (HS) chain expression of EGFP-positive cells was quantified by flow 

cytometry with specific anti-HS antibodies without cell permeabilization. HUV-EC-Cs were 

transfected with EGFP plasmid (control), SDC-4 wild-type (SDC4WT) or mutated (S179A, L188QQ, or 

A198del). The cells were incubated with anti-HS chains antibodies (solids histograms) or isotype 

control (dotted histograms). Membrane expression of HS chains for S179A (green histograms), 

L188QQ (blue histograms) or A198del (light blue histograms) transfected cells was compared with 

control (black histograms) (A, B, C) or with SDC4WT (red histogram) (D) transfected cells. 
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d. SDC-4-EGFP are glycosylated 

 

The levels of mRNA encoding for EXT-1 and EXT-2, which are involved in the first step 

of heparan sulfate chain biosynthesis, were unaffected by SDC-4 overexpression, meaning 

that EXT-1 and EXT-2 are not saturated in SDC-4 overexpressed cells (Figure 46). 

 

 

Figure 46 : EXT-1 and EXT-2 expression for EGFP-SDC-4 overexpressed cells 
mRNA expression of EXT-1 and EXT-2 were performed by real time PCR for HUV-EC-Cs transfected 

with EGFP plasmid (control) or SDC4WT-EGFP (SDC4WT). 

 

Another way to check that the overexpression of SDC-4 did not altered the 

glycosylation of the SDC-4 is to knocking-down SDC-4 with the use of siRNA against SDC-4 

and then restoring SDC-4 expression with SDC-4 plasmid in transfected cells. The 

involvement of SDC-4 in RANTES/CCL5-induced cell migration was determined after SDC-4 

siRNA knock-down followed by the overexpression of SDC-4 in transfected cells. 

RANTES/CCL5-induced migration of cells transfected with siRNA-SDC-4 and then SDC-4 

plasmid (only exogenous SDC-4) is decreased compared to the control-siRNA and SDC4WT 

(endogenous and exogenous SDC-4) transfected ones (486 ± 6 versus 572 ± 9 cells/field 

respectively, p<0.05) (Figure 47). SDC-4 overexpressed-cells (endogenous and exogenous 

SDC-4) may express more RANTES/CCL5-binding sites than SDC-4 restored-cells (only 

exogenous SDC-4). We conclude that overexpression of SDC-4 did not prevent the 

glycosylation of overexpressed SDC-4. 
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Figure 47 : Over or restore SDC-4 expression on transfected HUV-EC-Cs transwell migration 
HUV-EC-Cs co-transfected with control siRNA (SNC) or siRNA against SDC-4 (siRNA-SDC4) and then 

with plasmid encoding for SDC-4 protein (SDC4) or it control plasmid (N3-EGFP) were stimulated or 

not (Untreated) by RANTES/CCL5 (3 nM) and cell migration was assayed by a transwell chamber 

model. Results are indicated as cell number/field (mean ± SEM). The vertical axis ranges from 300 to 

600 cells/field. *p<0.05, RANTES/CCL5 versus untreated. #p<0.05, siRNA-SDC4 co tansfected cells 

versus respectively SNC co-transfected cells (in presence of RANTES/CCL5). 

 

e. RANTES/CCL5-induced wound healing migration and 

transwell invasion are mediated by SDC-4 intracellular 

domain 

 

We showed that SDC-4 is involved in RANTES/CCL5-induced migration via 

intracellular domain of SDC-4 by transwell chamber assay (Article 1, Figure 2A). To confirm 

the involvement of the SDC-4 in RANTES/CCL5-induced migration, we also analyzed the 

effect of SDC-4 wild type or mutated overexpression in a wound healing migration assay and 

a transwell invasion assay (Figure 48). 
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For the wound healing assay, a monolayer of transfected HUV-EC-Cs by control EGFP 

(control), SDC-4-EGFP wild type (SDC4WT) or mutated (S179A, L188QQ or A198del) plasmid 

was scratched and the wound closure was analyzed by measuring the distance between the 

both fronts of migration. In the absence of stimulation by the chemokine, SDC4WT, L188QQ 

and A198del transfected cells migration was unchanged as compared to control transfected 

ones. By contrast, S179A transfected cell migration was increased by 43 ± 4 % as compared 

to SDC4WT transfected cell migration. RANTES/CCL5 increased control transfected cell 

migration. The migration induced by RANTES/CCL5 was higher in SDC4WT transfected cells. 

RANTES/CCL5 treatment led to a similar cell migration after overexpression of S179A or 

L188QQ (PIP2-) or A198del (PDZ-) (Figure 48A and Table 1). 

 

For the transwell invasion assay, invasion rate in response to RANTES/CCL5 treatment 

was measured by modified Boyden chamber experiments. In the absence of stimulation by 

the chemokine, SDC4WT, L188QQ, A198del transfected endothelial cell invasion was 

unchanged as compared to control-transfected ones. By contrast, S179A transfected cell 

invasion was increased by 33 ± 3% as compared to SDC4WT transfected cell invasion. 

RANTES/CCL5 increased control transfected cell invasion. The chemotactic effect of 

RANTES/CCL5 was higher in SDC4WT transfected cells. RANTES/CCL5 treatment led to a 

similar induction of cell invasion after overexpression of S179A or L188QQ (PIP2-) or A198del 

(PDZ-) (Figure 48B and Table 1). 

 

 Wound healing migration and transwell invasion assays confirm the regulation of 

RANTES/CCL5-induced transwell migration by SDC-4 intracellular domain. 
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Figure 48 : Wound healing migration and transwell invasion of transfected HUV-EC-Cs 
HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or with SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT) or mutated 

(S179A, L188QQ, or A198del) plasmid were stimulated or not (Untreated) by RANTES/CCL5 (3 nM) 

and cell migration was assayed by a wound healing model (A) and invasion by a transwell chamber 

model (B). Results are indicated as mm (mean ± SEM) for wound healing assay (A) or as cell 

number/field (mean ± SEM) for invasion transwell assay (B). The vertical axis ranges from 0.15 to 

0.35mm (A) or from 300 to 700 cells/field (B). *p<0.05, RANTES/CCL5 versus control. $p<0.05, S179A 

versus SDC4WT (in the absence of RANTES/CCL5). #p<0.05, SDC4WT versus control (in the presence 

of RANTES/CCL5). 

 

Wound healing migration or transwell invasion assay of transfected HUV-EC-Cs 

Untreated versus RANTES/CCL5 

 Wound healing migration Transwell invasion 

Control 34 ± 3 % 18 ± 4 % 

SDC4WT 48 ± 4 % 45 ± 6 % 

S179A 10  ± 2 % 17 ± 4 % 

L188QQ 14 ± 2 % 16 ± 5 % 

A198del 13 ± 4 % 19 ± 4 % 

Table 1 : Wound healing migration and transwell invasion of transfected HUV-EC-Cs 

HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or with SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT) or mutated 

(S179A, L188QQ, or A198del) plasmid were stimulated or not by RANTES/CCL5 (3 nM). Cell migration 

was assayed by a wound healing model and invasion by a transwell chamber model. Results are 

indicated as percentage (mean ± SEM). 
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f. RANTES/CCL5-induced PKC-α membrane translocation is 

mediated by SDC-4 intracellular domain 

 

We showed previously that SDC-4 is involved in RANTES/CCL5-induced PKC-α 

translocation to the membrane via intracellular domain of SDC-4 by western blotting (Article 

1, Figure 5D). We confirmed under confocal microscopy that SDC-4 is necessary for 

RANTES/CCL5-induced PKC-α translocation to the membrane using co-transfected PKC-α-

DsRed2 cells (Article 1, Figures 5B and 5C). 

 

PKC-α is at the membrane without any stimulation and after RANTES/CCL5 treatment 

in S179A co-tranfected cells (Figure 49A) but for the others two mutants (L188QQ and 

A198del) RANTES/CCL5 did not induced membrane translocation of PKC-α (Figures 49B and 

49C respectively). These results confirm western blotting results for the involvement of SDC-

4 intracellular domain for PKC-α activation. 

 

 

Figure 49 : Localization of PKC-α in EGFP-SDC4 mutants co-transfected HUV-EC-Cs 
HUV-EC-Cs co-transfected with PKCα-DsRed2 plasmid and with SDC-4-EGFP mutants (S179A (A), 

L188QQ (B), or A198del (C)) were stimulated or not (Untreated) with RANTES/CCL5 (3 nM) for 15 

minutes and analyzed under live confocal microscopy. Localization of SDC-4 and PKC-α were 

monitored with EGFP (green) and DsRed2 (red) respectively. (X 400). White arrows indicate PKC-α 

membrane localization. 
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2. Supplementary RANTES/CCL5-angiogenesis data 

A. SDC-4-RANTES/CCL5 axis induces intracellular signaling 

a. RANTES/CCL5-induced angiogenesis is mediated by 

intracellular signaling pathways 

 

We previously showed that SDC-4 intracellular domain mediates RANTES/CCL5-
induced angiogenesis (Article 1). RANTES/CCL5 induces activation of PKC-α and Rac1 through 

SDC-4 intracellular domain. We showed that inhibition of PKC-α prevent angiogenesis 

induced by RANTES/CCL5-SDC-4 axis. However, intracellular pathways induced by 
RANTES/CCL5 after activation of SDC-4 remain unknown (Figure 50). 

 

 

Figure 50 : SDC-4 mediates RANTES/CCL5-induced angiogenesis 
RANTES/CCL5 activates PKC-α through syndecan-4 (SDC-4) intracellular domain. Mutation on the 
serine 179 in alanine (S179A) leads to a constitutive PKC-α activation. Mutations on PIP2 (Y188KK in 

L188QQ) or PDZ (A198del) binding domain prevent RANTES/CCL5 activation of PKC-α. SDC-4 
overexpression increases RANTES/CCL5-induced angiogenesis in vitro (spreading, migration, invasion, 
vascular tube formation) and mutations of SDC-4 intracellular domain prevent this augmentation. 
Intracellular signaling pathways after PKC-α activation by RANTES/CCL5-SDC-4 axis remain unknown 
(Maillard et al., 2014). 
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Adhesion of cells to the support is also an important step in the angiogenesis process. 
We analyzed the involvement of SDC-4 in cellular adhesion by transfection of HUV-EC-Cs 
with control (control), SDC-4 wild type (SDC4WT) or mutated (S179A, L188QQ or A198del) 
plasmid. Adhesion to both support (plastic and fibronectin) was determined by measuring 
the phosphatase activity in a colorimetric assay (Figure 51). 

 

First, we analyzed several times of adhesion (2 minutes, 5 minutes, 10 minutes and 
15 minutes) for all transfected cells (control, SDC4WT, S179A, L188QQ and A198del) in the 
presence or absence of RANTES/CCL5. Adhesion on plastic of HUV-EC-Cs transfected with 
each SDC-4 plasmid is increased in comparison to the control transfected ones for each time 
(2 minutes, 5 minutes, 10 minutes or 15 minutes) and with or without RANTES/CCL5 
stimulation. Moreover, RANTES/CCL5 has no effect in comparison to untreated SDC-4 
overexpressed cells (Figure 51A). 

 

RANTES/CCL5 increased cell adhesion on fibronectine after 10 minutes only for 
SDC4WT transfected cells by 47 ± 18 % (1,065 ± 0.16 A.U. for RANTES/CCL5 SDC4WT 
transfected cell versus 0.725 ± 0.103 A.U. for untreated SDC4WT ones, p<0.05) (Figure 51B). 

 

We decided to analyze only adhesion to fibronectin after 10 minutes for all SDC-4 
constructs. Adhesion after 10 minutes on fibronectin, in the absence of RANTES/CCL5 
stimulation, for cells transfected with SDC-4 wild type (SDC4WT) or mutated on serine 179 
(S179A) is increased in comparison to control transfected ones by 88 ± 34 % (0.725 ± 0.103 
A.U. for untreated SDC4WT transfected cell versus 0.386 ± 0.019 A.U. for untreated control 
ones, p<0.05) or by 119 ± 29 % (0.846 ± 0.108 A.U. for untreated S179A transfected cell 
versus 0.386 ± 0.019 A.U. for untreated control ones, p<0.05) and cell adhesion is similar 
between each SDC-4 construct (SDC4WT, S179A, L188QQ, A198del). In the presence of 
RANTES/CCL5, adhesion of SDC4WT transfected cells is increased by 190 ± 36 % versus 
control transfected ones (1.065 ± 0.16 A.U. for RANTES/CCL5 SDC4WT transfected cell versus 
0.367 ± 0.023 A.U. for RANTES/CCL5 control ones, p<0.05). Adhesion of S179A transfected 
cells is similar with SDC4WT transfected ones in the presence of RANTES/CCL5 but is 
decreased by 48 ± 13 % and 16 ± 7 % for L188QQ or A198del transfected ones (1.065 ± 0.16 
A.U. for RANTES/CCL5 SDC4WT transfected cell versus 0.559 ± 0.126 or 0.580 ± 0.104 A.U. 
for RANTES/CCL5 L188QQ or A198del ones, p<0.05) (Figure 51C). 

 

We concluded that SDC-4 is indispensable for RANTES/CCL5-induced cell adhesion on 
fibronectin via intracellular signaling. 
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Figure 51 : Adhesion of transfected cells 
(A, B) HUV-EC-Cs transfected with EGFP plasmid (control, black lines) or with SDC4WT-EGFP 
(SDC4WT, purple lines) or with SDC-4 constructs (S179A, red lines, L188QQ, green lines, or A198del, 
blue lines) were stimulated (solids lines) or not (Untreated, dotted lines) by RANTES/CCL5 (3 nM). 
Adhesion on plastic (A) or fibronectin (B) was analyzed by phosphatase activity colorimetric assay 
after 2 minutes (2min), 5 minutes (5min), 10 minutes (10min) and 15 minutes (15min). Results are 
indicated as arbitrary unit (A.U., mean ± SEM). The vertical axis ranges from 0.1 to 0.7 (A) or from 0.2 
to 1.2 A.U. (B). *p<0.05, RANTES/CCL5 versus control. 
(C) HUV-EC-Cs transfected with EGFP plasmid (control) or with SDC4WT-EGFP (SDC4WT) or with SDC-
4 constructs (S179A, L188QQ, or A198del) were stimulated or not (Untreated) by RANTES/CCL5 (3 
nM). Adhesion on fibronectin was analyzed by phosphatase activity colorimetric assay after 10 
minutes. Results are indicated as arbitrary unit (A.U., mean ± SEM). The vertical axis ranges from 0.2 
to 1.2 A.U. *p<0.05, RANTES/CCL5 versus control. $p<0.05, versus control (in the absence of 
RANTES/CCL5). #p<0.05, versus SDC4WT (in the presence of RANTES/CCL5). 
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We previously showed that RANTES/CCL5-induced activation of PKC-α and Rac1 are 

mediated by SDC-4 intracellular domain. (Article 1, Figure 5). It is interesting to analyze 
which intracellular signaling pathway is involved in SDC-4 mediated RANTES/CCL5 biologicals 
effects. In this way, we used several pharmacological inhibitors. Before using these 
inhibitors, we needed to determine the toxicity of each inhibitor in our transfected cells by a 
dose-dependence viability colorimetric assay (Figure 52). 

 

Cells transfected with SDC-4 wild-type plasmid were incubated or not (Untreated) 
with Gö6976 (PKC-α), Rottlerin (PKC-δ), Cantharidic acid (PP1/2A), Y27632 (Rho Kinase), 

SP600125 (JNK/SAPK), PD98059 (MAPK), LY294002 (PI3K), NSC (Rac1), ML141 (Cdc42) or C3 
exoenzyme (RhoA/RhoG) at three concentrations (1 µM, 10 µM and 100 µM, or 10 ng/mL, 
100 ng/mL and 1000 µg/mL for C3 exoenzyme). The concentration of inhibitor is toxic if the 
viability is statistical decreased versus cells without inhibitor (Figure 52). 

 

 

Figure 52 : Inhibitors toxicity in transfected cells 
HUV-EC-Cs transfected with SDC4WT-EGFP plasmid were incubated or not (Without inhibitor) with 
pharmacological inhibitors (Gö6976, Rottlerin, Cantharidic acid, Y27632, SP600125, PD98059, 
LY294002, NSC, ML141 or C3 exoenzyme) at 1 µM, 10 µM and 100 µM (or 10 ng/ml, 100 ng/ml and 
1000 ng/ml for C3 exoenzyme). Viability was assayed by colorimetric assay after 24 hours. Results are 
indicated as percentage of untreated cells (mean ± SEM). *p<0.05, with inhibitor versus without 
inhibitor. 
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The concentration used were the highest non-toxic concentration which are 1 µM for 
Gö6976, Rottlerin, Cantharidic acid, Y27632, SP600125, PD98059, LY294002 and NSC, 10 µM 
for ML141 and 10 ng/ml for C3 exoenzyme. 

 

Signaling pathways involved in adhesion of HUV-EC-Cs transfected with SDC-4 
plasmid was determined using pharmacological inhibitors. Transfected cells were 
preincubated or not (Without inhibitor) with Gö6976, Rottlerin or C3 exoenzyme. 
RANTES/CCL5 increased cell adhesion after 10 minutes on fibronectin only for SDC-4 wild-
type transfected ones without any inhibitor by 47 ± 2 %. In the absence of RANTES/CCL5 
stimulation, adhesion for transfected cells pretreated with PKC-δ inhibitor (Rottlerin) is 

decreased by 28 ± 8 % versus transfected cells without inhibitor and is similar for PKC-α 

(Gö6976) or RhoA/RhoG (C3 exoenzyme) inhibitor pretreated ones. In the presence of 
RANTES/CCL5, adhesion of SDC4WT transfected cells pretreated with PKC-α (Gö6976), PKC-δ 

(Rottlerin) and RhoA/RhoG (C3 exoenzyme) inhibitor is decreased in comparison with 
SDC4WT transfected cells without inhibitor (Figure 53 and Table 2). 

 

 

Figure 53 : Signaling pathway invoved in adhesion of SDC-4 transfected cells 
HUV-EC-Cs transfected with SDC4WT-EGFP plasmid were stimulated (grey histograms) or not 
(Untreated, black histrograms) by RANTES/CCL5 (3 nM) and pretreated or not (Without inhibitor) by 
PKC-α (Gö6976), PKC-δ (Rottlerin) and RhoA/RhoG (C3 exoenzyme) inhibitor. Adhesion on fibronectin 

was analyzed by phosphatase activity colorimetric assay after 10 minutes. Results are indicated as 
arbitrary unit (A.U., mean ± SEM). The vertical axis ranges from 0.2 to 1.2 A.U. *p<0.05, RANTES/CCL5 
versus untreated. $p<0.05, versus without inhibitor (in the absence of RANTES/CCL5). #p<0.05, versus 
without inhibitor (in the presence of RANTES/CCL5). 
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In conclusion, PKC-δ mediates adhesion induced by SDC-4 and PKC-α, PKC-δ, RhoA 

and RhoG are involved in the adhesion induced by SDC-4-RANTES/CCL5 axis. 

 

Adhesion assay of SDC4WT-EGFP transfected HUV-EC-Cs 

With inhibitor versus without inhibitor in presence of RANTES/CCL5 

 SDC4WT 

Gö6976 (PKC-α) - 38 ± 2 % 

Rottlerin (PKC-δ) - 52 ± 3 % 

C3 exoenzyme (RhoA/RhoG) - 37 ± 5 % 

Table 2 : Signaling pathway involved in adhesion of SDC-4 transfected cells 

HUV-EC-Cs transfected with SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT) plasmid were stimulated by 

RANTES/CCL5 (3 nM) and pretreated or not by PKC-α (Gö6976), PKC-δ (Rottlerin) and RhoA/RhoG (C3 

exoenzyme) inhibitor. Adhesion on fibronectin was analyzed by phosphatase activity colorimetric 

assay after 10 minutes. Results are indicated as percentage (mean ± SEM). 

 

Previously, we showed that SDC-4 mediated RANTES/CCL5-induced migration via 
PKC-α activation by using specific pharmacological inhibitor (Gö6976) and dominant negative 

PKC-α co-transfection (Article 1, Figure 4B). To analyze other intracellular signaling pathway 
involved in SDC-4 mediated RANTES/CCL5-induced migration, we used several 
pharmacological inhibitors. Transfected cells with EGFP (Control) or SDC-4 wild type 
(SDC4WT) plasmid were preincubated or not (Without inhibitor) with Rottlerin, Cantharidic 
acid, Y27632, SP600125, PD98059, NSC, ML141 or C3 exoenzyme and stimulated or not 
(Untreated, black and white histograms) with RANTES/CCL5 (grey and purple histograms) 
(Figure 54). 
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Figure 54 : Signaling pathway involved in migration of transfected cells 
HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or SDC-4-EGFP control (SDC4WT) plasmid were 
stimulated (grey or purple histograms) or not (black or white histograms) by RANTES/CCL5 (3 nM) 
and pretreated or not (Without inhibitor) by Rottlerin, Cantharidic acid, Y27632, SP600125, PD98059, 
NSC, ML141 or C3 exoenzyme inhibitor. Cell migration was assayed by a transwell chamber model. 
Results are indicated as cell number/field (mean ± SEM). The vertical axis ranges from 300 to 700 
cells/field. *p<0.05, RANTES/CCL5 versus control. $p<0.05, versus without inhibitor (in the absence of 
RANTES/CCL5). #p<0.05, versus without inhibitor (in the presence of RANTES/CCL5). 

 

RANTES/CCL5 increased cell transwell migration for control or SDC4WT transfected 
cells without any inhibitor. Inhibition of PP1/2A (Cantharidic acid), Rac1 (NSC) or Cdc42 
(ML141) decrease the effect of RANTES/CCL5 on migration for control transfected cells while 
inhibition of PKC-δ (Rottlerin), Rho Kinase (Y27632), JNK/SAPK (SP600125), MAPK (PD98059) 

or RhoA/RhoG (C3 exoenzyme) abolished RANTES/CCL5-induced control transfected cells 
migration. Inhibition of PKC-δ, Rho Kinase, MAPK, Rac1, Cdc42 or RhoA/RhoG decrease the 

effect of RANTES/CCL5 on migration for SDC4WT transfected cells while inhibition of PP1/2A 
or JNK/SAPK abolished RANTES/CCL5-induced SDC4WT transfected cells migration (Figure 54 
and Table 3). 
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 In the absence of RANTES/CCL5 stimulation, inhibition of PKC-δ increases by 22 ± 1 % 

(493 ± 7 cells/field for Rottlerin versus 403 ± 4 cells/field for without inhibitor, p<0.05) or 24 
± 4 % (512 ± 20 cells/field for Rottlerin versus 412 ± 10 cells/field for without inhibitor, 
p<0.05) the migration of cells transfected by control or SDC4WT plasmid in comparison to 
cells without inhibitor while there are no difference for all others inhibitors (Figure 54). 

 

In the presence of RANTES/CCL5, inhibition of PKC-δ, PP1/2A, JNK/SAPK or Rac1 

decrease the migration of cells transfected by SDC4WT but have no effect for control 
transfected ones. Inhibition of Rho Kinase, MAPK, Cdc42 or RhoA/RhoG decrease the 
migration for cells transfected by control or SDC4WT plasmid (Figure 54 and Table 3). 

 

In conclusion, PKC-δ mediates migration induced by SDC-4 with and without 
RANTES/CCL5 stimulation while PP1/2A, Rho Kinase, JNK/SAPK, MAPK, Rac1, Cdc42 and 
RhoA/RhoG are involved in the migration induced by SDC-4-RANTES/CCL5 axis. Moreover, 
PP1/2A and JNK/SAPK are essential for the migration induced by SDC-4-RANTES/CCL5 axis. 

 

Transwell migration assay of SDC4WT-EGFP transfected HUV-EC-Cs 

 Untreated versus 

RANTES/CCL5 

With inhibitor versus without 

inhibitor in presence of RANTES/CCL5 

 Control SDC4WT Control SDC4WT 

Without inhibitor 19 ± 2 % 55 ± 7 %   

Rottlerin (PKC-δ) NS 13 ± 3 % NS - 9 ± 5 % 

Cantharidic acid (PP1/2A) 12 ± 1 % NS NS - 34 ± 5 % 

Y27632 (Rho Kinase) NS 12 ± 3 % - 12 ± 2 % - 30 ± 5 % 

SP6300125 (JNK/SAPK) NS NS NS - 32 ± 5 % 

PD98059 (MAPK) NS 9 ± 2 % - 11 ± 3 % - 32 ± 5 % 

NSC (Rac1) 11 ± 2 % 15 ± 2 % NS - 26 ± 5 % 

ML141 (Cdc42) 10 ± 2 % 17 ± 1 % - 8 ± 2 % - 25 ± 4 % 

C3 exoenzyme (RhoA/RhoG) NS 10 ± 3 % - 14 ± 2 % - 29 ± 5 % 

Table 3 : Signaling pathway involved in migration of transfected cells 

HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or SDC-4-EGFP control (SDC4WT) plasmid were 
stimulated or not (Untreated) by RANTES/CCL5 (3 nM) and pretreated or not (Without inhibitor) by 
Rottlerin, Cantharidic acid, Y27632, SP600125, PD98059, NSC, ML141 or C3 exoenzyme inhibitor. Cell 
migration was assayed by a transwell chamber model. Results are indicated as percentage (mean ± 
SEM) or are not statistical different (NS). 

 

Previously, we showed that SDC-4 mediated RANTES/CCL5-induced 2D vascular tube 
formation via PKC-α activation by using specific pharmacological inhibitor (Gö6976) (Article 
1, Figure 4C). To analyze other intracellular signaling pathway involved in SDC-4 mediated 
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RANTES/CCL5-induced vascular tube formation, we used several pharmacological inhibitors. 
Transfected cells with EGFP (Control) or SDC-4 wild type (SDC4WT) plasmid were 
preincubated or not (Without inhibitor) with Rottlerin, Cantharidic acid, NSC or ML141 and 
stimulated or not (Untreated, black and white histograms) with RANTES/CCL5 (grey and 
purple histograms) (Figure 55). 

 

 

Figure 55 : Signaling pathway involved in vascular tube formation of transfected cells 
HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT) plasmid were 
stimulated (grey or purple histograms) or not (black or white histograms) by RANTES/CCL5 (3 nM) 
and pretreated or not (Without inhibitor) by Rottlerin, Cantharidic acid, NSC or ML141 inhibitor. 
Vascular tube formation in Matrigel was assayed in an in vitro angiogenesis model. Results are 
indicated as length of vascular sprout (mean ± SEM) expressed in arbitrary unit (A.U.). The vertical 
axis ranges from 0.5 to 1.1 A.U. *p<0.05, RANTES/CCL5 versus control. $p<0.05, versus without 
inhibitor (in the absence of RANTES/CCL5). #p<0.05, versus without inhibitor (in the presence of 
RANTES/CCL5). 

 

RANTES/CCL5 increased cell vascular sprout length for control or SDC4WT transfected 
cells without any inhibitor. Inhibition of, PKC-δ (Rottlerin), PP1/2A (Cantharidic acid), Rac1 

(NSC) or Cdc42 (ML141) decrease the effect of RANTES/CCL5 on vascular sprout length for 
control or SDC4WT transfected cells (Figure 55 and Table 4). 
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In the absence of RANTES/CCL5 stimulation, inhibition of Rac1 or Cdc42 decrease the 
vascular sprout length of control transfected cells while there are no difference for PKC-δ 

and PP1/2A inhibition. By contrast, inhibition of PKC-δ or PP1/2A increase the vascular 

sprout length for SDC4WT transfected cells and is similar for Rac1 and Cdc42 inhibition 
(Figure 55 and Table 4). 

 

In the presence of RANTES/CCL5, inhibition of PKC-δ, PP1/2A, Rac1 or Cdc42 decrease 
the vascular sprout length of cells transfected by SDC4WT plasmid. Interestingly, only Rac1 
or Cdc42 inhibition decrease the vascular sprout length for control transfected cells (Figure 
55 and Table 4). 

 

In conclusion, PKC-δ and PP1/2A mediate vascular sprout length induced by SDC-4 
with and without RANTES/CCL5 stimulation while Rac1 and Cdc42 are involved in the 
vascular sprout length induced by SDC-4-RANTES/CCL5 axis. 

 

Vascular tube formation assay of SDC4WT-EGFP transfected HUV-EC-Cs 

 
Untreated versus 

RANTES/CCL5 

With inhibitor versus without inhibitor  

Without 

RANTES/CCL5 

With RANTES/CCL5 

 Control SDC4WT Control SDC4WT Control SDC4WT 

Without inhibitor 16 ± 2 % 58 ± 3 %     

Rottlerin (PKC-δ) 8 ± 1 % 16 ± 1 % NS 11 ± 2 % NS - 18 ± 1 % 

Cantharidic acid (PP1/2A) 8 ± 3 % 9 ± 3 % NS 12 ± 2 % NS - 23 ± 2 % 

NSC (Rac1) 10 ± 1 % 15 ± 2 % - 4 ± 2 % NS - 9 ± 2 % - 30 ± 2 % 

ML141 (Cdc42) 13 ± 1 % 26 ± 2 % - 5 ± 2 % NS - 8 ± 1 % - 22 ± 2 % 

Table 4 : Signaling pathway involved in vascular tube formation of transfected cells 

HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT) plasmid were 
stimulated or not (Untreated) by RANTES/CCL5 (3 nM) and pretreated or not (Without inhibitor) by 
Rottlerin, Cantharidic acid, NSC or ML141 inhibitor. Vascular tube formation in Matrigel was assayed 
in an in vitro angiogenesis model. Results are indicated as percentage (mean ± SEM) or are not 
statistical different (NS). 

 

b. SDC-4 is necessary for RANTES/CCL5-induced PKC-α and PKC-

δ activation 

 

We showed previously that SDC-4 is involved in RANTES/CCL5-induced PKC-α 

translocation to the membrane via intracellular domain of SDC-4 by western blotting (Article 
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1, Figure 5D). We confirmed under live confocal microscopy that SDC-4 is necessary for 

RANTES/CCL5-induced PKC-α translocation to the membrane (Article 1, Figures 5B and 5C) 

via intracellular domain of SDC-4 (Figure 49). 

 

It was previously published that SDC-4 can activate PKC-α without calcium (Horowitz 

and Simons, 1998; Horowitz et al., 2002; Murakami et al., 2002). To determine if 

RANTES/CCL5 induced PKC-α membrane translocation without calcium, we analyzed under 

live confocal microscopy the cellular localization of PKC-α in EGTA or Bapta-AM (two calcium 

chelators) buffer in co-transfected PKC-α-DsRed2 cells (Figure 56). 

 

PKC-α is not at the membrane without or with RANTES/CCL5 stimulation for EGFP co-

transfected cells (control) in EGTA or Bapta-AM buffer (Figures 56A and 56C respectively). 

Interestingly, for SDC-4 co-tranfected cells (SDC4WT), PKC-α is localized at the membrane 

and seems disappeared from the membrane after RANTES/CCL5 treatment in EGTA or 

Bapta-AM buffer (Figures 56B and 56D respectively). These and previous (Article 1, Figures 

5C and 5D) results suggest that calcium prevents PKC-α membrane localization in SDC-4 

overexpressing cells without stimulation while RANTES/CCL5 treatment requires calcium to 

maintain PKC-α membrane localization. However, these results need to be confirmed by 

western blotting analysis. 
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Figure 56 : Influence of calcium on RANTES/CCL5-induced PKC-α membrane translocation 
HUV-EC-Cs co-transfected with PKCα-DsRed2 plasmid and with EGFP (control, A, C) or SDC-4-EGFP 

(SDC4WT, B, D) plasmid were incubated with EGTA (0.1 µM, A, B) or Bapta-AM (10 µM, C, D) buffer 

and then stimulated or not (Untreated) with RANTES/CCL5 (3 nM) for 15 minutes. Localization of 

SDC-4 and PKC-α were analyzed under live confocal microscopy with EGFP (green) and DsRed2 (red) 

respectively. (X 400). White arrows indicate PKC-α membrane localization. 
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RANTES/CCL5 can bind to HUV-EC-Cs through its co-receptor SDC-4 but also through 

its G-protein coupled receptor (GPCR) CCR1 and CCR5. To determine if PKC-α membrane 

translocation induced by RANTES/CCL5 is dependent only to SDC-4 or to a complex GPCR-

SDC-4, we analyzed under live confocal microscopy the PKC-α localization in co-tranfected 

cells with EGFP (control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT) and with PKC-α-DsRed2 and with control 

siRNA (SNC) or siRNA against CCR1 (siRNA-CCR1) or siRNA against CCR5 (siRNA-CCR5) or 

siRNA against both (siRNA-CCR1/5) (Figure 57). 

 

PKC-α is not translocated at the membrane for EGFP co-transfected cells (control) 

after RANTES/CCL5 whatever the siRNA used (Figures 57A, 57B, 57C and 57D). RANTES/CCL5 

induced the translocation of PKC-α at the membrane for SDC-4 overexpressed cells co-

transfected with control siRNA (Figure 57E) while RANTES/CCL5 did not induced membrane 

PKC-α translocation for SDC4WT cells co-transfected with siRNA against CCR1, CCR5 or both 

(Figures 57F, 57G and 57H respectively). These results suggest that the classical 

RANTES/CCL5 GPCR (CCR1 and CCR5) are necessary for RANTES/CCL5-induced PKC-α 

membrane translocation in SDC-4 overexpressing cells. However, these results need to be 

confirmed by western blotting analysis. 
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Figure 57 : Influence of CCR1 and CCR5 on RANTES/CCL5-induced PKC-α membrane translocation 
HUV-EC-Cs co-transfected with PKCα-DsRed2 plasmid, with EGFP (control, A, B, C, D) or SDC-4-EGFP 

(SDC4WT, E, F, G, H) plasmid and with control siRNA (SNC, A, E) or siRNA against CCR1 (siRNA-CCR1, 

B, F) or siRNA against CCR5 (siRNA-CCR5, C, G) or siRNA against both (siRNA-CCR1/5, D, H) were 

stimulated or not (untreated) with RANTES/CCL5 (3 nM) for 15 minutes. Localization of SDC-4 and 

PKC-α were analyzed under live confocal microscopy with EGFP (green) and DsRed2 (red) 

respectively. (X 400). White arrows indicate PKC-α membrane localization. 
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The dephosphorylation of serine 179 in the intracellular domain of SDC-4 induced the 

activation of PKC-α and leads to the migration of the cells. It have been published that PKC-δ 

phosphorylates the serine 179 which inactivates SDC-4 and PKC-α and leads to the adhesion 

of the cells (Bass and Humphries, 2002; Murakami et al., 2002) (Figure 58). 

 

 

Figure 58 : PKC-α and PKC-δ system in SDC-4 activation 
After binding of FGF-2 (FGF) to the syndecan-4-FGF receptor complex, the syndecan-4 is 

dephosphorylated on the serine 179 by Ser/Thr phosphatase which leads to the binding of PIP2 and 

the activation of PKC-α. The phosphorylation of the serine 179 by PKC-δ, disassociates the PIP2 and 

the PKC-α leading to its inactivation (Bass and Humphries, 2002). 

 

As for PKC-α, the translocation of PKC-δ is necessary for its activation (Collazos et al., 

2006). To determine if RANTES/CCL5 could activate PKC-δ in a SDC-4 manner, we co-

transfected HUV-EC-Cs with PKC-δ-mCherry plasmid and with EGFP (control), SDC-4-EGFP 

wild type (SDC4WT) or mutated (S179A, L188QQ, A198del) plasmid and we analyzed under 

live confocal microscopy the PKC-δ localization (Figure 59). 

 

RANTES/CCL5 did not induce PKC-δ translocation at the membrane for EGFP co-

transfected cells (control) while for SDC-4 co-transfected ones (SDC4WT), RANTES/CCL5 

induced PKC-δ translocation (Figures 59A and 59B respectively). PKC-δ is localized at the 

membrane without any stimulation and remained at the membrane after RANTES/CCL5 
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stimulation for S179A co-transfected cells (Figure 59C) while RANTES/CCL5 did not induced 

membrane PKC-δ translocation for cells co-transfected with L188QQ or A198del plasmid 

(Figures 59D and 59E respectively). These results suggest that RANTES/CCL5 induced PKC-δ 

membrane translocation via SDC-4 intracellular domain. However, these results need to be 

confirmed by western blotting analysis. 

 

 



152 
 

 

Figure 59 : Localization of PKC-δ in EGFP-SDC4 co-transfected cells 
HUV-EC-Cs co-transfected with PKCδ-mCherry plasmid and with either EGFP (control (A)), SDC-4-

EGFP wild-type (SDC4WT (B)) or mutants (S179A (C), L188QQ (D), or A198del (E)) plasmid were 

stimulated or not (untreated) with RANTES/CCL5 (3 nM) for 30 minutes and analyzed under live 

confocal microscopy. Localization of SDC-4 and PKC-δ were monitored with EGFP (green) and 

mCherry (red) respectively. (X 400). White arrows indicate PKC-δ membrane localization. 
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PKC-δ can regulate the activation of PKC-α via phosphorylation of SDC-4 at the serine 

179 (Murakami et al., 2002). To analyze the balance between PKC-α and PKC-δ activation, 

we inhibited PKC-α or PKC-δ using specific pharmacological inhibitor (Gö6976 or Rottlerin 

respectively) and monitored the cellular localization of PKC-δ in cells transfected by PKC-δ-

mCherry or the localization of PKC-α in cells transfected by PKC-α-DsRed2 respectively. Cells 

were co-transfected with EGFP (control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT) (Figure 60). 

 

In the presence of PKC-α inhibitor, RANTES/CCL5 did not induce PKC-δ translocation 

at the membrane for EGFP co-transfected cells (control) while for SDC-4 co-transfected ones 

(SDC4WT), PKC-δ is localized at the membrane and RANTES/CCL5 stimulation maintains this 

membrane localization (Figures 60A and 60B respectively). In the presence of PKC-δ 

inhibitor, RANTES/CCL5 did not induce PKC-α translocation at the membrane for EGFP co-

transfected cells (control) while for SDC-4 co-transfected ones (SDC4WT), RANTES/CCL5 

induced PKC-α translocation (Figures 60C and 60D respectively). These results suggest that 

PKC-α regulates negatively SDC-4 induced PKC-δ membrane translocation while PKC-δ seems 

have no inhibitory effect on PKC-α membrane translocation by SDC-4-RANTES/CCL5 axis. 

However, these results need to be confirmed by western blotting analysis. 
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Figure 60 : Balance between PKC-α and PKC-δ in EGFP-SDC4 co-transfected cells 
HUV-EC-Cs co-transfected with PKCδ-mCherry (A, B) or PKCα-DsRed2 (C, D) plasmid and with EGFP 

(control (A, C)) or SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT (B, D)) were incubated with PKC-α (A, B) or PKC-δ 

(C, D) inhibitor. Co-transfected cells were stimulated or not (untreated) with RANTES/CCL5 (3 nM) for 

30 minutes (A, B) or 15 minutes (C, D) and analyzed under live confocal microscopy. Localization of 

SDC-4 was monitored with EGFP (green) and PKC-δ or PKC-α with mCherry or DsRed2 respectively 

(red). (X 400). White arrows indicate PKC-δ (B) or PKC-α (D) membrane localization. 
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We showed here the involvement of SDC-4 intracellular domain in the RANTES/CCL5-
induced angiogenesis (Article 1). Moreover, the inhibition of intracellular signaling proteins 
such as PKC-α, PKC-δ, Rac1 or Cdc42 leads to a decrease adhesion (Figure 53), migration 
(Figure 54) or vascular sprout formation (Figure 55) induced by SDC-4-RANTES/CCL5 axis. 

 

RANTES/CCL5 activates PKC-α through SDC-4 intracellular domain (Article 1 and 
Figure 59). This activation is regulated by classical GPCR CCR1 and CCR5 (Figure 57) and 
seems calcium independent (Figure 56). Additionally, SDC-4 intracellular domain also 
regulates RANTES/CCL5-induced PKC-δ activation (Figure 59) and Rac1 activation (Article 1, 
Figure 5). 

 

These results were obtained in teamwork with Hanna Hlawaty, Véronique Friand, 
Nadine Suffee, Fanny Chmilewsky, Oualid Haddad, Christelle Laguillier, Erwan Guyot, Olivier 
Oudar, Angela Sutton and Nathalie Charnaux. Naoaki Saito and Takehiko Ueyama from 
Laboratory of Molecular Pharmacology, Biosignal Research Center, Kobe University, Kobe, 
Japan collaborated to this work. 

 

These data resulted in an oral communication at the 4th Glucidoc meeting (Landéda, 
France, 08-10/04/2013). 
L. Maillard, N. Suffee, N. Saito, V. Friand, L. Martin, H. Hlawaty, O. Haddad, F. Chmilewsky, O. 

Oudar, N. Charnaux, A. Sutton. L’activation de la PKCα médiée par le domaine intracellulaire 

du syndécane-4 régule la migration de cellules endothéliales induite par RANTES/CCL5. 

 
These data resulted also in a poster communication at the 81st European 

Atherosclerosis Society congress (Lyon, France, 02-05/06/2013). 
L. Maillard, V. Friand, N. Suffee, H. Hlawaty, O. Haddad, F. Chmilewsky, O. Oudar, N. Saito, L. 
Martin, D. Letourneur, N. Charnaux, A. Sutton. Syndecan-4 intracellular domain orchestrates 

RANTES/CCL5-induced endothelial cell migration by modulation of PKC activation. 
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B. RANTES/CCL5 GAG-binding sequence is necessary for its biological 

effects 

a. RANTES/CCL5-induced angiogenesis is mediated by 

RANTES/CCL5 GAG-binding sequence 

 

We previously showed that SDC-4 mediates RANTES/CCL5-induced biological effects 
via intracellular signaling pathway dependent of intracellular domain of SDC-4. SDC-4 
interacts with cytokines, chemokines and growth factors via glycosaminoglycans (GAG) 
chains bind to its extracellular protein core. SDC-4 binds three GAG chains of heparan sulfate 
(HS) type negatively charged (Gandhi and Mancera, 2008). 

 

To determine if SDC-4 mediates RANTES/CCL5-induced biological effects through 
GAG chains, we used two RANTES/CCL5 GAG-binding mutants deficient in the GAG-binding 
sequence of RANTES/CCL5 (44RKNR47) (Proudfoot et al., 2001). For the R47E-RANTES/CCL5, 
arginine 47 is mutated in glutamic acid, resulting in a destabilization of the interaction 
between HS chains and the mutant. For the mutant 3Ala-RANTES/CCL5, arginines 44 and 47 
and lysine 45 are mutated in alanines, resulting in an abolition of electrostatic interaction 
between HS chains and the mutant. These two RANTES/CCL5 mutants were previously 
confirmed and characterized as GAG-binding deficient mutants (Baltus et al., 2003; Charni et 
al., 2009). 

 

In addition, we used a mix of enzymes which cleave GAG chains, heparitinase I and 
heparitinase III cleave HS chains and chondroitinases ABC cleave chondroitin sulfate chains 
(CS), resulting in SDC-4 without GAG chains. 

 

 First, we analyzed the importance of GAG chains in RANTES/CCL5-induced adhesion 
on fibronectin for cells transfected with SDC-4 wild-type plasmid (SDC4WT) as previously 
described. RANTES/CCL5 increased adhesion by 94 ± 11 % (1.036 ± 0.06 A.U. for 
RANTES/CCL5 versus 0.518 ± 0.03 A.U. for untreated, p<0.05) while adhesion induced by 
both GAG-deficient RANTES/CCL5 mutants is similar to untreated cells. R47E-RANTES/CCL5 
and 3Ala-RANTES/CCL5 abolished the RANTES/CCL5-induced cellular adhesion in SDC-4 
overexpressed cells (Figure 61). 

 

We concluded that binding of RANTES/CCL5 to HS chains of SDC-4 is indispensable for 
its effect on cell adhesion on fibronectin. 
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Figure 61 : Heparan sulfate chains in adhesion of SDC-4 transfected cells 
HUV-EC-Cs transfected with SDC4WT-EGFP plasmid were stimulated or not (Untreated) by 
RANTES/CCL5 wild-type (3 nM), R47E-RANTES/CCL5 (3 nM) or 3Ala-RANTES/CCL5 (3 nM). Adhesion 
on fibronectin was analyzed by phosphatase activity colorimetric assay after 10 minutes. Results are 
indicated as arbitrary unit (A.U., mean ± SEM). The vertical axis ranges from 0.2 to 1.2 A.U. *p<0.05, 
RANTES/CCL5 versus untreated. #p<0.05, GAG-deficient RANTES/CCL5 mutant versus RANTES/CCL5. 

 

We analyzed the importance of GAG chains in RANTES/CCL5-induced migration for 
cells transfected with EGFP (control) or SDC-4 wild-type (SDC4WT) plasmid by transwell 
migration assay. RANTES/CCL5 (grey histograms) increased migration by 17 ± 3 % (484 ± 13 
cells/field for RANTES/CCL5 versus 415 ± 10 cells/field for untreated, p<0.05) and 32 ± 3 % 
(551 ± 15 cells/field for RANTES/CCL5 versus 418 ± 7 cells/field for untreated, p<0.05) for 
cells transfected with EGFP (control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT) plasmid while migration 
induced by both GAG-deficient RANTES/CCL5 mutants is similar to untreated cells (black 
histograms) whatever the plasmid. R47E-RANTES/CCL5 (white histograms) and 3Ala-
RANTES/CCL5 (purple histograms) abolished the RANTES/CCL5-induced migration for both 
transfected cells (Figure 62). 

 

Migration of cells pretreated with enzymes (heparitinase I, heparitinase III and 
chondroitinases ABC) in the absence of RANTES/CCL5 (blue histograms) is similar to the 
untreated (black histograms) cells for both transfected cells and RANTES/CCL5 has no more 
effects on migration for cells pretreated with enzymes (orange histograms) in comparison to 
pretreated cells without RANTES/CCL5 (blue histograms) for both transfected cells (Figure 
62). 
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We concluded that binding of RANTES/CCL5 to HS chains is indispensable for its 
effect on cell migration mediated by SDC-4. 

 

 

Figure 62 : Heparan sulfate chains in migration of transfected cells 
HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or SDC4WT-EGFP (SDC4WT) plasmid were stimulated or 
not (black histograms) by RANTES/CCL5 wild-type (3 nM, grey and orange histograms), R47E-
RANTES/CCL5 (3 nM, white histograms) or 3Ala-RANTES/CCL5 (3 nM, purple histograms) and were 
pretreated (blue and orange histograms) or not with a mix of enzymes (heparitinase I (20 mU/ml), 
heparitinase III (10 mU/ml), chondroitinases ABC (33 mU/ml)). Cell migration was assayed by a 
transwell chamber model. Results are indicated as cell number/field (mean ± SEM). The vertical axis 
ranges from 300 to 600 cells/field. *p<0.05, RANTES/CCL5 versus untreated. #p<0.05, versus 
RANTES/CCL5. 

 

Cell migration involves formation of a leading edge in the direction of migration and 
adhesion points from which tension is generated to move the cell body forward. Pro-
migratory factors induce detachment of the back of the cell (trailing edge) and attachment 
of the front of the cell (leading edge) by modulation of actin cytoskeleton 
(polymerization/depolymerization, focal contact formation) and intracellular signaling 
(RhoA, PKC-α, RhoG, Rac1, Cdc42). Modification of cell area is associated with migration 

process (Figure 63). 
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Figure 63 : Cell morphology during cell migration 
Cell morphology could be characterized in trailing and leading edge (“back” and “front” of the cell). In 

presence of pro-migratory factors (VEGF, FGF), cell migrates in the direction of the factors gradient 
(A). Area of the cell decreases in the trailing edge by detachment from the support and retraction of 
cell body (actin depolymerization, RhoA activation) (B). Cell area increases in the leading edge by 
formation of protrusion (fillopodia, lamellipodia) and intracellular signaling (actin polymerization, 
PKCα, RhoG, Rac1, Cdc42) (C) (Schwab et al., 2012). 

 

We previously showed that RANTES/CCL5 is involved in change of cell morphology by 
the reduction of cell area which is associated with activation of the migration (Article 1, 
Figure 2B). 

 

We analyzed the importance of GAG chains in the modification of morphology 
induced by RANTES/CCL5 treatment for cells transfected with SDC-4 wild-type plasmid 
(SDC4WT) under live confocal microscopy (Figure 64). 
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Figure 64 : Heparan sulfate chains in EGFP-SDC-4 transfected cells morphology 
HUV-EC-Cs transfected with SDC4WT-EGFP plasmid were stimulated by RANTES/CCL5 wild-type 
(3nM, A, D), R47E-RANTES/CCL5 (3 nM, B) or 3Ala-RANTES/CCL5 (3 nM, C) for 15 minutes and were 
pretreated (D) or not (A, B, C) with a mix of enzymes (heparitinase I (20 mU/ml), heparitinase III (10 
mU/ml), chondroitinase ABC(33 mU/ml)). The morphology of transfected HUV-EC-Cs was analyzed by 
live confocal microscopy. (X 400). Membrane protrusions were shown by white arrows. 

 

The area of cells transfected overexpressing SDC-4 was reduced upon RANTES/CCL5 
treatment by 11 ± 4 % while treatment with GAG-deficient RANTES/CCL5 did not change cell 
area. RANTES/CCL5 treatment had no effects on cell area for SDC4WT cells pretreated with 
enzymes (heparitinase I, heparitinase III and chondroitinases ABC) (Figure 64). We concluded 
that binding of RANTES/CCL5 to HS chains is indispensable for its effect on activation of cell 
migration mediated by SDC-4. 

 

We analyzed the importance of GAG chains in RANTES/CCL5-induced vascular sprout 
length for cells transfected with EGFP (control) or SDC-4 wild-type (SDC4WT) plasmid by 2D 
vascular sprout formation in Matrigel assay. RANTES/CCL5 (grey histograms) increased 
vascular sprout length by 20 ± 1 % (0.736 ± 0.006 A.U. for RANTES/CCL5 versus 0.612 ± 0.002 
A.U. for untreated, p<0.05) and 39 ± 1 % (0.853 ± 0.009 A.U. for RANTES/CCL5 versus 0.616 ± 
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0.003 A.U. for untreated, p<0.05) for cells transfected with EGFP (control) or SDC-4-EGFP 
(SDC4WT) plasmid while vascular sprout length induced by both GAG-deficient RANTES/CCL5 
mutants is similar to untreated cells (black histograms) whatever the plasmid. R47E-
RANTES/CCL5 (white histograms) and 3Ala-RANTES/CCL5 (purple histograms) abolished the 
RANTES/CCL5-induced vascular sprout length for both transfected cells (Figure 65). 

 

We concluded that binding of RANTES/CCL5 to HS chains is indispensable for its 
effect on vascular sprout formation mediated by SDC-4. 

 

 

Figure 65 : Heparan sulfate chains in vascular tube formation of transfected cells 
HUV-EC-Cs transfected with EGFP (control) or SDC4WT-EGFP (SDC4WT) plasmid were stimulated or 
not (black histograms) by RANTES/CCL5 wild-type (3 nM, grey histograms), R47E-RANTES/CCL5 (3 
nM, white histograms) or 3Ala-RANTES/CCL5 (3 nM, purple histograms). Vascular tube formation in 
Matrigel was assayed in an in vitro angiogenesis model. Results are indicated as length of vascular 
sprout (mean ± SEM) expressed in arbitrary unit (A.U.). The vertical axis ranges from 0.5 to 0.9 A.U. 
*p<0.05, RANTES/CCL5 versus untreated. #p<0.05, versus RANTES/CCL5. 
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b. RANTES/CCL5-induced PKC-α and PKC-δ activation are 

mediated by RANTES/CCL5 GAG-binding sequence 

 

We showed previously that SDC-4 is involved in RANTES/CCL5-induced PKC-α 

translocation to the membrane via intracellular domain of SDC-4 by western blotting. See 

article 1, figure 5D. We confirmed under live confocal microscopy that SDC-4 is necessary for 

RANTES/CCL5-induced PKC-α translocation to the membrane (Article 1, Figures 5B and 5C) 

via intracellular domain of SDC-4 (Figure 49). 

 

We analyzed the importance of GAG chains in the activation of PKC-α induced by 

RANTES/CCL5 treatment for cells co-transfected with SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT) and 

PKCα-DsRed2 plasmid under live confocal microscopy (Figure 66). 

 

GAG-deficient mutant of RANTES/CCL5 failed to induce PKC-α translocation at the 

membrane in SDC4WT co-transfected cells (Figures 66A and 66B). Preincubation with 

enzymes (heparitinase I, heparitinase III and chondroitinase ABC) avoid RANTES/CCL5-

induced PKC-α translocation at the membrane (Figure 66C). We concluded that binding of 

RANTES/CCL5 to HS chains is indispensable for its effect on PKC-α membrane translocation 

mediated by SDC-4. However, these results need to be confirmed by western blotting 

analysis. 
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Figure 66 : Heparan sulfate chains in RANTES/CCL5-induced PKC-α membrane translocation 
HUV-EC-Cs co-transfected with PKCα-DsRed2 plasmid and with SDC-4-EGFP plasmid were stimulated 

or not (Untreated) by RANTES/CCL5 wild-type (3 nM, C), R47E-RANTES/CCL5 (3 nM, A) or 3Ala-

RANTES/CCL5 (3 nM, B) for 15 minutes and were pretreated (C) or not (A, B) with a mix of enzymes 

(heparitinase I (20 mU/ml), heparitinase III (10 mU/ml), chondroitinases ABC (33 mU/ml)). 

Localization of SDC-4 and PKC-α were analyzed under live confocal microscopy with EGFP (green) and 

DsRed2 (red) respectively. (X 400). 
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We showed previously that SDC-4 is involved in RANTES/CCL5-induced PKC-δ 

translocation to the membrane via intracellular domain of SDC-4 under live confocal 

microscopy (Figure 59). 

 

We analyzed the importance of GAG chains in the activation of PKC-δ induced by 

RANTES/CCL5 treatment for cells co-transfected with SDC-4-EGFP wild-type (SDC4WT) and 

PKC-δ-mCherry plasmid under live confocal microscopy (Figure 67). 

 

GAG-deficient mutant of RANTES/CCL5 failed to induce PKC-δ translocation at the 

membrane in SDC4WT co-transfected cells (Figures 67A and 67B). We concluded that 

binding of RANTES/CCL5 to HS chains is indispensable for its effect on PKC-δ membrane 

translocation mediated by SDC-4. However, these results need to be confirmed by western 

blotting analysis. 
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Figure 67 : Heparan sulfate chains in RANTES/CCL5-induced PKC-δ membrane translocation 
HUV-EC-Cs co-transfected with PKCδ-mCherry plasmid and with SDC-4-EGFP plasmid were stimulated 

or not (Untreated) by R47E-RANTES/CCL5 (3 nM, A) or 3Ala-RANTES/CCL5 (3 nM, B) for 30 minutes. 

Localization of SDC-4 and PKC-δ were analyzed under live confocal microscopy with EGFP (green) and 

mCherry (red) respectively. (X 400). 

 

We showed here the involvement of GAG in the RANTES/CCL5-induced angiogenesis. 
Indeed, the deletion of RANTES/CCL5 GAG-binding motif leads to abolition of the chemokine 
effect. RANTES/CCL5 GAG-binding deficient mutants are unable to induce adhesion (Figure 
61), migration (Figure 62) or vascular sprout formation (Figure 65). Moreover, deletion of 
GAG-binding motif prevent PKC-α and PKC-δ activation by the chemokine (Figures 66 and 
67). 

 

GAG-binding motif is necessary for RANTES/CCL5 effects and SDC-4 mediates 
RANTES/CCL5-induced angiogenesis. SDC-4 ectodomain has three GAG chains type HS. It 
could be interesting to check if the regulation of RANTES/CCL5-induced angiogenesis by SDC-
4 is dependent of its HS chains. The utilization of SDC-4 deficient in HS chains of ectodomain 
could answer to this question. 
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These results were obtained in teamwork with Hanna Hlawaty, Véronique Friand, 
Nadine Suffee, Fanny Chmilewsky, Oualid Haddad, Christelle Laguillier, Erwan Guyot, Olivier 
Oudar, Angela Sutton and Nathalie Charnaux. Naoaki Saito and Takehiko Ueyama from 
Laboratory of Molecular Pharmacology, Biosignal Research Center, Kobe University, Kobe, 
Japan collaborated to this work. 

 

These data resulted in an oral communication at the 25th Groupe Français des 

Glycosciences day (Paris, France, 12-15/05/2014). 

L. Maillard, V. Friand, N. Suffee, H. Hlawaty, O. Haddad, F. Chmilewsky, O. Oudar, N. Saito, T. 

Ueyama, D.Letourneur, N. Charnaux, A. Sutton. Syndecan-4 orchestrates RANTES/CCL5-

induced endothelial cell migration and adherence by modulation of intracellular signaling. 
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1. Article 2 : RANTES/CCL5 mediated-monocyte recruitment depend on the 

syndecan-4 signaling pathway 
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Abstract 

 

The leukocyte recruitment is essential for an efficient immune response. The over 
leukocyte recruitment may lead to an inflammatory disease such as atherosclerosis with a 
response of both endothelial cells and monocytes to inflammatory mediators such as 
chemokines. The chemokine Regulated on Activation, Normal T Cell Expressed and Secreted 
(RANTES)/CCL5 is well described as a monocyte recruiter. The effects of RANTES/CCL5 may 
be related to its binding to G protein-coupled receptors and to proteoglycans such as 
syndecan-1 and -4. The aim of this study was to evaluate the functionality of syndecan-4 as a 
co-receptor of RANTES/CCL5 by the use of mutated syndecan-4 constructs. Our data 
demonstrate that site-directed mutations in syndecan-4 modify RANTES/CCL5-induced 
monocyte recruitement in endothelial cells. The SDC4S179A mutant, associated with an 
induced protein kinase C-α (PKC-α) activation leads to higher RANTES/CCL5-induced 
monocyte recruitement whereas the SDC4L188QQ and the SDC4A198del mutants leading to 
lower phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate (PIP2) binding or to lower PDZ protein binding 
respectively, are associated with reduced RANTES/CCL5 effect. Moreover, our data highlight 
that the SDC-4 is involved in RANTES/CCL5-induced monocyte recruitment through 
intracellular signaling and membrane expression of adhesion molecules. As RANTES/CCL5 is 
involved in various physiopathological process, the development of new therapeutic strategy 
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may be rely on the mechanism by which RANTES/CCL5 exerts its biological activities, for 
example by targeting the binding of the chemokine to its proteoglycan receptor. 

 

Introduction 

 

Leukocyte recruitement is essential for the development and for a correct immune 
process. The CC-chemokine Regulated upon Activation, Normal T-cell Expressed and 
Secreted (RANTES/CCL5), a member of the CC-chemokine family, is involved in the 
recruitment of leukocytes. RANTES/CCL5 can bind to the cell membrane through its specific 
G Protein-Coupled Receptors (GPCR) CCR1, CCR3 and CCR5 and also to glycosaminoglycans 
(GAG). GAG are long, linear, and heterogenous sulfated polysaccharides. RANTES/CCL5 
exhibits selectivity in glycosaminoglycan binding with the highest affinity (nanomolar range) 
for heparin (Proudfoot et al., 2001). We have previously demonstrated that RANTES/CCL5 
associates with its GPCRs but also with heparan sulfate proteoglycan belonging to the 
syndecan family, syndecan-1 (SDC-1) and syndecan-4 (SDC-4) on various cell types (Slimani et 
al., 2003a, 2003b; Sutton et al., 2007; Charni et al., 2009). RANTES/CCL5 can bind to GAG 
through its 44RKNR47 motif and the binding of the chemokine to glycosaminoglycan chains 
modulate RANTES/CCL5 biological activities. Indeed, we previously published that soluble 
heparin, GAG mimetics or GAG-binding deficient mutants of RANTES/CCL5 (R47E and 
44AANA47 (named 3Ala) mutations) can modulate the biological activities of the chemokine 
as shown in vitro (Charni et al., 2009; Sutton et al., 2007) or in vivo (Suffee et al., 2012). 

 

Proteoglycans carry on luminal part of the endothelium are involved in chemokine-
induced leukocyte recruitment by forming a complex between the endothelial cell (due to 
the binding of chemokine to proteoglycan) and the leucocyte (due to the binding of 
chemokine to GPCR) (Götte, 2003). 

 

Syndecan-4 (SDC-4) is one of a family of four transmembrane heparan sulfate 
proteoglycans, whose extracellular domains interact with various soluble factors in the blood 
circulation and insoluble factors in the extracellular matrix (ECM) such as growth factors or 
component of ECM (fibronectin, laminin). Syndecans have been thought to act as co-
receptors for various heparin-binding growth factors such as fibroblast growth factors 
(FGFs), vascular endothelial growth factors (VEGFs) and fibronectin-binding integrins 
(Beauvais and Rapraeger, 2004; Kwon et al., 2012). An evolutionary conserved cytoplasmic 
domain on syndecans supports a key role for cell surface ligand binding and cytoplasmic 
signaling. Common to all syndecans, three regions of cytoplasmic domain have been 
identified. The first (C1) is the membrane-proximal region that binds Src kinase, ezrin, and 
cortactin (Kinnunen et al., 1998; Granés et al., 2003). The second (C2) is a C-terminal region 
that contains a post-synaptic density 95, discs-large, ZO-1 (PDZ)-domain binding motif 
(Multhaupt et al., 2009). The variable (V) domain is located between the two conserved 
domains and its sequence is unique to each syndecan family member. The V domain of SDC-
4 binds to phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate (PIP2) and also to protein kinase C-α (PKC-
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α) complex, α-actinin, and syndesmos (Horowitz et al., 1999; Denhez et al., 2002; Greene et 
al., 2003; Lim et al., 2003). These interactions are responsible for the previously 
demonstrated SDC-4 role in cytoskeleton regulation that includes formation of focal 
adhesions, of dynamic stress fibers, and cell protrusions (Kwon et al., 2012). SDC-4 null mice 
are viable and fertile but exhibit defective skin wound healing reflecting impaired cell 
migration and angiogenesis (Echtermeyer et al., 2001; Okina et al., 2012). 

 

Therefore, the hypothesis tested here is that the interaction of RANTES/CCL5 with 
SDC-4 triggers the transduction of signals leading to changes in the intracellular 
environment. For that purpose, we will evaluate the involvement of intracellular cytoplasmic 
SDC-4 domain and GAG-binding RANTES/CCL5 motif in RANTES/CCL5-induced leukocyte 
arrest on endothelial cells. 

 

Results 

 

Prior to analyze SDC-4 involvement in monocyte arrest, we want to validate our 
models of monocyte arrest in static and under flow. We activated or not Human Umbilical 
Vein Endothelial Cell (HUV-EC-Cs) monolayer with the pro-inflammatory cytokine Tumor 
Necrosis Factor-α (TNF-α) over night and we pretreated or not endothelial cell monolayer 

with RANTES/CCL5. Next the monocyte cell line Mono Mac 6 (MM6) was introduced and the 
number of monocytes arrested was quantified in static condition (Fig. 1A). TNF-α induced 

monocyte adhesion to endothelial monolayer by 128 ± 36 % (208 ± 19 cells/well for TNF-α 

versus 61 ± 8 cells/well for unactivated cells, p<0.05) or 239 ± 29 % (359 ± 61 cells/well for 
TNF-α versus 157 ± 26 cells/well for unactivated cells, p<0.05) respectively for HUV-EC-Cs 
cells pretreated or not by RANTES/CCL5 (Fig. 1A). RANTES/CCL5 induced monocyte adhesion 
by 73 ± 34 % (359 ± 61 cells/well for RANTES/CCL5 versus 208 ± 20 cells/well for untreated, 
p<0.05) or 157 ± 50 % (157 ± 26 cells/well for RANTES/CCL5 versus 61 ± 8 cells/well for 
untreated, p<0.05) respectively for HUV-EC-Cs cells activated or not by TNF-α (Fig. 1A). For 

further experiments, we decided to use TNF-α activation. After TNF-α activation, HUV-EC-Cs 
monolayer was incubated or not with RANTES/CCL5 and MM6 were introduced under 
laminar flow to HUV-EC-Cs cells. RANTES/CCL5 induced monocyte arrest by 158 ± 34 % (418 
± 60 cells/chamber for RANTES/CCL5 versus 162 ± 25 cells/chamber for untreated, p<0.05) in 
comparison to untreated cells (Fig. 1B). 

 

RANTES/CCL5 is a chemokine that can oligomerize and bind to GAG at the cell 
surface. We used mutants of RANTES/CCL5 deficient in oligomerization (E66A) and in GAG-
binding (3Ala) to evaluate the roles of oligomerization and GAG-binding properties in 
monocyte recruitment. E66A-RANTES/CCL5 decreased monocyte arrest by 66 ± 12 % (124 ± 
13 cells/well for E66A-RANTES/CCL5 versus 359 ± 61 cells/well for RANTES/CCL5, p<0.05) or 
92 ± 15 % (32 ± 18 cells/chamber for E66A-RANTES/CCL5 versus 418 ± 60 cells/chamber for 
RANTES/CCL5, p<0.05) in static or dynamic model respectively and 3Ala-RANTES/CCL5 
decreased monoyte arrest by 69 ± 11 % (113 ± 7 cells/well for 3Ala-RANTES/CCL5 versus 359 
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± 61 cells/well for RANTESE/CCL5, p<0.05) or 90 ± 8 % (43 ± 2 cells/chamber for 3Ala-
RANTES/CCL5 versus 418 ± 60 cells/chamber for RANTES/CCL5, p<0.05) in static or dynamic 
model respectively in comparison with RANTES/CCL5 wild type stimulation (Fig. 1C, 1D). 

 

We conclude that our static and dynamic models constitute appropriate models to 
evaluate RANTES/CCL5 effect on monocyte arrest and RANTES/CCL5-induced arrest is 
dependent of chemokine oligomerization and GAG-binding. 

 

Figure 1 : Heparan sulfate chains in monocyte arrest on endothelial cells monolayer 

HUV-EC-Cs were activated (black histograms) or not (grey histograms) by TNF-α and stimulated or 

not by RANTES/CCL5 (3 nM) (A). HUV-EC-Cs were activated by TNF-α and stimulated or not 

(Untreated) by RANTES/CCL5 wild-type (3 nM) (B), GAG-deficient (3 nM, 3Ala-RANTES/CCL5) or 
oligomerization-deficient (3 nM, E66A-RANTES/CCL5) (C, D). MM6 monocyte arrest on HUV-EC-Cs 
monolayer was analyzed in static (A, C) or under flow (B, D) condition. Results are expressed as cell 
number/well (A, C) or cell number/chamber (B, D) (mean ± SEM) of MM6 arrested on HUV-EC-Cs 
cells. *p<0.05, versus untreated. #p<0.05, versus unactivated. $p<0.05 versus RANTES/CCL5. 
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As RANTES/CCL5 needs GAG-binding to induce monocyte chemotaxis, we also 
investigated the effects of RANTES/CCL5 on monocyte arrest on EGFP or SDC-4-EGFP wild-
type (SDC4WT) or SDC-4-EGFP intracellular mutant (S179A, L188QQ or A198del) transfected-
endothelial cells in static or under laminar flow. Functionalization of SDC-4-EGFP construct, 
transfection efficiency and membrane expression of SDC-4 wild-type (SDC4WT), or mutated 
in intracellular domain (S179A, L188QQ and A198del) were previously confirmed (Maillard et 
al., 2014). Endothelial cells, transfected with either SDC4WT-EGFP (SDC4WT) or SDC4S179A-
EGFP (S179A) or SDC4L188QQ-EGFP (L188QQ) or SDC4A198del-EGFP (A198del) were 
activated with TNF-α and pretreated or not (Untreated) with RANTES/CCL5. In the absence 
of RANTES/CCL5 stimulation, the transfection of HUV-EC-Cs with SDC4WT significantly 
increases the adhesion of monocytes under static or flow condition as compared to vector-
transfected cells (control) by 134 ± 17 % (660 ± 36 cells/well for SDC4WT versus 282 ± 24 
cells/well for control, p<0.05) or 200 ± 9 % (288 ± 6 cells/chamber for SDC4WT versus 96 ± 6 
cells/chamber for control, p<0.05) respectively (Fig. 2). 

 

 

Figure 2 : SDC-4 involvement in monocyte arrest on endothelial cells monolayer 

HUV-EC-Cs transfected with EGFP plasmid (control), SDC4WT-EGFP (SDC4WT), mutated SDC-4 
constructs (S179A, L188QQ, A198del) or with SDC-4 siRNA (siRNA SDC4) were activated by TNF-α and 

stimulated or not (Untreated, black histograms) by RANTES/CCL5 (3 nM). MM6 monocyte arrest on 
HUV-EC-Cs monolayer was analyzed in static (A) or under flow (B) condition. Results are expressed as 
cell number/well (A) or cell number/chamber (B) (mean ± SEM) of MM6 arrested on HUV-EC-Cs cells. 
For MM6 arrest under flow, the vertical axis is divided into two sections ranges from 50 to 155 and 
from 250 to 550 cells/chamber (B). *p<0.05, versus untreated. #p<0.05, S179A versus SDC4WT (in the 
absence of RANTES/CCL5). &p<0.05 SDC4WT versus control (in the absence of RANTES/CCL5). 
$p<0.05 SDC4WT versus control (in the presence of RANTES/CCL5). 
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 Additionally, transient transfection of HUV-EC-Cs with small interfering (si)RNA 
against SDC-4 significantly decreases the adhesion of monocytes under flow conditions by 43 
± 13 % (59 ± 8 cells/chamber for siRNA-SDC-4 versus 104 ± 6 cells/chamber for control siRNA, 
p<0.05) as compared to control siRNA-transfected cells (Fig. 2B and data not shown). These 
data suggest that SDC-4 plays a major role in the adhesion of monocytes to endothelial cells 
under static and flow conditions. Interestingly, in the absence of stimulation by 
RANTES/CCL5, the number of monocytes which adhered to the S179A-transfected 
endothelial cells was largely increased as compared to SDC4WT-transfected cells in static of 
under flow by 103 ± 12 % (1338 ± 84 cells/well for S179A versus 660 ± 36 cells/well for 
SDC4WT, p<0.05) or 67 ± 10 % (480 ± 24 cells/chamber for S179A versus 288 ± 6 
cells/chamber for SDC4WT, p<0.05) (Fig. 2). By contrast, the number of monocytes that 
adhered to the L188QQ or A198del-transfected cells was decreased as compared to 
SDC4WT-transfected cells by 66 ± 7 % (222 ± 24 cells/well for L188QQ versus 660 ± 36 
cells/well for SDC4WT, p<0.05) or 78 ± 6 % (144 ± 12 cells/well for A198del versus 660 ± 36 
cells/well for SDC4WT, p<0.05) respectively in static condition (Fig. 2A) and by 75 ± 4 % (72 ± 
6 cells/chamber for L188QQ versus 288 ± 6 cells/chamber for SDC4WT, p<0.05) or 75 ± 4 % 
(72 ± 6 cells/chamber for A198del versus 288 ± 6 cells/chamber for SDC4WT, p<0.05) 
respectively under flow (Fig. 2B). 

 

The RANTES/CCL5 stimulation of control cells significantly increases the number of 
monocytes which adhere to the endothelium by 49 ± 12 % (420 ± 48 cells/well for 
RANTES/CCL5 versus 282 ± 24 cells/well for untreated, p<0.05) in static or 25 ± 5 % (120 ± 6 
cells/chamber for RANTES/CCL5 versus 96 ± 6 cells/chamber for untreated, p<0.05) under 
flow as compared to the cells unstimulated by the chemokine (Fig. 2). Similarly, the 
stimulation of SDC4WT cells by RANTES/CCL5 significantly increases the number of 
monocytes which adhere to the endothelium as compared to the unstimulated ones by 77 ± 
6 % (1170 ± 48 cells/well for RANTES/CCL5 versus 660 ± 36 cells/well for untreated, p<0.05) 
in static or 42 ± 4 % (408 ± 24 cells/chamber for RANTES/CCL5 versus 288 ± 6 cells/chamber 
for untreated, p<0.05) under flow (Fig. 2). Under RANTES/CCL5 stimulation, monocyte arrest 
to endothelial cells expressing either PIP2- or PDZ- SDC-4 constructs (L188QQ or A198del 
respectively) was largely decreased as compared to SDC4WT-transfected cells by 64 ± 6 % 
(420 ± 36 cells/well for L188QQ versus 1170 ± 48 cells/well for SDC4WT, p<0.05) or 83 ± 5 % 
(198 ± 24 cells/well for A198del versus 1170 ± 48 cells/well for SDC4WT, p<0.05) respectively 
in static condition (Fig. 2A) and by 76 ± 7 % (96 ± 6 cells/chamber for L188QQ versus 408 ± 24 
cells/chamber for SDC4WT, p<0.05) or 82 ± 7 % (72 ± 5 cells/chamber for A198del versus 408 
± 24 cells/chamber for SDC4WT, p<0.05) respectively under flow (Fig. 2B)). RANTES/CCL5 
failed to induce monocyte adhesion on S179A-transfected cells in static (Fig. 2A) and was 
less efficient than SDC4WT-transfected ones under flow (10 ± 4 %) (528 ± 24 cells/chamber 
for RANTES/CCL5 versus 480 ± 24 cells/chamber for untreated, p<0.05) (Fig. 2B). 

 

Taken together, these data highlight the fact that syndecan-4 cytoplasmic domains 
are involved in RANTES/CCL5-induced monocyte arrest to endothelial cells. 
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Under physiological flow, vascular endothelial cells acquire a polarization and spread 
in the direction of the flow. It is known that a modification of the rate of flow could activate 
the vascular endothelial cells through its mecanosensors as the cytoskeleton or the platelet 
endothelial cell adhesion molecule-1 (PECAM-1) which induced expression of adhesion 
molecules such as E-selectin, intracellular cell adhesion molecule-1 (ICAM-1) or vascular cell 
adhesion molecule-1 (VCAM-1). The increase of these adhesion molecule will promote the 
recruitment of circulating cells (monocytes, dendritic cells, T lymphocytes) (Seneviratne et 
al., 2013). To explain the increase of monocyte arrest on endothelial cells by SDC-4, we 
analyzed the morphology of HUV-EC-Cs transfected with EGFP or SDC-4-EGFP wild type 
under laminar flow by live confocal microscopy after TNF-α activation and with or without 

RANTES/CCL5 stimulation (Fig. 3). Without RANTES/CCL5 pretreatment (Untreated), flow 
induced more filopodia formation in SDC-4-EGFP transfected cells (SDC4WT) than in EGFP 
transfected cells (Control) (Fig. 3A, 3C). RANTES/CCL5 did not increased filopodia formation 
for control cells (Fig. 3B) whereas for SDC4WT transfected cells, RANTES/CCL5 increased the 
filopodia formation both before and after laminar flow (Fig. 3D). As GAG-binding deficient of 
RANTES/CCL5 mutant decreased the monocyte recruitment (Fig. 1D), we analyzed the effect 
of two RANTES/CCL5 GAG-binding deficient mutants, R47E-RANTES/CCL5 and 44AANA47 
(3Ala)-RANTES/CCL5 on the filopodia formation. Pretreatment of SDC4WT cells by R47E-
RANTES/CCL5 (Fig. 3E) or 3Ala-RANTES/CCL5 (Fig. 3F) have no effect on filopodia formation 
in comparison to untreated SDC4WT ones (Fig. 3C) and decrease filopodia formation in 
comparison to wild-type RANTES/CCL5 pretreated ones (Fig. 3D). These data suggest that 
RANTES/CCL5 induced filopodia formation through interaction with cell membrane GAG 
chains, may be linked to the SDC-4 protein core.  
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Figure 3 : Heparan sulfate chains in morphology of SDC-4 tranfected endothelial cells under laminar 

flow 

HUV-EC-Cs transfected with EGFP plasmid (control, A, B) or SDC4WT-EGFP (SDC4WT, C, D, E, F) 
plasmid were activated by TNF-α and stimulated or not (Untreated, A, C) by RANTES/CCL5 wild-type 
(B, D), 3Ala-RANTES/CCL5 (E) or R47E-RANTES/CCL5, (F, 3 nM). HUV-EC-Cs morphology was analyzed 
under laminar flow (10 minutes) by live confocal microcopy in EGFP (green) and phase contrast 
signal. 

 

To explain differences of monocyte arrest on endothelial cells transfected by SDC-4 
intracellular mutants under laminar flow (Fig. 2B), we analyzed the morphology of HUV-EC-
Cs transfected with SDC-4-EGFP constructs (S179A, L188QQ, A198del) under laminar flow by 
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live confocal microscopy after TNF-α activation and with or without RANTES/CCL5 

stimulation (Fig. 4). For S179A-transfected HUV-EC-Cs, cells had filopodia before and after 
flow whatever pretreatment by RANTES/CCL5 (Fig. 4A, 4B). For L188QQ or A198del-
transfected cells, flow did not induced filopodia formation whatever the cells pretreatment 
(Fig. 4D or 4F respectively) or not (Fig. 4C or 4E respectively) by RANTES/CCL5. These data 
suggest that RANTES/CCL5 induced filopodia formation through SDC-4 intracellular domain.  

 

Moreover, the formation of filopodia by SDC-4 overexpressed cells was prevented 
after expression of Rac1 or Cdc42 dominant negative form (data not shown). These results 
correlated with previous published data that showed the involvement of Rac1 and Cdc42 in 
filopodia formation (Nobes and Hall, 1995). 
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Figure 4 : SDC-4 intracellular domain in morphology of SDC-4 tranfected endothelial cells under 

laminar flow 

HUV-EC-Cs transfected with SDC-4-EGFP mutants (S179A, A, B, or L188QQ, C, D, or A198del, E, F) 
plasmid were activated by TNF-α and stimulated or not (Untreated, A, C, E) by RANTES/CCL5, (B, D, F, 

3 nM). HUV-EC-Cs morphology was analyzed under laminar flow (10 minutes) by live confocal 
microcopy in EGFP (green) and phase contrast signal. 
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SDC-4 mediates RANTES/CCL5-induced monocyte arrest on endothelial cell 
monolayer through SDC-4 intracellular domain (Fig. 2). We previously showed that 
RANTES/CCL5 induced migration and vascular sprout formation via activation of PKC-α by 

SDC-4 intracellular domain (Maillard et al., 2014). To determine which signaling pathway is 
involved in SDC-4 mediated RANTES/CCL5-induced monocyte recruitment, we used 
pharmacological inhibitors on HUV-EC-Cs transfected by EGFP (control) or SDC-4-EGFP 
(SDC4WT) plasmid and we analyzed RANTES/CCL5-induced monocyte arrest on these 
transfected cells in static model and under laminar flow (Fig. 5A and 5B). 

 

Endothelial cells, transfected with EGFP (Control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT) were 
activated with TNF-α, pretreated with RANTES/CCL5 and with or without (Untreated) 
pharmacological inhibitor against PKC-α (Gö6976), PKC-δ (Rottlerin), RhoA/RhoG (C3 

exoenzyme) or Rac1 (NSC). In the absence of inhibitor, the transfection of HUV-EC-Cs with 
SDC4WT significantly increases the adhesion of monocytes under static or flow condition as 
compared to vector-transfected cells (control) by 27 ± 5 % (201 ± 11 cells/well for SDC4WT 
versus 158 ± 2 cells/well for control, p<0.05) or 126 ± 49 % (141 ± 17 cells/chamber for 
SDC4WT versus 62 ± 22 cells/chamber for control, p<0.05) respectively (Fig. 5A and 5B). 

 

 

Figure 5 : Intracellular pathway involvement in RANTES/CCL5-induced monocyte arrest on SDC-4 

tranfected endothelial cells monolayer 

HUV-EC-Cs transfected with EGFP plasmid (control) or SDC4WT-EGFP (SDC4WT) were activated by 
TNF-α, stimulated by RANTES/CCL5 (3 nM) and preincubated or not (Untreated, black histograms) 

with pharmacological inhibitor against PKC-α (Gö6976, grey histograms) or PKC-δ (Rottlerin, white 

histograms) or RhoA/RhoG (C3 exoenzyme, purple histograms) or Rac1 (NSC, blue histograms). MM6 
monocyte arrest on HUV-EC-Cs monolayer was analyzed in static (A) or under flow (B) condition. 
Results are expressed as cell number/well (A) or cell number/chamber (B) (mean ± SEM) of MM6 
arrested on HUV-EC-Cs cells. The vertical axis ranges from 50 to 250 cells/well (A) or from 20 to 180 
cells/chamber (B). *p<0.05, versus untreated. $p<0.05 versus control. 
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In the presence of PKC-α inhibitor (Gö6976), RANTES/CCL5-induced monocyte 
adhesion in static model is decreased by 56 ± 3 % (70 ± 6 cells/well for Gö6976 versus 158 ± 
2 cells/well for untreated, p<0.05) or 58 ± 7 % (84 ± 8 cells/well for Gö6976 versus 201 ± 11 
cells/well for untreated, p<0.05) for endothelial cells transfected with control or SDC4WT 
plasmid respectively and is similar between both transfected cells (Fig. 5A). By contrast, PKC-
α inhibition had no significant effect in RANTES/CCL5-induced monocyte arrest under 
laminar flow for both transfected cells (Fig. 5B). 

 

In the presence of PKC-δ inhibitor (Rottlerin), RANTES/CCL5-induced monocyte 
adhesion in static model is increased by 14 ± 2 % (181 ± 4 cells/well for Rottlerin versus 158 ± 
2 cells/well for untreated, p<0.05) for control or decreased by 21 ± 7 % (158 ± 6 cells/well for 
Rottlerin versus 201 ± 11 cells/well for untreated, p<0.05) for SDC4WT tranfected cells in 
comparison to untreated transfected ones respectively (Fig. 5A). 

 

In static model, RhoA/RhoG (C3 exoenzyme) or Rac1 inhibition (NSC) had no 
significant effect on control cells whereas it decreased RANTES/CCL5-induced monocyte 
adhesion for SDC4WT transfected cells by 54 ± 6 % (94 ± 4 cells/well for C3 exoenzyme 
versus 201 ± 11 cells/well for untreated, p<0.05) or 50 ± 6 % (101 ± 2 cells/well for NSC 
versus 201 ± 11 cells/well for untreated, p<0.05) respectively. Moreover, the RANTES/CCL5-
induced monocyte arrest in static condition is significantly decreased by 35 ± 6 % (94 ± 4 
cells/well for SDC4WT versus 145 ± 7 cells/well for control, p<0.05) or 33 ± 2 % (101 ± 2 
cells/well for SDC4WT versus 151 ± 2 cells/well for control, p<0.05) for SDC4WT transfected 
cells in comparison to control transfected ones for RhoA/RhoG or Rac1 respectively inhibited 
cells (Fig. 5A). In addition, under laminar flow, RhoA/RhoG inhibition decreased 
RANTES/CCL5-induced monocyte arrest by 49 ± 17 % (72 ± 14 cells/chamber for C3 
exoenzyme versus 141 ± 17 cells/chamber for untreated, p<0.05) in SDC4WT transfected 
cells (Fig. 5B). 

 

Taken together, these data highlight the fact that syndecan-4 induced intracellular 
signaling pathways in RANTES/CCL5-induced monocyte arrest to endothelial cells. 

 

Adhesion molecules expressed at the membrane of vascular endothelial cells are 
essentials in monocyte recruitment. As RANTES/CCL5-induced monocyte arrest is dependent 
of SDC-4-induced signaling pathway (Fig. 2), we analyzed the membrane expression of ICAM-
1, VCAM-1, PECAM-1 and E-selectin adhesion molecules in SDC-4 transfected cells (Fig. 6). 

 

Endothelial cells, transfected with EGFP (Control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT) were 
activated with TNF-α, pretreated or not (Untreated) with RANTES/CCL5. Adhesion molecules 
expression at the cell membrane of non-permeabilized cells was analyzed by flow cytometry. 
Surprising, RANTES/CCL5 had no effects on membrane expression for each adhesion 
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molecules in comparison to untreated cells whatever the plasmid transfected (EGFP or SDC-
4-EGFP). Membrane expression of ICAM-1 for cells transfected by SDC4WT is increased by 38 
± 5 % (1.38 ± 0.099 A.U. for SDC4WT versus 1 ± 0 A.U. for control, p<0.05) in absence of 
RANTES/CCL5 in comparison to control ones whereas ICAM-1 membrane expression is not 
significantly different in presence of RANTES/CCL5. By contrast, membrane expression of 
VCAM-1 or E-selectin for cells transfected by SDC4WT is not significantly different in absence 
of RANTES/CCL5 in comparison to control ones whereas VCAM-1 or E-selectin membrane 
expression is increased by 42 ± 16 % (1.43 ± 0.236 A.U. for SDC4WT versus 1.01 ± 0.088 A.U. 
for control, p<0.05) or 23 ± 6 % (1.28 ± 0.066 A.U. for SDC4WT versus 1.04 ± 0.052 A.U. for 
control, p<0.05) respectively in presence of RANTES/CCL5. PECAM-1 membrane expression is 
increased by 26 ± 4 % (1.29 ± 0.178 A.U. for SDC4WT versus 1 ± 0 A.U. for control, p<0.05) or 
23 ± 5 % (1.24 ± 0.059 A.U. for SDC4WT versus 1.01 ± 0.047 A.U. for control, p<0.05) in 
absence or presence of RANTES/CCL5 respectively for SDC4WT transfected cells in 
comparison to control transfected ones. (Fig. 6). Interestingly, there is no difference in 
membrane expression for all four adhesion molecules between SDC-4 wild-type or mutant 
transfected cells whatever the SDC-4 mutant (S179A, L188QQ or A198del) or the treatment 
(presence or absence of RANTES/CCL5) (data not shown). 

 

 

Figure 6 : Adhesion molecule membrane expression of SDC-4 tranfected endothelial cells 

 HUV-EC-Cs transfected with EGFP plasmid (control, black and grey histograms) or SDC4WT-EGFP 
(SDC4WT, white and purple histograms) were activated by TNF-α and stimulated (grey and purple 

histograms) or not (black and white histograms) by RANTES/CCL5 (3 nM). Membrane expression of 
adhesion molecules ICAM-1, VCAM-1, PECAM-1 or E-selectin was analyzed by flow cytometry on 
non-permeabilized cells. Results are expressed as arbitrary unit (A.U., mean ± SEM). #p<0.05, versus 
control (in the absence of RANTES/CCL5). #p<0.05 versus control (in the presence of RANTES/CCL5). 

 

After the arrest and the adhesion of the monocyte on the vascular endothelial cell 
monolayer, the monocyte needs to transmigrate across endothelium to reach the tissue. 
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Endothelial cells, transfected with EGFP (Control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT) were deposited 
in the upper chamber of a modified transwell chamber to obtain an endothelial monolayer. 
HUV-EC-Cs were activated with TNF-α, pretreated or not with RANTES/CCL5. Monocytes 
prestained were introduced in the upper chamber and the Monocyte-chemoattractant 
protein-1 (MCP-1), a well describe monocyte attractant chemokine, was added in the lower 
chamber. Monocytes which are transmigrated across the endothelial transfected monolayer 
were quantified by flow cytometry (Fig. 7A). 

 

Endothelial cells, transfected with EGFP (Control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT) were 
activated with TNF-α and pretreated or not (Untreated) with RANTES/CCL5 (Fig. 6B). In the 
absence of RANTES/CCL5 stimulation (Untreated), MM6 transmigration is increased by a 6.5 
fold factor (566 ± 159 cells/chamber for SDC4WT versus 75 ± 28 cells/chamber for control, 
p<0.05) through HUV-EC-Cs transfected by SDC4WT plasmid in comparison to EGFP-
transfected ones. Interestingly, MM6 transmigration is decreased by 81 ± 30 % (106 ± 24 
cells/chamber for RANTES/CCL5 versus 566 ± 159 cells/chamber for untreated, p<0.05) 
across SDC4WT transfected cells pretreated by RANTES/CCL5 whereas RANTES/CCL5 has no 
effect for control transfected cells. Moreover, the SDC-4 overexpression no longer promotes 
monocyte transmigration in the presence of RANTES/CCL5 (Fig. 7B). These data suggest that 
SDC-4 stimulated monocyte transmigration whereas RANTES/CCL5 abolished SDC-4-induced 
monocyte transmigration. 

 

To understand why RANTES/CCL5 abolished SDC-4-induced monocyte transmigration, 
endothelial cells were transfected with EGFP (Control) or SDC-4-EGFP (SDC4WT), activated 
with TNF-α, pretreated with RANTES/CCL5 and with or without (Untreated) pharmacological 
inhibitor against PKC-α (Gö6976) or PKC-δ (Rottlerin) (Fig. 6C). In the presence of 

RANTES/CCL5 and absence of inhibitor (Untreated), MM6 transmigration is similar for HUV-
EC-Cs transfected by SDC4WT or control plasmid. The inhibition of PKC-α (Gö6976) had no 

effect on MM6 transmigration through HUV-EC-Cs monolayer. 

 

Inhibition of PKC-δ (Rottlerin) in control transfected cells significantly increased 

monocyte transmigration by 178 ± 39 % (212 ± 21 cells/chamber for Rottlerin versus 76 ± 20 
cells/chamber for untreated, p<0.05) in comparison to control transfected cells without 
inhibitor (Untreated). Moreover, PKC-δ inhibition in SDC4WT transfected cells significantly 

decreased by 59 ± 18 % (86 ± 34 cells/chamber for SDC4WT versus 212 ± 21 cells/chamber 
for control, p<0.05) the monocyte transmigration in comparison to PKC-δ-inhibited control 
transfected ones (Fig. 7C). These data suggest that RANTES/CCL5 abolishes monocyte 
transmigration via PKC-δ activation and other signaling pathways may be involved in 

RANTES/CCL5-abolished SDC-4-induced monocyte transmigration. 
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Figure 7 : SDC-4 involvement in monocyte transmigration across SDC-4 transfected endothelial cell 

monolayer 

(A) HUV-EC-Cs transfected with EGFP or SDC4WT-EGFP plasmid were cultivated in the upper 
chamber of modified transwell chamber, activated by TNF-α, stimulated or not by RANTES/CCL5 (3 

nM) and preincubated or not with pharmacological inhibitor against PKC-α or PKC-δ (1). MM6 
prestained were introduced in the upper chamber for 2 hours (2) and transmigrated MM6 in the 
lower chamber were quantified by flow cytometry (3). 
(B, C) HUV-EC-Cs transfected with EGFP plasmid (control) or SDC4WT-EGFP (SDC4WT) were activated 
by TNF-α, and stimulated (grey histograms) or not (Untreated, black histograms) by RANTES/CCL5 (3 

nM) (B). Transfected HUV-EC-Cs stimulated with RANTES/CCL5 (3 nM) were preincubated or not 
(Untreated, grey histograms) with pharmacological inhibitor against PKC-α (Gö6976, white 
histograms) or PKC-δ (Rottlerin, purple histograms) (C). Results are expressed as cell number/well 

(mean ± SEM) of MM6 that have transmigrated across HUV-EC-Cs monolayer. *p<0.05, RANTES/CCL5 
versus untreated (B). #p<0.05 SDC4WT versus control (in the absence of RANTES/CCL5) (B). &p<0.05, 
Rottlein versus untreated (in the presence of RANTES/CCL5) (C). $p<0.05 SDC4WT versus control (in 
the presence of RANTES/CCL5 and Rottlerin) (C). 
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Discussion 

 

We have recently demonstrated the proangiogenic role of the chemokine 

RANTES/CCL5 by the use of in vitro and in vivo experimental approaches (Suffee et al., 2012) 

and that SDC-4 modulates RANTES/CCL5 signaling through its intracellular domain and the 

activation of PKC-α (Maillard et al., 2014). 

 

In vitro and in vivo studies have established that leukocyte arrest during rolling is 

rapidly triggered by chemokines and is mediated by the binding of leukocyte integrins to 

immunoglobulin superfamily members, such as ICAM-1 and VCAM-1 expressed by 

endothelial cells. During inflammation, endothelial cells are activated by inflammatory 

cytokines to express adhesion molecules and synthetize chemokines that are presented on 

their luminal surface by interacting with membrane proteoglycans (Ley et al., 2007). 

RANTES/CCL5 is one of these chemokines and it was previously published that RANTES/CCL5 

participates to monocyte recruitment through its GPCR CCR1 and CCR5 (Weber et al., 2001). 

In our static and dynamic models, RANTES/CCL5 induced monocyte arrest on endothelial 

cells. Moreover, the binding of RANTES/CCL5 to glycosaminoglycans chains (3Ala-

RANTES/CCL5 mutant) and the oligomerization (E66A-RANTES/CCL5 mutant) are a 

prerequisite for its chemotaxis effect. These results correlated with previous published data 

(Baltus et al., 2003). 

 

These results raise the hypothesis that SDC-4 is involved in RANTES/CCL5 signaling, 

leading to monocyte recruitment by endothelial cells. For that purpose, syndecan-4 

constructs were established in the intracellular syndecan-4 domain. A Ser-to-Ala mutation in 

the C1 SDC-4 intracellular domain was introduced at position 179 (S183 in rat) and would 

have been expected to favor PKC-α activation (Horowitz and Simons, 1998; Murakami et al., 

2002). In the second construct, the three consecutive residues Y188KK in the V domain were 

mutated to LQQ. This mutant has been described to have a reduced affinity to PIP2, leading 

to an inhibition of its PIP2-mediated PKC-α activation (Horowitz et al., 2002). The third 

construct has a deletion of A198, that abolished PDZ-dependent binding of syndecan-4 

(Horowitz et al., 2002). Functionalization of SDC-4-EGFP constructs, transfection efficiency 

and membrane expression of SDC-4 wild-type (SDC4WT) and mutated in intracellular domain 

(S179A, L188QQ and A198del) were previously confirmed (Maillard et al., 2014). Regarding 

the role of the SDC-4 constructs expressed by endothelial cells on monocyte arrest upon 

RANTES/CCL5 stimulation, our results are quite interesting because they correlated with our 

previous published data concerning the involvement of SDC-4 intracellular domain in 

RANTES/CCL5-induced angiogenesis (Maillard et al., 2014). Indeed, increasing wild-type SDC-

4 expression at their surface largely raises the level of monocyte arrest as compared to 

untransfected cells or to cells transfected with L188QQ or A198del. These data highlight that 
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the intracellular domain of SDC-4, expressed on the endothelial cell surface, is involved in 

monocyte arrest on an endothelial cell monolayer. 

 

Vascular endothelial cells are polarized according to the blood flow direction. A 

modification of the flow could activate the vascular endothelial cells through their 

mecanosensors as the cytoskeleton (Seneviratne et al., 2013). SDC-4 is connected with 

cytoskeleton through cytoskeleton associated protein such as α-actinin or integrin α5β1 in 

focal adhesion contact (Greene et al., 2003; Okina et al., 2012) and SDC-4 has been 

described to be involved in FGF-2 or RANTES/CCL5 Rac1 activation (Elfenbein et al., 2009; 

Maillard et al., 2014) and in FGF-2 induced Cdc42 activation (Tkachenko et al., 2004). Rac1 

and Cdc42 are involved in lamellipodia and filopodia formation (Nobes and Hall, 1995) and 

we hypothesize that Rac1 activation due to the SDC-4 intracellular domain induced the 

formation of filopodia that may interact with monocyte and promotes monocyte arrest on 

endothelial cells. Endothelial cell morphology under laminar flow indicates that SDC-4 wild-

type transfected endothelial cells increased RANTES/CCL5-induced filopodia formation. In 

contrast, no filopodia formation was observed in L188QQ or A198del transfected transfected 

cells or GAG-deficient RANTES/CCL5-stimulated SDC-4 wild-type transfected cells. Moreover, 

no filopodia formation was observed in co-transfected cells with SDC-4 wild-type and Rac1 

or Cdc42 dominant negative form (data not shown). These data suggest that intracellular 

domain of SDC-4 mediates RANTES/CCL5-induced filopodia formation through GAG binding 

which could immobilize monocyte and explain the effect of SDC-4 in monocyte recruitment. 

 

Among syndecans, syndecan-1 has been demonstrated to play a role in leukocyte-

endothelial interactions. Indeed, in SDC-1 knock-out mice, the lack of syndecan-1 leads to 

enhanced leukocyte-endothelial cell interactions, increased angiogenesis and increased 

inflammatory responses (Götte et al., 2005). The authors suggested that SDC-1 acts as a 

negative regulator of polymorphonuclear leukocytes and monocyte adhesion to endothelial 

cells. Although somewhat quite in contrast with the study mentioned above, our data 

highlights the fact that SDC-4 plays a role in leukocyte-endothelial interactions, strikingly 

through its intracellular domain. We hypothesize that the altered ability of SDC-4 to activate 

PKC-α and potentially downstream effectors such as members of the Rho family of small 

GTPases may disturb the leukocyte-endothelial interaction. Moreover, it has been shown 

that RANTES/CCL5 mediated T-cell activation and chemotaxis requires Rho GTPase activity 

(Clissi et al., 2000). We suggest that SDC-4 modulation of RANTES/CCL5-induced monocyte 

arrest could be a consequence of SDC-4-dependant intracellular signaling pathways. 

Decrease of RANTES/CCL5-induced monocyte adhesion to SDC-4 wild-type transfected 

endothelial cells deficient in PKC-α, PKC-δ, RhoA, RhoG or Rac1 raise the suggestion that 

RANTES/CCL5-induced monocyte adhesion is dependent of intracellular signaling pathway 

activated by SDC-4. PECAM-1 is a mecanosensor which induced expression of adhesion 
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molecules such as E-selectin, ICAM-1 or VCAM-1. The augmentation of these adhesion 

molecule will increase the recruitment of circulating cells (monocytes, dendritic cells, T 

lymphocytes) (Seneviratne et al., 2013). Indeed, PKC-α has been shown to participate to the 

activation of endothelial cells by enhancing transcription of genes encoding for adhesion 

molecules such as ICAM-1 or VCAM-1 (Ishizuka et al., 1998). Cells transfected with SDC-4-

EGFP wild-type showed an increase of membrane expression of ICAM-1, VCAM-1, PECAM-1 

and E-selectin adhesion molecule in comparison to EGFP transfected ones. Together, our 

data suggest that RANTES/CCL5-induced monocyte arrest on endothelial cells is dependent 

on SDC-4 intracellular signaling pathway activation and adhesion molecule membrane 

expression through SDC-4 intracellular domain. 

 

Monocyte recruitment is a process with successive steps. After monocyte arrest and 

adhesion on endothelium, the monocyte needs to transmigrate across the endothelial cell 

monolayer to reach the tissue. PECAM-1 and VE-cadherin are two adhesion molecules 

involved in the transmigration step. PECAM-1 molecules interact together between 

endothelial cell and monocyte (Woodfin et al., 2007) and the phosphorylation state of VE-

cadherin regulates the tight junction opening between both endothelial cells (Wessel et al., 

2014). RANTES/CCL5 has been showed to promotes leukocyte transmigration through its 

GAG-binding motif (Baltus et al., 2003). We investigate the role of SDC-4 in monocyte 

transmigration using a modified transwell chamber model. Transfected endothelial cells with 

SDC-4 wild-type increased monocyte transmigration whereas stimulation by RANTES/CCL5 

abolished the SDC-4-increased monocyte transmigration. Moreover, RANTES/CCL5-induced 

monocyte arrest is increased on endothelial cells transfected with control plasmid deficient 

in PKC-δ whereas is decreased in SDC-4 transfected endothelial cells deficient in PKC-δ. This 

surprising data suggests that SDC-4 increased monocyte transmigration only in absence of 

RANTES/CCL5. 

 

Our results are consistent with previously published data, suggesting a dual role of 

RANTES/CCL5 and SDC-4 in monocyte recruitment. In the first step of monocyte recruitment, 

RANTES/CCL5 bind to heparan sulfate chains of SDC-4 and increased monocyte arrest. In the 

transmigration step, RANTES/CCL5-SDC-4 complex prevents the transmigration of the 

monocyte across the monolayer. Our hypothesis is that endothelial cell catches the 

monocyte and keeps it to the membrane by forming a complex between RANTES/CCL5 

bound to HS chains of SDC-4 expressed at the membrane of the endothelial cell and to the 

GPCR CCR1 and/or CCR5 expressed at the membrane of the monocyte (Fig. 8). 
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Figure 8 : Hypothetic SDC-4 modulation of RANTES/CCL5-induced monocyte recruitment 

Overexpression of SDC-4 by HUV-EC-Cs increases membrane expression of adhesion molecules ICAM-
1 and PECAM-1 and filopodia formation under flow. Monocyte adhesion on HUV-EC-Cs and 
transmigration across HUV-EC-Cs monolayer are increased in SDC-4 overexpressed HUV-EC-Cs (A). 
RANTES/CCL5 increases filopodia formation under flow and membrane expression of adhesion 
molecules (VCAM-1, PECAM-1, E-selectin) in SDC-4 overexpressed HUV-EC-Cs. RANTES/CCL5-induced 
monocyte adhesion is increased through SDC-4 intracellular domain and intracellular signaling 
pathway (PKC-α, PKC-δ, RhoA, RhoG, Rac1). In contrast, RANTES/CCL5 decreases monocyte 

transmigration across SDC-4 overexpressed HUV-EC-Cs monolayer. It could be explain by formation 
of complex between SDC-4 (HUV-EC-Cs), RANTES/CCL5 and GPCR (monocyte) which keeps monocyte 
at the HUV-EC-Cs membrane and prevents transmigration (B). 
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In summary, our data demonstrate that SDC-4 is a typical co-receptor for the 

chemokine RANTES/CCL5 and that the interaction of both partners leads to increase 

monocyte recruitment. Regarding the multiple role of RANTES/CCL5 in various pathologies, 

including cancer, viral diseases and inflammation, deciphering the mechanism by which 

RANTES/CCL5 exerts its biological activities is a preliminary step to develop new therapeutic 

strategy, for example by targeting the binding of the chemokine to its proteoglycan receptor. 

 

Material and methods 

 

Antibodies and reagents 

 

RANTES/CCL5 and RANTES/CCL5 GAG-deficient mutant (R47E and 44AANA47 (3Ala)) 

and MCP-1 were synthesized by L. Martin and C. Vita (CEA Saclay, Gif-sur-Yvette, France) as 

previously described (Charni et al., 2009; Suffee et al., 2012) and used at 3 nM. Fibronectin 

(100 µg/ml) was from BD Biosciences Pharmingen (Le Pont de Claix, France). DAPI (1 µg/ml, 

4',6'-diamidino-2-phénylindole, a nucleus marker) was from Roth (Lauterbourg, France). 

CMTMR (10 µM, 5-(and-6)-(((4-chloromethyl)benzoyl)amino)tetramethylrhodamine, a 

cytosolic marker) was from Invitrogen (Life Technologies, Cergy Pontoise, France). CPD (5 

µM, Cell Proliferation Dye eFluor 670, a cytosolic marker) was from eBioscience (eBioscience 

S.A.S, Paris, France). PKC-α/β1 inhibitor Gö6976 (1 µM), PKC-δ inhibitor Rottlerin (1 µM) and 

RhoA/RhoG inhibitor C3 exoenzyme (10 ng/ml) were from Sigma-Aldrich (Saint-Quentin 

Fallavier, France). Rac1 inhibitor NSC (1 µM) was from Millipore (Millipore S.A.S, Guyancourt, 

France). TNF-α (1 ng/ml, Tumor Necrosis Factor α) was from Gibco (Life Technologies). 

 

Antibodies were used at a 1 µg/ml concentration: primary antibodies mouse IgG1 

anti-human ICAM-1 (P2A4) was from Millipore, mouse IgG1 anti-human PECAM-1 (JC70), 

mouse IgG2a anti-human E-selectin (CTB202) and rat IgG1 (M/K-2) anti-human VCAM-1 were 

from Santa Cruz Biotechnology (Tebu Bio, Le Perray-en-Yvelines, France). Isotype controls, 

mouse IgG1, mouse IgG2a and rat IgG1 were from BD Biosciences Pharmingen. Secondary 

antibodies Alexa Fluor 647-goat anti-mouse IgG and Alexa Fluor 647-goat anti-rat IgG were 

from Invitrogen. 
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cDNA contructs 

 

Syndecan-4 plasmids pEGFP-N3 (Control), pEGFP-N3-SDC-4 wild-type (SDC4WT), 

pEGFP-N3-SDC-4-S179A (S179A), pEGFP-N3-SDC-4-L188QQ (L188QQ), pEGFP-N3-SDC-4-

A198del (A198del) were obtained as previously described (Maillard et al., 2014). 

 

Cell culture, transfection and transduction 

 

Human umbilical vein endothelial cells (HUV-EC-Cs, N° CRL-1730, ATCC) were 

cultured as previously described (Suffee et al., 2012). Mono-Mac 6 (MM6, Institute for 

Immunology, University of Munich, Germany) were cultured in RPMI 1640 supplemented 

with 10 % fetal calf serum (Lonza, Levallois-Perret, France) and 1 % penicillin-streptomycin 

(Lonza). 

 

HUV-EC-Cs were harvested and 106 cells were incubated with 5 µg of plasmid in 100 

µl Amaxa cell line nucleofector solution V (Lonza). Cells were transfected using protocol V-

001 of AMAXA nucleofector device II (Lonza). Transfected cells were cultured at 106 cells/ml 

in ECBM2 12 % serum. After 8 hours, dead cells were removed and fresh media was added. 

The cell transfection efficiency was verified by flow cytometry as previously described 

(Maillard et al., 2014). 

 

Flow cytometry 

 

Transfected cells were treated 32 hours after the transfection by TNF-α for 16 hours 

and then incubated or not with RANTES/CCL5 for 2 hours. Transfected cells were fixed and 

adhesion molecule expression at transfected endothelial cell membrane was assessed by the 

use of specific antibodies directed against ICAM-1, VCAM-1, PECAM-1 or E-selectin or with 

isotype controls revealed by Alexa Fluor 647-goat anti mouse IgG or Alexa Fluor 647-goat 

anti rat IgG as secondary antibodies. Adhesion molecule membrane expression of 

transfected (EGFP positive) endothelial cells was analyzed by flow cytometry. 
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Monocyte arrest in static condition 

 

HUV-EC-Cs transfected cells were incubated at 3.105 cells in 8-well labtek for 24 

hours to obtain a monolayer. HUV-EC-Cs were then stained with CMTMR. After 16 hours of 

TNF-α treatment, transfected cells were incubated or not with RANTES/CCL5 for 2 hours. 

Pre-stained MM6 with DAPI were added for 30 minutes. Cells were then fixed and the 

number of monocytes arrested on HUV-EC-Cs monolayer was quantified under fluorescence 

microscopy (Zeiss, AXIOPHOT). In parallel, HUV-EC-Cs incubated with RANTES/CCL5 were 

pretreated or not with PKC-α, PKC-δ, Rac1 or RhoA/RhoG pharmacological inhibitor. 

 

Monocyte arrest under flow condition 

 

HUV-EC-Cs transfected cells were incubated at 4.105 cells in µ-slide flow chamber (µ-

slide I0.4Luer, Biovalley, , Marne la Vallée, France) for 24 hours to obtain a monolayer. HUV-

EC-Cs were then stained with CMTMR. After 16 hours of TNF-α treatment, transfected cells 

were incubated or not with RANTES/CCL5 for 2 hours. Pre-stained MM6 with DAPI were 

added under flow condition at 0.67 dyn/cm² with peristaltic pump (Miniplus 2, Gilson, 

Villiers-le-Bel, France) for 10 minutes. Cells were then fixed and the number of monocytes 

arrested on HUV-EC-Cs monolayer was quantified under fluorescence microscopy (Zeiss, 

AXIOPHOT). In parallel, HUV-EC-Cs incubated with RANTES/CCL5 were pretreated or not with 

PKC-α or RhoA/RhoG pharmacological inhibitor. 

 

Monocyte transmigration in modified transwell chamber 

 

HUV-EC-Cs transfected cells were incubated at 2,5.105 cells in the upper chamber 

preacoated by fibronectin of a Boyden transwell chamber  (Beckton Dickinson, Le Pont de 

Claix, France) for 32 hours to obtain a monolayer. HUV-EC-Cs were then activated 16 hours 

by TNF-α and incubated or not with RANTES/CCL5 for 2 hours. Pre-stained MM6 with CPD 

were added in the upper chamber for 2 hours and MCP-1 solution in the lower chamber. 

Monocytes in the lower chamber were then quantified by flow cytometry. In parallel, HUV-

EC-Cs incubated with RANTES/CCL5 were pretreated or not with PKC-α or PKC-δ 

pharmacological inhibitor. 
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Live fluorescent microscopy 

 

HUV-EC-Cs transfected cells were seeded on a glass bottom dish (MatTek 

Corporation, Ashland, MA, USA). Transfected cells were stimulated by TNFα for 16 hours 32 

hours after the transfection and then incubated or not with RANTES/CCL5 wild type or GAG-

deficient (R47E or 3Ala) for 2 hours. Morphology of HUV-EC-Cs was analyzed under flow 

condition at 0.67 dyn/cm² with peristaltic pump (Miniplus 2, Gilson, Villiers-le-Bel, France) 

for 10 minutes by confocal laser scanning fluorescence microscopy (model LSM 510 invert, 

Carl Zeiss, Jena, Germany). EGFP-SDC-4 was monitored at 488-nm argon excitation using a 

510 to 535 nm band pass barrier filter. 

 

Statistical analysis 

 

Results are presented as mean ± SEM. Statistical significance was assessed by one-

way analysis of variance (ANOVA) test performed with the Statview software (StatView 4.5 

Abacus Concepts, Berkeley, CA, USA). A P value of < 0.05 was used as the criterion of 

statistical significance. 
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Discussion 
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Une activation de l’endothélium peut être causée par différents facteurs tels qu’une 

modification du flux sanguin, une infection ou la présence de facteurs pro-inflammatoires ou 

pro-angiogéniques. Suivant le stimulus, les cellules endothéliales peuvent exprimer des 

molécules d’adhérence à leur surface apicale (en contact avec le sang) afin de faciliter le 

recrutement de cellules circulantes immunitaires ou acquérir un phénotype prolifératif et 

migratoire et enclencher un processus angiogénique.  

 

Lors de l’athérosclérose, l’obstruction artérielle provoque la sécrétion de facteurs 

pro-angiogéniques (cytokines, chimiokines, facteurs de croissances) permettant la formation 

de nouveaux vaisseaux sanguins depuis le vasa vasorum présent dans l’adventice. Les 

nouveaux vaisseaux sanguins formés dans la plaque d’athérome augmentent la taille de la 

plaque et peuvent la déstabiliser, risquant de causer sa rupture (Sluimer and Daemen, 2009). 

Au cours du processus tumoral, la sécrétion de facteurs proangiogéniques par les cellules 

tumorales et/ou les Macrophges Associés aux Tumeurs (TAM) favorisent une 

néoangiogenèse augmentant la croissance de la tumeur. Parmi ces facteurs pro-

angiogéniques, il a été montré que la chimiokine RANTES/CCL5 jouait un rôle important dans 

l’angiogenèse tumorale (Soria and Ben-Baruch, 2008). 

 

Notre laboratoire a récemment démontré le rôle pro-angiogénique de RANTES/CCL5 

in vitro sur une lignée de cellules endothéliales matures, les HUV-EC-Cs, et in vivo dans un 

modèle d’implantation sous-cutanée chez le rat (Suffee et al., 2012). RANTES/CCL5 peut se 

fixer à la membrane de cellules endothéliales par l’intermédiaire de ses RCPG CCR1 et CCR5. 

Notre laboratoire a montré que la régulation des effets de RANTES/CCL5 était liée en partie 

à son interaction avec les chaînes HS de différents protéoglycanes membranaires (CD44, 

SDC-1, SDC-4) (Slimani et al., 2003a, 2003b; Sutton et al., 2007; Charni et al., 2009; Suffee et 

al., 2012). 

 

Le SDC-4 est un protéoglycane transmembranaire à chaînes HS. Il a été montré que le 

SDC-4 stimule l’angiogenèse in vitro et in vivo (Horowitz et al., 2002; Corti et al., 2013). La 

fixation du facteur de croissance pro-angiogénique FGF-2 au SDC-4 entraîne son activation 

par déphosphorylation de la sérine 179 (183 chez le rat) de son domaine intracellulaire par 

une phosphatase de la famille PP1 ou PP2A (PP1/2A). Le SDC-4 déphosphorylé peut alors 

fixer le PIP2 au niveau de son domaine intracellulaire variable, ce qui entraîne 

l’oligomérisation de plusieurs SDC-4 conduisant à l’activation de la PKC-α et des protéines 

RhoG, Rac1 et Cdc42 (Horowitz and Simons, 1998; Horowitz et al., 1999, 2002; Tkachenko et 

al., 2006; Elfenbein et al., 2009, 2012). Le FGF-2 induit ainsi une angiogenèse dépendante du 

SDC-4 en association avec son récepteur classique FGFR (Figure 68). 
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Figure 68 : Signalisation intracellulaire du SDC-4 en réponse au FGF-2 
La fixation du FGF-2 aux chaînes HS du SDC-4 induit la fixation d’une phosphatase PP1/2A au 

domaine C2 intracellulaire du SDC-4 (1) qui déphosphoryle la sérine en position 179 (2). Le PIP2 

interagit avec le domaine V intracellulaire du SDC-4 (3) ce qui permet l’oligomérisation de plusieurs 

SDC-4 (4). Les SDC-4 oligomérisés activent des voies de signalisation intracellulaires telles que la PKC-

α, RhoG, Rac1 et Cdc42 (5) conduisant à une angiogenèse (6) (Horowitz and Simons, 1998; Horowitz 

et al., 1999, 2002; Tkachenko et al., 2006; Elfenbein et al., 2009, 2012). 

 

RANTES/CCL5 peut se fixer au SDC-4 de manière similaire au FGF-2 et notre 

laboratoire a récemment suggéré que l’effet pro-angiogénique de RANTES/CCL5 était 

dépendant de sa capacité à se fixer aux protéoglycanes membranaires, et plus 

particulièrement au CD44, SDC-1 et SDC-4 (Suffee et al., 2012). 

 

Choix des outils 

Ces différents travaux nous ont conduits à déterminer si le SDC-4 constituit un 

corécepteur fonctionel de RANTES/CCL5, c'est-à-dire, si l’effet de RANTES/CCL5 était 

dépendant d’une signalisation intracellulaire induite par l’activation du SDC-4. Trois mutants 

intracellulaires du SDC-4 ont été développés au laboratoire. Le premier mutant 

intracellulaire est le mutant S179A, la sérine en position 179 (183 chez le rat) est mutée en 
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alanine, empêchant le SDC-4 d’être phosphorylé. La phosphorylation de cette sérine 

maintient le SDC-4 dans un état inactif et il a été montré que cette mutation permettait une 

activation constitutive de la PKC-α (Horowitz and Simons, 1998). Le deuxième mutant 

intracellulaire est le mutant L188QQ, la tyrosine 188 et les lysines 189 et 190 (192, 193 et 

194 respectivement chez le rat) impliqués dans la liaison du PIP2 sont mutés respectivement 

en leucine, glutamine et glutamine. Le PIP2 est important pour l’activation de la PKC-α par le 

SDC-4 et il a précédemment été montré que ces mutations empêchent la fixation du PIP2 au 

domaine intracellulaire du SDC-4 muté (Horowitz et al., 2002). Le troisième mutant 

intracellulaire est le mutant A198del où l’alanine en position 198 (202 chez le rat) est 

délétée. Cette alanine en position C-terminale fait partie du motif EFYA, séquence impliquée 

dans la fixation des protéines à domaines PDZ. Plusieurs études ont montré que la délétion 

de l’alanine C-terminale perturbe la fixation des protéines à domaine PDZ, dont la 

phosphatase de la famille PP1/2A fait partie. Cette phosphatase est essentielle dans 

l’activation du SDC-4 étant donné qu’elle déphosphoryle la sérine en position 179 (Gao et al., 

2000; Horowitz et al., 2002; Tkachenko et al., 2006). 

 

Afin de déterminer l’importance du SDC-4 et de son domaine intracellulaire dans 

l’effet pro-angiogénique de RANTES/CCL5, ces différents mutants du SDC-4 ainsi que le SDC-

4 sauvage ont été fusionnés avec la protéine fluorescente EGFP du coté C-terminal 

intracellulaire du SDC-4 dans un plasmide pEGFP-N3. Nous avons choisi un marquage en C-

terminal intracellulaire plutôt que N-terminal extracellulaire afin de s’affranchir de la perte 

de fluorescence qui pourrait être due au clivage de l’ectodomaine du SDC-4 par des 

protéases (Manon-Jensen et al., 2013). Les différents plasmides pEGFP-N3 (control), pEGFP-

N3-SDC-4 (SDC4WT), pEGFP-N3-SDC-4-S179A (S179A), pEGFP-N3-SDC-4-L188QQ (L188QQ) et 

pEGFP-N3-SDC-4-A198del (A198del) ont été transfectées transitoirement par nucléofection 

dans une lignée de cellules endothéliales matures, les HUV-EC-Cs. Après avoir vérifié 

l’efficacité de transfection de nos plasmides (Article 1, Figure 1), nous avons vérifié que 

l’addition d’une protéine fluorescente en C-terminal intracellulaire ne perturbait pas la 

migrtion induite par RANTES/CCL5 (Figure 43). Le SDC-4 étant une protéine 

transmembranaire, nous avons confirmé par cytométrie en flux, western blot et microscopie 

confocale que toutes les formes de SDC-4-EGFP (sauvage et mutantes) sont exprimées à la 

membrane des cellules HUV-EC-Cs (Article 1, Figure 1 et Figure 44). 

 

Le SDC-4 est un protéoglycane portant trois chaînes GAG de type HS dans sa partie 

extracellulaire. La surexpression du SDC-4 ne sature pas les enzymes responsables de la 

glycosylation (EXT-1 et EXT-2) et les GAG portés par le SDC-4 sont sulfatés (Article1, Figure 1 

et Figures 45 et 46). Nous avons également éteint l’expression du SDC-4 par l’utilisation d’un 

siRNA ciblant le SDC-4 puis nous avons restauré son expression avec le plasmide pEGFP-N3-

SDC-4. Les cellules exprimant seulement le SDC-4 exogène (siRNA anti-SDC-4 puis plasmide 
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SDC-4) ont une migration induite par RANTES/CCL5 plus faible que les cellules exprimant le 

SDC-4 endogène et exogène (siRNA control puis plasmide SDC-4), ce qui nous laisse penser 

que les cellules surexprimant le SDC-4 (endogène et exogène) possèdent plus de sites de 

fixation pour RANTES/CCL5 que les cellules exprimant un SDC-4 restauré (seulement 

exogène) (Figure 47). Ces différents résultats confirment que la surexpression du SDC-4 

n’induit pas une limitation des capacités de glycosylation ni de sulfatation du SDC-4. 

 

Tous ces résultats nous confirment que nos constructions et notre modèle de 

surexpression nous permettent d’étudier l’implication du SDC-4 et du domaine 

intracellulaire du SDC-4 dans les effets pro-angiogéniques de RANTES/CCL5. 

 

Analyse du processus angiogénique 

L’angiogenèse est un processus en plusieurs étapes. Nous avons montré que le SDC-4 

était impliqué dans plusieurs de ces étapes. Pour former un nouveau vaisseau sanguin, les 

cellules endothéliales doivent se déplacer vers un gradient chimiotactique. Nous avons 

montré que le SDC-4 participe à la fois la migration et l’invasion des HUV-EC-Cs induite par 

RANTES/CCL5 de manière dépendante du domaine intracellulaire du SDC-4. En effet, la 

surexpression du SDC-4 sauvage ou muté sur la sérine 179 potentialise l’effet pro-migratoire 

induit par RANTES/CCL5 par rapport aux cellules surexprimant les deux autres mutants du 

SDC-4 (L188QQ ou A198del). De plus, en absence de stimulation les cellules surexprimant la 

forme S179A migrent plus que les cellules surexprimant les trois autres formes (sauvage, 

L188QQ ou A198del) (Article 1, Figure 2 et Figure 48). 

 

La migration est un processus nécessitant que la cellule s’étale sur le support puis se 

détache au niveau du pôle postérieur et se rétracte vers le pôle antérieur lui permettant une 

migration directionnelle. Cette migration nécessite l’implication du cytosquelette. Le 

cytosquelette d’actine forme des points de contacts focaux avec le support au pôle antérieur 

de la cellule puis les microtubules et la myosine vont rétracter le pôle postérieur de la cellule 

vers le pôle antérieur afin que la cellule migre de manière directionnelle. Ce processus fait 

intervenir de nombreuses protéines telles que la PKC-α, Rac1 et Cdc42 (Woodham and 

Machesky, 2014). RANTES/CCL5 permet la formation d’une polarisation de la cellule. 

RANTES/CCL5 induit une rétractation du pôle postérieur des cellules surexprimant le SDC-4 

sauvage ou muté sur la sérine 179 mais pas des cellules surexprimant les deux autres 

mutants du SDC-4 (L188QQ ou A198del) (Article 1, Figure 2). Par ailleurs, l’étalement des 

cellules induit par RANTES/CCL5 est également dépendant du SDC-4 et de son domaine 

intracellulaire (Article 1, Figure 3). 
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Le SDC-4 est également impliqué dans l’adhérence des cellules à un support et 

RANTES/CCL5 stimule l’adhérence induite par le SDC-4. En effet, la surexpression du SDC-4 

sauvage entraîne une augmentation de l’adhérence cellulaire et RANTES/CCL5 induit 

davantage l’adhérence des cellules surexprimant le SDC-4 sauvage. De plus, l’adhérence 

induite par RANTES/CCL5 est dépendante de l’activation du domaine intracellulaire du SDC-4 

(Figure 51). 

Le domaine intracellulaire du SDC-4 est impliqué dans l’angiogenèse in vitro induite 

par RANTES/CCL5 en favorisant la formation de réseaux vasculaires. En effet, la 

surexpression du SDC-4 sauvage ou muté sur la sérine 179 potentialise l’angiogenèse induite 

par RANTES/CCL5 par rapport aux cellules surexprimant les deux autres mutants du SDC-4 

(L188QQ ou A198del) (Article 1, Figure 3). 

Tous ces résultats nous suggèrent que le SDC-4, par l’intermédiaire de son domaine 

intracellulaire, est impliqué dans plusieurs étapes du processus angiogénique induit par 

RANTES/CCL5. 

 

Rôle de la PKC-α 

L’activation du SDC-4 semble importante pour réguler l’effet de RANTES/CCL5. Il a été 

montré que l’activation du SDC-4 nécessite la déphosphorylation de la sérine 179 (183 chez 

le rat) (Horowitz and Simons, 1998). Nous avons montré que RANTES/CCL5 pouvait 

déphosphoryler la sérine 179 de manière similaire au FGF-2, et donc activer le SDC-4 (Article 

1, Figure 4). Il a précédemment été montré que cette déphosphorylation induite par le FGF-2 

conduisait à l’activation de la PKC-α (Horowitz and Simons, 1998). Nous avons voulu vérifier 

si la signalisation intracellulaire dépendante du SDC-4 induite par RANTES/CCL5 était 

semblable à celle induite par le FGF-2. Etant donné que l’activation de la PKC-α nécessite sa 

translocation membranaire (Collazos et al., 2006), nous avons déterminé que le SDC-4 était 

nécessaire à la translocation membranaire de la PKC-α induite par RANTES/CCL5 par western 

blot et microscopie confocale et qu’une modification du domaine intracellulaire du SDC-4 

perturbait cette activation. En effet, RANTES/CCL5 permet une translocation membranaire 

de la PKC-α pour les cellules surexprimant le SDC-4 sauvage ou muté sur la sérine 179 mais 

pas pour les cellules surexprimant les deux autres mutants du SDC-4 (L188QQ ou A198del). 

De plus, en absence de stimulation, la PKC-α est présente à la membrane de cellules 

surexprimant la forme S179A (confirmant les résultats précédemment publiés (Horowitz and 

Simons, 1998)) mais pas à la membrane de cellules surexprimant les trois autres formes 

(sauvage, L188QQ ou A198del) (Article 1, Figure 5 et Figure 49). 

 

RANTES/CCL5 est une chimiokine qui se lie à ses RCPG « classiques » CCR1 et CCR5. Il 

a été montré que bloquer l’interaction de RANTES/CCL5 avec CCR5 perturbait 
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l’augmentation calcique intracellulaire induite par la chimiokine (Barroso-Gonzalez et al., 

2009). La PKC-α est classiquement décrite comme une kinase nécessitant la fixation de 

calcium pour son activation. L’activation de la PKC-α induite par RANTES/CCL5 pourrait être 

à la fois dépendante du SDC-4 et de ses récepteurs CCR1 et/ou CCR5. Afin de déterminer si 

l’activation de la PKC-α induite par RANTES/CCL5 est dépendante uniquement du SDC-4 ou 

en association avec ses RCPG, nous avons étudié en microscopie confocale la translocation 

de la PKC-α de cellules surexprimant le SDC-4 mais déficientes en CCR1, CCR5 ou les deux 

RCPG. Il s’avère que la délétion d’un seul des RCPG conduit à l’incapacité de RANTES/CCL5 

d’induire la translocation membranaire de la PKC-α (Figure 57). Ceci suggère que les RCPG et 

le SDC-4 agissent de concert pour induire l’activation de la PKC-α. Notre laboratoire a 

précédemment montré que le SDC-4 formait un complexe avec le récepteur CXCR4 en 

présence ou en absence de la chimiokine SDF-1/CXCL12 (Hamon et al., 2004). De plus, le 

SDC-4 forme un complexe avec le récepteur CCR5 à la membrane de macrophages ou de 

cellules HeLa (carcinome épidermoïde du col utérin) en absence de chimiokine et la 

chimiokine RANTES/CCL5 s’associe à ce complexe (Slimani et al., 2003a, 2003b). La présence 

d’un complexe entre le SDC-4 et CCR5 ou CCR1 à la surface de nos cellules HUV-EC-Cs 

transfectées pourrait expliquer la nécessité de l’un comme l’autre des récepteurs dans la 

translocation membranaire de la PKC-α induite par l’axe SDC-4-RANTES/CCL5. La 

cotransfection de nos cellules endothéliales avec des RCPG couplés à des fluorochromes 

(DsRed ou mCherry par exemple) et le SDC-4-EGFP (vert) pourrait nous permettre d’analyser 

en microscopie confocale la formation d’un complexe. L’implication de RANTES/CCL5 dans 

ce complexe pourrait être déterminée en utilisant du RANTES/CCL5 biotinylé (Suffee et al., 

2012) révélé à l’aide de streptavidine fluorescente (bleue). 

 

Certaines études ont montré que le SDC-4 pouvait activer la PKC-α de manière 

dépendante du PIP2 et indépendamment du calcium (Horowitz and Simons, 1998; Horowitz 

et al., 1999, 2002; Murakami et al., 2002) en contradiction avec de nombreuses données 

bibliographiques qui décrivent la PKC-α comme étant calcium dépendante. La PKC-α est sous 

forme inactive dans le cytosol. La présence de calcium entraîne la translocation à la 

membrane plasmique de la PKC-α grâce à la fixation à la phosphatidylsérine (PS) et au PIP2, 

permettant l’activation de la kinase (Ziemba et al., 2014) (Figure 69). 
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Figure 69 : Mécanisme d’activation de la PKC-α 
(A) La PKC-α est constituée d’un pseudopeptide inhibiteur (P), de deux domaines inhibiteurs (C1A et 

C1B), d’un domaine de ciblage à la membrane (C2) et d’un domaine kinase. 

(B) Dans le cytosol, les domaines inhibiteurs (C1A et C1B) et le pseudopeptide inhibiteur de la PKC-α 

sont repliés sur le domaine kinase, rendant la protéine inactive (i). En présence de calcium, la PKC-α 

est transloquée à la membrane plasmique par fixation du domaine C2 avec deux molécules de 

phosphatidylsérine (PS) (ii). Une molécule de PS est remplacée par un PIP2, rapprochant les 

domaines inhibiteurs de la membrane (iii). Les deux domaines inhibiteurs se fixent à une PS et un 

diacylglycérol (DAG) libérant le pseudopeptide inhibiteur du domaine kinase rendant la PKC-α active 

(iv) (Ziemba et al., 2014). 

 

La Phospholipase C (PLC) peut hydrolyser le PIP2 en DAG et IP3 ce qui induit une 

augmentation calcique et permet la translocation membranaire de la PKC-α conduisant à son 

activation. Cependant, il a été montré que la PKC-α pouvait être transloquée à la membrane 

en absence de PLC. En effet, l’association de PIP2 avec le SDC-4 permet la localisation 

membranaire de la PKC-α (Son et al., 2006). La présence de calcium, PS et dioléine permet 

l’activation de la PKC-α. Pourtant, la PKC-α peut être activée en présence de PIP2 et de SDC-

4. En effet, un peptide codant pour la séquence cytoplasmique du SDC-4 permet l’activation 

de la PKC-α en présence de PIP2 si la sérine 179 du SDC-4 est déphosphorylée (Horowitz and 

Simons, 1998). La fixation du PIP2 au domaine variable du SDC-4 est un pré-requis pour 

l’activation de la PKC-α (Horowitz et al., 1999). De plus, l’activation de la PKC-α par le PIP2 

semble être régulée par la PKC-δ (Murakami et al., 2002). 

 

En utilisant des chélateurs de calcium (EGTA et Bapta-AM), nous avons remarqué en 

microscopie confocale que la PKC-α était déjà présente à la membrane de cellules 

surexprimant le SDC-4 avant toute stimulation et que la PKC-α redevient cytosolique en 

présence de RANTES/CCL5 (Figure 56). Ce résultat surprenant, ainsi que les résultats 

précédents, nous laissent penser que le SDC-4 peut activer la PKC-α en absence de calcium. 
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Une hypothèse expliquant la diminution induite par RANTES/CCL5 de l’expression 

membranaire de la PKC-α pourrait être que toutes les PKC-α de la cellule aient déjà été 

activées avant le traitement par RANTES/CCL5. La chimiokine n’activerait pas la PKC-α mais 

une protéine inactivant la PKC-α (boucle d’autorégulation négative). Il a été montré que la 

PKC-δ était la kinase responsable de la phosphorylation de la sérine 179, conduisant à 

l’inactivation du SDC-4 et de la PKC-α (Murakami et al., 2002). 

 

Rôle de la PKC-δ 

Comme pour la PKC-α, la PKC-δ nécessite sa translocation membranaire pour être 

activée (Collazos et al., 2006). Nous avons étudié l’implication de RANTES/CCL5 et du SDC-4 

dans la translocation membranaire de la PKC-δ en microscopie confocale. Nous avons 

montré que RANTES/CCL5 induit la translocation membranaire de la PKC-δ via le domaine 

intracellulaire du SDC-4. En effet, RANTES/CCL5 permet une translocation membranaire de la 

PKC-δ pour les cellules surexprimant le SDC-4 sauvage ou muté sur la sérine 179 mais pas 

pour les cellules surexprimant les deux autres mutants du SDC-4 (L188QQ ou A198del). De 

plus, en absence de stimulation la PKC-δ est présente à la membrane de cellules 

surexprimant la forme S179A mais pas de cellules surexprimant les trois autres formes 

(sauvage, L188QQ ou A198del) (Figure 59). 

 

Etant donné qu’il semble exister une boucle de régulation entre la PKC-α et la PKC-δ 

(Bass and Humphries, 2002), nous avons voulu analyser si l’inhibition d’une des PKC avait 

une incidence sur la translocation membranaire de l’autre PKC. Il s’avère que l’inhibition de 

la PKC-δ n’a pas d’effet sur la translocation membranaire de la PKC-α induite par l’axe 

RANTES/CCL5-SDC-4 alors que l’inhibition de la PKC-α induit une localisation membranaire 

de la PKC-δ en absence de stimulation et qui reste stable après une stimulation par 

RANTES/CCL5 (Figure 60). Il semblerait que la PKC-α régule négativement l’activation de la 

PKC-δ alors que l’inverse a été décrit pour le SDC-4 (Bass and Humphries, 2002). Ces 

résultats ont été obtenus par l’utilisation d’inhibiteurs pharmacologiques. Les inhibiteurs 

pharmacologiques sont décrits comme spécifiques d’une protéine mais peuvent également 

inhiber à des concentrations plus importantes d’autres isoformes de cette même protéine. 

Par exemple, l’inhibiteur Gö6976 que nous utilisons pour inhiber la PKC-α a une 

concentration inhibitrice médiane (IC50) de 2.3 nM pour la PKC-α et 6.2 nM pour la PKC-β1, 

démontrant la spécificité relative des inhibiteurs pharmacologiques. En revanche, cet 

inhibiteur n’a pas d’effet sur les PKC-δ, PKC-γ et PKC-ε. Afin de confirmer ces résultats, il 

serait intéressant de cibler directement les ARNm de la PKC-α ou de la PKC-δ par l’utilisation 

soit de siRNA soit de plasmides codant des formes inactives des kinases (dominant négatif). 
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Tous les résultats présentés en microscopie confocale concernant la translocation 

membranaire de la PKC-α (Figures 56, 57 et 60) et de la PKC-δ (Figures 59 et 60) nécessitent 

une confirmation en western blot. En effet, la microscopie confocale nous permet d’avoir 

une information qualitative et visuelle de la translocation membranaire en temps réel alors 

que le western blot nous permettrait d’obtenir une information quantitative quant à la 

translocation membranaire des PKC. 

 

Implication d’une signalisation intracellulaire liée au SDC-4 

Suite à l’activation de la PKC-α par l’axe FGF-2-SDC-4, il a été montré que la voie 

RhoG-Rac1 était activée (Elfenbein et al., 2009). Nous avons montré que RANTES/CCL5 

permettait également l’activation de Rac1 par l’intermédiaire du domaine intracellulaire du 

SDC-4. En effet, RANTES/CCL5 active Rac1 dans des cellules surexprimant le SDC-4 sauvage 

ou muté sur la sérine 179 mais pas dans des cellules surexprimant les deux autres mutants 

du SDC-4 (L188QQ ou A198del). De plus, en absence de stimulation par RANTES/CCL5, Rac1 

est déjà active dans des cellules surexprimant la forme S179A du SDC-4 mais pas dans des 

cellules surexprimant les trois autres formes (sauvage, L188QQ ou A198del) (Article 1, Figure 

5). L’activation constitutive de Rac1 dans des cellules exprimant le mutant S179A du SDC-4 

pourrait être expliquée par l’activation constitutive de la PKC-α que nous avons 

précédemment décrit (Article 1, Figure 5). En effet, il a été montré qu’en réponse au FGF-2, 

la PKC-α activée par le SDC-4 pouvait induire la forme active de Rac1 (Elfenbein et al., 2009). 

 

Nous avons montré que le SDC-4 régulait les effets pro-angiogéniques de 

RANTES/CCL5. Etant donné que cette régulation passe par l’activation du SDC-4 et de son 

domaine intracellulaire, nous nous sommes posé la question de la signalisation 

intracellulaire impliquée dans l’angiogenèse induite par l’axe RANTES/CCL5-SDC-4. Pour ce 

faire, nous avons analysé l’adhérence, la migration et l’angiogenèse in vitro induites par 

RANTES/CCL5 d’HUV-EC-Cs surexprimant le SDC-4 en présence d’inhibiteurs 

pharmacologiques de différentes protéines intracellulaires. Nous avons remarqué que la 

PKC-α, PKC-δ, RhoA et RhoG sont impliquées dans l’adhérence (Figure 53), que la PKC-α, 

PKC-δ, RhoA, RhoG, PP1/2A, Rho Kinase, JNK/SAPK, MAPK, Rac1 et Cdc42 sont impliquées 

dans la migration (Article 1, Figure 4 et Figure 54) et que la PKC-α, PKC-δ, PP1/2A, Rac1 et 

Cdc42 sont impliquées dans l’angiogenèse in vitro (Article 1, Figure 4 et Figure 55). Ces 

résultats concordent avec de précédents résultats montrant l’implication de la voie PKC-α-

MAPK dans l’angiogenèse in vivo (Corti et al., 2013) ou encore la voie RhoG-Rac1 dans la 

migration in vitro (Elfenbein et al., 2009). Les résultats ayant été obtenus à l’aide 

d’inhibiteurs pharmacologiques, il serait intéressant d’utiliser des siRNA ciblant directement 

les ARNm des différentes protéines de signalisation ou des plasmides codant pour des 

formes inactives des protéines (dominant négatif) afin de confirmer ces résultats. 
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Nous avons commencé à analyser différentes voies de signalisations intracellulaires 

induites par l’axe RANTES/CCL5-SDC-4 impliquées dans l’adhérence (Figure 53), la migration 

(Figure 54) et l’angiogenèse in vitro (Figure 55). Il serait intéressant d’analyser si d’autres 

voies de signalisation, et notamment la voie PI3K, participent à l’angiogenèse induite par 

l’axe RANTES/CCL5-SDC-4. En effet, il a été montré l’importance de la voie PI3K-Akt dans la 

modulation de l’angiogenèse in vitro et in vivo (Jiang and Liu, 2009). Nous pourrions 

également analyser l’état d’activation du facteur de transcription NFκB par l’axe 

RANTES/CCL5-SDC-4. Cela nous informerait sur l’effet indirect de RANTES/CCL5 et du SDC-4 

dans l’angiogenèse. En effet, le facteur NFκB est impliqué dans l’angiogenèse (Tammali et al., 

2011) et il favorise l’expression du SDC-4 (Zhang et al., 1999). 

 

Implication du cytosquelette dans l’angiogenèse 

Le processus angiogénique nécessite un remodelage du cytosquelette pour 

permettre à la cellule de s’étaler et migrer. Le SDC-4 interagit avec le cytosquelette via son 

domaine cytoplasmique. Le SDC-4 interagit avec de nombreuses protéines liées au 

cytosquelette telles que les protéines 4.1, ezrine, radixine et moesine (FERM) via son 

domaine C1. Le syndesmose interagit avec les domaines C1 et V du SDC-4 et avec la paxilline, 

une protéine permettant la formation des contacts focaux, nécessaires à l’adhérence des 

cellules à la matrice extracellulaire. Le domaine V permet une interaction avec l’α-actinine, 

liée au cytosquelette d’actine, et le domaine C2 avec la CASK, Tiam-1, syntenine, synbindine 

et synectine (Roper et al., 2012). De manière Rho dépendante, le SDC-4 permet également 

l’activation de la FAK, une protéine permettant la formation des contacts focaux (Wilcox-

Adelman et al., 2002) (Figure70). 
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Figure 70 : Syndécane-4 et cytosquelette 
Après interaction du PIP2 avec le domaine variable du SDC-4, plusieurs SDC-4 sont oligomérisés 

permettant l’activation de la PKC-α. Le domaine cytoplasmique du SDC-4 interagit également avec 

des protéines telles que CASK, l’α-actinine, le paxilline via le syndesmose et les protéines de la famille 

FERM permettant de faire le lien avec le cytosquelette d’actine (actine filamenteuse, taline, 

vinculine). Le domaine extracellulaire du SDC-4 interagit avec l’intégrine α5β1 et la fibronectine ce 

qui permet la formation de contacts focaux via l’activation de la FAK. Le SDC-4 est ainsi un lien entre 

la matrice extracellulaire et le cytosquelette d’actine permettant l’étalement et la migration 

cellulaires (Beauvais and Rapraeger, 2004). 

 

Le domaine C2 du SDC-4 est important dans la formation des contacts focaux. La 

formation des contacts focaux permettant l’adhérence de cellules sur le fibronectine est 

dépendante à la fois des intégrines et du SDC-4 (Saoncella et al., 1999). La délétion du 

domaine C2 du SDC-4 réduit le nombre de contact focaux formés par des fibroblastes 

(Longley et al., 1999). Le domaine C2 du SDC-4 est également important pour la migration 

des cellules. En effet, une mutation au niveau du domaine de fixation aux protéines à 

domaine PDZ du SDC-4 abolit la migration induite par le FGF-2 (Horowitz et al., 2002; 

Tkachenko et al., 2006). L’étalement et la migration de cellules est dépendante de 

l’interaction entre le domaine C2 du SDC-1 ou du SDC-4 et l’intégrine α6β4 (Wang et al., 
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2014). Nos résultats suggèrent que la migration induite par RANTES/CCL5 est également 

dépendante du domaine de fixation aux protéines à domaine PDZ du SDC-4 (Article 1, Figure 

2). 

 

Il pourrait être intéressant d’étudier le rôle de l’axe SDC-4-RANTES/CCL5 sur la 

réorganisation du cytosquelette nécessaire à la migration. La présence du complexe SDC-4-

RANTES/CCL5 au niveau de contacts focaux pourrait être étudiée par microscopie confocale. 

Il serait également intéressant d’étudier l’activation de protéines impliquées dans la 

formation des contacts focaux, telle que la FAK. 
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Analyse du recrutement monocytaire 

Lors du développement de l’athérosclérose, des monocytes s’infiltrent dans l’espace 

sous-endothélial. L’endothélium peut donc avoir un rôle crucial dans le développement de 

l’athérosclérose en régulant le recrutement monocytaire. Les chimiokines ont des propriétés 

chimio-attractantes, elles vont attirer le monocyte vers le tissu à l’aide d’un gradient de 

concentration. Il a été montré que plusieurs chimiokines sont impliquées dans le 

recrutement monocytaire, parmi elles MCP-1/CCL2 et RANTES/CCL5 (Soria and Ben-Baruch, 

2008). 

 

Etant donné l’importance de l’endothélium et de RANTES/CCL5 dans le recrutement 

monocytaire, nous avons émis l’hypothèse que le SDC-4 pouvait jouer un rôle dans le 

recrutement monocytaire induit par RANTES/CCL5. Nous avons utilisé deux modèles de co-

culture. Une lignée de monocytes, les MM6, ont été cultivés en condition statique ou sous 

un flux laminaire sur une monocouche d’HUV-EC-Cs afin de mimer l’endothélium d’un 

vaisseau sanguin. Il a été montré que RANTES/CCL5 est impliqué dans le recrutement 

leucocytaire de manière GAG dépendante (Baltus et al., 2003). Le prétraitement des cellules 

endothéliales par RANTES/CCL5 favorise l’arrêt des monocytes sur la monocouche dans les 

deux types de co-cultures (Article 2, Figure 1). Comme publié précédemment (Baltus et al., 

2003), l’utilisation d’un mutant de RANTES/CCL5 déficient dans son domaine de liaison aux 

GAG, le mutant 44AANA47 (3Ala-RANTES/CCL5), entraîne une perte de l’effet chimio-

attractant de RANTES/CCL5 (Article 2, Figure 1). Ces résultats nous suggèrent que les GAG 

sont impliqués dans les effets biologiques induits par RANTES/CCL5. Notre hypothèse est 

que le recrutement monocytaire pourrait résulter d’une modification d’expression de 

molécules d’adhérence par les cellules endothéliales en réponse à la liaison de RANTES/CCL5 

au SDC-4 à la membrane des cellules endothéliales. Ainsi nous avons utilisé des mutants 

intracellulaires du SDC-4 et nous avons étudié son implication dans l’effet chimio-attractant 

de RANTES/CCL5. 

 

La transfection des cellules endothéliales par le SDC-4 potentialise l’effet chimio-

attractant de RANTES/CCL5 par l’intermédiaire du domaine intracellulaire du SDC-4 dans les 

deux systèmes de co-culture. En effet, la surexpression du SDC-4 sauvage par les cellules 

endothéliales entraîne une augmentation de l’arrêt de monocyte sur ces cellules en absence 

de stimulation et RANTES/CCL5 favorise d’autant plus l’arrêt monocytaire sur les cellules 

endothéliales surexprimant le SDC-4 sauvage. De plus, la diminution d’expression du SDC-4 

par ARN interférent ou la surexpression des SDC-4 mutés (L188QQ ou A198del) dans les 

cellules endothéliales réduit le recrutement monocytaire. L’arrêt des monocytes est plus 

important sur des cellules endothéliales surexprimant le SDC-4 muté sur la sérine 179 que 

sur des cellules endothéliales surexprimant le SDC-4 sauvage ou les deux autres mutants du 
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SDC-4 (L188QQ ou A198del) que ce soit en absence ou en présence de RANTES/CCL5 (Article 

2, Figure 2). Nous avons précédemment montré que le SDC-4 pouvait activer la PKC-α par 

l’intermédiaire de son domaine intracellulaire (Article 1, Figure 5). Les résultats obtenus 

concernant l’implication des mutants intracellulaires du SDC-4 dans le recrutement 

monocytaire nous suggèrent un rôle de la PKC-α. L’utilisation d’inhibiteurs 

pharmacologiques ou d’ARN interférant ciblant la PKC-α ainsi que la cotransfection de 

cellules endothéliales HUV-EC-Cs avec le SDC-4 sauvage et un dominant négatif de la PKC-α 

nous permettraient de démontrer l’implication de la PKC-α dans l’effet chimio-attractant de 

l’axe SDC-4-RANTES/CCL5. 

 

 Les cellules endothéliales sont polarisées dans la direction du flux sanguin. Une 

modification du flux peut activer les cellules endothéliales à l’aide de mécanosenseurs tel 

que le cytosquelette (Seneviratne et al., 2013). Il a précédemment été montré que le SDC-4 

se retrouvait au niveau de contact focaux avec d’autres protéines associées au cytosquelette 

telles que l’α-actinine ou l’intégrine α5β1 (Greene et al., 2003; Okina et al., 2012). Les 

contacts focaux sont des complexes protéiques formant des jonctions temporaires entre la 

membrane plasmique et la matrice extracellulaire. La dynamique de formation des contacts 

focaux est indispensable à la migration cellulaire. Le réarrangement du cytosquelette 

entraîne d’une part le désassemblage de certains contacts focaux et d’autre part la 

formation de lamellipodes et de filopodes permettant la migration de la cellule. Rac1 et 

Cdc42 sont impliqués dans la formation de contacts focaux, de lamellipodes et de filopodes 

(Nobes and Hall, 1995). Nous avons précédemment montré que le SDC-4 était impliqué dans 

l’activation de Rac1 induite par RANTES/CCL5 (Article 1, Figure 5) et d’autres études ont 

montré que le SDC-4 régulait l’activation de Rac1 (Elfenbein et al., 2009) et de Cdc42 

(Tkachenko et al., 2004) par le FGF-2. Nous avons émis l’hypothèse que l’activation de Rac1 

par l’axe RANTES/CCL5-SDC-4 pouvait provoquer la formation de filopodes qui interagiraient 

avec les monocytes, ce qui expliquerait l’augmentation du recrutement monocytaire pour 

les cellules surexprimant le SDC-4. En analysant la morphologie des HUV-EC-Cs transfectées 

sous flux, il s’avère que RANTES/CCL5 induit la formation de filopodes par interaction avec 

les chaînes GAG du SDC-4 et par activation de son domaine intracellulaire. En effet, la 

surexpression du SDC-4 sauvage entraîne une formation de filopodes sous flux laminaire en 

absence de stimulation et le prétraitement par RANTES/CCL5 de ces cellules augmente cette 

formation de filopodes. En revanche, le prétraitement des cellules surexprimant le SDC-4 

sauvage avec des mutants de RANTES/CCL5 déficient dans sa liaison aux GAG (3Ala-

RANTES/CCL5 ou R47E-RANTES/CCL5) n’entraîne pas la formation de filopodes, démontrant 

l’importance de la fixation aux GAG de RANTES/CCL5 pour la formation de filopodes (Article 

2, Figure 3). De plus, la surexpression du SDC-4 muté sur la sérine 179 entraîne une 

formation importante de filopodes sous flux laminaire que ce soit en absence ou en 

présence de RANTES/CCL5, alors que les cellules surexprimant les deux autres mutants du 

SDC-4 (L188QQ ou A198del) présentent peu de filopodes (Article 2, Figure 4). 
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Il a été montré que RANTES/CCL5 augmente le recrutement de lymphocytes T via une 

signalisation intracellulaire et l’activation de Rac1 (Clissi et al., 2000). En inhibant la PKC-α, 

PKC-δ, RhoA, RhoG ou Rac1 nous avons remarqué que le pouvoir chimioattractant de 

RANTES/CCL5 était fortement diminué (Article 2, Figure 5). Les résultats ayant été obtenus à 

l’aide d’inhibiteurs pharmacologiques, il serait intéressant d’utiliser des siRNA ciblant 

directement les ARNm des différentes protéines de signalisation ou des plasmides codant 

pour des dominants négatifs afin de confirmer ces résultats. 

 

PECAM-1 est un mécanosenseur qui induit l’expression de molécules d’adhérence 

telles que la E-sélectine, ICAM-1 et VCAM-1. L’augmentation de l’expression de ces 

molécules d’adhérence est corrélée avec un recrutement de cellules circulantes (Seneviratne 

et al., 2013). De plus, la PKC-α induit la transcription de gènes codant pour ICAM-1 et VCAM-

1 (Ishizuka et al., 1998). Nous nous sommes donc intéressés à l’expression membranaire de 

ces quatre molécules d’adhérence et nous avons détecté en cytométrie en flux qu’elles sont 

toutes surexprimées à la membrane des HUV-EC-Cs surexprimant le SDC-4 (Article 2, Figure 

6). Pour confirmer l’implication des ces différentes molécules d’adhérence dans l’arrêt des 

monocytes induits par l’axe RANTES/CCL5-SDC-4, nous pourrions supprimer l’expression de 

ces différentes molécules d’adhérence, par l’utilisation de siRNA par exemple. L’utilisation 

d’anticorps neutralisant ciblant ces quatre molécules d’adhérence pourrait également nous 

informer quant à leur implication dans l’arrêt des monocytes. 

 

Toutes ces données suggèrent que le recrutement monocytaire induit par 

RANTES/CCL5 est régulé par une signalisation intracellulaire dépendante du SDC-4. 

 

Le recrutement monocytaire se déroule en plusieurs étapes. PECAM-1 et la VE-

cadhérine sont deux molécules d’adhérence impliquées dans l’étape de diapedèse. Les 

molécules de PECAM-1 exprimées par le monocyte et la cellule endothéliale vont former des 

interactions entre elles permettant « de guider » le monocyte à proximité d’une jonction 

serrée entre deux cellules endothéliales (Woodfin et al., 2007) (Figure 71). 
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Figure 71 : Les étapes du recrutement monocytaire 
Après s’être arrêté sur la cellule endothéliale par interaction avec les molécules d’adhérence ICAM-1 

et VCAM-1 (1), le monocyte migre à proximité d’une jonction serrée par des interactions entre les 

molécules de PECAM-1 monocytaire et endothéliale (2). L’interaction entre les molécules de PECAM-

1 facilite la transmigration du monocyte (3) (Woodfin et al., 2007). 

 

Les molécules de VE-cadhérine sont uniquement exprimées par les cellules 

endothéliales et permettent de maintenir l’endothélium imperméable. L’état de 

phosphorylation de la VE-cadhérine permet de réguler l’ouverture des jonctions serrées et la 

transmigration des monocytes. La VE-cadhérine forme un complexe avec la p120-caténine et 

la β-caténine et est phosphorylée sur la tyrosine 731 et déphosphorylée sur les tyrosines 658 

et 685. Lors de l’adhérence de neutrophiles avec la molécule d’adhérence endothéliale 

ICAM-1, les kinases endothéliales Src et Pyk2 activées phosphorylent la tyrosine 658 de la 

VE-cadhérine, provoquant la dissociation du complexe (Allingham et al., 2007). L’interaction 

du leucocyte avec la molécule d’adhérence endothéliale VCAM-1 entraîne l’activation des 

voies de signalisation PKC-α et Erk1/2 conduisant à l’activation de la phosphatase PTP1B qui 

déphosphoryle alors la β-caténine la dissociant du complexe (Deem et al., 2007; Abdala-

Valencia et al., 2011). L’arrêt du leucocyte entraine la déphosphorylation de la tyrosine 731 

par la phosphatase SH2 et la phosphorylation de la tyrosine 685. La VE-cadhérine 

phosphorylée sur la tyrosine 685 et déphosphorylée sur la tyrosine 731 est internalisée par 

le complexe AP-2 permettant la transmigration du leucocyte (Wessel et al., 2014) (Figure 

72). 
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Figure 72 : Contrôle de la transmigration monocytaire par la VE-cadhérine 
(A) A l’état basal, la VE-cadhérine est phosphorylée sur la tyrosine 731 et forme un complexe avec la 

p120-caténine et la β-caténine (β-cat). Elle maintient les jonctions serrées entre les cellules 

endothéliales. 

(B) L’adhérence d’un monocyte à ICAM-1 entraîne l’activation des kinases Src et Pyk2 (1) qui 

phosphorylent la tyrosine 658 de la VE-cadhérine conduisant à la dissociation du complexe (2). 

L’adhérence d’un monocyte à VCAM-1 entraîne l’activation de la phosphatase PTP1B via la PKC-α et 

Erk1/2 (3) qui déphosphoryle la β-caténine conduisant à sa dissociation du complexe (4). 

(C) L’adhérence des monocytes aux cellules endothéliales activent les kinases Sr et Pyk2 qui 

phosphorylent la tyrosine 685 de la VE-cadhérine (1) et la phosphatase SH2 qui déphosphoryle la 

tyrosine 731 (2). La VE-cadhérine est ensuite internalisée via le complexe AP-2 (3) ce qui fragilise les 

jonctions sérrées intercellulaires et permet la transmigration des monocytes (4) (Allingham et al., 

2007; Deem et al., 2007; Abdala-Valencia et al., 2011; Wessel et al., 2014). 
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De manière étonnante, la surexpression endothéliale du SDC-4 favorise la 

transmigration des monocytes alors qu’une stimulation par RANTES/CCL5 des cellules 

endothéliales diminue la transmigration des monocytes à travers les cellules endothéliales 

surexprimant le SDC-4 allant jusqu’à abolir l’effet de la surexpression du protéoglycane 

(Article 2, Figure 7). De plus, l’inhibition de la PKC-δ augmente la transmigration induite par 

RANTES/CCL5 pour des cellules contrôles mais diminue pour des cellules surexprimant le 

SDC-4 (Article 2, Figure 7). Etant donné qu’il semble y avoir une signalisation intracellulaire 

dépendante du SDC-4, il serait intéressant d’étudier la transmigration de monocytes à 

travers une monocouche de cellules endothéliales surexprimant les différents mutants 

intracellulaires du SDC-4 (S179A, L188QQ ou A198del). L’utilisation de mutants 

intracellulaires du SDC-4 nous permettrait de déterminer si la transmigration des monocytes 

est dépendante de l’activation du SDC-4 endothélial. 

 

Les résultats de RANTES/CCL5 dans le recrutement monocytaire suggèrent un double 

rôle à l’axe RANTES/CCL5-SDC-4. Dans les premières étapes, RANTES/CCL5 se fixe aux 

chaînes HS du SDC-4 endothélial et favorise l’arrêt des monocytes par interaction avec les 

RCPG monocytaires. En revanche, le complexe RANTES/CCL5-SDC-4 empêche la 

transmigration. Une hypothèse expliquant ce résultat serait que le monocyte adhère à 

l’endothélium par une interaction entre RANTES/CCL5 fixé d’un côté aux récepteurs CCR1 

et/ou CCR5 exprimés à la membrane du monocyte et de l’autre côté aux chaînes HS du SDC-

4 exprimé à la membrane de la cellule endothéliale (Figure 73). 
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Figure 73 : Mécanisme hypothétique de l’implication de l’axe RANTES/CCL5-SDC-4 dans le 
recrutement monocytaire 

RANTES/CCL5 se fixe aux chaînes HS du SDC-4 endothélial et l’active. La chimiokine fixée est 

reconnue par ses récepteurs classiques CCR1 et CCR5 (RCPG) de monocytes circulant ce qui 

provoquer l’adhérence des monocytes à la surface de la cellule endothéliale. Le SDC-4 empêche les 

monocytes de transmigrer en les retenant à la surface de l’endothélium à l’aide du complexe formé 

entre les chaînes HS du SDC-4 endothélial, RANTES/CCL5 et les RCPG monocytaires. 

 

A l’aide d’un triple marquage (RCPG monocytaire, SDC-4 endothélial, RANTES/CCL5) 

et d’une analyse en microscopie confocale, nous pourrions étudier la formation d’un 

complexe entre les RCPG monocytaires, le SDC-4 endothélial et RANTES/CCL5. Une autre 

voie pourrait être l’utilisation de monocytes déficients en RCPG par l’utilisation de siRNA ou 

l’utilisation d’un mutant de RANTES/CCL5 déficient dans sa liaison aux GAG (3Ala-

RANTES/CCL5 ou R47E-RANTES/CCL5) ou dans sa liaison aux RCPG (met-RANTES/CCL5) 

(Proudfoot et al., 1996). 
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Implication de l’ectodomaine du SDC-4 

Nous avons précédemment montré par l’utilisation de mutants GAG déficients de 

RANTES/CCL5 (3Ala-RANTES/CCL5 et R47E-RANTES/CCL5) et d’enzymes clivant les chaînes 

GAG sulfatées (héparitinase I, héparitinase III et chondroïtinases ABC) l’importance de la 

liaison de RANTES/CCL5 aux GAG dans ses effets proangiogéniques (Figures 61, 62 et 65) et 

dans le recrutement monocytaire (Article 2). En effet, les effets biologiques induits par 

RANTES/CCL5 sont abolis si la chimiokine est mutée dans son domaine de fixation aux GAG 

(mutant 3Ala-RANTES/CCL5 ou R47E-RANTES/CCL5) ou après clivage enzymatique des 

chaînes GAG. Il serait intéressant de déterminer le rôle du domaine extracellulaire du SDC-4 

dans les effets biologiques induits par la chimiokine RANTES/CCL5. 

 

Le SDC-4 porte trois chaînes GAG de type HS sur les sérines 39, 61 et 63 de son 

ectodomaine (Manon-Jensen et al., 2013). Il a été montré que les chaînes HS du SDC-4 

interagissent avec l’environnement extracellulaire (matrice extracellulaire, protéines 

sécrétées) (Gandhi and Mancera, 2008). La signalisation cellulaire de facteurs protéiques 

(facteur de croissance, cytokine, chimiokine) peut être régulée par le clivage de 

l’ectodomaine du SDC-4 (Shedding). En effet, après shedding de l’ectodomaine, les facteurs 

liés aux chaînes HS de l’ectodomaine sont relargués dans le milieu extracellulaire à distance 

de leurs récepteurs classiques membranaires, ce qui empêcherait toute signalisation 

intracellulaire. Les chaînes HS peuvent également être clivées de l’ectodomaine par des 

héparanases, conduisant à un SDC-4 portant un ectodomaine dépourvus de chaînes HS. La 

question se pose de savoir quel est le rôle biologique de l’ectodomaine protéique du SDC-4 

transmembranaire et quelle pourrait être l’incidence de son clivage. Pour répondre à cette 

question, nous pourrions construire des mutants extracellulaires du SDC-4. La délétion de 

l’ectodomaine du SDC-4 nous permettrait de déterminer l’incidence de son clivage sur les 

effets biologiques induits par RANTES/CCL5. En mutant les sérines 39, 61 et/ou 63 en acides 

aminés dépourvus de groupement hydroxyle ne permettant pas la O-glycosylation (alanine 

par exemple), nous obtiendrons des mutants déficients d’une, deux ou trois chaînes HS. Ceci 

nous permettrait de déterminer le rôle de chacune des chaînes HS de l’ectodomaine. 

 

Les chaînes HS du SDC-4 sont sulfatées en 2-N, 2-O, 6-O et 3-O. Chacune de ces 

sulfatations est effectuée séquentiellement par une enzyme différente, NDST, 2-O-

sulfotransférase, 6-O-sulfotransférase et 3-O sulfotransférase respectivement (Alexopoulou 

et al., 2007). Les 2-N, 6-O et 3-O sulfatations vont concerner le glucosamine et la 2-O 

sulfatation l’acide iduronique. Il a été décrit pour le FGF-2 que les 2-O et 2-N sulfatations 

sont indispensables pour son interaction avec les chaînes HS alors que la 6-O sulfatation est 

nécessaire pour sa présentation au FGFR-1 par les chaînes HS. Pour RANTES/CCL5, la N-

sulfatation semble moins importante que les O-sulfatations alors que les deux types de 
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sulfatation semblent requises pour MCP-1/CCL2 (Gandhi and Mancera, 2008). Il serait 

intéressant de déterminer quelles sulfatations sont importantes pour les effets de 

RANTES/CCL5 via le SDC-4. Cela pourrait être analysé en empêchant la synthèse des 

différentes enzymes de sulfatation, par l’utilisation de siRNA par exemple. Le degré de 

sulfatation des chaînes HS peut être régulé au niveau de la membrane plasmique par des 

sulfatases membranaires. Il existe deux sulfatases extracellulaires (Sulf-1 et Sulf-2) chez 

l’homme capable d’enlever les sulfates en position 6-O. Il a été montré que les sulfatases 

réduisent l’interaction de SDF-1/CXCL12 avec les HS alors qu’elles diminuent l’activité du 

FGF-2, du HGF ou du TGF-β sans déstabiliser leur liaison. Dans le cas du FGF-1 ou du VEGF, 

les sulfatases réduisent à la fois leur liaison aux HS et leur activité (Vives et al., 2014). Etant 

donné que les O-sulfatations semblent plus importantes que la N-sulfatation pour la liaison 

de RANTES/CCL5 aux chaînes HS, il serait intéressant de déterminer l’importance des 

sulfatases dans la modulation de la liaison aux chaînes HS de RANTES/CCL5 et de son 

activité. 

 

Autres modèles d’étude 

Notre travail s’est concentré sur une lignée de cellules endothéliales mature, les 

HUV-EC-Cs, dans un modèle in vitro. Il pourrait être intéressant d’étudier l’implication du 

SDC-4 dans les effets de RANTES/CCL5 sur d’autres cellules endothéliales matures 

(provenant de microvaisseaux (human microvascular endothelial cells (HMV-EC)) par 

exemple) ou sur des cellules endothéliales progénitrices. 

 

Afin de confirmer le rôle du SDC-4 dans les effets biologiques de RANTES/CCL5, 

passer au modèle animal est une nécessité. Notre laboratoire a précédemment montré que 

RANTES/CCL5 stimulait l’angiogenèse de manière dépendante de sa liaison aux GAG dans un 

modèle de délivrance sous-cutanée chez le rat (Suffee et al., 2012). Des résultats 

préliminaires de notre laboratoire actuellement non publiés montrent que l’utilisation d’une 

pastille cellularisée avec des HUV-EC-Cs potentialiserait l’effet pro-angiogénique de 

RANTES/CCL5 in vivo. Des résultats préliminaires suggèrent que l’implantation d’HUV-EC-Cs 

préalablement transfectées avec le plasmide codant pour le SDC-4-EGFP sauvage ou muté 

sur la sérine 179 favorisent l’angiogenèse induite par RANTES/CCL5 dans un modèle sous-

cutané chez la souris nude par rapport à des HUV-EC-Cs exprimant la forme mutée L188QQ-

EGFP ou l’EGFP seule. L’étude est toujours en cours mais les résultats obtenus in vivo 

semblent concorder aux résultats obtenus in vitro. 
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Rôle du SDC-1 et balance SDC-1/SDC-4 

Notre laboratoire a précédemment montré que l’effet pro-angiogénique (Suffee et 

al., 2012) et pro-tumoral (Sutton et al., 2007; Charni et al., 2009) de RANTES/CCL5 était 

dépendant de sa liaison avec le SDC-4 mais également avec le SDC-1. De même, le SDC-1 est 

impliqué dans les effets de MCP-1/CCL2 (Dagouassat et al., 2010). 

 

De précédentes études (Horowitz et al., 2002; Corti et al., 2013) ainsi que celle-ci 

(Article 1) ont montré que le SDC-4 favorisait l’angiogenèse via son domaine intracellulaire. 

Des souris déficientes en SDC-1 présentent une angiogenèse plus importante (Götte et al., 

2002), suggérant que le SDC-1 inhibe l’angiogenèse. D’autres études ont montré que le SDC-

1 favorise certaines étapes du processus angiogénique par l’intermédiaire de son domaine 

extracellulaire et non intracellulaire. En effet, une perturbation de l’interaction entre le 

domaine extracellulaire du SDC-1 et les intégrines αvβ3 ou αvβ5 par l’utilisation de peptides 

entraîne une déficience de l’angiogenèse in vitro et in vivo (Beauvais et al., 2009). Une 

hypothèse pouvant expliquer l’effet contradictoire du SDC-1 dans l’angiogenèse serait qu’il 

existe un mécanisme de compensation chez les souris déficientes en SDC-1, permettant de 

favoriser l’angiogenèse, ce qui ne serait pas le cas lors du blocage de l’interaction entre le 

SDC-1 et les intégrines. Il a été montré que la perte de SDC-1 chez des souris déficientes est 

compensée par une plus forte expression de SDC-4 (Voyvodic et al., 2014). Etant donné que 

le SDC-4 peut également interagir avec des intégrines (Bass and Humphries, 2002), le SDC-4 

pourrait favoriser l’angiogenèse chez des souris déficientes en SDC-1 via une interaction 

avec les intégrines. Bien que, le SDC-4 ne puisse pas interagir ni activer les intégrines αvβ3 et 

αvβ5 (Beauvais et al., 2009), il pourrait y avoir une compensation avec d’autres intégrines 

telle que α5β1. En effet, le SDC-4, via l’activation de la PKC-α, est indispensable pour la 

formation des contacts focaux et la migration cellulaire impliquant l’intégrine α5β1 

(Mostafavi-Pour et al., 2003). De plus, le SDC-4 participe à la dynamique des contacts focaux 

en favorisant le recyclage membranaire de l’intégrine α5β1 (déstabilisation des contacts 

focaux) ou de l’intégrine αvβ3 (stabilisation des contacts focaux) (Morgan et al., 2013). Chez 

des souris déficientes en SDC-1, le SDC-4 est surexprimé. L’intégrine αvβ3 n’interagissant 

plus avec le SDC-1, le SDC-4 surexprimé augmenterait d’autant plus la migration cellulaire 

par dynamique des contacts focaux entre les intégrines αvβ3 et α5β1. Pour confirmer cette 

hypothèse, nous pourrions analyser la migration de cellules déficientes à la fois en SDC-1 et 

en intégrine αvβ3 ou α5β1. 

 

Le SDC-4 semble favoriser le recrutement monocytaire (Article 2) alors que le SDC-1 

semble l’inhiber (Götte et al., 2005). En effet, les cellules endothéliales déficientes en SDC-1 

vont exprimer plus fortement des chimiokines pro-inflammatoires (MCP-1/CCL2, 

RANTES/CCL5, SDF-1/CXCL12) mais également des molécules d’adhérence (ICAM-1, VCAM-1, 



216 
 

E-sélectine) (Voyvodic et al., 2014). Etant donné que l’expression du SDC-4 est augmentée 

chez des souris déficientes en SDC-1 (Voyvodic et al., 2014) et que le SDC-4 favoriserait 

l’expression des molécules d’adhérence ICAM-1, VCAM-1, PECAM-1 et E-sélectine (Article 2, 

Figure 6), le phénotype pro-inflammatoire des cellules endothéliales déficientes en SDC-1 

pourrait être expliquée par une surexpression du SDC-4. 

 

Les SDC-1 et SDC-4 sont différents d’un point de vue structurel. En effet, 

l’ectodomaine du SDC-1 est plus long que celui du SDC-4 (251 et 145 acides aminés 

respectivement). De plus, bien que les deux syndécanes portent trois chaînes HS, le SDC-1 

porte également deux chaînes CS (sérines 206 et 216) (Manon-Jensen et al., 2013). Les 

chaînes CS sont sulfatées en position 6-O du galactosamine alors que les chaînes HS peuvent 

être sulfatées en 2-N, 2-O, 6-O et 3-O (Couchman, 2010). Etant donné que la fixation des 

ligands aux GAG des syndécanes est liée au degré et au type de sulfatation, la présence de 

ces deux chaînes GAG supplémentaires de type CS pourrait avoir une incidence sur la 

fixation de RANTES/CCL5 aux cellules. Afin de confirmer cette hypothèse, nous pourrions 

construire des mutants extracellulaires du SDC-1 déficients en chaînes CS et/ou HS. Les 

domaines intracellulaires du SDC-1 et de du SDC-4 sont également différents. Bien qu’ils 

aient deux domaines conservés identiques (C1 et C2), le domaine variable V central est 

différent, ce qui rend le SDC-1 incapable d’interagir avec le PIP2 ou avec la PKC-α et donc 

d’activer la PKC-α (Oh et al., 1998). Nous avons montré que l’angiogenèse induite par 

RANTES/CCL5 était dépendante de l’activation de la PKC-α par le domaine intracellulaire du 

SDC-4 (Article 1). L’incapacité du SDC-1 à activer la PKC-α pourrait avoir une incidence sur 

l’angiogenèse induite par RANTES/CCL5. Pour étudier cette hypothèse, nous pourrions 

construire un mutant chimérique avec l’ectodomaine du SDC-1 et le domaine intracellulaire 

du SDC-4. 

 

Il serait intéressant d’approfondir le rôle du SDC-1 dans les effets induits par 

RANTES/CCL5 que ce soit dans l’angiogenèse ou dans le recrutement monocytaire. 

L’utilisation d’HUV-EC-Cs déficientes en SDC-1 (siRNA) ou surexprimant le SDC-1 sauvage ou 

muté dans son domaine intracellulaire (remplacé par le domaine intracellulaire du SDC-4, 

domaine d’interaction PDZ déficient) comme extracellulaire (CS et/ou HS déficient, 

ectodomaine déficient) pourrait répondre à cette question. 

 

Développement de biothérapies 

Il a été montré que l’infiltration monocytaire et l’angiogenèse sont deux processus 

induisant une augmentation de la plaque d’athérome et une déstabilisation de cette plaque. 

L’avancement de l’état athérosclérotique du vaisseau sanguin peut entrainer des ruptures 
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de plaques d’athérome conduisant à des infarctus du myocarde ou des accidents vasculaires 

cérébraux (Silvestre-Roig et al., 2014). Notre étude suggère que l’axe RANTES/CCL5-SDC-4 

est impliqué dans ces deux processus. Cibler l’activation du SDC-4 par RANTES/CCL5 pourrait 

permettre de réduire la progression de l’athérosclérose et, à terme, prévenir les risques 

d’infarctus ou d’accident vasculaire cérébral. 

 

Une des pistes pour empêcher l’activation du SDC-4 par RANTES/CCL5 serait de cibler 

le domaine intracellulaire du SDC-4. Le domaine intracellulaire du SDC-4 régule l’effet pro-

angiogénique du FGF-2 (Horowitz et al., 2002) et nous avons montré que c’est également le 

cas pour l’effet pro-angiogénique de RANTES/CCL5 (Article 1). La perturbation de la fixation 

du PIP2 ou des protéines à domaine PDZ au SDC-4 abolit l’effet du SDC-4 sur l’angiogenèse 

induite par le FGF-2 (Horowitz et al., 2002) ou RANTES/CCL5 (Article 1). Un peptide inhibiteur 

ciblant spécifiquement le domaine variable du SDC-4 pourrait perturber la fixation du PIP2 

au SDC-4 ainsi que la signalisation intracellulaire induite par le SDC-4 et conduisant à 

l’angiogenèse, de manière similaire au mutant L188QQ utilisé dans cette étude. Etant donné 

que le site de fixation aux protéines à domaine PDZ est commun à la famille des syndécanes, 

il semble plus intéressant de cibler le site de fixation du PIP2 car seul le SDC-4 peut interagir 

avec le PIP2. Nous pourrions ainsi cibler spécifiquement l’activation du SDC-4. 

 

Une autre piste pour réguler l’activation du SDC-4 par RANTES/CCL5 est d’empêcher 

sa fixation au SDC-4. Nous pourrions empêcher l’interaction physique entre RANTES/CCL5 et 

le SDC-4 par l’utilisation de mutants du SDC-4 ou de la chimiokine. 

 

Notre laboratoire a précédemment montré que la mutation du site de fixation aux 

GAG de RANTES/CCL5 (3Ala-RANTES/CCL5) diminue l’angiogenèse in vitro et in vivo induite 

par la chimiokine (Suffee et al., 2012). Par ailleurs, il a été montré que ce mutant de 

RANTES/CCL5 peut séquestrer la chimiokine endogène non mutée ce qui conduit à une 

baisse du recrutement de leucocytes. En effet, ce mutant peut s’hétérodimériser avec une 

molécule de RANTES/CCL5 endogène non mutée in vivo, ce qui la rend non fonctionnelle 

(Johnson et al., 2004). Etant donné l’effet du mutant GAG-déficient de RANTES/CCL5 in vivo, 

il serait envisageable de l’utiliser en thérapie anti-angiogénique ou anti-inflammatoire. 

L’utilisation de ce mutant chez des patients athérosclérotiques serait tout indiquée. Il 

permettrait de réduire le recrutement monocytaire, limitant ainsi la croissance de la plaque 

d’athérome et de limiter le risque de rupture de plaque par son effet anti-angiogénique. Une 

autre possibilité serait d’utiliser des SDC-4 incapables de fixer RANTES/CCL5. Cela pourrait 

être fait par l’utilisation de mutants de SDC-4 dépourvus de chaînes HS (sérines 39, 61 et 63 

mutées en alanines, empêchant la fixation du tetrasaccharide de liaison et donc des chaînes 

GAG). La thérapie génique pourrait être préconisée pour permettre l’expression d’un SDC-4 
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mutant. Cependant, la thérapie génique ne semble pas encore être suffisamment efficace. 

En effet, une étude clinique utilisant un plasmide ou un vecteur viral pour surexprimer le 

VEGF-A n’a pas démontré d’effet positif dans la formation de nouveaux vaisseaux sanguins 

dans les membres inférieurs ischémiés de patients (Muona et al., 2012). 

 

Séquestrer RANTES/CCL5 à distance des cellules par l’utilisation de mimétiques de 

GAG pourrait être une autre approche pour empêcher l’activation du SDC-4 par la 

chimiokine. 

 

Les mimétiques de GAG sont des polysaccharides ayant une structure similaire aux 

GAG. Ils peuvent être naturels (fucoïdane) ou synthétiques (RGTA®). Les mimétiques de GAG 

pourraient entrer en compétition avec les GAG endogènes. Etant structurellement similaires, 

les mimétiques fixeraient les protéines ayant un domaine de reconnaissance aux GAG 

(facteurs de croissances, cytokines et chimiokines). De cette manière, les mimétiques 

pourraient séquestrer les facteurs protéiques à distance des cellules. Etant donné que 

RANTES/CCL5 interagit avec des chaînes GAG, les mimétiques de GAG pourrait fixer 

RANTES/CCL5 et moduler son activité. 

 

Les RGTA® sont des mimétiques de GAG synthétiques. Ce sont des dérivés de 

dextrane substitués de groupements carboxyméthyles, acétates et/ou sulfates. Le processus 

de synthèse permet de réguler le type et le degré de substitution des RGTA®. Outre le 

contrôle des substitutions, le processus de synthèse est simple, répétable et peu couteux. 

Notre laboratoire a montré que le degré de substitution des RGTA® influence l’affinité de la 

chimiokine SDF-1/CXCL12 pour le mimétique de GAG. De plus, les RGTA® inhibent l’effet pro-

migratoire et pro-invasif de la chimiokine SDF-1/CXCL12 sur des cellules d’hépatome (Friand 

et al., 2009). Notre laboratoire a montré que les RGTA® inhibent également l’effet pro-

migratoire et pro-invasif de la chimiokine RANTES/CCL5 sur des cellules d’hépatome (Sutton 

et al., 2007). Ces résultats suggèrent que le mimétique séquestrerait les chimiokines à 

distance des cellules. 

 

Le fucoïdane est un minétique de GAG naturel extrait d’algues brunes. C’est un 

polysaccharide sulfaté, composé d’une répétition d’un disaccharide de L-fucose substitué de 

groupements sulfate ou d’acide uronique. Bien que sa structure soit hétérogène, il est 

possible de le purifier partiellement et de le fractionner. 

 



219 
 

Le fucoïdane entraîne une baisse de l’angiogenèse et potentialise l’inhibition de la 

sécrétion de VEGF par le Bevacizumab, un anticorps neutralisant ciblant le VEGF prescrit 

dans de nombreux cancers (poumon, sein, ovaire) (Dithmer et al., 2014). Le fucoïdane 

entraîne l’apoptose de cellules de cancer du sein et diminue l’expression du VEGF de ces 

cellules. Dans un modèle de souris, le fucoïdane inhibe la croissance de la tumeur du sein en 

stimulant l’apoptose des cellules tumorales et en inhibant la vascularisation, probablement 

causée par la baisse de sécrétion de VEGF (Xue et al., 2012). Le mimétique de GAG pourrait 

être utilisé en tant que facteur anti-angiogénique, il fixerait RANTES/CCL5 ce qui 

empêcherait sa présentation à ses récepteurs cellulaires. 

 

 

 

 

 

 

 

L’ensemble de ce travail de thèse a permis de démontrer l’importance du domaine 

intracellulaire du SDC-4 dans les effets proangiogéniques et chimiotactiques de la chimiokine 

RANTES/CCL5. Ceci permet d’envisager de nouvelles avancées thérapeutiques basées sur le 

ciblage de l’interaction entre les chimiokines et le SDC-4. 
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I. Matériels 

1. Solutions 

A. Solutions de lavage et d’incubation 

 

Pour les expériences de cytométrie en flux, toxicité, microscopie confocale, 

adhérence, étalement, migrations, invasion et angiogenèse différentes solutions de lavage, 

de saturation ou d’incubation ont été utilisées. 

 

Solutions de lavage 

Nom Composition 

Phosphate buffer saline 

(PBS) 

NaCl (150 mM), H2NaPO4 (29 mM), HNa2PO4 (0.02 mM), pH 

7.4 

PBS/BSA 0.1% NaCl (150 mM), H2NaPO4 (29 mM), HNa2PO4 (0.02 mM), BSA 

(0.1%), pH 7.4 

Solution de saturation 

Nom Composition 

PBS/BSA 1% NaCl (150 mM), H2NaPO4 (29 mM), HNa2PO4 (0.02 mM), BSA 

(1%), pH 7.4 

Solutions d’incubation 

Nom Composition 

Phosphate buffer saline 

(PBS) 

NaCl (150 mM), H2NaPO4 (29 mM), HNa2PO4 (0.02 mM), pH 

7.4 

PBS/BSA 0.1% NaCl (150 mM), H2NaPO4 (29 mM), HNa2PO4 (0.02 mM), BSA 

(0.1%), pH 7.4 

 

B. Solutions de Western Blot et de Pull Down 

 

Pour les expériences de western blot et de pull down différents tampons de lyse, 

solutions de lavage, de saturation ou d’incubation ont été utilisées. 

 

Solutions pour Western Blot 

Nom Composition 

Tampon de lyse Tris (20 mM), NaCl (150 mM), NP40 (1%), PMSF (10 mM), 

Aprotinine (20 µg/mL), Iodoacetamide (5 mM), 

Ophenanthroline (25 mM), Orthovanadate (1 mM), pH 8 
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Gel de charge Tris (50 mM), SDS (0.1%), Acrylamide/Bis (6%), APS (0.4%), 

Temed (0.1%), pH 6.8 

Gel de migration Tris (375 mM), SDS (0.1%), Acrylamide/Bis (10%), APS 

(0.4%), Temed (0.1%), pH 8.8 

Migration Tris (25 mM), Glycine (82 mM), SDS (0.1%), pH 8.3  

Transfert Tris glycine saline 

(TGS) 

Tris (25 mM), Glycine (82 mM), SDS (0.1%), Ethanol (20%) 

Coloration Rouge ponceau Rouge ponceau (0.1%) 

Lavage Tris buffer saline 

(TBS/BSA) 

Tris (20 mM), NaCl (137 mM), BSA (0.5%), Tween20 (0.1%), 

pH 7.6 

Saturation (TBS/BSA/MLK) Tris (20 mM), NaCl (137 mM), BSA (2.5%), Tween20 (0.1%), 

Lait (2.5%), pH 7.6 

Incubation (TBS/BSA) Tris (20 mM), NaCl (137 mM), BSA (0.5%), Tween20 (0.1%), 

pH 7.6 

Solutions pour Pull Down 

Nom Composition 

Tampon de lyse/lavage (MLB) Mg2+ Lysis/Wash buffer, Glycérol (10%), Aprotinine (10 

µg/mL), Leupeptine (10 µg/mL), Orthovanadate (1 mM) 

Gel de charge Tris (50 mM), SDS (0.1%), Acrylamide/Bis (6%), APS (0.4%), 

Temed (0.1%), pH 6.8 

Gel de migration Tris (375 mM), SDS (0.1%), Acrylamide/Bis (10%), APS 

(0.4%), Temed (0.1%), pH 8.8 

Migration Tris (25 mM), Glycine (82 mM), SDS (0.1%), pH 8.3  

Transfert (TGS) Tris (25 mM), Glycine (82 mM), SDS (0.1%), Ethanol (20%) 

Coloration Rouge ponceau Rouge ponceau (0.1%) 

Lavage (PBST) PBS, Tween20 (0.05%) 

Saturation (PBST/MLK) PBS, Tween (0.05%), Lait (3%) 

Incubation (PBST/MLK) PBS, Tween (0.05%), Lait (3%) 

 

C. Colorants 

 

Pour les expériences de cytométrie en flux, toxicité, adhérence, étalement, 

migrations, invasion, angiogenèse, arrêt et transmigration monocytaire différentes 

colorations ont été utilisées. 
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Colorants visibles 

Nom Cible Concentration Fournisseur 

Hematoxyline Noyau 0.5% Roth 

Crystal Violet Noyau 0.05% Sigma-Aldrich 

p-nitrophenylphosphate (pNPP) Phosphatase  Sigma-Aldrich 

bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-

2,5-diphenyl tetrazolium (MTT) 

Mitochondrie 1 mg/mL Sigma-Aldrich 

Fluorochromes 

Nom Cible Concentration Fournisseur 

4',6'-diamidino-2-phénylindole (DAPI) Noyau 1 µg/mL Roth 

5-(and-6)-(((4-Chloromethyl) Benzoyl) 

Amino) Tetramethylrhodamine (CMTMR) 

Cytoplasme 10 µM Invitrogen 

Cell Proliferation Dye (CPD) Protéine 5 µM eBioscience 

Phalloïdine-Alexa Fluor 568 Cytosquelette 

d’actine 

7.5 U/mL Invitrogen 

 

2. Modèles cellulaires 

A. HUV-EC-Cs 

 

Nous avons utilisé une lignée de cellules endothéliales matures humaines, les Human 

Umbilical Vein Endothelial Cells (HUV-EC-Cs, N°CRL-1730, ATCC). Les cellules endothéliales 

ont été cultivées dans du milieu ECBM2 (PromoCell) supplémenté avec 12% de sérum de 

veau fœtal (SVF, Lonza), 5 ng/mL d’EGF, 0.5 ng/mL de VEGF, 10 ng/ml de FGF-2, 10 ng/ml 

d’IGF-1, 0.2 µg/mL d’hydrocortisone, 1 µg/mL d’acide ascorbique, 22.5 µg/mL d’héparine et 

1% de pénicilline-streptomycine (Lonza) (ECBM2 12%). 

 

Les cellules sont cultivées à 37°C sous atmosphère contrôlée à 5% de CO2 et le milieu 

de culture cellulaire est renouvelé deux fois par semaine. 

 

B. MM6 

 

Nous avons utilisé une lignée monocytaire, les mono mac 6 (MM6, Institute for 

Immunology, University of Munich, Germany). Les monocytes ont été cultivés dans du RPMI 

1640 (ATCC) supplémenté avec 10% de SVF (Lonza) et 1% de pénicilline-streptomycine 

(Lonza). 
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Les cellules sont cultivées à 37°C sous atmosphère contrôlée à 5% de CO2 et le milieu 

est renouvelé deux fois par semaine. 

 

3. Protéines et molécules synthétiques 

A. Cytokines et facteurs de croissances 

 

Pour toutes nos expériences, nous avons travaillé avec différentes cytokines, 

chimiokines et facteurs de croissance. 

 

Protéine Poids 

moléculaire 

Concentration / Modification Fournisseur 

RANTES/CCL5 7.8 kDa 3 nM R&D 

R47E-

RANTES/CCL5 

7.8 kDa 3 nM. Arginine 47 mutée en acide 

glutamique. Déficient fixation aux GAG. 

L. Martin du 

CEA de Saclay 

3Ala-

RANTES/CCL5 

7.8 kDa 3 nM. Arginines 44, 47 et lysine 45 mutées 

en alanines. Déficient fixation aux GAG. 

L. Martin du 

CEA de Saclay 

E66A-

RANTES/CCL5 

7.8 kDa 3 nM. Acide glutamique 66 muté en 

alanine. Déficient dans l’oligomérisation. 

L. Martin du 

CEA de Saclays 

MCP-1/CCL2 13 kDa 3 nM L. Martin du 

CEA de Saclays 

TNF-α 17.5 kDa 1 ng/mL Gibco 

FGF-2 16.3 kDa 20 ng/mL Sigma-Aldrich 

 

B. Inhibiteurs et activateurs pharmacologiques siRNA et enzymes 

 

Pour les expériences de toxicité, microscopie confocale, adhérence, étalement, 

migration, angiogenèse, arrêt et transmigration monocytaire, différents inhibiteurs, siRNA et 

enzymes ont été utilisés. 

 

Inhibiteurs et activateur pharmacologiques 

Nom Cible Concentration Fournisseur 

Gö6976 PKC-α/β1 1 µM Sigma-Aldrich 

Rottlerine PKC-δ 1 µM Sigma-Aldrich 
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Cantharidic acid PP1/2A 1 µM Sigma-Aldrich 

Y27632 Rho Kinase 1 µM Sigma-Aldrich 

SP600125 JNK/SAPK 1 µM Sigma-Aldrich 

PD98059 MAPK 1 µM Sigma-Aldrich 

NSC Rac1 1 µM Calbiochem 

ML141 Cdc42 10 µM Calbiochem 

TPA Activateur des PKC 0.5 µM Sigma-Aldrich 

siRNA 

Nom Cible Concentration Fournisseur 

siRNA SDC-4 ARNm SDC-4 300 nM Eurogentec 

siRNA CCR1 ARNm CCR1 300 nM Sigma-Aldrich 

siRNA CCR5 ARNm CCR5 300 nM Sigma-Aldrich 

SNC siRNA control 300 nM Eurogentec 

Enzymes 

Nom Cible Concentration Fournisseur 

C3 exoenzyme 

transferase 

RhoA/RhoG 10 ng/mL Sigma-Aldrich 

Héparitinase I Chaînes HS 20 mU/mL Sigma-Aldrich 

Héparitinase III Chaînes HS 10 mU/mL Sigma-Aldrich 

Chondroïtinase ABC Chaînes CS 33 mU/mL Sigma-Aldrich 

 

C. Anticorps 

 

Pour les expériences de cytométrie en flux, microscopie confocale, et western blot 

différents anticorps ont été utilisés. 

 

Cytométrie en flux 

Cible Clone Concentration Fournisseur 

SDC-4 Mouse IgG2a, clone 5G9 10 µg/mL Santa Cruz 

Chaînes HS Mouse IgM, clone F58-

10E4 

5 µg/mL Seikagaku Biobusiness 

Corporation 

ICAM-1 Mouse IgG1, clone P2A4 1 µg/mL Millipore 

PECAM-1 Mouse IgG1, clone JC70 1 µg/mL Santa Cruz 

E-sélectine Mouse IgG2a, clone 

CTB202 

1 µg/mL Santa Cruz 

VCAM-1 Rat IgG1, clone M/K-2 1 µg/mL Santa Cruz 
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Isotype Mouse IgG1 1 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Isotype Mouse IgG2a 1 µg/mL ou 10 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Isotype Mouse IgM 5 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Isotype Rat IgG1 1 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Mouse IgG Goat-Alexa Fluor 647 10 µg/mL Invitrogen 

Mouse IgM Rat-APC, clone II/41 5 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Rat IgG Goat-Alexa Fluor 647 10 µg/mL Invitrogen 

Microscopie confocale 

Cible Clone Concentration Fournisseur 

Intégrine 

β1 

Mouse IgG1, clone N-20 10 µg/mL Santa Cruz 

Isotype Mouse IgG1 10 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Mouse IgG Goat-Alexa Fluor 555 10 µg/mL Invitrogen 

Western Blot 

Cible Clone Concentration Fournisseur 

SDC-4 Rabbit IgG, clone H-140 1 µg/mL Santa Cruz 

pSDC-4 Goat IgG, clone S179 0.5 µg/mL Santa Cruz 

Rac1 Mouse IgG2a, clone 23A8 1 µg/mL Millipore 

PKC-α Mouse IgG2b, clone 

3/PKCα 

0.5 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Isotype Rabbit IgG 1 µg/mL R&D Systems 

Isotype Goat IgG 0.5 µg/mL Santa Cruz 

Isotype Mouse IgG2a 1 µg/mL BD Biosciences 

Pharmigen 

Isotype Mouse IgG2b  0.5 µg/mL   BD Biosciences 

Pharmigen 

Mouse IgG Donkey-HRP 0.16 µg/mL Jackson 

ImmunoResearch 

Rabbit IgG Donkey-HRP 0.16 µg/mL Jackson 

ImmunoResearch 

Goat IgG Donkey-HRP 0.2 µg/mL Santa Cruz 
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4. Plasmides 

 

Les plasmides codant pour les différentes protéines sauvages ou mutées utilisées 

(SDC-4, PKC-α, PKC-δ, Rac1, Cdc42, RhoA) ont été obtenus par transformation et 

amplification bactérienne puis purifiés par extraction plasmidique. 

 

Fluorochrome EGFP, λexcitation = 488 nm, λémission = 507 nm 

Plasmide (abréviation) Protéine exprimée Modification 

pEGFP-N3 (N3) EGFP  

pEGFP-N3-SDC-4 (SDC-

4) 

SDC-4-EGFP fusionné en 

C-terminal du SDC-4 

 

pEGFP-N3-SDC-4-

S179A (S179A) 

S179A-SDC-4-EGFP 

fusionné en C-terminal du 

SDC-4 

Sérine 179 mutée en alanine. SDC-

4 non phosphorylable sur l’acide 

amine 179. 

pEGFP-N3-SDC-4-

L188QQ (L188QQ) 

L188QQ-SDC-4-EGFP 

fusionné en C-terminal du 

SDC-4 

Tyrosine 188 et lysines 189 et 190 

mutées en leucine, glutamine et 

glutamine. SDC-4 avec domaine de 

fixation du PIP2 muté. 

pEGFP-N3-SDC-4-

A198del (A198del) 

A198del-SDC-4-EGFP 

fusionné en C-terminal du 

SDC-4 

Alanine 198 délétée. SDC-4 sans 

domaine de fixation des protéines 

à domaine PDZ. 

Fluorochrome DsRed2, λexcitation = 563 nm, λémission = 582 nm 

Plasmide (abréviation) Protéine exprimée Modification 

pDsRed2 (DsRed2) DsRed2  

pDsRed2-PKC-α (PKC-

α) 

PKC-α-DsRed2 fusionné en 

N-terminal de la PKC-α 

 

pDsRed2-PKC-α-

K368M (K368M) 

K368M-PKC-α-DsRed2 

fusionné en N-terminal de 

la PKC-α 

Lysine 368 mutée en méthionine. 

PKC-α muté dans le domaine 

kinase le rendant inactif. 

Fluorochrome mCherry, λexcitation = 587 nm, λémission = 610 nm 

Plasmide (abréviation) Protéine exprimée Modification 

pmCherry-N1 

(mcherry) 

mCherry  

pmCherry-N1-PKC-δ 

(PKC-δ) 

PKC-δ-mCherry fusionné 

en C-terminal de la PKC-δ 
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II. Méthodes 

1. Construction plasmidique 

 

 

Pour surexprimer le SDC-4, nous avons construit un plasmide codant pour le SDC-4. 

L’ADNc du SDC-4 (OriGene) a été inséré dans le plasmide pEGFP-N3 (Clontech) entre les sites 

de restriction EcoRI et KpnI, permettant la formation d’une protéine de fusion SDC-4-EGFP 

en C-terminal intracellulaire. 

 

Pour obtenir les mutations spécifiques du SDC-4, nous avons effectué une PCR de 

mutagenèse dirigée avec le QuikChange II Site-Directed Mutagenesis Kit (Stratagene). 

 

Nous avons incubé le plasmide pEGFP-N3-SDC-4 (50 ng) avec les primers sens et anti-

sens (125 ng) de chaque mutation, du dNTPmix (1 µL) et de la PfuUltra HF DNA polymerase 

(2.5 U) dans le tampon de réaction (Tris-HCL (10 mM), EDTA (1 mM), pH 7.5) puis la PCR de 

mutagenèse a été effectuée (1 étape de 30 secondes à 95°C, 18 cycles de 3 étapes (30 

secondes à 95°C, 1 minute à 55°C, 6 minutes à 68°C)) avec un thermocycleur prime thermal 

cycler (Techne). Les produits de PCR ont enfin été digérés avec l’enzyme DpnI pendant 1 

heure. 

 

Les plasmides codants pour les différents SDC-4 (N3, SDC-4, S179A, L188QQ, 

A198del) ont été transformés dans des bactéries E.coli XL1-Blue Supercompetent cells 

(Stratagene). Les bactéries (50 µL) ont été incubées avec le plasmide (10 ng) pendant 30 

minutes dans la glace (adsorption du plasmide à la surface de la bactérie). Le mélange a été 

incubé 45 secondes dans un bain marie à 42°C (ouverture de pores dans la membrane de la 

bactérie et entrée du plasmide) puis replacé 5 minutes dans la glace (fermeture des pores). 

Les bactéries ont été incubées 1 heure à 37°C et 200 tour/minute dans du milieu SOC 

(tryptone (2%), extrait de levure (0.5%), NaCl (10 mM), KCl (2.5 mM), MgCl2 (10 mM), MgSO4 

(10 mM), glucose (20 mM)). Les bactéries ont ensuite été déposées sur une boite de Pétri 

contenant du milieu LB Agar (tryptone (1%), extrait de levure (0.5%), NaCl (10 mM), agar 

(1.5%)) supplémenté en kanamycine (1 µg/mL) une nuit à 37°C. Le plasmide contenant le 

gène de résistance à la kanamycine, seules les bactéries transformées pourront se 

développer.  
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Après une nuit à 37°C, des colonies de bactéries apparaissent sur la boite de Pétri 

(bactéries tranformées avec le plasmide). Plusieurs colonies sont récupérées et amplifiées 

dans 5 mL de milieu de miniculture LB Broth Base (tryptone (1%), extrait de levure (0.5%), 

NaCl (10 mM)) supplémenté en kanamycine (1 µg/mL) une nuit à 37°C sous agitation.  

 

Après une nuit, des bactéries (2 mL) sont conservées à 4°C (pour les amplifier en 

maxiculture) et les bactéries restantes (3 mL) sont centrifugées à 10 000 g pendant 5 

minutes afin d’extraire l’ADN plasmidique à l’aide du kit Qiagen plasmid purification 

(Qiagen). Une résine chargée positivement (DEAE-cellulose) fixe l’ADN plasmidique par 

interaction ionique avec les groupements phosphates chargés négativement de l’ADN. L’ADN 

est ensuite purifié par lavages successifs avec des tampons de concentration croissante en 

NaCl. 

 

Le culot bactérien est resuspendu dans du tampon P1 (300 µL, Tris-Cl (50 mM), EDTA 

(10 mM), pH 8) supplémenté en RNaseA (100 µg/mL). Les bactéries sont lysées par ajout de 

tampon P2 (300 µL, NaOH (200 mM), SDS (1%)) pendant 5 minutes. La lyse est neutralisée 

par ajout de tampon P3 (300 µL, acétate de potassium (3 M), pH 5.5) pendant 5 minutes 

dans la glace. Les débris sont éliminés par centrifugation à 14 000 g pendant 10 minutes. Le 

surnageant contenant l’ADN plasmidique est déposé sur une colonne échangeuse d’ion 

préalablement équilibrée avec du tampon QBT (1 mL, NaCl (750 mM) MOPS (50 mM), 

isopropanol (15%), Triton X-100 (0.15%), pH 7). L’ADN plasmidique fixé à la colonne est lavé 

deux fois avec du tampon QC (2 mL, NaCl (1 M) MOPS (50 mM), isopropanol (15%), pH 7) 

puis élué avec du tampon QF (800 µL, NaCl (1.5 M), Tris-Cl (50 mM), isopropanol (15%), pH 

8.5). L’ADN plasmidique est précipité par ajout d’isopropanol (560 µL) et centrifugation à 

14 000 g pendant 30 minutes. Le culot d’ADN plasmidique est lavé avec de l’éthanol (70%, 1 

mL) puis centrifugé à 14 000 g pendant 10 minutes. Le culot d’ADN plasmidique est 

finalement resuspendu dans du tampon TE (Tris (10 mM), EDTA (1 mM), pH 8, 30 µL).  

 

Afin de vérifier l’expression du plasmide par les différentes colonies bactériennes, 

une digestion enzymatique avec les enzymes de restrictions EcoRI et KpnI est effectuée et 

analysée sur gel d’agarose (1%). Le plasmide est présent si on observe une bande à 4 700 

paires de bases (plasmide vide) et une bande à 600 paires de bases (ADNc du SDC-4). Les 

séquences nucléotidiques des plasmides SDC-4 sauvage et mutés sont analysées par 

séquençage par la société Beckman Coulter Genomics. 
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Les colonies bactériennes ayant été validées par gel d’agarose et séquençage sont 

amplifiées dans 100 mL de milieu de miniculture LB Broth Base supplémenté en kanamycine 

(1 µg/mL) une nuit à 37°C sous agitation à partir des bactéries issues de la miniculture. 

 

Après une nuit, les bactéries sont centrifugées et le culot bactérien est resuspendu 

dans du tampon P1 (10 mL) supplémenté en RNaseA (100 µg/mL). Les bactéries sont lysées 

par ajout de tampon P2 (10 mL) pendant 5 minutes. La lyse est neutralisée par ajout de 

tampon P3 (10 mL) pendant 20 minutes dans la glace. Les débris sont éliminés par deux 

centrifugations successives à 14 000 g pendant 30 minutes puis 15 minutes. Le surnageant 

contenant l’ADN plasmidique est déposé sur une colonne échangeuse d’ion préalablement 

équilibrée avec du tampon QBT (10 mL). L’ADN plasmidique fixé à la colonne est lavé deux 

fois avec du tampon QC (30 mL) puis élué avec du tampon QF (15 mL). L’ADN plasmidique 

est précipité par ajout d’isopropanol (10.5 mL) et centrifugation à 14 000 g pendant 30 

minutes à 4°C. Le culot d’ADN plasmidique est lavé avec de l’éthanol (70%, 5 mL) puis 

centrifugé à 14 000 g pendant 10 minutes. Le culot d’ADN plasmidique est finalement 

suspendu dans du tampon TE (100 µL). 

 

La présence du plasmide est vérifiée sur gel d’agarose (1%) après digestion 

enzymatique et la concentration d’ADN plasmidique est déterminée à l’aide d’un 

spectrophotomètre à 260 nm selon la loi de Beer-Lambert (DO=ε.l.c). 

 

Les plasmides pmCherry-N1-SDC-4 (SDC-4-mCherry) et pmCherry-N1-PKC-δ (PKC-δ) 

ont été obtenus de la même manière à partir d’un plasmide pmCherry-N1 (mCherry) fourni 

par l’équipe du Pr. Saito (Biosignal Research Center, Université de Kobe, Japon). 

 

Le plasmide pDsRed2-PKC-α-K368M (K368M) a été obtenu par mutagenèse dirigée à 

partir d’un plasmide pDsRed2-PKC-α (PKC-α) fourni par l’équipe du Pr. Saito. 

 

Le plasmide pDsRed2 (DsRed2) nous a été fourni par l’équipe du Pr. Saito. 
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2. Transfection 

 

Les HUV-EC-Cs ont été transfectées par nucléofection. Ce procédé consiste en un 

choc électrique permettant de déstabiliser la membrane plasmique et l’enveloppe nucléaire 

des cellules afin que le plasmide codant pour la protéine d’intérêt puisse être délivré 

directement dans le noyau de la cellule. 

 

Les HUV-EC-Cs ont été décollées à l’aide d’une solution de PBS/trypsine/EDTA 

(0.05/0.02%). Les cellules sont comptées et la quantité de cellule nécessaire est centrifugée 

à 100 g pendant 10 minutes. Le culot cellulaire est repris dans une solution de nucléofection 

(Amaxa cell line nucleofector solution V, Lonza) à raison de 106 cellules/100 µL auxquels est 

ajouté le plasmide (5 µg) ou le siRNA (300 nM). La solution contenant les cellules et le 

plasmide (100 µL) est déposée dans une cuve de nucléofection et les cellules sont 

transfectées avec le protocole V-001 de l’Amaxa nucleofector device II (Lonza). Les cellules 

transfectées sont récupérées et cultivées à une concentration de 106 cellules/mL dans du 

milieu ECBM2 12%. Après 8 heures, les cellules mortes sont éliminées par remplacement du 

milieu ECBM2 12%. Pour toutes les expériences, les cellules sont utilisées 24 heures après la 

transfection (Figure 1). 

 

 
Figure 1 : Nucléofection 

Les cellules incubées en présence de plasmide sont soumises à un choc électrique entraînant le 

transfert du plasmide dans le noyau de la cellule. 
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3. Cytométrie en flux 

 

Nous avons utilisé la cytométrie en flux pour évaluer l’efficacité de transfection de 

nos cellules transfectées par les plasmides N3, SDC-4, S179A, L188QQ ou A198del. En effet, 

les différents plasmides utilisés permettent l’expression de protéines fluorescentes (EGFP) 

détectées par le cytomètre, nous permettant de déterminer le pourcentage de cellules 

transfectées par chaque plasmide. 

 

Les cellules ont été analysées 24 heures après la transfection. Les cellules 

transfectées ont été lavées au PBS, fixées avec du paraformaldéhyde (PFA 1%) puis lavées au 

PBS/BSA (0.1%) trois fois. Les cellules ont été détachées à l’aide d’un grattoir et transférées 

dans un tube adapté au cytomètre. La fluorescence des cellules a été détectée en FL-1 

(plasmide EGFP, λexcitation = 488 nm, λémission = 507 nm) et les cellules considérées transfectées 

sont les cellules EGFP positives, permettant d’obtenir un pourcentage de transfection de 

chaque plasmide. 

 

Nous avons également utilisé la cytométrie en flux pour déterminer la quantité de 

différents ligands à la membrane des cellules suivant différents traitements. Nous avons 

utilisés un anticorps spécifique d’un ligand donné révélé par un anticorps secondaire couplé 

à un fluorochrome. Le fluorochrome est détecté par le cytomètre, déterminant l’intensité de 

fluorescence pour chaque cellule et permettant ainsi de comparer la quantité de 

fluorochrome, et donc d’antigène présent à la surface des cellules. 

 

Pour l’expression des chaînes HS ou du SDC-4, les cellules ont été analysées 24 

heures après la transfection. Les cellules transfectées par les plasmides N3, SDC-4, S179A, 

L188QQ ou A198del ont été lavées au PBS, fixées avec du PFA (1%), saturées avec du 

PBS/BSA (1%) puis lavées au PBS/BSA (0.1%) trois fois. Les cellules ont été incubées avec les 

anticorps primaires anti-HS (F58-10E4) ou anti-SDC-4 (5G9) ou avec leur isotype respectif 

(mouse IgM ou IgG2a) pendant 1 heure à 4°C. Les cellules ont été lavées au PBS/BSA (0.1%) 

trois fois puis incubées avec un anticorps secondaire couplé à un fluorochrome spécifique de 

l’anticorps primaire (rat-APC ou goat-Alexa Fluor 647) pendant 30 minutes. Les cellules ont 

été lavées au PBS/BSA 0.1% trois fois, détachées à l’aide d’un grattoir et transférées dans un 

tube adapté au cytomètre en flux. La fluorescence des cellules a été détectée en FL-1 

(plasmide EGFP, λexcitation = 488 nm, λémission = 507 nm) et FL-4 (APC, λexcitation = 650 nm, λémission 

= 660 nm ou Alexa Fluor 647, λexcitation = 652 nm, λémission = 665 nm). La détermination de la 

quantité de ligands à la surface membranaire a été analysée par comparaison de la médiane 
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de l’intensité de fluorescence des cellules transfectées (EGFP positives) révélé par l’anticorps 

choisi ou par son isotype spécifique. 

 

Pour l’expression des molécules d’adhérence (ICAM-1, PECAM-1, E-sélectine, VCAM-

1), les cellules transfectées par les plasmides N3, SDC-4, S179A, L188QQ ou A198del ont été 

stimulées au TNF-α (1 ng/mL) 32 heures après la transfection pendant 16 heures à 37°C et 

5% de CO2 puis traitées ou non avec RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 2 heures à 37°C et 5% de 

CO2. Les cellules transfectées ont été lavées au PBS, fixées avec du PFA (1%), saturées avec 

du PBS/BSA (1%) puis lavées au PBS/BSA (0.1%) trois fois. Les cellules ont été incubées avec 

les anticorps primaires anti-ICAM-1 (P2A4) anti-PECAM-1 (JC70), anti-E-sélectine (CTB202) 

ou anti-VCAM-1 (M/K-2) ou avec leur isotype respectif (mouse IgG1 ou IgG2a ou rat IgG1) 

pendant 1 heure à 4°C. Les cellules ont été lavées au PBS/BSA (0.1%) trois fois puis incubées 

avec un anticorps secondaire couplé à un fluorochrome spécifique de l’anticorps primaire 

(goat-Alexa Fluor 647) pendant 30 minutes. Les cellules ont été lavées au PBS/BSA (0.1%) 

trois fois, détachées à l’aide d’un grattoir et transférées dans un tube adapté au cytomètre. 

La fluorescence des cellules a été détectée en FL-1 (plasmide EGFP, λexcitation = 488 nm, 

λémission = 507 nm) et FL-4 (Alexa Fluor 647, λexcitation = 652 nm, λémission = 665 nm). La 

détermination de la quantité de ligands à la surface membranaire a été analysée par 

comparaison de la médiane de l’intensité de fluorescence des cellules transfectées par les 

différents plasmides (EGFP positives) révélé par l’anticorps choisi ou par son isotype 

spécifique. 

 

4. Viabilité / toxicité 

 

Afin d’analyser les voies de signalisation intracellulaire, des inhibiteurs 

pharmacologiques ont été utilisés. Les inhibiteurs pharmacologiques pouvant affecter la 

viabilité des cellules, nous avons évalué la toxicité de chaque inhibiteur à différentes 

concentrations par un test MTT. Le MTT est réduit en formazan violet par la déshydrogénase 

mitochodriale permettant un dosage de la quantité de cellules vivantes. Dans un plaque 96 

puits, 5 000 cellules transfectées par le plasmide SDC-4 ont été incubées ou non 24 heures 

après la transfection avec différentes doses d’inhibiteur pendant 24 heures à 37°C . Les 

cellules ont ensuite été lavées avec du PBS puis incubées avec du MTT (1 mg/mL) pendant 3 

heures à 37°C. Les cellules ont enfin été lysées avec du DMSO afin d’obtenir une solution 

violette homogène. Un dosage de la densité optique à 570 nm par spectrophotométrie 

permet une estimation de la viabilité cellulaire. Les concentrations d’inhibiteurs pour 

lesquelles les densités optiques sont significativement inférieures à la densité optique de 

cellules en absence d’inhibiteur sont considérées comme toxiques. La concentration 

d’inhibiteur utilisée est la plus forte concentration non toxique. 
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5. Microscopie confocale 

 

La microscopie confocale est un type de microscopie à fluorescence permettant 

d’analyser l’objet étudié en trois dimensions. L’avantage de la microscopie confocale est 

qu’il est possible de réaliser des « tranches » de cellules dans la profondeur (axe Z) 

permettant de déterminer avec précision la localisation spatiale de la fluorescence. Le 

microscope confocal est un microscope inversé, ce qui permet l’étude de cellules fixées mais 

aussi vivantes. 

 

Afin de confirmer que les cellules transfectées par le plasmide codant pour le SDC-4-

EGFP sauvage ou muté permettaient une expression membranaire du SDC-4, nous avons 

analysé la localisation membranaire des SDC-4-EGFP à l’aide d’un marqueur membranaire, 

l’intégrine β1. Les cellules transfectées ont été lavées au PBS, fixées avec du PFA (1%), 

saturées avec du PBS/BSA (1%) puis lavées au PBS/BSA (0.1%) trois fois. Les cellules ont été 

incubées avec l’anticorps primaire anti-intégrine β1 (N-20) ou son isotype (mouse IgG1) 

pendant 1 heure à 4°C. Les cellules ont été lavées au PBS/BSA (0.1%) trois fois puis incubées 

avec un anticorps secondaire couplé à un fluorochrome spécifique de l’anticorps primaire 

(goat-Alexa Fluor 555) pendant 30 minutes. Les cellules ont été lavées au PBS/BSA (0.1%) 

trois fois, puis montées entre lame et lamelles. La fluorescence des SDC-4 sauvages ou muté 

a été détectée à l’aide de l’EGFP (λexcitation = 488 nm, λémission = 507 nm) et le marquage 

membranaire intégrine β1 à l’aide du fluorochrome Alexa Fluor 555 (λexcitation = 553 nm, 

λémission = 568 nm). Le double marquage des cellules (SDC-4-EGFP visible en vert et intégrine 

β1-Alexa Fluor 555 visible en rouge) nous a permis de localiser l’expression des SDC-4 et de 

confirmer leur adressage membranaire. 

 

Nous avons également étudié la translocation membranaire des PKC-α et PKC-δ. En 

effet, pour être activées ces deux PKC nécessitent une translocation membranaire. Pour 

étudier ce mécanisme, nous avons co-transfecté les HUV-EC-Cs avec un plasmide codant 

pour l’EGFP seule ou fusionnée (N3, SDC-4, S179A, L188QQ ou A198del) et avec un plasmide 

codant pour une protéine fluorescente rouge seule ou fusionnée (DsRed2, PKC-α, mCherry 

ou PKC-δ). Directement après la transfection, les cellules co-transfectées sont déposées dans 

une boite de Pétri à fond en verre à raison de 50 000 cellules/200µL de milieu. Les cellules 

co-transfectées ont été incubées ou non 24 heures après la transfection avec RANTES/CCL5 

(3 nM) ou TPA (0.5 µM) pendant 15 minutes pour les cellules exprimant la PKC-α ou 30 

minutes pour les cellules exprimant la PKC-δ et la translocation membranaire des PKC-α ou 

PKC-δ a été analysée en temps réel sous microscopie confocale. La fluorescence des SDC-4 

sauvage ou mutés a été détectée à l’aide de l’EGFP (λexcitation = 488 nm, λémission = 507 nm) et 

la fluorescence de la PKC-α à l’aide du DsRed2 (λexcitation = 563 nm, λémission = 582 nm) ou de la 
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PKC-δ à l’aide du mCherry (λexcitation = 587 nm, λémission = 610 nm). Le double marquage des 

cellules (SDC-4-EGFP visible en vert et PKC-α ou PKC-δ visible en rouge) nous a permis de 

détecter la translocation membranaire de la PKC-α ou PKC-δ en temps réel. 

 

Parallèlement nous avons étudié le mécanisme de translocation, et donc d’activation, 

de la PKC-α et de la PKC-δ. La PKC-α, contrairement à la PKC-δ est décrite comme une PKC 

dépendante du calcium pour son activation, or il a été montré que le SDC-4 pouvait activer la 

PKC-α en absence de calcium, nous avons donc utilisé des milieux dépourvus de calcium. 

Pour ce faire, nous avons incubé les cellules co-transfectées avec de l’EGTA (0.1 µM) ou du 

Bapta-AM (10 µM) pendant 1 heure à 37°C, deux chélateurs de calcium, puis nous les avons 

stimulées avec RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 15 minutes et étudié la translocation 

membranaire de la PKC-α. 

 

Nous avons également étudié l’implication des RCPG de RANTES/CCL5 dans la 

translocation membranaire de la PKC-α en transfectant les cellules avec le SDC-4-EGFP, la 

PKC-α-DsRed2 et le siRNA CCR1, CCR5 ou control (300 nM). 

 

Nous avons étudié l’importance des chaînes HS du SDC-4 dans la translocation 

membranaire de la PKC-α et de la PKC-δ par stimulation des cellules co-transfectées par les 

mutants GAG-déficients de RANTES/CCL5 (R47E-RANTES/CCL5 ou 3-Ala-RANTES/CCL5, 3 nM) 

pendant 15 minutes pour la PKC-α ou 30 minutes pour la PKC-δ ou en pré-incubant les 

cellules co-transfectées avec des enzymes de dégradation des GAG (héparitinase I à 20 

mU/mL, héparitinase III à 10 mU/mL et chondroïtinase ABC à 33 mU/mL) pendant 2 heures 

avant la stimulation par RANTES/CCL5. 

 

Nous avons voulu déterminer l’implication de la PKC-δ dans la translocation 

membranaire de la PKC-α et inversement en pré-incubant les cellules co-transfectées SDC-

4/PKC-α avec un inhibiteur pharmacologique de la PKC-δ (Rottlerine, 1 µM) ou SDC-4/PKC-δ 

avec un inhibiteur pharmacologique de la PKC-α (Gö6976, 1 µM) pendant 2 heures avant la 

stimulation par RANTES/CCL5. 

 

Nous avons par ailleurs étudié l’implication du SDC-4 dans la morphologie des HUV-

EC-Cs après traitement par RANTES/CCL5. Les cellules transfectées par le SDC-4 sauvage ou 

mutant couplé à l’EGFP ont été stimulées 24 heures après la transfection avec RANTES/CCL5 

sauvage (3 nM) ou muté (R47E-RANTES/CCL5 ou 3-Ala-RANTES/CCL5, 3 nM) pendant 15 
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minutes et la morphologie des cellules a été analysée en temps réel sous microscopie 

confocale. L’aire cellulaire avant et après la stimulation par RANTES/CCL5 a été déterminée 

et la différence a été quantifiée à l’aide du logiciel ImageJ (National Institutes of Health). La 

formation de filopodes et lamellipodes ainsi que la migration directionnelle des cellules ont 

été analysées avant et après la stimulation par RANTES/CCL5. 

 

Nous avons également étudié l’implication de voies de signalisation intracellulaire 

dans la formation de filopodes et lamellipodes induites par l’axe SDC-4-RANTES/CCL5. Pour 

ce faire, nous avons co-transfecté les HUV-EC-Cs avec le plasmide SDC-4-EGFP et le plasmide 

Rac1-mCherry ou avec le plasmide SDC-4-mCherry et les plasmides RhoA-EGFP ou Cdc42-

EGFP. Après 24 heures, les cellules ont été stimulées par RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 15 

minutes et la morphologie des cellules a été analysée en temps réel sous microcopie 

confocale. 

 

Pour finir, nous avons étudié la morphologie des cellules transfectées avec le SDC-4 

sous flux. Directement après la transfection, les cellules sont déposées à une densité de 

400 000 cellules dans une chambre de flux (Ibidi) dans de l’ECBM2 12% à 37°C. Les HUV-EC-

Cs transfectées par le SDC-4 sauvage ou mutant couplé à l’EGFP ont été stimulées au TNF-α 

(1 ng/mL) 32 heures après la transfection pendant 16 heures à 37°C puis traitées ou non 

avec RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 2 heures à 37°C. Les cellules ont ensuite été soumises à 

un flux laminaire constant (0.67 dyn/cm²) pendant 10 minutes et la morphologie des cellules 

a été analysée en temps réel sous microscopie confocale. La formation de filopodes a été 

analysée avant et après le flux (Figure 2). 

 

Nous avons étudié l’importance de l’interaction entre RANTES/CCL5 et les chaînes 

GAG dans la formation de filopodes sous flux. Les HUV-EC-Cs transfectées par le SDC-4 

sauvage couplé à l’EGFP ont été stimulées au TNF-α (1 ng/mL) 32 heures après la 

transfection pendant 16 heures à 37°C puis traitées avec les mutants GAG-déficients de 

RANTES/CCL5 (R47E-RANTES/CCL5 ou 3-Ala-RANTES/CCL5, 3 nM) pendant 2 heures. La 

formation des filopodes a été analysée avant et après 10 minutes de flux laminaire (0.67 

dyn/cm²) (Figure 2). 

 

Les photographies et vidéos en temps réel des cellules ont été obtenues à l’aide du 

logiciel Zen (Carl Zeiss, MicroImaging, GmbH, Jena, Allemagne) analysées à l’aide du logiciel 

Scion Imager (National Institutes of Health). 
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Figure 2 : Système de culture en flux sous confocal 

Les HUV-EC-Cs transfectées sont déposées dans une chambre de flux. Au bout de 32 heures, les 

cellules sont stimulées au TNF-α pendant 16 heures puis traitées ou non avec RANTES/CCL5 pendant 

2 heures. La chambre de flux est disposée sur un microscope confocal et branché avec des tubulures 

d’entrée et de sortie. Les cellules sont soumises à un flux laminaire constant pendant 10 minutes et 

la morphologie des cellules est enregistrée en temps réel à l’aide du microscope confocal. 

 

6. Expression génique : Transcription réverse - Réaction de polymérisation en 

chaîne en temps réel (RT-qPCR) 

 

La réaction de polymérisation en chaîne (PCR) est une technique permettant 

l’amplification d’un fragment d’ADN à l’aide de d’une amorce « sens » et d’une amorce 

« anti-sens » d’une vingtaine de nucléotides. Les amorces vont reconnaître la séquence 

complémentaire dans l’ADN et permettre l’amplification du fragment d’ADN contenu entre 

les deux amorces. Le fragment d’ADN peut être quantifié en temps réel par PCR quantitative 

(qPCR). La qPCR va utiliser soit des amorces fluorescentes (Taqman) soit des fluorochromes 

se fixant entre les ADN double brin (SYBRGreen) afin d’obtenir une quantification des 

fragments d’ADN amplifiés. La quantification reste néanmoins relative à un gène contrôle, 

dit « de ménage », dont l’expression est censée rester stable entre les différentes conditions 

étudiées. 
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La transcription réverse (RT) est une technique utilisée pour analyser l’expression 

génique. Elle va permettre de transformer l’ARNm en ADN complémentaire (ADNc) à l’aide 

d’une transcriptase inverse. Tous les ARNm vont être rétro-transcrits en ADNc. 

 

La RT-PCR est l’association de ces deux techniques. Les ARNm sont rétro-transcrits en 

ADNc (RT) puis le fragment d’ADN d’intérêt est amplifié (PCR). Cela permet d’étudier 

l’expression d’un gène. Nous avons utilisé une RT-qPCR de type Taqman pour étudier 

l’expression génique des protéines EXT-1 et EXT-2. 

 

Avant de procéder à la RT-qPCR, il est nécessaire d’extraire et de purifier les ARN des 

cellules. 

 

A. Extraction des ARN 

 

L’ARN de 2.10
6 cellules HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3 ou SDC-4 a été 

extrait 24 heures après la transfection en utilisant le kit RNeasy plus (Qiagen). Une résine 

chargée positivement fixe l’ARN par interaction ionique avec les groupements phosphates 

chargés négativement de l’ARN. L’ARN est ensuite purifié par lavages successifs avec des 

tampons de concentration croissante en NaCl. 

 

Les cellules transfectées sont décollées, centrifugées puis le culot cellulaire est lysé 

dans du tampon RLT-β-mercaptoéthanol (1%) à l’aide d’une seringue. Le lysat est déposé 

dans la gDNA eliminator spin column qui va fixer l’ADN génomique, puis la colonne est 

centrifugée à 10 000 g pendant 30 secondes. L’éluat (ARN) est homogénéisé avec un volume 

d’éthanol (70%), déposé sur la RNeasy spin column qui va fixer l’ARN, puis la colonne est 

centrifugée à 10 000 g pendant 30 secondes. L’éluat est éliminé et la colonne est lavée avec 

du tampon RW1 et centrifugée à 10 000 g pendant 30 secondes. L’éluat est éliminé et la 

colonne est lavée avec du tampon RPE-éthanol (80%), centrifugée à 10 000 g pendant 30 

secondes puis lavée une deuxième fois avec du tampon RPE-éthanol (80%) et centrifugée à 

10 000 g pendant 2 minutes. La colonne est centrifugée à 10 000 g pendant 1 minute afin 

d’enlever toute trace de tampon puis l’ARN est élué avec de l’eau RNase-free (sans RNase, 

30 µL) par centrifugation à 10 000 g pendant 1 minute. L’ARN est enfin dosé par 

spectrophotométrie à 260 nm selon la loi de Beer-Lambert (DO=ε.l.c). 

 

 



258 
 

B. Transcription réverse (RT) 

 

Les ARN extraits sont rétro-transcrits en ADNc à l’aide du High capacity cDNA reverse 

transcription kit (Applied biosystems). Les ARN (1-2 µg) sont incubés avec du tampon RT, un 

mélange de dNTP (4 mM), des amorces aléatoires pour RT et la rétro-transcriptase 

multiscribe (2 U/mL). La solution est incubée à 25°C pendant 10 minutes puis la réaction est 

effectuée à 37°C pendant 2 heures. 

 

C. Réaction de polymérisation en chaîne en temps réel (qPCR) 

 

Les fragments d’ADNc rétro-transcrits d’intérêt sont amplifiés par qPCR taqman. 

L’ADNc est incubé avec le taqman gene expression master mix (Applied biosystem) et avec 

l’amorce spécifique fixée à la sonde fluorescente (Applied biosystems). La qPCR (1 cycle de 2 

étapes (2 minutes à 95°C, 10 minutes à 95°C), 40 cycles de 2 étapes (15 secondes à 95°C, 6 

minutes à 60°C)) est réalisée avec un Stepone plus real-time PCR system (Applied 

biosystems). Nous avons analysé l’expression des gènes EXT-1 et EXT-2 en utilisant la GAPDH 

comme gène contrôle. 

 

7. Expression protéique 

A. Western Blot 

 

Le western blot est une technique permettant l’analyse de l’expression protéique. Les 

protéines sont extraites des cellules puis séparées selon leur poids moléculaire. La quantité 

relative de protéine est déterminée à l’aide d’anticorps spécifiques ciblant la protéine 

d’intérêt et d’anticorps secondaires couplés à la péroxydase. La péroxydase est mise en 

contact avec son substrat permettant une détection de la présence et de la quantité relative 

de la protéine d’intérêt. Nous avons utilisé le western blot pour analyser l’expression du 

SDC-4, du SDC-4 phosphorylé sur la sérine 179 (pSDC-4) et de la PKC-α. 

 

a. Extraction des protéines / Kit de fractionnement 

 

Les protéines de 2.106 cellules HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, SDC-4, 

S179A, L188QQ ou A198del ont été extraites 24 heures après la transfection soit en fraction 
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totale avec un tampon de lyse soit en utilisant le subcellular protein fractionation kit for 

cultured cells (Pierce) afin d’obtenir différentes fractions subcellulaires. Les cellules 

transfectées ont été stimulées ou non par RANTES/CCL5 (3 nM), le FGF-2 (20 ng/mL) ou le 

TPA (0.5 µM) pendant 15 minutes à 37°C. 

 

Pour la fraction totale, les cellules stimulées ou non sont lavées puis lysées 

directement dans le tampon de lyse sur de la glace. Le lysat est récupéré, soniqué et 

centrifugé. Le surnageant contenant les protéines est enfin dosé à l’aide du BCA protein 

assay kit (Pierce) par spectrophotométrie à 570 nm. 

 

Pour obtenir un fractionnement, les cellules stimulées ou non sont décollées puis 

centrifugées. Les cellules sont ensuite lavées dans du PBS froid, une partie des cellules est 

récupérée pour obtenir la fraction totale comme décrit précédemment et l’autre partie des 

cellules est centrifugée à 500 g pendant 5 minutes à 4°C pour faire le fractionnement. Le 

culot cellulaire est incubé avec le tampon CEB pendant 10 minutes à 4°C sous agitation puis 

centrifugé à 500 g pendant 5 minutes à 4°C. Le surnageant (fraction cytoplasmique) est 

récupéré et le culot est incubé avec le tampon MEB pendant 15 minutes à 4°C sous agitation 

puis centrifugé à 3 000 g pendant 5 minutes à 4°C. Le surnageant (fraction membranaire) est 

récupéré et les concentrations protéiques des différentes fractions (totale, cytoplasmique, 

membranaire) sont dosées. 

 

b. Migration SDS-page 

 

Les protéines extraites (10 µg pour la PKC-α et 22 µg pour les SDC-4 et pSDC-4) sont 

incubées avec du bleu de Laemmli (Tris-HCl (62.5 mM), glycérol (25%), SDS (2%), 

Bromophenol Blue (0.01%)) pour les charger négativement et du β-mercaptoéthanol (4%) 

pour rompre les ponts disulfures puis chauffé à 95°C pendant 5 minutes. 

 

Les protéines ainsi qu’un marqueur de poids moléculaire sont ensuite déposées dans 

les puits d’un gel d’acrylamide vertical composé d’un gel de charge à 6% suivi d’un gel de 

migration à 10% plongé dans la solution de migration. Le gel est ensuite soumis à un 

ampérage constant de 30 mA par gel, formant un courant électrique avec le pôle négatif 

« en haut » et le pôle positif « en bas ». Le courant négatif va repousser les protéines 

(chargées négativement) vers le bas du gel, permettant leur migration. Le gel de charge 

permet à toutes les protéines de migrer quelque soit leur taille jusqu’à l’intersection entre 
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les gels de charge et de migration afin qu’elles migrent à partir du même point de départ. 

Plus les protéines sont petites, plus elles migreront facilement à travers les mailles 

d’acrylamide du gel, permettant une séparation des protéines en fonction de leur taille. La 

migration est arrêtée lorsque le front de migration est arrivé en bas du gel. Les protéines ne 

sont pas visibles à ce moment, seules les protéines du marqueur de poids moléculaire sont 

visibles (Figure 3). 

 

 
Figure 3 : Migration des protéines en western blot 

Les protéines sont déposées dans les puits du gel de charge (1) puis soumises à un courant électrique 

permettant la migration des protéines jusqu’à l’intersection des gels de charge et de migration (2). La 

migration va continuer vers le pôle positif (+) jusqu’à ce que le front de migration soit arrivé en bas 

du gel de migration. Les protéines sont ainsi séparées selon leur taille et le marqueur de poids 

moléculaire (PM) nous indique la taille des protéines (3). 

 

c. Transfert 

 

Une fois la migration terminée, les protéines sont transférées du gel d’acrylamide à 

une membrane de nitrocellulose. Le gel et la membrane sont mis en contact dans un 

système entre deux buvards et deux mousses. Le système est plongé dans un tampon de 

transfert (TGS) et soumis à un voltage constant de 100 V pendant 1 heure, formant un 
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courant électrique avec le pôle négatif « en dessous » du gel et le pôle positif « au dessus » 

de la membrane. Le courant négatif va repousser les protéines du gel vers la membrane, 

permettant leur transfert (Figure 4). 

 

 
Figure 4 : Transfert des protéines en western blot 

Le gel d’agarose contenant les protéines est mis en contact avec une membrane de nitrocellulose en 

« sandwich » entre deux buvards et deux mousses (1). Le courant est allumé et les protéines du gel 

vont migrer du pôle négatif (-) au pôle positif (+) et ainsi être transférées sur la membrane de 

nitrocellulose (2). 

 

A la fin du transfert, les protéines présentes sur le gel ont été transférées sur la 

membrane. Afin de vérifier que le transfert a fonctionné, la membrane est incubée dans une 

solution de rouge ponceau (0.1%) qui se fixe aux protéines permettant une coloration rouge 

des protéines ayant été transférées sur la membrane. La coloration est ensuite retirée par 

trois lavages successifs avec du tampon de lavage (TBS/BSA) pendant 10 minutes sous 

agitation. 

 

d. Saturation / Incubation des anticorps 

 

Afin de réduire les fixations non spécifiques des anticorps, la membrane est saturée 

avec le tampon de saturation (TBS/BSA/MLK) pendant 1 heure sous agitation puis une nuit 

sous agitation à 4°C. 
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Le lendemain, la membrane est lavée trois fois avec du tampon de lavage (TBS/BSA) 

pendant 10 minutes sous agitation puis la membrane est incubée avec l’anticorps primaire 

spécifique (SDC-4, pSDC-4 ou PKC-α) ou son isotype (rabbit IgG, goat IgG ou mouse IgG2b 

respectivement) à différentes concentrations (1 µg/mL, 0.5 µg/mL ou 0.5 µg/mL 

respectivement) dans du tampon d’incubation (TBS/BSA) pendant 2 heures sous agitation. La 

membrane est lavée trois fois avec du tampon de lavage (TBS/BSA) pendant 10 minutes sous 

agitation puis la membrane est incubée avec l’anticorps secondaire spécifique (anti-rabbit 

(0.16 µg/mL), anti-goat (0.2 µg/mL) ou anti-mouse (0.16 µg/mL) respectivement) couplé à la 

péroxydase (HRP) dans du tampon d’incubation (TBS/BSA) pendant 1 heure sous agitation. 

La membrane est enfin lavée trois fois avec du tampon de lavage pendant 10 minutes sous 

agitation (Figure 5). 

 

e. Révélation 

 

Afin de détecter la présence et la quantité relative de protéines, la membrane est 

incubée pendant 1 minute dans de l’ECL western blot detection (Pierce) contenant le 

substrat de la péroxydase (luminol) qui émettra de la lumière. La membrane est mise en 

contact avec un film photographique et la lumière captée par le film est révélé à l’aide d’un 

bain dans une solution de révélateur puis de fixateur (Figure 5). 

 

 
Figure 5 : Révélation des protéines en western blot  

Les protéines d’intérêt présentes sur la membrane de nitrocellulose sont reconnues par l’anticorps 

primaire spécifique de la protéine (1). L’anticorps primaire est reconnu par un anticorps secondaire 

couplé à la péroxydase (HRP) spécifique de l’anticorps primaire (2). La péroxydase va être mise en 

contact de son substrat (luminol) et produire de la lumière qui va être captée par un film 

photographique permettant la détection de la protéine d’intérêt (3). 
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La quantité relative de protéines présentes est déterminée par mesure de la densité 

optique à l’aide du logiciel ImageJ (National Institutes of Health). 

 

B. Pull Down 

 

Le pull down est une technique permettant l’analyse de l’activité d’une protéine. Elle 

consiste en la purification de la forme activée d’une protéine (forme lié au GTP, à l’ATP) à 

l’aide de billes magnétiques suivie d’un western blot. Nous avons étudié l’activité de Rac1 à 

l’aide du kit Rac1 activation magnetic beads pulldown assay (Millipore). 

 

a. Purification des formes actives des protéines 

 

Les protéines de 2.106 cellules HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, SDC-4, 

S179A, L188QQ ou A198del ont été extraites 24 heures après la transfection. Les cellules 

transfectées ont été stimulées ou non par RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 15 minutes à 37°C. 

 

Les cellules stimulées ou non sont lavées deux fois dans du PBS froid puis lysées 

directement dans le tampon MLB sur de la glace. Le lysat est récupéré et centrifugé à 14 000 

g pendant 5 minutes à 4°C. Le surnageant contenant les protéines est incubé avec les billes 

Pak-1 PDB magnetic beads (10 µg) pendant 45 minutes à 4°C sous agitation. Les billes ayant 

fixé Rac1-GTP sont lavées trois fois avec le tampon MLB froid pour retirer toute les autres 

protéines (dont Rac1-GDP). Les billes sont finalement resuspendues dans du bleu de 

Laemmli (40 µL). 

 

b. Western Blot 

 

Les étapes de western blot après le pull down Rac1 sont similaires à celles décrites 

précédemment. Les billes (40 µL) sont chauffées à 95°C pendant 5 minutes avec du DTT (50 

mM) et la solution est déposée sur deux gels d’acrylamide pour le marquage avec l’anticorps 

anti-Rac1 ou avec l’isotype mouse IgG2a. 
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La migration et le transfert sont identiques au western blot classique. La saturation se 

fait par deux incubations successives de tampon de saturation (PBST/MLK) puis l’incubation 

avec l’anticorps anti-Rac1 ou son isotype mouse IgG2a (1 µg/mL) se fait dans du tampon 

d’incubation (PBST/MLK) la nuit à 4°C sous agitation. Le lendemain, après trois lavages de 10 

minutes sous agitation avec le tampon de lavage (PBST), les membranes sont incubées avec 

l’anticorps secondaire spécifique anti-mouse couplé à l’HRP (0.16 µg/mL) pendant 90 

minutes sous agitation dans du tampon d’incubation (PBST/MLK). Les membranes sont 

lavées trois fois pendant 10 minutes sous agitation avec du tampon de lavage (PBST) puis la 

révélation est effectuée comme décrit précédemment. 

 

8. Effets cellulaires impliqués dans l’angiogenèse 

 

L’angiogenèse est un processus complexe composé de plusieurs effets cellulaires tels 

que l’adhérence et l’étalement des cellules à un support, la migration et l’invasion des 

cellules sur et à travers un support ou encore l’allongement cellulaire. 

 

A. Adhérence 

 

Les cellules HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, SDC-4, S179A, L188QQ ou 

A198del ont été décollées au PBS/EDTA (10 mM) 24 heures après la transfection. Les cellules 

transfectées ont été stimulées ou non par RANTES/CCL5 ou par un mutant GAG-déficient 

(R47E-RANTES/CCL5, 3Ala-RANTES/CCL5, 3 nM) et 12 500 cellules/puits d’une plaque 96 

puits sont déposées sur un support de plastique ou de fibronectine (100 µg/mL) pendant 2, 

5, 10 ou 15 minutes à 37°C. Parallèlement, les cellules ont été prétraitées ou non avec un 

inhibiteur pharmacologique de la PKC-α, PKC-δ ou RhoA/RhoG (Gö6976 1 µM, Rottlerine 1 

µM ou C3 exoenzyme 10 ng/mL respectivement) dans de l’ECBM2 12% pendant 2 heures à 

37°C. 

 

Les cellules ont ensuite été lavées au PBS puis incubées avec une solution de p-

nitrophenyl phosphate, un substrat des phosphatases alcalines, supplémenté en Triton X100 

(0.2%) pendant 30 minutes à 37°C. La quantité relative de cellules est ensuite quantifiée par 

spectrophotométrie à 415 nm. 
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B.  Etalement 

 

Les cellules HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, SDC-4, S179A, L188QQ ou 

A198del ont été décollées 24 heures après la transfection. Dans un labtek 8 puits en verre, 5 

000 cellules transfectées ont été stimulées ou non par RANTES/CCL5 (3 nM) sont déposées 

sur un support de fibronectine (100 µg/mL) dans de l’ECBM2 12% pendant 2 heures à 37°C. 

 

Les cellules ont ensuite été lavées au PBS, fixées au PFA (1%) puis perméabilisées 

avec du PBS/Triton X100 (0.02%) pendant 2 minutes. Les cellules ont été lavées avec du 

PBS/BSA (0.1%) trois fois puis incubées pendant 1 heure avec de la phalloïdine couplé à 

l’Alexa Fluor (7.5 U/mL, λexcitation = 578 nm, λémission = 600 nm) permettant de mettre en 

évidence le cytosquelette d’actine. Les cellules sont lavées trois fois avec du PBS/BSA (0.1%) 

puis montées entre lame et lamelle. 

 

Les cellules ont été photographiées sous microscopie à fluorescence (AXIOPHOT, 

Zeiss) et l’aire cellulaire a été quantifiée à l’aide du logiciel Scion Imager (National Institutes 

of Health). 

 

C. Migrations / Invasion 

a. Migration en Blessure 

 

Directement après la transfection, les cellules transfectées par les plasmides N3, SDC-

4, S179A, L188QQ ou A198del sont déposées à 150 000 cellules par puits dans une plaque 24 

puits dans de l’ECBM2 12% à 37°C. Après 24 heures, les cellules sont incubées avec du milieu 

ECBM sans facteurs de croissance ni SVF pendant 8 heures pour synchroniser les cellules 

dans un même cycle cellulaire. La monocouche de cellules transfectées ainsi formée est 

blessée avec un cône (largeur 1.5 mm). Les cellules décollées sont éliminées par rinçage au 

PBS et les cellules sont incubées ou non avec RANTES/CCL5 (3 nM) dans du milieu ECBM2 

12% pendant 16 heures à 37°C. 

 

Aux temps t = 0 (juste après la blessure) et t = 16 heures (à la fin de l’expérience), 

cinq photos de la blessure sont prises en microscopie à contraste de phase. La distance entre 

les deux bords de la blessure est mesurée et la distance parcourue par chaque front de 

migration entre les temps t = 0 et t = 16 heures est quantifiée. 
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b. Migration / Invasion en Boyden 

 

Les cellules HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, SDC-4, S179A, L188QQ ou 

A198del ou co-transfectées avec le plasmide K368M ont été décollées 24 heures après la 

transfection. Les cellules transfectées ont été déposées dans une chambre supérieure (avec 

un fond poreux) d’une chambre de Boyden sur un support de fibronectine (100 µg/mL) pour 

la migration (50 000 cellules) ou de Matrigel (matrice extracellulaire de synthèse, 320 

µg/mL) pour l’invasion (150 000 cellues) pendant 24 heures à 37°C. Dans la chambre 

inférieure, est placée une solution d’ECBM2 12% supplémentée ou non par RANTES/CCL5 (3 

nM) ou par un mutant GAG-déficient (R47E-RANTES/CCL5 ou 3Ala-RANTES/CCL5, 3 nM). 

 

Parallèlement, pour la migration les cellules ont été prétraitées ou non avec un 

inhibiteur pharmacologique de la PKC-α, PKC-δ, PP1/2A, Rho Kinase, JNK/SAPK, MAPK, Rac1, 

Cdc42 ou RhoA/RhoG (Gö6976, Rottlerine, Cantharidic acid, Y27632, SP600125, PD98059, 

NSC à 1 µM, ML141 à 10 µM ou C3 exoenzyme à 10 ng/mL respectivement) ou avec des 

enzymes de dégradation des GAG (héparitinase I à 20 mU/mL, héparitinase III à 10 mU/mL et 

chondroïtinase ABC à 33 mU/mL) dans de l’ECBM2 12% pendant 2 heures à 37°C. 

 

Après 24 heures de migration ou d’invasion, les cellules dans la chambre supérieure 

sont retirées par grattage et les cellules ayant migré de l’autre côté de la surface poreuse 

sont fixées à l’éthanol pendant 20 minutes, marquées à l’hémalun (0.5%) pendant une nuit, 

lavées puis quantifiées sous microscopie à contraste de phase (Figure 6). 
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Figure 6 : Migration / Invasion en chambre de Boyden 

Les cellules transfectées sont déposées dans la chambre supérieure d’un système de chambre de 

Boyden dont le fond poreux est recouvert de fibronectine (migration) ou de matrigel (invasion). Une 

solution de chimioattraction est déposée dans la chambre inférieure afin d’attirer les cellules (1). Les 

cellules vont traverser le fond poreux de la chambre supérieure (2). Après 24 heures, les cellules de la 

chambre supérieure sont éliminées par retournement puis grattage au coton-tige et les cellules ayant 

migré de l’autre coté de la chambre sont fixées, colorées et comptées (3). 

 

D. Angiogenèse in vitro 

 

Les cellules HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, SDC-4, S179A, L188QQ ou 

A198del ont été décollées 24 heures après la transfection. Dans un labtek 8 puits en verre, 

12 500 cellules transfectées ont été stimulées ou non par RANTES/CCL5 (3 nM) ou par un 

mutant GAG-déficient (R47E-RANTES/CCL5 ou 3Ala-RANTES/CCL5, 3 nM) et déposées sur un 

support de Matrigel (1 mg/mL) pendant 24 heures à 37°C. 

 

Parallèlement, les cellules ont été prétraitées ou non avec un inhibiteur 

pharmacologique de la PKC-α, PKC-δ, PP1/2A, Rac1 ou Cdc42 (Gö6976, Rottlerine, 

Cantharidic acid, NSC à 1 µM ou ML141 à 10 µM respectivement) dans de l’ECBM2 12% 

pendant 2 heures à 37°C. 

 

Après 24 heures, les cellules ont été lavées au PBS, fixées au PFA (1%), marquées au 

crystal violet (0.05%) pendant une nuit, lavées puis montées entre lame et lamelle. 

 

Les cellules ont été photographiées sous microscopie à contraste de phase et la 

longueur cellulaire a été quantifiée à l’aide du logiciel Scion Imager (National Institutes of 

Health). 
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9. Effets cellulaires impliqués dans le recrutement cellulaire 

 

Le recrutement monocytaire nécessite plusieurs étapes parmi lesquelles l’arrêt de 

monocytes sur une couche de cellules endothéliales, l’étalement des monocytes et la 

transmigration des monocytes à travers la monocouche endothéliale. 

 

A. Arrêt monocytaire en statique 

 

Directement après la transfection, les HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, 

SDC-4, S179A, L188QQ ou A198del sont déposées à une densité de 300 000 cellules dans un 

puits de labtek 8 puits dans de l’ECBM2 12% à 37°C. Après 24 heures, les cellules sont 

colorées au CMTMR (10 µM, λexcitation = 555 nm, λémission = 575 nm) pendant 20 minutes. Les 

cellules ont été stimulées au TNF-α (1 ng/mL) 32 heures après la transfection pendant 16 

heures à 37°C puis traitées ou non avec RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 2 heures à 37°C. Les 

monocytes, préalablement marqués au DAPI (1 µg/mL, λexcitation = 310 nm, λémission = 456 nm), 

sont ensuite déposés à une densité de 200 000 cellules sur la monocouche d’HUV-EC-Cs 

pendant 30 minutes à 37°C. 

 

Parallèlement, les HUV-EC-Cs ont été prétraitées ou non avec un inhibiteur 

pharmacologique de la PKC-α, PKC-δ, Rac1 ou RhoA/RhoG (Gö6976, Rottlerine, NSC à 1 µM 

ou C3 exoenzyme à 10 ng/mL respectivement) dans de l’ECBM2 12% pendant 2 heures à 

37°C. 

 

Après 30 minutes de co-culture, le surnageant est retiré, les cellules sont fixées au 

PFA (1%) puis montées entre lame et lamelle. 

 

La totalité du puits a été photographiée (12 photos) sous microscopie à fluorescence 

(AXIOPHOT, Zeiss) et la quantité de monocytes adhérés a été quantifiée (Figure 7). 

 



269 
 

 
Figure 7 : Arrêt monocytaire en statique 

Les HUV-EC-Cs transfectées sont déposées dans un labtek. Au bout de 24 heures, les cellules sont 

marquées au CMTMR, stimulées au TNF-α au bout de 32 heures pendant 16 heures puis traitées ou 

non avec RANTES/CCL5 pendant 2 heures (1). Les MM6 préalablement marqués au DAPI sont 

déposés sur la monocouche endothéliale (2). Après 30 minutes d’adhérence, les MM6 sont éliminés 

et les monocytes ayant adhéré aux HUV-EC-Cs sont fixés et comptés (3). 

 

B. Arrêt monocytaire dynamique en flux 

 

Directement après la transfection, les HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, 

SDC-4, S179A, L188QQ ou A198del sont déposées à une densité de 400 000 cellules dans une 

chambre de flux (Ibidi) dans de l’ECBM2 12% à 37°C. Après 24 heures, les cellules sont 

colorées au CMTMR (10 µM, λexcitation = 555 nm, λémission = 575 nm) pendant 20 minutes. Les 

cellules sont stimulées au TNF-α (1 ng/mL) 32 heures après la transfection pendant 16 

heures à 37°C puis traitées ou non avec RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 2 heures à 37°C. Les 

monocytes, préalablement marqués au DAPI (1 µg/mL, λexcitation = 310 nm, λémission = 456 nm), 

sont ensuite passés à une concentration de 106 cellules/mL sous flux laminaire constant 

(0.67 dyn/cm²) sur la monocouche d’HUV-EC-Cs pendant 10 minutes. 

 

Parallèlement, les HUV-EC-Cs ont été prétraitées ou non avec un inhibiteur 

pharmacologique de la PKC-α ou RhoA/RhoG (Gö6976, 1 µM ou C3 exoenzyme à 10 ng/mL 

respectivement) dans de l’ECBM2 12% pendant 2 heures à 37°C. 

 

Après 10 minutes de flux, le surnageant est retiré et les cellules sont fixées au PFA 

(1%). 
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La totalité de la chambre a été photographiée (24 photos) sous microscopie à 

fluorescence (AXIOPHOT, Zeiss) et la quantité de monocytes arrêtés a été quantifiée.  

 

C. Transmigration monocytaire 

 

Directement après la transfection, les HUV-EC-Cs transfectées par les plasmides N3, 

SDC-4, S179A, L188QQ ou A198del sont déposées à une densité de 250 000 cellules dans la 

chambre supérieure d’une chambre de Boyden sur un support de fibronectine (100 µg/mL). 

Après 32 heures, les cellules ont été stimulées au TNF-α (1 ng/mL) pendant 16 heures à 37°C 

puis traitées ou non avec RANTES/CCL5 (3 nM) pendant 2 heures à 37°C. 500 000 

monocytes, préalablement marqués au CPD (5 µM, λexcitation = 647 nm, λémission = 670 nm), 

sont ensuite déposés sur la monocouche d’HUV-EC-Cs pendant 2 heures à 37°C. Dans la 

chambre inférieure, une solution d’ECBM2 12% supplémentée ou non par MCP-1/CCL2 (3 

nM) est déposée. 

 

Après 2 heures de transmigration, les monocytes de la chambre inférieure ayant 

transmigrés sont récupérés, fixés au PFA (1%) puis quantifiés en cytométrie en flux en FL-4 à 

l’aide du CPD (5 µM, λexcitation = 647 nm, λémission = 670 nm) (Figure 8). 

 

 
Figure 8 : Transmigration monocytaire 

Les HUV-EC-Cs transfectées sont déposées dans la chambre supérieure d’un système de chambre de 

Boyden dont le fond poreux est recouvert de fibronectine. Au bout de 32 heures, les cellules sont 

stimulées au TNF-α pendant 16 heures puis traitées ou non avec RANTES/CCL5 pendant 2 heures (1). 

Les MM6 préalablement marqués au DAPI sont déposés sur la monocouche endothéliale et une 

solution de chimioattraction est déposée dans la chambre inférieure (2). Après 2 heures de 

transmigration, les MM6 ayant traversé la monocouche d’HUV-EC-Cs se retrouvent dans la chambre 

inférieure, ils sont récupérés et comptés en cytométrie en flux (3). 
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10. Analyse statistique 

 

Les résultats sont présentés sous forme de moyenne ± erreur standard à la moyenne 

(SEM). La différence statistique a été déterminée par une analyse de variance (ANOVA) 

réalisé avec le logiciel Statview (Abacus concepts). La différence entre deux groupes est 

considérée significative si la valeur de p < 0.05. 
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Background : Angiogenesis contribute to the atheroma plaque progression by providing a 
source of intraplaque hemorrhage. Angiogenic growth factors and pro-inflammatory 
chemokines have been demonstrated in atherosclerotic lesions where they could contribute 
to angiogenesis. We previously described that the binding of the chemokine RANTES/CCL5 to 
its G protein-coupled receptors, CCR1 and CCR5, and to proteoglycans, such as syndecan-1 
and -4, may exert a pro-angiogenic effect both in vitro and in vivo (Suffee et al. 2012, 
Angiogenesis). Syndecan-4 could also interact with the extracellular environment through 
the glycosaminoglycanes chains linked to the protein core. Furthermore, syndecan-4 has 
been demonstrated to play major role in cell migration via the activation of PKCalpha and in 
cell adhesion via the activation of PKCdelta leading to cytoskeleton rearrangement. 

Aim : The aim of our study is to determine if the syndecan-4 intracellular domains may 
participate to RANTES/CCL5-induced endothelial cell migration and adherence by inducing 
transduction signaling. 

Methods : We constructed plasmids encoding for syndecan-4, S179A-syndecan-4 or 
L188QQ-syndecan-4. S179A syndecan-4 leads to the constitutive activation of PKCalpha 
whereas L188QQ-syndecan-4, a mutant deficient in the PIP2 binding site, decreased the 
PKCalpha activation. We evaluated the effect of RANTES/CCL5 on transfected HUVECC cell 
migration and adherence. The effect of RANTES/CCL5 on syndecan-4 signaling was assessed 
by pharmacological inhibition and membrane translocation observed by confocal 
microscopy. 

Results : Overexpression of syndecan-4 or S179A-syndecan-4 mutant leads to an increase of 
RANTES/CCL5-induced HUVECC migration and adherence by inducing signaling as 
PKCalpha/delta activation. In contrast, cell transfection with the L188QQ-syndecan-4 mutant 
reduced drastically this RANTES/CCL5-induced effect. 

Conclusions : Our results suggest that the syndecan-4 represents a functional co-receptor for 
the chemokine RANTES/CCL5. Moreover, the targeting of PKCalpha activation may represent 
a therapeutic strategy to reduce the formation of early atheroma plaques. 
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Contexte: L’angiogenèse contribue à la progression de la plaque d’athérome favorisant des 

hémorragies intraplaque. Il a été montré que des chimiokines pro-inflammatoires et des 
facteurs de croissances pro-angiogeniques contribuent à l’angiogenèse dans les lésions 

athérosclérotiques. Nous avons précédemment montré que la liaison de la chimiokine 
RANTES/CCL5 à ses récepteurs couplés aux protéines G et aux protéoglycanes 
transmembranaires à chaînes glycosaminoglycaniques de type héparane sulfate syndécane-1 
et syndécane-4 (SDC-4) joue un rôle pro-angiogénique in vitro et in vivo (Suffee et al. 2012). 
L’utilisation d’un mutant de RANTES/CCL5 déficient dans sa liaison aux glycosaminoglycanes, 
[44AANA47]-RANTES/CCL5, entraine une baisse des effets pro-angiogeniques de RANTES/CCL5 
(Suffee et al. 2012). Il a également été montré que la migration de cellules endothéliales 
induite par le FGF-2 est dépendante du SDC-4 (Horowitz et al. 2002) par l’intermédiaire de la 
protéine kinase Cα (PKCα) et implique la voie de signalisation RhoA (Kirkpatrick et al. 2007). 

But: Le but de notre étude est de déterminer si le SDC-4 agit comme un co-récepteur 
fonctionnel de RANTES/CCL5 en induisant une signalisation intracellulaire impliquée dans ses 
effets pro-angiogéniques. 

Méthode: Nous avons construit des plasmides codant pour le SDC-4, le mutant S179A 
entrainant une activation constitutive de la PKCα, ou les mutants L188QQ déficient dans le 
site de liaison au PIP2, et A198del déficient dans le site de liaison aux protéines à domaine 
PDZ, diminuant l’activation de la PKCα. Nous avons évalué les effets de RANTES/CCL5 sur 

l’étalement, la migration et la formation de réseaux vasculaires de cellules endothéliales 

HUVECC transfectées par ces différents SDC-4. L’implication de RANTES/CCL5 dans 

l’activation de la PKCα, régulée par le SDC-4, a été étudiée à l’aide d’inhibiteurs 

pharmacologiques et l’observation de la translocation à la membrane de la PKCα par 

microscopie confocale. 

Résultats: La sur-expression du SDC-4 ou du mutant S179A entraîne une augmentation de 
l’activation de la PKCα, l’étalement, la migration et la formation de réseaux vasculaires de 

cellules endothéliales induits par RANTES/CCL5. En revanche, la transfection par les mutants 
L188QQ ou A198del réduit tous ces effets. 
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Conclusions: Nos résultats suggèrent que le SDC-4 est un co-récepteur fonctionnel de 
RANTES/CCL5. De plus, cibler l’activation de la PKCα par le SDC-4 peut représenter une 
stratégie thérapeutique pour réduire la formation de plaques d’athérome vulnérables. 
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Contexte : Certains facteurs de croissances et chimiokines pro-angiogéniques sont retrouvés 
dans les lésions athérosclérotiques où ils contribuent à déstabiliser la plaque d’athérome. 

Nous avons précédemment montré que la chimiokine RANTES/CCL5 pouvait se fixer à ses 
récepteurs classiques couplés aux protéines G (RCPG) et à des protéoglycanes 
transmembranaires, les syndécanes (SDC) 1 et 4. Cette liaison entraîne des effets pro-
angiogéniques (Suffee et al. 2012). Le SDC-4 joue un rôle dans la migration cellulaire et il a 
été montré que les acides aminés S179, Y188QQ et A198 permettent une signalisation 
intracellulaire impliquant la PKCα en réponse au FGF-2 (Horowitz et al. 2002). 

But : Le but de notre étude est de déterminé si les domaines intracellulaire du SDC-4 sont 
impliqués dans les effets pro-angiogéniques de RANTES/CCL5 via une signalisation 
intracellulaire. 

Méthode : Nous avons construit des plasmides codant pour le Syndécane-4 sauvage ou 
muté : S179A qui conduit à une activation constitutive de la PKCα et deux mutants déficients 
dans l’activation de la PKCα, L188QQ sans site de liaison avec le PIP2 et A198del sans site de 

liaison aux protéines à domaine PDZ. L’impact de ces mutants a été évalué dans les effets 

pro-angiogéniques de RANTES/CCL5 sur des cellules endothéliales et l’implication de la PKCα 

a été étudiée par inhibition pharmacologique et par microscopie confocale. 

Résultats : La surexpression du Syndécane-4 sauvage ou S179A entraine une augmentation 
des effets pro-angiogéniques induits par RANTES/CCL5 par l’activation de la PKCα alors que 

la transfection avec les mutants L188QQ et A198del réduisent les effets induits par 
RANTES/CCL5. 

Conclusions : Nos résultats suggèrent que le Syndécane-4 représente un co-récepteur 
fonctionnel pour la chimiokine RANTES/CCL5. De plus, le ciblage de l’activation de la PKCα 
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pourrait représenter une stratégie thérapeutique pour réduire la formation de plaque 
d’athérome vulnérable. 
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Contexte: L’angiogenèse contribue à la progression de la plaque d’athérome favorisant des 

hémorragies intraplaque. Il a été montré que des chimiokines pro-inflammatoires et des 
facteurs de croissances pro-angiogeniques contribuent à l’angiogenèse dans les lésions 

athérosclérotiques. Nous avons précédemment montré que la liaison de la chimiokine 
RANTES/CCL5 à ces récepteurs couplés aux protéines G et aux syndécane-1 et -4 joue un rôle 
pro-angiogénique in vitro et in vivo (Suffee et al. 2012).  

But: Le but de notre étude est de déterminer si le syndécane-4 agit comme un co-récepteur 
fonctionnel de RANTES/CCL5 en induisant une signalisation intracellulaire impliquée dans ses 
effets pro-angiogéniques. 

Méthode: Nous avons construit des plasmides codant pour le syndécane-4 ou les mutants 
S179A, entrainant une activation constitutive de la PKCα, ou L188QQ, déficient dans le site 
de liaison au PIP2, diminuant l’activation de la PKCα. Nous avons évalué les effets de 

RANTES/CCL5 sur l’étalement, la migration et la formation de réseaux vasculaires de cellules 

HUVECC transfectées. L’implication de RANTES/CCL5 dans l’activation de la PKCα, régulée 

par le syndécane-4, a été étudiée par l’utilisation d’inhibiteurs pharmacologiques et 

l’observation de la translocation à la membrane de la PKCα sous microscopie confocale.  

Résultats: La sur-expression du syndécane-4 ou du mutant S179A entraîne une 
augmentation de l’activation de la PKCα, l’étalement, la migration et la formation de réseaux 
vasculaires d’HUVECC induits par RANTES/CCL5. En revanche, la transfection par le mutant 
L188QQ réduit tous ces effets. 

Conclusions: Nos résultats suggèrent que le syndécane-4 est un co-récepteur fonctionnel de 

RANTES/CCL5. De plus, cibler l’activation de la PKCα peut représenter une stratégie 

thérapeutique pour réduire la formation de plaques d’athérome vulnérables. 
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Résumé 

L’athérosclérose est caractérisée par la formation d’une plaque d’athérome au 

niveau de la paroi d’un vaisseau sanguin.  L’infiltration monocytaire participe à la phase 

précoce du développement de la plaque d’athérome. Le risque de rupture de la plaque est 

accru suite à sa néo-vascularisation. La chimiokine Regulated upon Activation, Normal T-cell, 

Expressed and Secreted (RANTES/CCL5) est impliquée dans le recrutement monocytaire. De 

plus, elle exerce un effet pro-angiogénique de manière dépendante de sa fixation aux 

glycosaminoglycanes (GAG) endothéliaux. Les syndécanes (SDC) sont des protéoglycanes 

transmembranaires à chaînes GAG exprimés par les cellules endothéliales. Le but de cette 

étude est de déterminer l’implication du domaine intracellulaire du SDC-4 dans 

l’angiogenèse et le recrutement monocytaire induits par la chimiokine RANTES/CCL5. Des 

mutants intracellulaires du SDC-4 ont été développés pour étudier le rôle de la PKC-α, de la 

liaison du PIP2 ou de protéines à domaine PDZ dans l’angiogenèse et le recrutement 

monocytaire induits par RANTES/CCL5. Nos résultats montrent que la chimiokine 

RANTES/CCL5 stimule l’angiogenèse et le recrutement monocytaire par le biais d’une 

signalisation intracellulaire induite par le domaine intracellulaire du SDC-4, activant 

notamment la PKC-α. Le développement de thérapies ciblant l’activation du SDC-4 pourrait 

permettre de réguler les effets physiopathologiques exercés par RANTES/CCL5. 

Mots clés : Syndécane-4, RANTES/CCL5, PKC-α, angiogenèse, recrutement monocytaire. 

 

Abstract 

Atherosclerosis is a pathology characterized by the formation of an atheroma plaque 

in the blood vessel wall. Monocyte infiltration participates to the early phase of atheroma 

plaque development. Plaque rupture is induced by its neovascularization. The chemokine 

Regulate upon Activation, Normal T-cell, Expressed and Secreted (RANTES/CCL5) is involved 

in monocyte recruitment. Moreover, RANTES/CCL5 induces angiogenesis through its binding 

to endothelial glycosaminoglycans (GAG) chains. Syndecans (SDC) are transmembrane 

proteoglycans with GAG chains expressed at the membrane of endothelial cells. The aim of 

this study is to analyze the involvement of SDC-4 intracellular domain in RANTES/CCL5-

induced angiogenesis and monocyte recruitment. SDC-4 intracellular mutants were 

developed to analyze the role of PKC-α, PIP2 binding or PDZ domain proteins in 

RANTES/CCL5-induced angiogenesis and monocyte recruitment. Our data show that 

RANTES/CCL5 induces angiogenesis and monocyte recruitment through intracellular 

signaling, including the activation of PKC-α, mediated by SDC-4 intracellular domain. The 

development of new therapeutic strategy targeting SDC-4 activation may counteract 

RANTES/CCL5 physiopathological effects. 

Keywords : Syndecan-4, RANTES/CCL5, PKC-α, angiogenesis, monocyte recruitment. 


