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INTRODUCTION 

Notre équipe est reconnue pour ses travaux sur la petite protéine G RhoA et la voie de 

signalisation RhoA-Rock, responsable de la sensibilisation au calcium de l’appareil contractile. Outre 

son implication dans les phénomènes de contraction des cellules musculaires lisses, RhoA contrôle des 

fonctions majeures au sein des cellules musculaires lisses vasculaires, rendant la régulation de 

l’activité de la petite protéine G essentielle. Une suractivation de RhoA a ainsi été associée à de 

nombreuses pathologies vasculaires (Loirand et al., 2006b). Toutefois, les mécanismes moléculaires et 

les voies de signalisation responsables de cette suractivation ne sont pas encore bien décrits.  

Pour tenter d’expliquer cette suractivation, une partie de notre équipe s’intéresse 

particulièrement à la régulation des GEFs, protéines responsables de l’activation de RhoA. Une 

approche différente consiste à émettre l’hypothèse que la suractivation de RhoA associée aux 

pathologies vasculaires est due à un défaut du système d’inactivation de RhoA, et ainsi à étudier les 

mécanismes responsables de l’inhibition de la petite protéine G. Une autre partie de l’équipe s’attache 

donc à étudier les GAPs, inhibiteurs de RhoA, et les mécanismes responsables de la phosphorylation 

de RhoA. En effet, l’induction de la phosphorylation de RhoA en réponse au monoxyde d’azote ou à 

la stimulation des récepteurs de type 2 à l’angiotensine II, inhibe RhoA et une de ses cibles majeure 

Rock. Cette inhibition ralentissant ou inhibant le développement de pathologies vasculaires, il est 

intéressant de trouver de nouveaux moyens d’induire la phosphorylation de RhoA afin de définir de 

nouvelles cibles d’intérêt thérapeutique et/ou préventif. De plus, hormis l’inhibition de Rock, les 

conséquences de la phosphorylation de RhoA sont encore peu connues. 

Mon travail s’inscrit dans ce contexte et a tout d’abord comme objectif l’identification de 

nouvelles kinases de RhoA. L’AMP-activated protein kinase, l’AMPK, est une kinase ubiquitaire 

indispensable au maintien de l’homéostasie énergétique. Elle possède des effets protecteurs au niveau 

cardiovasculaire, toutefois son action sur les vaisseaux et notamment le mécanisme par lequel elle est 

capable de réguler la réactivité vasculaire, restent controversés. De façon intéressante, une étude 

récente de Goirand montre que l’AMPK possède un effet vasodilatateur endothélium-indépendant 

(Goirand et al., 2007). Le travail consiste à tester l’hypothèse selon laquelle l’effet vasodilatateur de 

l’AMPK implique l’inhibition de la voie RhoA-Rock, et plus particulièrement la phosphorylation de 

RhoA. Nous chercherons ensuite à identifier le ou les activateurs de l’AMPK capables d’induire la 

phosphorylation de RhoA physiologiquement. 

Par la suite, et toujours dans le but de mieux comprendre la régulation de la phosphorylation 

de RhoA et ses conséquences, une étude des partenaires de la protéine phosphorylée sera menée. Il a 

en effet déjà été décrit que RhoA phosphorylée possède une affinité augmentée pour deux de ses 

effecteurs, PKN et mDia (Nusser et al., 2006). Outre son effet sur la réactivité vasculaire, la 

phosphorylation de la protéine pourrait ainsi intervenir dans la régulation d’autres fonctions 

physiologiques et l’identification de nouveaux partenaires de RhoA phosphorylée pourrait ainsi 

permettre leur mise en évidence. 
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ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

I. RhoA et fonctions vasculaires 

I.1. Structure des vaisseaux 

La paroi vasculaire est constituée de trois couches cellulaires séparées entre elles par les 

limitantes élastiques internes et externes. De la lumière vers l’extérieur, on trouve successivement 

l’intima, la media et l’adventice (Figure1). 

Figure1 : Structure des vaisseaux. 

 

L’intima est constituée de l’endothélium, de la membrane basale de la couche sous-endothéliale, et de 

la limitante élastique interne. Les cellules endothéliales tapissent la surface interne de la paroi et 

forment une couche continue en contact avec le sang. Les cellules endothéliales sont reliées entre elles 

par des jonctions serrées (tight junctions) et des jonctions communicantes (gap junctions) permettant 

l’échange d’ions, de métabolites et d’autres facteurs de régulations intercellulaires. En cas 

d’inflammation ou en réponse à des agents vasoactifs comme les catécholamines, l’histamine, la 

sérotonine, ou l’angiotensine II (Ang II), les cellules endothéliales se contractent grâce à la présence 

de filaments de myosine, ce qui entraîne un élargissement des espaces intercellulaires et augmente la 

perméabilité vasculaire. En effet, l’endothélium vasculaire contribue de façon active à de nombreuses 

fonctions essentielles, dont la régulation de la vasomotricité, la croissance des cellules musculaires 
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lisses (CMLs), l’agrégation plaquettaire ou encore la réponse inflammatoire. Il possède un rôle 

régulateur grâce à sa capacité à répondre à divers stimuli autocrines ou paracrines. Ceci s’opère par la 

présence de nombreux récepteurs membranaires (récepteurs muscariniques, sérotoninergiques, 

adrénergiques, récepteurs aux cytokines ou aux hormones de croissance…) ou intracellulaires 

(récepteurs aux oestrogènes). Les réponses régulatrices peuvent également provenir de stimuli 

mécaniques tels que la pression artérielle et les forces de cisaillement exercées par le flux sanguin. 

L’adventice est constituée de fibres de collagènes de type I et III, de fibres d’élastine, de fibroblastes, 

de macrophages, de vaisseaux lymphatiques et de fibres nerveuses. Elle est très développée au niveau 

des microvaisseaux et peu au niveau des gros vaisseaux. 

La média quant à elle contient des CMLs arrangées de manière concentrique et associées entre elles 

par du tissu conjonctif. La fonction primaire des CMLs vasculaires (CMLVs) est de réguler le 

diamètre des vaisseaux sanguins. Ces cellules fusiformes et mononuclées sont en effet capables de se 

contracter grâce à la présence de protéines contractiles, les filaments d’actine et de myosine. 

Découverte il y a plus de 50 ans, l’actine est une protéine ubiquitaire présente dans toutes les cellules 

eucaryotes animales et végétales. Elle représente un composant majeur des filaments fins. L'actine 

monomérique (ou actine G pour Globulaire), formée d’une seule chaîne polypeptidique de 42 kDa, 

peut polymériser pour former des filaments (actine F pour Filamenteuse). La plupart des eucaryotes 

supérieurs possèdent diverses isoformes d’actine codées par différents gènes. Les CMLs expriment 4 

isoformes d’actine : l’actine musculaire α et γ, l’actine non-musculaire β et l’isoforme γ cytoplasmique 

(Gabbiani et al., 1981). La forme α est prédominante dans les CMLVs puisqu’elle représente 70% de 

l’actine totale dans ce type cellulaire (Fatigati & Murphy, 1984). Cette protéine s’exprime dans les 

stades les plus précoces de la vasculogénèse (Mitchell et al., 1990 ; Duband et al., 1993). Au cours du 

développement, on assiste à la diminution graduelle de l’expression de l’isoforme β parallèlement à 

l’augmentation de celle de l’ -actine des CMLs. L’ -actine du muscle lisse est ainsi un marqueur des 

CMLs différenciées (phénotype contractile). Les myosines quant à elles forment une super-famille de 

protéines dont les propriétés principales sont de se lier à l’actine, d’hydrolyser l’ATP et ainsi de 

générer un mouvement (Mermall et al., 1998 ; Sellers, 2000). Parmi les quinze familles de myosines 

qui ont été identifiées, c’est la myosine de classe II qui est présente dans les CMLs. Cette protéine est 

une enzyme hexamèrique constituée de deux chaînes lourdes de 200 kDa environ et de deux chaînes 

légères dont on retrouve plusieurs isoformes. Dans le cas des CMLs, il existe cinq isoformes de 

chaînes légères : deux isoformes de MLC17, deux isoformes de MLC20 et une isoforme de MLC23. Les 

têtes globulaires N-terminales de la myosine sont par ailleurs associées à deux chaînes légères qui sont 

essentielles aux fonctions motrices de la myosine. 
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I.2. Régulation de la contraction des CMLs 

C’est la phosphorylation des chaînes légères de la myosine MLC20 qui conditionne la 

contraction des CMLs. Cette phosphorylation est sous la dépendance de deux protéines : la kinase des 

chaînes légères de myosine, MLCK, et la phosphatase des chaînes légères de myosine, MLCP. La 

MLCK, est activée lors d’une élévation de la concentration de Ca
2+

 et phosphoryle la Ser19 de la 

MLC20. Inversement, la MLCP, permet la déphosphorylation de la MLC20. La régulation de la MLCP 

s’effectue elle-même par la phosphorylation de sa sous-unité MYPT (Trinkle-Mulcahy et al., 1995). 

Ces trois enzymes sont donc régulées par deux grandes voies au sein des CMLs : la voie calcium-

dépendante, et la voie de sensibilisation au calcium (Figure2). 

- La voie calcique : 

Une forte élévation de la concentration de Ca
2+

 intracellulaire (jusqu’à 10
-2

M de variation) 

entraîne la contraction des CMLs. Ces variations de calcium peuvent être liées à une entrée du 

calcium extracellulaire, et/ou à une mobilisation des réserves intracellulaires de Ca
2+

 (Cavalli 

et al., 2002 ; Oishi et al., 2002). L’entrée du calcium depuis l’extérieur peut se faire par des 

canaux calciques en réponse à une dépolarisation membranaire. Cette entrée de calcium par les 

canaux voltage-dépendants joue un rôle majeur dans la contraction des CMLs. La mobilisation 

du calcium intracellulaire implique pour sa part le réticulum sarcoplasmique et dépend du 

couplage à un récepteur à 7 segments transmembranaires. La fixation d’un agoniste tel que les 

catécholamines ou l’Ang II à leur récepteur permet son activation, et, par l’intermédiaire d’une 

protéine G de type Gq, la stimulation de la phospholipase C (PLC). La PLC clive alors le 

phosphatidylinositol bisphosphate (PIP2) en diacylglycérol (DAG) et en inositol triphosphate 

(IP3) qui diffuse ensuite dans le cytoplasme. En se fixant à ses récepteurs au niveau du 

réticulum sarcoplasmique, IP3 permet la libération du calcium dans la cellule (Savineau & 

Marthan, 2000). C’est cette augmentation du calcium qui permet la formation du complexe 

Ca
2+

-Calmoduline, l’activation de la MLCK et la phosphorylation de la MLC20.  

- La voie de sensibilisation au calcium : 

Cependant, pour assurer correctement leur fonction, les CMLs doivent développer des 

contractions maintenues. Or des élévations maintenues de Ca
2+

 intracellulaire sont toxiques 

pour la cellule. Les phases de maintien de la contraction impliquent donc l’existence d’une 

autre voie de signalisation : c’est la voie de sensibilisation au calcium de l’appareil contractile. 

Cette voie de signalisation permet le maintien de la contraction maximale à une concentration 

constante et faible de Ca
2+

. Ce maintien de la contraction est obtenu par une inhibition de la 

MLCP et fait intervenir, comme pour la voie calcium-dépendante, un récepteur membranaire à 

7 domaines transmembranaires qui, couplé à différentes protéines G, induit l’activation de la 
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petite protéine G RhoA et d’une de ses cibles, les kinases Rocks. A leur tour, les Rocks 

phosphorylent la sous-unité MYPT de la MLCP et l’inactivent. Ainsi la phosphorylation de la 

MLC20 augmente et la contraction sera maintenue.  

 

Figure2 : Mécanisme de contraction des CMLs 

La signalisation calcique entraîne l’activation de la MLCK. La mobilisation du calcium ne pouvant 

pas être permanente, la voie de sensibilisation de l’appareil contractile permet d’inhiber la MLCP et 

ainsi de maintenir la contraction à une concentration faible de Ca
2+

. 

 

  I.3. La petite protéine G RhoA  

La famille des GTPases Rho (Ras Homolog) fait partie d’un ensemble appelé la superfamille 

Ras des petites protéines G. Le premier membre de la famille Rho à avoir été identifié est RhoA. C’est 

l’équipe de Richard Axel qui l’isole à partir d’une banque d’ADNc d’Aplysie en 1985 (Madaule & 

Axel, 1985). Sur la base de leur homologie de séquences, les membres de la famille Rho sont 

regroupés en 6 sous familles : Rho, Rac, Cdc42, Rnd, RhoBTB et RhoT/Miro. L’ensemble des 

protéines G monomériques de la famille Rho intervient dans le contrôle de processus fondamentaux 

dont l’organisation du cytosquelette ou l’expression de gènes. Elles ont donc motivé de nombreuses 

études permettant de mieux comprendre leur régulation et d’identifier leurs partenaires et leurs 

fonctions. Parmi les protéines de cette famille, les mieux caractérisées sont aujourd’hui RhoA, Rac, et 

Cdc42. RhoA présente une forte similarité avec RhoB et RhoC puisque l’homologie de séquence est 
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de 83%, mais on retrouve en revanche 45% d’homologie avec Rac et Cdc42. Ces différences de 

séquence déterminent des interactions spécifiques avec les partenaires, effecteurs et régulateurs, à 

l’origine de voies de signalisation et de fonctions spécifiques (Maesaki et al., 1999).  

 

a) Structure de RhoA 

Comme les autres protéines G monomériques, RhoA possède une activité GTPasique 

intrinsèque. En véritable interrupteur moléculaire, elle oscille ainsi entre 2 conformations selon le 

nucléotide auquel elle est rattachée : l’une active liée au nucléotide GTP et l’autre inactive liée au 

GDP. Plusieurs travaux de cristallographie ainsi que l’utilisation de la résonance magnétique nucléaire 

ont permis de déterminer les structures secondaire et tertiaire de cette protéine d’environ 20 kDa 

associée au GDP (Wei et al., 1997), au GTP (Ihara et al., 1998) et en complexe avec ses effecteurs 

(Maesaki et al., 1999). La structure secondaire de RhoA est constituée de cinq hélices alpha (A1 à 

A5), de trois hélices 310 (H1 à H3), de six brins (B1 à B6) formant un feuillet beta et de dix boucles 

polypetidiques dont cinq sont impliquées dans l’interaction avec le nucléotide (G1 à G5). Cette 

structure caractérise le domaine canonique G. En C-terminal, RhoA possède un motif CAAX, de 

séquence CLVL, qui sert de substrat à des géranylgéranyltransférase. La prénylation de RhoA en 

position 190 permet son ancrage à la membrane. 

Le passage, ou switch, de la conformation inactive à la conformation active est déterminé par le 

changement de nucléotide. GDP et GTP interagissent de manière différente avec le domaine G : on a 

en effet  présence d’interactions supplémentaires lors de la liaison au GTP (Vetter & Wittinghofer, 

2001). Ces interactions consistent en deux ponts hydrogènes formés par deux résidus fortement 

conservés au sein des protéines G, la thréonine 35 (située au niveau de la région switch I) et la glycine 

60 (switch II), avec l’oxygène du phosphate γ du GTP. La thréonine est également impliquée dans la 

liaison du Mg2+ via ses chaînes latérales. Le changement de conformation intervient ensuite après 

hydrolyse du phosphate γ du GTP qui permet le retour des switch I et II à la conformation liant le GDP 

(Figure3). 

 

 

 

 

 

 

Figure3 : Schéma du mécanisme 

de switch.  

La libération du phosphate γ  après 

hydrolyse du GTP permet aux 

regions switch de changer de 

conformation. D’après Vetter et al., 

2001. 
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b) Régulation de l’activité de RhoA 

RhoA, sous sa forme inactive, se retrouve séquestrée dans le cytosol par une protéine nommée 

Guanine nucleotide Dissociation Inhibitor (GDI). Le passage à la forme activée est rendu possible par 

l’intervention de GDI Dissociation Factors (GDFs) d’une part, qui déstabilisent le complexe Rho-GDI, 

et de facteurs d’échanges d’autre part, les Guanosine nucleotide Exchange Factors (GEFs), qui 

catalysent l’éjection du GDP et son remplacement par le GTP. C’est sous cette forme, et une fois 

qu’elle est ancrée à la membrane, que RhoA pourra interagir avec ses effecteurs. Inversement, le 

passage de la forme activée à la forme inactivée est permis par l’intervention de GTPase Activating 

Proteins (GAPs) qui accélèrent l’hydrolyse du GTP (Figure4). 

L’activité des GEFs, des GAPs, et des GDIs est elle-même modulée par une grande variété de 

régulateurs. Par exemple, contrairement aux autres GEFs contenant un domaine RGS, la GEF Arhgef1 

est activée après phosphorylation par Jak2 en réponse à l’Ang II (Guilluy et al., 2010). De même, 

l’état de phosphorylation de la GAP p190A conditionne l’activation de RhoA. Après la stimulation des 

récepteurs de type 1 à l’Ang II (AT1R), la phosphatase SHP2 déphosphoryle la GAP p190A, ce qui 

l’inhibe et active la voie RhoA-Rock (Bregeon et al., 2009). Enfin, DerMardirossian et Bokoch 

décrivent l’existence de régulateurs capables de diminuer la liaison de Rho au GDI. La tyrosine kinase 

Etk et le récepteur de la neurotrophine p75 (p75
NTR

) permettent ainsi la libération de RhoA de son 

complexe avec RhoGDI. L’état de phosphorylation de RhoGDI serait également important pour la 

stabilité de sa laison aux différentes GTPases (DerMardirossian & Bokoch, 2005). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure4 : Cycle d’activation de la protéine RhoA.  

Le passage de la forme inactive à la forme active nécessite l’intervention d’un facteur de dissociation 

du GDI (GDF) et d’un facteur d’échange guanylique (GEF). 

 

En plus de sa régulation par les GEFs/GAPs, un nouveau mode de régulation de RhoA a été 

mis en évidence : sa phosphorylation. La phosphorylation du résidu sérine en position 188 augmente 

l’affinité de la protéine pour le GDI, permettant son extraction de la membrane et sa séquestration 

dans le cytosol. L’affinité de RhoA pour son principal effecteur Rock en est également 
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significativement diminuée. En conséquence, la voie RhoA-Rock est ainsi inhibée (Sauzeau et al., 

2000). Cette séquestration permet par ailleurs de protéger RhoA, et particulièrement sa forme active, 

de la dégradation par le protéasome en inhibant son ubiquitinylation (Rolli-Derkinderen et al., 2005), 

et d’augmenter son expression (Sauzeau et al., 2003). Plusieurs kinases capables de médier cette 

phosphorylation ont été identifiées à ce jour. La protéine kinase dépendante du GMPc (PKG) est ainsi 

capable de phosphoryler RhoA sur son résidu sérine en position 188. La PKG est activée par le 

monoxyde d’azote (Nitric Oxide ou NO). C’est en effet ce dernier, en provenance des cellules 

endothéliales de l’intima, qui, par activation de la guanylate cyclase (GC) des CMLs va augmenter le 

taux de GMPc et activer la PKG. La protéine kinase A (PKA) est également capable de phosphoryler 

la protéine RhoA en S188. Le mécanisme d’activation de la protéine kinase A passe toutefois par 

l’AMP cyclique (Lang et al., 1996). Enfin, Ste-20-related kinase (SLK), une sérine-thréonine kinase, a 

été identifiée comme une autre protéine capable d’induire la phosphorylation de RhoA, toujours sur sa 

sérine en position 188. C’est la stimulation des récepteurs à l’Ang II de type 2 (AT2R) au niveau des 

CMLs qui, via l’activation de la SHP-1/caseine kinase II (CK2), permettra la phosphorylation de SLK 

et son activation. Ceci explique l’effet vasodilatateur lié à l’Ang II (Guilluy et al., 2008).  

 

c) Effecteurs de RhoA 

 Les petites protéines Rho sont impliquées dans un grand nombre de fonctions cellulaires. Pour 

assurer l’ensemble de ces fonctions spécifiques, les protéines Rho possèdent une quinzaine 

d’effecteurs cellulaires. Aujourd’hui, soixante dix effecteurs des protéines Rho, Rac et Cdc42 ont été 

identifiés (Bustelo et al., 2007).  

Rho-kinase a été le premier effecteur de RhoA identifié et caractérisé. Il existe deux isoformes 

de cette protéine : Rock I nommée également Rokβ ou p160Rock et Rock II (Rok α ou Rho-kinase) 

situées respectivement sur les chromosomes 18 (18q11.1) et 2 (2p24). Ces sérine/thréonine kinases 

d’environ 160 kDa ont notamment été retrouvées au niveau des CMLVs et du cœur (Loirand et al., 

2006a). Le domaine kinase des protéines Rocks est situé dans la région N-terminale, tandis qu’on 

retrouve à l’extrémité C-terminale le domaine de liaison à RhoA (Rho-binding domain ou RBD) et un 

domaine PH (pleckstrin-homology) avec un domaine riche en cystéine (cystein rich domain ou CRD) 

(Figure5). On note que les formes tronquées des Rocks dans lesquelles il manque la portion C-

terminale (domaines RBD et PH) sont constitutivement actives, alors que la surexpression de la 

portion C-terminale agit comme un dominant négatif (Amano et al., 1999).  Il a ainsi été suggéré que 

la région C-terminale des protéines Rocks soit une région régulatrice, impliquée dans l’auto-inhibition 

probablement par interaction avec le domaine kinase (Amano et al., 2000). Les Rocks peuvent 

également être activées par certains lipides tels que l’acide arachidonique ou la sphingosine 

phosphorylcholine de façon indépendante de RhoA (Feng et al., 1999 ; Shirao et al., 2002), ou par 
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clivage de la région auto-inhibitrice C-terminale. Rock I est ainsi clivée par les caspases-3 lors de 

l’apoptose (Sebbagh et al., 2001) et Rock II est clivée par les granzymes B (Sebbagh et al., 2005). Par 

ailleurs, RhoE peut se lier à la région N-terminale de Rock I et empêcher ainsi la fixation activatrice 

de RhoA (Riento et al., 2003). 

Figure5 : Exemple d’activation de la protéine Rock.  

Le passage de la forme inactive à la forme active nécessite la liaison de RhoA-GTP au niveau du 

domaine RBD. Adapté d’après Loirand et al., 2006a. 

 

Les protéines Rocks phosphorylent et modifient l’activité de nombreuses protéines cibles dans 

différents types cellulaires. Parmi celle-ci on retrouve MYPT-1, CPI-17, la MLC20 et la Calponine, 

qui jouent toutes un rôle important dans la contraction des CMLs (Loirand et al., 2006a). ERM et la 

LIM kinase font également partie des substrats des protéines Rocks. Ils sont impliqués respectivement 

dans la réorganisation du cytosquelette (Matsui et al., 1998), et la régulation des fibres de stress, des 

filaments d’actine reliés entre aux par la myosine, ainsi que la migration et l’adhésion cellulaire 

(Maekawa et al., 1999). L’action de Rho-kinase sur ses différentes cibles permet ainsi de contrôler de 

nombreuses fonctions cellulaires telles que la formation des fibres de stress d’actine, la contraction des 

CMLs, l’adhésion et la migration cellulaire ou encore l’apoptose.  

 

Il existe d’autres effecteurs de RhoA. Les isoformes α et γ de PKN interagissent par exemple 

avec cette kinase. Les différentes PKNs sont impliquées dans plusieurs fonctions cellulaires. Les 

PKNs α et γ possèdent un rôle dans l’organisation du cytosquelette d’actine et l’adhésion cellulaire. La 

PKNα phorylant la CPI-17 

(Hamaguchi et al., 2000), et dans le transport de vésicules dans le reticulum endoplasmique 

(Kawamata et al., 1998). Les PKNs semblent également participer au contrôle du cycle cellulaire en 

inactivant par phosphorylation Cdc25 une phosphatase impliquée dans le contrôle et la 

déphosphorylation de Cdc2. L’inactivation de Cdc25 provoque en effet un retard de l’entrée en mitose 

(Su et al., 2007). En utilisant une banque d’ADNc d’embyon de souris, Reid et al. ont identifié un 

autre effecteur de RhoA : la rhotekine (Reid et al., 1996). Cette protéine de 61 kDa est exprimée 

surtout dans la prostate, et inhibe l’activité GTPasique des petites protéines G ainsi que celle des 
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GAPs. La citron-kinase (CRIK), un autre des effecteurs de RhoA, a une forte homologie de structure 

avec les Rho-kinases. Elle peut en réalité se lier à RhoA mais également à RhoB, RhoC et Rac1. CRIK 

se localise principalement au niveau des anneaux contractiles qui permettent la division cellulaire 

(Madaule et al., 1998). Elle aurait un rôle majeur dans ce processus. mDia quant à elle est 

l’homologue chez le mammifère de Drosophila diaphanous. Elle fait partie d’une famille de protéines 

qui contrôlent la morphogénèse, la différenciation embyonnaire, la cytokinèse et la polarité cellulaire. 

L’activation de mDia suite à la fixation d’une petite G (Rho, Rac et Cdc42) lui permet d’interagir avec 

de nombreuses protéines telles que Scr, VASP (vasodilator-stimulated phosphoprotein) et Bnr 1p pour 

réorganiser le cytosquelette d’actine, former des filopodes ou activer la transcription (Gasteier et al., 

2003). La phosphatidylinositol 4-phosphate 5-kinase (P5K) est une protéine kinase qui peut se lier à la 

gelsoline ou à la profiline pour induire la polymérisation de l’actine (Stossel, 1993). In vitro la P5K 

peut fixer RhoA, Rac et Cdc42 avec une meilleure affinité pour Rac (Tolias et al., 1995). Toutefois, 

Shibasaki et al. montrent que RhoA activé active l’isoforme α de la P5K qui entraîne la réorganisation 

du cytosquelette d’actine (Shibasaki et al., 1997). Enfin, la rhophiline, la kinectine, la diacylglycérol 

kinase (DAG kinase), et les phospholipases D (PLDs) sont également d’autres effecteurs des Rho. 

 

d) Fonctions vasculaires de RhoA 

Au niveau des vaisseaux, RhoA a de nombreux effets, tant sur les cellules endothéliales que 

sur les CMLs. Elle joue ainsi sur la perméabilité et la migration des cellules endothéliales. Elle module 

en effet la perméabilité cellulaire en contrôlant, avec son effecteur Rock, l’organisation du 

cytosquelette d’actine et la contraction cellulaire, et elle est responsable de la migration cellulaire 

induite par le VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor), la sphingosine-1-phosphate et le forces de 

cisaillement (Rolfe et al., 2005). Les protéines Rock, en régulant à la fois la perméabilité et la 

migration des cellules endothéliales, jouent un rôle important dans l’initiation de l’angiogénèse 

(Loirand et al., 2006a). RhoA et son effecteur Rock régulent également la voie du NO au sein des 

cellules endothéliales. L’activité de la voie RhoA-Rock diminue par exemple l’expression de la NO 

synthase endothéliale (eNOS) en réduisant la stabilité de son ARNm (Laufs & Liao, 1998).  

RhoA intervient également dans la formation de fibres de stress, mais également dans la 

différenciation, la prolifération, la migration et la contraction des CMLs. Il a ainsi été montré que 

RhoA, via son effecteur Rock, contrôle la différenciation des CMLs en régulant la transcription de 

gènes dépendants du facteur de réponse au sérum (SRF). De nombreux travaux ont également mis en 

évidence un contrôle positif de RhoA sur la prolifération cellulaire. Toutefois les mécanismes 

responsables de cet effet ne sont pas complètement déterminés et semblent impliquer plusieurs 

protéines régulatrices du cycle cellulaire. RhoA pourrait ainsi agir par la régulation de l’expression de 

p27 ou de p21,  deux inhibiteurs des CDKs (Cyclin Dependent Kinase) (Hu et al., 1999 ; Laufs et al., 

1999 ; Coleman et al., 2006). D’autre part, la voie Rho/PKN exerce un contrôle négatif sur le cycle 
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cellulaire (Su et al., 2007) et RhoA-Rock, par l’intermédiaire des MAPKs, est impliqué dans 

l’hypertrophie des CMLs induite par l’Ang II (Yamakawa et al., 2000). Comme décrit précédemment, 

RhoA, enfin, régule la contraction des CMLs par son rôle au sein de la voie de sensibilisation au 

calcium de l’appareil contractile, et les protéines Rocks jouent un rôle crucial dans la régulation de 

cette voie (Loirand et al., 2006a).  

Les fonctions vasculaires de RhoA impliquent deux types de réponse : aiguë et chronique. De 

manière aiguë, RhoA joue sur l’état de vasoconstriction/vasodilatation des vaisseaux en réponse à 

divers stimuli, alors que de manière chronique, la protéine serait impliquée dans les processus de 

remodelage des vaisseaux. Ainsi, la suractivation de la voie RhoA-Rock a été associée à des 

pathologies telles l’hypertension, la resténose, l’athérosclérose, ou encore l’hypertension artérielle 

pulmonaire. En effet, Seko et al. ont  mis en évidence une augmentation de la quantité de RhoA-GTP 

dans les artères de différents modèles animaux d’hypertension (Seko et al., 2003). Guilluy et al. 

montrent également que la régulation de l’activité de RhoA par Arhgef1, un de ses GEF, est un 

événement crucial dans le développement de l’hypertension induite par l’Ang II (Guilluy et al., 2010). 

D’autres études réalisées chez le porc  montrent que l’inhibition à long terme de Rock diminue la 

formation de la néointima observée après l’implantation de stent, et réduit significativement 

l’athérosclérose coronaire (Loirand et al., 2006b). L’inhibition de Rock prévient également le 

développement du remodelage vasculaire et l’élévation de pression artérielle pulmonaire dans des 

modèles hypoxiques (Loirand et al., 2006b). La régulation de l’activité de cette protéine est donc un 

phénomène essentiel. 

Un contrôle fin de l’état d’activation de RhoA étant nécessaire à la régulation des fonctions 

vasculaires, l’état phosphorylé ou non de la protéine a un impact potentiellement important en 

physiologie et pathologie vasculaires. Les pathologies vasculaires sont classiquement associées à une 

dysfonction endothéliale, et la suractivation de RhoA observée pourrait être liée à la dérégulation du 

système NO/PKG et à un défaut de phosphorylation de RhoA. Hormis son effet sur la régulation de la 

réactivité vasculaire, l’impact de la phosphorylation de la protéine a été peu étudié jusqu’à présent. De 

façon intéressante, une étude montre toutefois que l’expression de RhoA phosphorésistant dans les 

cellules musculaires lisses de souris transgéniques induit une augmentation de taille de la paroi de 

l’artère coronaire ainsi qu’une fibrose périvasculaire (Loirand et al., 2006b). Rolli-Derkinderen et al. 

ont également montré que la phosphorylation de RhoA stimule la migration des CMLs après libération 

de Rac1 du complexe qu’il formait avec GDI (Rolli-Derkinderen et al., 2010). L’étude plus précise de 

la régulation de l’activité de RhoA par phosphorylation, et de ses conséquences, pourrait de ce fait 

avoir un intérêt particulier en physiopathologie vasculaire. 
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II. L’AMPK, une kinase vasoprotectrice ? 

 

II.1. Structure de l’AMPK 

L’Adénosine 5-monophosphate (AMP)-activated protein kinase (AMPK) est une 

sérine/thréonine kinase ubiquitaire. Il s’agit d’un complexe hétérotrimérique composé d’une sous-

unité catalytique α et de deux sous-unités régulatrices β et γ. Chez les mammifères, on retrouve deux 

isoformes α et β et trois isoformes de la sous unité γ. Chaque sous-unité est codée par de nombreux 

gènes, et toutes les combinaisons d’isoformes semblent capables de former des complexes, ce qui 

donne 12 combinaisons hétérotrimériques possibles (Hardie, 2004 ; Hardie et al., 2006). 

Chez l’homme, les isoformes α1 et α 2 sont constituées respectivement de 550 et 552 acides aminés, et 

le domaine sérine/thréonine kinase se situe au niveau de la partie N-terminale (Figure6). Ce domaine 

contient le résidu thréonine, dont la phosphorylation est nécessaire à l’activité, et situé dans la boucle 

d’activation (Hardie et al., 2006 ; Nagata & Hirata, 2010). La sous-unité α possède également un 

domaine auto-inhibiteur qui inhibe l’activation de la kinase (Nagata & Hirata, 2010). Enfin, la moitié 

C-terminale contient une région d’environ 150 acides aminés nécessaire pour la formation du 

complexe avec les sous-unités β et γ (Carling, 2004 ; Hardie et al., 2006). La sous-unité β joue le rôle 

de plateforme de liaison. Chez les mammifères, il semble que le domaine ASC (Association with 

Snf1p Complex) soit suffisant pour la formation du complexe avec les sous-unités α et γ, tandis que le 

domaine KIS (Kinase Interacting Sequence) n’intervient pas dans l’interaction entre les sous-unités, 

mais correspondrait à un domaine de liaison au glycogène (Glycogen Binding Domain) (Hardie, 

2004). Le rôle physiologique de ce domaine central N-isoamylase reste toutefois indéterminé. La sous-

unité γ enfin possède des régions N-terminales variables suivies par quatre répétitions en tandem d’une 

séquence appelé motif CBS (cystathionine β synthase). Ils agissent par paire pour former deux 

modules appelés les domaines Bateman, qui constituent les sites de liaison à l’AMP (Hardie et al., 

2006). Les domaines Bateman peuvent également lier l’ATP. Cependant la liaison de l’ATP n’a aucun 

effet activateur sur l’AMPK, de sorte que des concentrations élevées d’ATP inhibent l’activation de 

l’AMPK en empêchant la liaison de l’AMP à la sous-unité β (Hardie et al., 2006). 

Il existe des mutations de la sous-unité γ de l’AMPK. 5 mutations faux-sens ont été détectées pour 

l’isoforme γ2 (R302Q, H383R, R531G, T400N et N488I), ainsi qu’une mutation entrainant l’insertion 

d’un résidu leucine (Carling, 2004). Bien que la mutation causant l’insertion de la leucine semble ne 

pas avoir d’effet sur son activité, les mutations faux-sens affecteraient l’activation de l’AMPK 

(Carling, 2004 ; Hardie, 2004) et pourraient potentiellement avoir un impact physiologique. Des 

mutations du gène codant pour l’isoforme γ2 ont en effet été rapportées pour des individus avec une 

hypertrophie cardiaque familiale. Chez la plupart de ces patients, des anomalies de conductance 

électrique ont également été détectées similaires à celles observées dans les cas du syndrome de 
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Wolff-Parkinson-White. Une accumulation de granules de glycogène a par ailleurs été retrouvée au 

niveau des cardiomyocytes des patients avec deux mutations différentes du gène codant pour 

l’isoforme γ2 (T400N et N488I) (Carling, 2004 ; Young et al., 2005 ; Nagata & Hirata, 2010). 

 

Figure6 : Structure de l’AMPK. Adapté d’après Nagata & Hirata, 2010. 

 

La distribution des différentes isoformes des sous-unités de l’AMPK varie selon les tissus. 

L’AMPK α2 est principalement située au niveau des muscles, du cerveau, du foie et du cœur qui ont 

des demandes importantes en énergie. En revanche, l’AMPK de type α1 est relativement ubiquitaire et 

retrouvée dans des tissus comme le pancréas, les leucocytes, les muscles lisses et les cellules 

endothéliales (Li & Keaney, 2010 ; Nagata & Hirata, 2010). 

 

II.2. Mécanisme d’activation de l’AMPK 

L’AMPK est généralement activée par des conditions où le ratio AMP/ATP augmente. Elle 

peut être activée par des stimuli pathologiques comme un stress oxydant, un choc osmotique, 

l’hypoxie ou la privation de glucose, mais également par des stimuli d’ordre physiologique comme 

l’exercice et la contraction musculaire, ou encore les hormones (Hardie et al., 2003). L’activation du 

complexe AMPK par l’AMP se déroule selon trois mécanismes distincts : la  liaison de l’AMP induit 

une activation allostérique de l’AMPK ; elle fait de l’AMPK un meilleur substrat pour les kinases en 

amont ; la liaison de l’AMP à l’AMPK inhibe également la déphosphorylation de Thr172 par les 
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protéines phosphatases (Hardie, 2004 ; Hardie et al., 2006). Lorsque la thréonine 172 du domaine 

kinase est phosphorylée, l’inhibition du domaine auto-inhibiteur est levée, et l’activité kinase est 

multipliée par 12 (Nagata & Hirata, 2010) (Figure7). 

 

Figure7 : Mécanisme d’activation de l’AMPK. 

La fixation de l’AMP sur la sous-unité β de l’AMPK permet la phosphorylation de la sous-unité α et 

l’activation de la protéine. 

 

Deux autres résidus pouvant être phosphorylés ont été identifiés : Thr258, et Ser485 pour 

l’AMPK de type α1 et 491 pour le type α2. La phosphorylation de Thr172 semble être essentielle pour 

l’activité de l’AMPK puisque le remplacement de Thr172 par une Alanine abolit complètement 

l’activité de la kinase. En revanche, la phosphorylation des deux autres sites n’induit pas d’activation 

de l’AMPK. La phosphorylation de l’AMPK au niveau d’autres sites pourrait même inhiber la 

phosphorylation de Thr172 (Carling, 2004). 

 

II.3. Régulation de l’activation de l’AMPK 

Trois kinases ont été identifiées comme capables de phosphoryler Thr172 et d’activer 

l’AMPK : il s’agit de LKB1, CaMKK (Ca2+/Calmodulin-dependent protein kinase kinase) α et 

CaMKK β (Hardie et al., 2006). Les trois unités du complexe LKB1, STRAD (Ste20-related 

adaptator) et MO25 (mouse protein 25) sont indispensables à sa complète activité (Hardie, 2004) et la 

liaison de l’AMP à l’AMPK en fait un meilleur substrat pour la kinase. En revanche, l’augmentation 

en AMP ne stimule pas la phosphorylation de Thr172 par les CaMKKs, qui serait déclenchée plutôt 

par une augmentation de Ca2+ (Hardie et al., 2006 ; Wong et al., 2009 ; Nagata & Hirata, 2010). De 

nombreux autres stimuli, parmi lesquels on retrouve notamment des hormones ou des cytokines, sont 

capables d’induire l’activation de la protéine de façon dépendante ou non du ratio AMP/ATP. C’est le 

cas de la leptine dans les muscles squelettiques et de l’adiponectine dans le foie (Young et al., 
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2005 ; Wong et al., 2009 ; Li & Keaney, 2010), mais aussi, de façon intéressante, de l’estradiol (D'Eon 

et al., 2005 ; Schulz et al., 2005 ; D'Eon et al., 2008). 

Des concentrations élevées d’insuline ou la surexpression d’Akt inhibent en revanche la 

phosphorylation et l’activation de l’AMPK. Des concentrations élevées de glycogène ont également 

un effet inhibiteur sur l’AMPK par interaction avec la sous-unité β dans les muscles squelettiques 

(Young et al., 2005). 

L’activateur pharmacologique de l’AMPK le plus utilisé est le 5 aminoimidazole-4-

carboxamide-1-β-4-ribofuranoside (AICAR) qui est phosphorylé en ZMP dans la cellule. Bien que 

moins puissant, ZMP mime les effets activateurs de l’AMP sur l’AMPK, et interagit avec la sous-unité 

γ faisant de la sous-unité α un meilleur substrat pour les kinases en amont. De plus, dans la plupart des 

cellules, il s’accumule en concentrations suffisamment élevées pour activer l’AMPK sans perturber les 

niveaux cellulaires d’AMP, d’ADP ou d’ATP. Toutefois, bien que l’AICAR soit toujours très utilisé 

expérimentalement, ce n’est pas un activateur idéal à cause de sa courte demie-vie, l’obligation de la 

phosphorylation et d’une efficacité variable dépendante des conditions expérimentales (Hardie et al., 

2003 ; Young et al., 2005 ; Wong et al., 2009). Enfin, on note que les médicaments de deux classes 

très utilisées dans le traitement du diabète de type 2 sont également capables d’activer l’AMPK, sans 

que l’on connaisse précisément leur mécanisme d’action : les biguanides (dont la metformine) et les 

thiazolidinediones, des agonistes PPARγ (peroxisom proliferator-activated receptor) (Hardie, 2004 ; 

Young et al., 2005). 

 

II.4. Effets physiologiques de l’AMPK 

a) Rôle majeur dans le maintien de l’homéostasie énergétique. 

Au niveau physiologique, l’AMPK joue un rôle majeur dans l’homéostasie énergétique. Une 

fois activée, la protéine diminue la consommation d’adénosine trisphosphate (ATP) et stimule sa 

production, soit à court terme en phosphorylant directement ses propres cibles, soit à plus long terme 

en modulant l’expression de gènes (Figure8). 

Elle inhibe ainsi les voies anaboliques telles la synthèse d’acides gras ou de cholestérol en 

agissant respectivement sur l’acétyl-CoA carboxylase (ACC1) ou la 3-méthyl-3-glutaryl (HMG)-CoA 

réductase (HMGR), et la synthèse de glycogène par phosphorylation de la glycogène synthase (GS). 

Elle inhibe aussi la synthèse de triglycérides en phosphorylant la glycerol-3-phosphate acyltransferase 

(GPAT), et la lipolyse par son action sur l’hormone-sensitive lipase (HSL) (Hardie et al., 2006 ; 

Nagata & Hirata, 2010). Elle stimule d’autre part les voies cataboliques comme celle de l’oxydation 

des acides gras par son effet inhibiteur sur ACC2, et celle de la glycolyse en agissant sur la 
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phosphofructokinase-2 (PFK2) (Hardie et al., 2006 ; Nagata & Hirata, 2010). Par ailleurs, la kinase 

module également l’activité de canaux ioniques. Elle inhibe en effet le cystic fibrosis transmembrane 

conductance regulator (CFTR), un canal chlore dépendant de la liaison de l’ATP qui régule le 

transport épithélial de plusieurs ions (Hardie et al., 2003 ; Young et al., 2005). Elle module aussi les 

canaux sodium voltage dépendant dans le cœur (Young et al., 2005). 

Figure8 : Cibles et effets physiologiques de l’AMPK. Adapté d’après Hardie, 2004. 

 

Les mécanismes impliqués dans la régulation des gènes par l’AMPK ne sont pas encore bien 

déterminés, mais l’activation de la kinase a de nombreux effets sur les facteurs de transcription et les 

co-activateurs. L’AMPK, augmente par exemple l’expression du co-activateur PGC1alpha, qui 

pourrait être impliqué dans l’augmentation de l’expression de gènes mitochondriaux dans le muscle, et 

agit également sur NRF1 et MEF2, impliqués respectivement dans la régulation des gènes 

mitochondriaux ou de GLUT4 (Hardie, 2004 ; Young et al., 2005 ; Hardie et al. ; 2006). Sous l’action 

de l’AMPK, on note aussi une diminution de la sterol regulatory element binding protein-1c (SREBP-

1c) et de l’ hepatocyte nuclear factor-4α (HNF-4α) ce qui permet de réduire la synthèse d’acides gras 

(Hardie et al., 2003 ; Hardie, 2004 ; Nagata & Hirata, 2010), ainsi qu’une phosphorylation sur Ser89 

du co-activateur p300 inhibant sa capacité à interagir avec les facteurs de transcription comme PPAR 
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α et γ (Hardie et al., 2003 ; Hardie, 2004 ; Young et al., 2005). La kinase stimule finalement la 

calcium/calmodulin-dependent protein kinase IV (CaMK IV) conduisant à une augmentation des 

facteurs de respiration nucléaires 1 et 2 et de l’expression d’enzymes de la chaîne respiratoire, et 

inhibe la synthèse de novo de glucose (gluconéogénèse) dans le foie par phosphorylation du co-

activateur de transcription TORC2 (Hardie et al., 2006). L’AMPK affecte également l’expression des 

protéines en agissant sur la stabilité des ARNm. Par un mécanisme non défini, l’activation de l’AMPK 

réduit effectivement le niveau cytoplasmique de la protéine HuR qui stabilise normalement des ARNm 

spécifiques dans le cytoplasme en se liant à leur région 3’ non traduite (Hardie, 2004 ; Young et al., 

2005). L’AMPK, enfin, inhibe la synthèse protéique grâce à deux mécanismes. Elle phosphoryle et 

active l’eukaryotic elongation factor-2 (eEF2) kinase qui stoppe l’étape d’élongation de la traduction, 

et elle inhibe la voie mTor (mammalian target of rapamycin) par phosphorylation et activation du 

Tuberous sclerosis complex-2 (TSC-2) (Hardie, 2004 ; Nagata & Hirata, 2010). 

L’AMPK joue également un rôle important dans la régulation de la prise de poids et de la 

balance énergétique de l’organisme entier. Dans l’hypothalamus, la ghréline et le jeûne activent 

l’AMPK ce qui a pour effet d’augmenter l’expression de NPY (neuropeptite orexigénique Y) et 

d’augmenter l’appétit. La leptine, l’insuline et la diète au contraire suppriment l’AMPK 

hypothalamique, réduisent l’expression de NPY et inhibent l’appétit (Hardie et al., 2006 ; Nagata & 

Hirata, 2010). 

 

b) Protection cardiovasculaire. 

Au niveau cardiovasculaire, de nombreuses études ont par ailleurs permis de mettre en 

évidence un effet protecteur de l’AMPK.  

Au niveau cardiaque, l’AMPK est ainsi particulièrement sollicitée lors d’événements 

d’ischémie/reperfusion et dans les pathologies impliquant une hypertrophie du cœur. Dans le cœur 

ischémique, le métabolisme oxydatif des acides gras libres et du glucose est inhibé à cause de la 

diminution des apports en oxygènes, mais le transport du glucose et la production d’ATP par la 

glycolyse sont augmentés. L’AMPK phosphoryle et active l’enzyme 6-phosphofructo-2-kinase (PFK-

2) augmentant la production de 2,6-bisphosphate, un activateur de PFK-1, et conduisant à la 

stimulation de la glycolyse. Elle est également un médiateur crucial du transport du glucose dans le 

cœur ischémique. La kinase a par ailleurs un rôle essentiel dans l’élévation de l’oxydation des acides 

gras libres dans le cœur post-ischémique reperfusé, c'est-à-dire une fois que les apports en oxygène et 

en substrats sont rétablis. Elle promeut l’oxydation des acides gras en phosphorylant ACC, diminuant 

la concentration de Malonyl-CoA, un inhibiteur de CPT-1 (carnitine palmitoyltransferase-1) (Young et 

al., 2005). Par ailleurs, l’insuffisance cardiaque congestive, l’hypertrophie ventriculaire gauche, 
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l’ischémie myocardique et les cardiopathies liées au diabète sont toutes associée à des perturbations 

dans l’homéostasie énergétique du cœur. Dans ces états pathologiques, l’AMPK inhibe la synthèse 

protéique en inactivant eEF-2 et diminuant la phosphorylation de p70
RSK

 (p70 ribosomal protein S6 

kinase) via l’inhibition de mTor. Des études ont également montré que l’activation de la kinase par la 

metformine ou l’AICAR induit l’inhibition de la synthèse protéique et est associée à la prévention et à 

la régression de l’hypertrophie cardiaque (Wong et al., 2009), et que la préincubation de 

cardiomyocytes avec l’AICAR prévient l’hypertrophie des cardiomyocytes induite par l’angiotensine 

II (Ang II) (Li & Keaney, 2010). Toutefois, d’autres études réalisées chez des souris transgéniques ont 

montré qu’une élévation de l’activité de l’AMPK est associée à l’accumulation de grandes quantités de 

glycogène, conduisant à une hypertrophie ventriculaire gauche et à des arythmies. Il reste donc à 

déterminer si l’activation de l’AMPK dans le cœur hypertrophié est bénéfique ou délétère (Wong et 

al., 2009). 

L’endothélium vasculaire est particulièrement sujet aux lésions dans le contexte des maladies 

cardiovasculaires. Une dysfonction endothéliale est par exemple observée dans le diabète et est 

associée à un excès de ROS (reactive oxygen species) et une activité diminuée du NO. Il a été montré 

que l’activation de l’AMPK par l’AICAR ou par la metformine augmente l’expression de la protéine 

UCP-2 (uncoupling protein-2), ce qui atténue significativement le stress oxydatif. D’autre part, 

l’activation in vivo de l’AMPK normalise la fonction endothéliale d’animaux diabétiques, notamment 

en préservant la GTP-cyclohydrolase, une enzyme essentielle pour la bonne activité de NO. Un autre 

aspect de la dysfonction endothéliale dans le diabète concerne l’augmentation des molécules 

d’adhésion qui contribue au recrutement de cellules inflammatoires au niveau de la paroi vasculaire. 

L’activation de la kinase induite par la metformine prévient en effet l’activation du NF-KB en réponse 

aux cytokines inflammatoires. En conséquence, l’expression de molécules d’adhésion comme VCAM-

1, ICAM-1, E-selectin et MCP-1, stimulée par les cytokines, est inhibée (Li & Keaney, 2010). 

Toujours au niveau de l’endothélium, l’AMPK augmente l’oxydation des acides gras par inhibition de 

l’ACC. L’activation de l’AMPK pourrait ainsi avoir un effet bénéfique sur la dysfonction endothéliale 

chez les diabétiques au stade insulino-résistant, caractérisés par de fortes concentrations d’acides gras 

dans le plasma (Young et al., 2005). La dysfonction endothéliale est également associée à 

l’hypertension. L’activation chronique de l’AMPK in vivo permettrait d’atténuer l’activation par les 

ROS de la kinase c-Jun N-terminal et la dysfonction endothéliale en réponse à l’AngII (Li & Keaney, 

2010). Enfin, dans les processus inflammatoires, l’activation de l’AMPK inhibe aussi l’adhésion des 

leucocytes, stimulée par TNFalpha, au niveau des cellules endothéliales de l’aorte humaine, et la 

migration des lymphocytes à travers l’endothélium de micro-vaisseaux de rat ou d’homme médiée par 

ICAM-1 (Li & Keaney, 2010). La prolifération des CMLVs impliquée dans la pathogénèse de 

l’athérosclérose et des lésions artérielles peut également être régulée par l’AMPK. L’activation de la 

kinase induit la phosphorylation de p53 et augmente les taux de la protéine p21 (Cdk inhibitor p21
Cip1

), 
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ce qui permet d’inhiber la progression du cycle cellulaire (Li & Keaney, 2010). La prolifération des 

CMLVs stimulée par l’AngII est aussi inhibée par activation de l’AMPK (Nagata & Hirata, 2010).  

D’autre part, si la participation de l’AMPK aux phénomènes de vasorelaxation n’a pas été 

clairement montrée jusqu’ici, on sait cependant que l’eNOS est une de ses cibles. Au niveau des 

cellules endothéliales, la kinase, activée par l’estradiol, est ainsi capable de s’associer à l’eNOS et de 

la phosphoryler, en association avec Hsp90 (heat shock protéin 90), ce qui aboutit à une augmentation 

de son activité et donc de la synthèse de NO (Schulz et al., 2005). Une autre étude indique que dans 

l’endothélium, l’adiponectine active l’AMPK et l’eNOS via le système PI3K/Akt (Nagata & Hirata, 

2010). Cette phosphorylation activatrice de la NO synthase pourrait s’effectuer sur le résidu sérine en 

position 1177 (Wong et al., 2009) ou en S633 (Fisslthaler & Fleming, 2009). L’effet bénéfique de 

l’activation de l’AMPK in vivo est de plus appuyé par le fait que la metformine, capable d’activer 

l’AMPK à la fois au niveau des cellules endothéliales et au niveau des CMLs, améliore les fonctions 

vasodilatatrices. On ignore en revanche actuellement si cet effet est lié à une modulation de l’activité 

de l’eNOS ou implique une autre voie de signalisation (Fisslthaler & Fleming, 2009). Par ailleurs, un 

travail récent de Goirand et al. montre que l’AMPK est capable d’induire une vasorelaxation de 

manière indépendante de l’endothélium et indépendante de la NO synthase (Goirand et al., 2007). 

Cette vasorelaxation serait liée à une activation de l’AMPKα1 au niveau des CMLs. De la même 

manière, la relaxation induite par la metformine peut être détectée pour des artères désendothélialisées  

ou traitées avec un inhibiteur de NO synthase (Fisslthaler & Fleming, 2009). Enfin une étude de 

Horman vient conforter cette hypothèse selon laquelle l’AMPK pourrait avoir une action au niveau des 

CMLs, en suggérant que l’AMPK inhibe la contraction en phosphorylant et inactivant la MLCK 

(Horman et al., 2008). Les mécanismes d’action impliquant l’AMPK dans les phénomènes de 

relaxation vasculaire ne sont donc pas encore clairement élucidés, notamment en ce qui concerne les 

CMLs. 

 

III. Les estrogènes 

III.1. Présentation des estrogènes 

Les estrogènes correspondent à l’hormone sexuelle primaire chez la femme. On retrouve trois 

estrogènes endogènes naturels : l’estrone (E1), l’estradiol (E2) et l’estriol (E3), l’E2 étant l’estrogène 

prédominant. Ce sont des stéroïdes en C18, comportant 4 cycles A, B, C, et D, un groupement 

hydroxyle en C3, et enfin, soit un deuxième groupement hydroxyle, soit un groupement cétone en 

C17. C’est le cycle phénolique A qui est responsable de la liaison sélective de haute affinité au 

récepteur ER (Smiley & Khalil, 2009) (Figure9). 
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Figure9 : Les estrogènes endogènes naturels chez la femme. D’après Ackerman & Carr, 2002. 

Les estrogènes sont synthétisés à partir du cholestérol. Cette biosynthèse s’effectue selon deux 

grandes voies : la voie de la progestérone (ou Δ4) passant par la transformation de la progestérone en 

androstènedione, et la voie de la pregnenolone (ou Δ5) avec la testostérone comme intermédiaire. 

Chez l’humain, la voie Δ5 est la voie majoritaire. La biosynthèse des estrogènes implique de 

nombreuses enzymes. On retrouve trois isoformes du cytochrome P450 : CYP11A1 (cholesterol side-

chain cleavage), CYP17 (17-α hydroxylase) et CYPAROM pour l’aromatase ; deux dehydrogénaes : la 3-

β hydroxysteroid dehydrogenase, et la 17-β hydroxysteroid dehydrogenase (Ackerman & Carr, 2002) ; 

mais également d’autres enzymes comme la 17 kétoreductase ou la 16-α hydroxylase. Cette synthèse a 

lieu majoritairement au niveau des cellules et tissus steroïdogeniques comme les cellules de la 

granulosa chez la femme pré-ménopausée, les cellules stromales des tissus adipeux chez la femme 

ménopausée, et le syncytiotrophoblaste du placenta chez la femme enceinte. Mais d’autres organes et 

tissus produisent également localement des estrogènes parmi lesquels on retrouve  la peau, 

l’endomètre, la muqueuse vaginale, la poitrine, le foie, le cerveau, les vaisseaux sanguins, et le cœur 

(Ackerman & Carr, 2002 ; Dubey et al., 2004). Les enzymes nécessaires à la fabrication de l’estradiol 

sont en effet exprimées au niveau des cellules musculaires lisses vasculaires et des cellules 

endothéliales et au niveau des fibroblastes cardiaques et des myocytes, ce qui suggère que la synthèse 

d’estradiol peut être importante au niveau cardiovasculaire (Dubey et al., 2004). Le type d’estrogène 

produit au niveau de chaque tissu varie : Les ovaires sont la principale source d’estradiol circulant 

chez la femme pré-ménopausée. La plus grande partie de E1 ou de E3 sont formés dans le foie à partir 

de E2, ou dans les tissus périphériques à partir de l’androstènedione. Chez les femmes ménopausées, 

l’androstènedione, la testostérone et l’E1 circulants sont les précurseurs majeurs de la production 

d’estrogène au niveau des tissus périphériques (Smiley & Khalil, 2009). 

Les hormones stéroïdes, dont les estrogènes, se lient aux protéines plasmatiques circulantes. 

La majorité de l’estradiol circulant et des autres estrogènes naturels sont ainsi liés fortement mais 

réversiblement à la SHBG (sex-hormone-binding globulin), une beta globuline produite par le foie, et 

avec moins d’affinité à l’albumine. L’E2 se lie de manière spécifique à la SHBG et de manière non 

spécifique à l’albumine. Seuls 2 à 3% des estrogènes naturels sont libres dans le sang et constituent la 

fraction physiologiquement active. Grâce à leur petite taille et à leur nature lipophile, ils diffusent 

A 
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rapidement à travers les différents tissus, tandis que la fraction liée sert de réservoir (Ackerman & 

Carr, 2002 ; Smiley & Khalil, 2009). 

 

III.2. Métabolisme des estrogènes 

La métabolisation de l’estradiol permet la formation de composés hydrophiles éliminés par les 

reins dans l’urine et par le foie dans les fécès (Dubey et al., 2004). Le métabolisme des estrogènes 

débute par une oxydation (hydroxylation), dépendante du NADPH, réalisée par les membres du 

cytochrome P450 (CYPs) (Smiley & Khalil, 2009), une superfamille de monooxygénases qui sont 

impliquées dans le métabolisme de composés endogènes et exogènes (Dubey & Jackson, 2001). 

L’estradiol et ses métabolites hydroxylés subissent ensuite une glucuronylation par l’UDP-

glucuronosyltransférase, une sulfonation par la sulfotransférase ou une O-méthylation par la catéchol-

O-méthyltransférase (COMT). Ce métabolisme se déroule principalement au niveau du foie où sont 

exprimées la majorité des enzymes du CYP (Smiley & Khalil, 2009). En effet, bien que les reins 

excrètent des métabolites des estrogènes dans l’urine, leur fonction consiste avant tout en la filtration 

de ces métabolites depuis le sang (Ackerman & Carr, 2002). 

L’estradiol possède de multiples sites d’hydroxylation, et le type de métabolite hydroxylé 

formé dépend de la position de l’hydroxylation (C-2, C-4, C-6, C-7, C-11, C-14, C-15, C-16 et C-17). 

Le ratio entre les formes hydroxylées peut être altéré sous certaines conditions : chez les femmes 

anorexiques, on trouve par exemple plus de 2-hydrohyestradiol, tandis qu’on trouve en revanche plus 

de 16-hydrohyestradiol chez les femmes obèses (Ackerman & Carr, 2002). L’hydroxylation de 

l’estradiol en C-2 (par CYP1A1) ou en C-4 (par CYP1B1) résulte en la formation de 

catécholestradiols : le 2-hydrohyestradiol (2-(OH)E2 ) et le 4-hydroxyestradiol (4-(OH)E2). Dans le 

foie, 80% de l’E2 est transformé en 2-(OH)E2 et 20% en 4-(OH)E2 (Dubey et al., 2004) et les 

estrogènes sous forme catéchol venant du 2-hydroxyestrogène constitueraient la forme catabolique 

majoritaire (Ackerman & Carr, 2002). Ces 2 composés sont rapidement méthylés par O-méthylation 

en méthoxyestradiols (2-méthoxyestradiol et 4-méthoxyestradiol). Cette réaction est catalysée par la 

COMT, une enzyme cytosolique exprimée dans la plupart des tissus dont les organes reproducteurs, le 

foie, et le rein, et présente sous forme active au niveau des cellules vasculaires (cellules endothéliales 

et CMLVs) et cardiaques (fibroblastes) (Dubey & Jackson, 2001 ; Dubey et al., 2004). La méthylation 

donne des composés plus lipophiles (Dubey & Jackson, 2001). L’estrone peut également être 

hydroxylées en de multiples positions et générer de multiples métabolites hydroxylés (Dubey & 

Jackson, 2001). L’estradiol, l’estrone et leurs métabolites hydroxylés peuvent également subir une 

conjugaison ou une estérification. Les métabolites formés peuvent posséder une activité biologique 

mais peuvent également servir de réservoir pour la libération lente d’estradiol, d’estrone ou de leurs 
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métabolites hydroxylés puisque les enzymes peuvent les reconvertir en leur état d’origine (Dubey & 

Jackson, 2001). 

On note enfin que le métabolisme de l’E2 peut varier selon le stade du cycle menstruel, l’état 

ménopausé ou non, et le contexte génétique. Les médicaments ou des facteurs environnementaux 

comme la fumée de cigarette pourraient également induire ou inhiber les enzymes qui métabolisent les 

estrogènes, et ainsi altérer leur clairance (Smiley & Khalil, 2009). 

 

III.3. Récepteurs aux estrogènes 

a) Structure des récepteurs 

 Les premiers récepteurs aux estrogènes (ERs) à avoir été décrits appartiennent à la famille des 

récepteurs nucléaires. Il existe deux sous-types de ces récepteurs aux estrogènes, α et β, qui sont codés 

par deux gènes distincts avec des localisations chromosomiques différentes: ERS-1 est situé sur le 

chromosome 6q(25.1) et code pour ERα, alors que ERS-2 est situé sur le chromosome 14q(23-24.1) et 

code pour ERβ. Ces deux gènes comprennent 8 exons séparés par 7 régions introniques, et s’étendent 

sur environ 140 kilobases et 40 kilobases respectivement. L’ARNm sauvage non tronqué d’ERα code 

pour 595 acides aminés et celui de β pour 530 (Smiley & Khalil, 2009). ERα et ERβ ont 44% 

d’homologie dans toute la séquence aminoacide. Ils partagent les mêmes domaines structuraux que les 

membres de la superfamille des récepteurs nucléaires : A/B, C, D, E et F (Figure10). 

- La région A/B est impliquée dans les interactions protéine/protéine et dans l’activation de la 

transcription des gènes cibles. Elle possède une fonction transactivatrice AF-1 (Activation 

function 1) indépendante du ligand au niveau N-terminal, dont l’activité est promoteur et cellule 

spécifiques. ERα et ERβ partagent environ 24% d’identité des acides aminés dans cette région 

(Carpenter & Korach, 2006 ; Smiley & Khalil, 2009). 

- Le domaine C est le domaine de liaison de l’ADN, DBD (DNA-binding domain). Il contient 

quatre cystéines arrangées de manière à former deux doigts de zinc. Ce domaine est impliqué dans 

la liaison à l’ERE (estrogen response element) sur l’ADN cible, et intervient également dans la 

dimérisation du récepteur. Cette partie du récepteur est très conservée entre ERα et ERβ puisque 

qu’on recense 95% d’homologie entre leurs séquences aminoacides, suggérant que les deux 

récepteurs reconnaissent des séquences ADN identiques et régulent donc de nombreux gènes 

cibles identiques. 

- Le domaine D, ou domaine charnière, est en revanche beaucoup moins conservé entre les deux 

récepteurs (30% d’homologie). Il sert de charnière amovible entre le DBD et le domaine de liaison 



 

26 

du ligand, le LBD (Ligand-binding domain). Il favorise également l’association entre le récepteur 

ER et la protéine chaperonne Hsp90. 

- Le domaine E est le domaine de liaison du ligand (LBD). Ce domaine contient une fonction 

transactivatrice AF-2 dépendante du ligand, lieu de liaison des co-activateurs ou co-répresseurs de 

la transcription. Ce domaine est important pour la liaison du ligand mais intervient également dans 

la dimérisation du récepteur. Concernant ce domaine, on retrouve une homologie d’environ 55% 

des séquences aminoacides, et la structure tridimensionnelle est très similaire entre les deux 

récepteurs. 

- Enfin, le domaine F, pour lequel la fonction n’est pas parfaitement déterminée pour le moment, 

présente moins de 20% d’homolgie entre les deux récepteurs. 

 

L’étude approfondie de ces différents domaines permet de mieux comprendre leur implication 

respective dans les effets médiés par les estrogènes via leurs ERs. Par exemple, selon le type cellulaire 

et le promoteur, les fonctions transactivatrices AF-1 et AF-2 agiraient soit de manière indépendante 

soit de façon synergique dans la régulation des gènes (Miller & Duckles, 2008), alors que l’activation 

maximale de la transcription induite par les ERs serait médiée par l’action synergique d‘AF-1 et AF-2 

(Smiley & Khalil, 2009). Billon-Galés et al. ont par ailleurs montré que bien que la fonction 

transactivatrice AF-1 du récepteur ERα soit indispensable à l’estradiol pour agir sur ses cibles au 

niveau des tissus reproducteurs, elle n’est pas essentielle pour médier certains de ses effets 

vasoprotecteurs, comme la production de NO. L’utilisation d’agents sélectifs stimulant ERα avec une 

action minimale au niveau de la région AF-1 pourrait donc procurer des effets bénéfiques au niveau 

vasculaire, tout en minimisant les effets sur la reproduction (Billon-Galés et al., 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

      Figure10 : Structure 

primaire des récepteurs 

aux estrogènes. 

Adapté d’après Smiley 

&Khalil, 2009. 
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Beaucoup de composés, stéroïdiens ou non, se lient aux ERs parmi lesquels on retrouve les estrogènes 

naturels ou synthétiques et leur métabolites, les phytoestrogènes, les SERMs (Selective Estrogen 

Receptor Modulators) et les agonistes et antagonistes spécifiques des ERs (Miller & Duckles, 2008 ; 

Smiley & Khalil, 2009). Ces récepteurs peuvent également être activés par des facteurs de croissance 

en absence d’estrogène, quand le taux de facteurs de croissance est élevé ou quand le taux d’estrogène 

est bas (Mendelsohn & Karas, 1999 ; Miller & Duckles, 2008). Dans de nombreux types cellulaires, 

les deux récepteurs s’assemblent en homodimères, mais ils peuvent aussi s’assembler entre eux et 

donner des hétérodimères (Mendelsohn & Karas, 1999 ; Smiley & Khalil, 2009). 

Un autre récepteur liant l’estradiol avec une haute affinité a été identifié plus récemment, 

GPER ou GPR30. L’existence du récepteur GPR30 a été suggérée avec la mise en évidence d’une voie 

de signalisation médiée par les estrogènes et impliquant une protéine G, ainsi que la présence de sites 

de liaison aux estrogènes à la membrane (Smiley & Khalil, 2009). Le gène codant pour le récepteur 

GPR30 est situé sur le chromosome 7p22. GPR30 est un récepteur transmembranaire couplé à une 

protéine G. Sa structure comprend une partie N-terminale extracellulaire, sept hélices alpha 

transmembranaires, 3 boucles extracellulaires impliquées dans la liaison du ligand, 3 ou 4 boucles 

intracellulaires impliquées dans la liaison aux sous-unités de la protéine G, et une partie C-terminale 

liée à la membrane grâce à l’addition d’un lipide et également impliquée dans la liaison à la protéine G 

(Figure10) (Smiley & Khalil, 2009). 

Enfin, il existe un dernier type de récepteur aux estrogènes mis en évidence au niveau du 

cerveau, ER-X (Miller & Duckles, 2008 ; Xing et al., 2009), mais sa structure et sa fonction semblent 

encore peu décrites aujourd’hui. 

 

b) Localisation des récepteurs 

 Localisation tissulaire 

Les différentes isoformes de récepteurs varieraient selon les tissus et les espèces ce qui 

pourrait expliquer leur diversité fonctionelle (Miller & Duckles, 2008). ERα est exprimé 

abondamment au niveau de l’utérus, du vagin, des ovaires, des glandes mammaires et de 

l’hypoyhalamus. ERβ est fortement exprimé au sein de la prostate et des ovaires, de l’utérus, et plus 

faiblement au niveau des poumons, du cerveau et des os (Mendelsohn & Karas, 1999 ; Smiley & 

Khalil, 2009). ERα et ERβ ont également été retrouvés au niveau des cellules endothéliales et des 

CMLVs (Mendelsohn & Karas, 1999 ; Smiley & Khalil, 2009) , toutefois l’expression des ERs 

vasculaires varie en fonction du genre, et du lit vasculaire étudié. Par exemple, les ARNm d’ ERα et 
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ERβ sont retrouvés au niveau des CMLVs humaines de l’artère coronaire, de l’artère iliaque, de l’aorte 

et de la veine saphène et l’expression d’ERβ est plus importante chez la femme. Chez le rat, ERα est 

exprimé principalement au niveau des vaisseaux utérins tandis qu’ERβ est plus abondant au niveau des 

cellules endothéliales et des CMLVs de l’aorte, de la queue et des artères utérines (Smiley & Khalil, 

2009). Enfin les récepteurs ERα et ERβ sont retrouvés au niveau des cellules myocardiques 

(Mendelsohn & Karas, 1999 ; Miller & Duckles, 2008) et sont exprimés dans les tissus adipeux 

humains, ERα étant l’isoforme la plus exprimée et ERβ étant plus exprimé chez la femme que chez 

l’homme (Deroo & Korach, 2006).  

 Localisation subcellulaire 

Alors que ces récepteurs avaient initialement été observés dans le cytoplasme, le premier 

élément en faveur de l’existence d’un récepteur stéroïdien à la membrane aurait été décelé en 1942 

avec la description d’un effet anesthésique rapide après exposition à la progestérone. Par la suite les 

données soutenant la thèse de l’existence de récepteurs ERs à la membrane se sont accumulées 

concernant de nombreux tissus. On a ainsi un effet rapide retrouvé au niveau des tissus reproducteurs 

comme la poitrine, l’utérus ou les ovaires, mais aussi au niveau des os, du tissu neuronal ou encore des 

cellules endothéliales (Moriarty et al., 2006). En fait, 5 à 10% des ERs cellulaires totaux sont 

retrouvés à la membrane dans de nombreuses cellules, mais ERα et ERβ y sont retrouvés en 

proportions différentes selon le type cellulaire. Par exemple ERα et ERβ sont tous les deux retrouvés à 

la membrane des cellules endothéliales vasculaires, sous forme d’homodimères ou d’hétérodimères. 

Dans les cellules cancéreuses du sein, on retrouve en revanche principalement ERα à la membrane. 

Ces récepteurs seraient retrouvés ancrés à la membrane grâce à des protéines adaptatrices comme la 

protéine caveolin-1 ou Shc (Deroo & Korach, 2006) et à une modification lipidique (Moriarty et al., 

2006). On a d’abord identifié la sérine 522 comme nécessaire à la localisation des ERs à la membrane, 

puisque ce résidu promeut l’interaction avec la Caveolin-1. La cystéine 447 du domaine E des ERα 

humains est un site de palmitoylation qui promeut l’asso des ERs avec la caveolin-1. Plus tard on a 

déterminé que la cystéine fait partie d’un motif de palmitoylation plus large de 9 acides aminés, 

retrouvé chez les deux isoformes. L’abondance de la palmitoylacyltransferase ou d’autres protéines 

qui facilitent la palmitoylation pourrait limiter le transport des ER à la membrane et expliquer 

pourquoi seulement 5 à 10% des ERs sont localisés à la membrane alors que 100% des ERs ont un site 

de palmitoylation (Levin, 2009). 

 

GPR30  est retrouvé au niveau du cerveau et des tissus périphériques et pourrait jouer un rôle 

fonctionnel au niveau des vaisseaux. Il est notamment exprimé chez l’homme au niveau de l’artère 

mammaire et de la veine saphène. Sa localisation cellulaire ne semble pas encore claire, elle semble 

varier selon le type cellulaire et le tag utilisé pour l’analyse. On pourrait ainsi le retrouver au niveau du 



 

29 

réticulum endoplasmique ou au niveau de la membrane plasmatique. Bien que GPR30 ait été retrouvé 

au niveau des vaisseaux, son rôle fonctionnel reste à définir (Miller & Duckles, 2008 ; Smiley & 

Khalil, 2009). Dans certains types cellulaires, GPR30 pourrait collaborer avec ERα situé à la 

membrane prenant part à un large complexe de protéines à la membrane, le signalosome, permettant la 

transmission du signal (Levin, 2009).  

 

III.4. Mécansime d’action des estrogènes 

a) « Effets génomiques des estrogènes » 

Les effets des estrogènes sur les récepteurs ERs impliquent des mécanismes transcriptionnels, 

aussi appelés génomiques. L’estrogène se lit à son récepteur cytosolique ER induisant une 

modification de conformation de ce récepteur, la libération des protéines chaperonnes, comme Hsp90, 

qui le maintiennent au niveau cytoplasmique sous forme inactive, et l’exposition d’une séquence de 

localisation nucléaire (NLS). Après homo/hétérodimérisation, le complexe ligand-récepteur peut alors 

être transloqué vers le noyau où il se liera à un élément de réponse aux estrogènes (ERE), une 

séquence nucléotidique reconnue spécifiquement par les ERs sur les régions promotrices de gènes 

cibles (Simoncini et al., 2004). Le complexe estrogène-ER se lie aux séquences ERE de façon directe 

ou de façon indirecte par une interaction protéine-protéine avec les sites AP-1 (Activator protein 1) ou 

SP1 (specificity protein 1) sur la région promotrice des gènes cibles (Deroo & Korach, 2006 ; Safe et 

al., 2008 ; Smiley & Khalil, 2009). Il agit en partenariat avec d’autres protéines, des co-activateurs, 

pour faciliter l’expression de gènes. Ces co-activateurs recrutent des protéines de l’appareil 

transcriptionnel général, mais ont également une activité enzymatique qui permet de faciliter la 

transcription, comme l’histone acétyltransférase. Il existe également des co-répresseurs qui s’associent 

aux récepteurs stéroïdiens et empêchent la transcription (Mendelsohn & Karas, 1999).  

 

b) « Effets non génomiques des estrogènes » 

Il semble toutefois clair que les estrogènes induisent des effets qui sont trop rapides (de l’ordre 

de secondes à minutes) pour impliquer uniquement une régulation au niveau transcriptionnel 

(Simoncini et al., 2004 ; Hammes & Levin, 2007). Ils impliqueraient soit la liaison des estrogènes aux 

ERs classiques mais localisés à la membrane plasmique, soit la liaison à GPR30. Les études sur les 

effets des estrogènes initiés à la membrane ont mis en évidence la régulation de canaux ioniques 

membranaires, de récepteurs couplés à la protéine G, de tyrosines kinases et de MAPkinases, 

l’activation de la production d’adénylate cyclase, l’activation de la phospholipase C et l’activation de 
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la PI3K. On note qu’il existe parfois une fine connexion entre la voie de signalisation non génomique 

et les changements d’expression de gènes. Par exemple, l’activation de PI3K par ERα est nécessaire à 

l’activation de l’expression d’un certain nombre de gènes cibles des estrogènes dans les cellules 

endothéliales (Simoncini et al., 2006). De ce fait, l’utilisation du terme « non génomique » est 

controversée pour décrire les mécanismes d’action non nucléaires des estrogènes, et la détermination 

d’une appellation convenable pour les décrire fait toujours débat (Simoncini et al., 2006 ; Miller & 

Duckles, 2008). Cette voie de signalisation rapide semble particulièrement importante pour les tissus 

originellement différenciés des tissus cibles des estrogènes à cause de la basse concentration de 

récepteurs aux hormones stéroïdes. Parmi ces sites, on retrouve notamment le système 

cardiovasculaire et le système nerveux central (Simoncini et al., 2006). 

 

III.5. Effets des estrogènes 

Les stéroïdes ovariens sont des hormones avec des effets autocrines, paracrines et distants, sur 

une large variété de tissus (Moriarty et al., 2006). Les estrogènes ont un rôle majeur dans le 

développement sexuel et dans la reproduction (Arnal et al., 2010), et influencent la santé 

cardiovasculaire, l’intégrité des os, la cognition et le comportement. Ils sont donc impliqués dans le 

développement ou la progression de nombreuses pathologies parmi lesquelles différents types de 

cancers (sein, ovaire, colorectal, prostate, endomètre), l’ostéoporose, des maladies dégénératives, des 

maladies cardiovasculaires, la résistance à l’insuline, le lupus érythémateux, l’endométriose et 

l’obésité (Deroo & Korach, 2006). 

Au niveau des tissus osseux par exemple, les estrogènes inhibent le remodelage osseux en 

réduisant la résorption médiée par les ostéoclastes et en augmentant la formation osseuse médiée par 

les ostéoblastes. ERα serait particulièrement important dans le processus de la formation osseuse alors 

que le rôle d’ERβ est moins défini. Des données expérimentales et cliniques supportent également 

l’hypothèse d’un effet protecteur des estrogènes envers les maladies neurodégénératives chez 

l’humain. La prévalence de la maladie de parkinson est notamment plus élevée chez l’homme que 

chez la femme, et des études expérimentales suggèrent que les estrogènes pourraient influencer le 

déclenchement et la sévérité de cette pathologie. Ils pourraient en outre inhiber la dégradation de la 

dopamine par des mécanismes variés dont la diminution de la neuroinflammation, la régulation du NO 

au niveau vasculocérébral et la protection contre les dommages liés au stress oxydatif. Les estrogènes 

pourraient aussi diminuer le risque ou la sévérité de la maladie d’alzheimer en réduisant le stress 

oxydatif et en augmentant le flux sanguin cérébral et le transport du glucose (Deroo & Korach, 2006). 
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a) Effet cardiovasculaire 

Il a été montré que l’estradiol a de nombreux effets biologiques bénéfiques sur le plan 

cardiovasculaire. Parmi ceux-ci, on retrouve des effets bénéfiques sur l’hypertension et l’angiogénèse, 

une modification du profil lipidique ainsi que des systèmes de coagulation et de fibrinolyse, une 

activité antioxydante, et une inhibition de l’athérosclérose (Mendelsohn & Karas, 1999 ; Smiley & 

Khalil, 2009). L’effet des estrogènes sur les concentrations sériques de lipides viendrait notamment de 

leur rôle dans la régulation de l’expression hépatique des gènes d’apoliprotéines (Mendelsohn & 

Karas, 1999). Les estrogènes interviendraient également sur la différenciation et la prolifération des 

adipocytes, la lipogénèse et la lipolyse. Les effets des estrogènes sur la lipogénèse et la lipolyse 

pourraient impliquer la régulation de l’expression de la LPL (lipoprotein lipase), le gène de la LPL 

étant une cible directe pour les estrogènes, et celle de l’HSL (hormone sensitive lipase) (Deroo & 

Korach, 2006). La supplémentation en estrogène chez la femme ménopausée diminue les 

concentrations sériques de cholestérol total et des LDL, augmente les concentrations en HDL 

cholestérol et en triglycérides, et diminue les concentrations sériques de Lp(a) (Mendelsohn & Karas, 

1999). L’expression hépatique de gènes de plusieurs protéines de coagulation ou de fibrinolyse est 

également régulée par les estrogènes via les récepteurs aux estrogènes. Les concentrations 

plasmatiques du fibrinogène et des protéines anticoagulantes antithrombine III et protéine S sont ainsi 

diminuées en réponse à un traitement continu aux estrogènes. Les estrogènes diminuent aussi les 

concentrations plasmatiques de la protéine antifibrinolytique plasminogen-activator inhibitor type I. 

Des concentrations élevées d’estrogène sont associées à une augmentation globale du potentiel de 

fibrinolyse (Mendelsohn & Karas, 1999). Chez la femme ménopausée, l’administration à court terme 

et celle à long terme de 17β-estradiol peuvent diminuer l’oxydation du LDL-cholestérol. Cet effet anti-

oxydant pourrait être dû à des changements dans l’expression de gènes codant pour des enzymes qui 

régulent la production et la dégradation locales de superoxydes (Mendelsohn & Karas, 1999). Les 

effets des estrogènes sur la fonction mitochondriale pourraient notamment contribuer à la capacité des 

estrogènes à moduler des pathologies liées à l’âge, dont les dysfonctions endothéliales. Les estrogènes 

modulent les fonctions mitochondriales en augmentant la phosphorylation oxydative, tout en 

diminuant la production de superoxydes par la mitochondrie. Les estrogènes diminuent également les 

ROS par d’autres mécanismes : le traitement aux estrogènes réduit la production de radicaux libres 

induit par l’Ang II dans les CMLVs et diminue la production de superoxydes stimulée par NADPH au 

niveau des artères cérébrales de souris (Miller & Duckles, 2008). 
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b) Effet sur la paroi vasculaire 

Les estrogènes exercent également plusieurs effets directs sur les cellules vasculaires dont une 

activité anti-inflammatoire, la régulation de leur croissance et de leur migration et l’induction d’une 

vasodilatation (Simoncini et al., 2006). Ils accélèrent notamment la croissance des cellules 

endothéliales in vitro et in vivo et inhibent l’apoptose de ces mêmes cellules en culture. Les estrogènes 

inhibent aussi directement la migration et la prolifération des CMLVs in vitro (Mendelsohn & Karas, 

1999). Plusieurs études ont mis en évidence des effets régulateurs au niveau de la réactivité vasculaire 

tant chez la femme que chez l’homme (Simoncini et al., 2004 ; Miller & Duckles, 2008). Chez la 

femme, les fluctuations d’estrogènes circulants durant le cycle menstruel, la grossesse ou avec une 

supplémentation en estradiol induisent ainsi une vasodilatation et une diminution de la pression 

artérielle, tandis que chez l’homme, alors qu’une administration à court terme d’estrogène a peu 

d’effet sur la relaxation vasculaire, l’administration à long terme améliore la vasodilatation 

(Mendelsohn & Karas, 2005). En plus de la régulation de son expression, l’estradiol active la NOS 

pour augmenter rapidement la production de NO. Via ERα, il active la mitogen-activated protein 

kinase (MAPK), aboutissant à l’actibeauvation de l’eNOS (Chen et al., 1999). L’estradiol active aussi 

la PI3K et c-Src, et, via l’activation de l’Akt, permettrait la phosphorylation de l’eNOS en S1177 et 

son activation (Miller & Duckles, 2008). On sait enfin que l’estradiol promeut l’association entre 

l’eNOS et la protéine chaperonne Hsp90, association qui est nécessaire à l’activation maximale de 

l’eNOS (Schulz et al., 2005). L’estradiol pourrait aussi avoir des effets endothélium-indépendants. Il 

pourrait en effet affecter les flux d’ions à travers les canaux ioniques : l’E2 inhibe ainsi la libération de 

Ca2+ intracellulaire et l’influx de calcium extracellulaire et active l’efflux de calcium, inhibant de ce 

fait la contraction vasculaire calcium-dépendante au sein des CMLs (Lee et al., 2005). L’E2 inhibe 

également les canaux potassiques ATP-dépendants et les canaux K+ activés par le calcium (Miller & 

Duckles, 2008). Malgré ces connaissances sur l’effet vasodilatateur des estrogènes, les mécanismes 

d’action non transcriptionnels de l’E2, notamment au niveau des CMLVs, restent encore largement 

imprécis. 

 

 

 

Afin de comprendre les mécanismes qui aboutissent à la suractivation de RhoA dans les 

pathologies vasculaires, notre équipe étudie la régulation de RhoA par les GEFs/GAPs et le GDI 

d’une part, et par la phosphorylation de la protéine sur sérine en position 188 d’autre part. 

- Le 1
er

 but de ce travail est l’identification de nouvelles kinases de RhoA et nous testerons 

l’hypothèse selon laquelle l’AMPK induit des effets vasodilatateurs endothélium-

indépendants par phosphorylation de RhoA et inhibition de la voie RhoA-Rock. Nous 
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chercherons à replacer ce mécanisme dans un contexte physiologique qu’est la 

vasoprotection médiée par l’estradiol (Partie « Signalisation »). 

- Outre la vasodilatation, les effets physiologiques de la phosphorylation de RhoA ne sont 

pas connus. Dans un deuxième temps, le travail consistera donc en l’identification de 

nouveaux partenaires de RhoA phosphorylée (pRhoA) afin de comprendre quelles sont 

les autres voies régulées par la protéine phosphorylée (Partie « Nouveaux partenaires de 

pRhoA »). 
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- MATERIEL ET METHODES 

 

1. Culture cellulaire 

a. Conditions de culture 

Des cellules musculaires lisses (CMLs) d’aortes de rat isolées par dissociation enzymatique 

comme décrit par précédemment (Guibert et al., 1996) sont cultivées à 37°C et sous 5% de CO2 dans 

du milieu DMEM (Dulbellco’s Modified Eagle Medium) contenant des antibiotiques (Pénicilline et 

Streptomycine), 4.5g/L de glucose et 10% de sérum de veau fœtal inactivé (SVF). Pour cette étude, 

seules les CMLs à passage 2 (P2) ou à passage 3 (P3) sont utilisées lorsqu’elles atteignent 80% de 

confluence. Les cellules à P3 sont utilisées pour la stimulation par l’estradiol, et les cellules à P2 sont 

utilisées pour la stimulation par le nitroprussiate de sodium (SNP) puisque l’équipe a précédemment 

montré qu’elles expriment encore la PKG à ce stade (Sauzeau et al., 2000) (Figure11). 

 

 

 

Figure11 : Schéma représentant les différentes étapes d’expérimentation associées au protocole 

« Signalisation » ou au protocole « Nouveaux partenaires de pRhoA ». 
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b. Traitements des cellules 

Signalisation 

24 heures avant le début du traitement, le milieu de culture est remplacé par du DMEM à 1g/L 

de glucose et 10% de SVF. Les cellules sont stimulées par le 17βEstradiol, à différentes 

concentrations et à différents temps, comme indiqué sur les figures. 

Nouveaux partenaires de pRhoA 

24 heures avant le début du traitement, après un rinçage au PBS à 37°C (pH 7,4), le milieu de 

culture est remplacé par du DMEM à 1g/L de glucose, 0% de glucose pour les P2 et 10% de 

sérum pour les P3, et les boîtes de culture sont replacées à 37°C. Les cellules au stade P2 ou au 

stade P3 sont stimulées respectivement par 100µM de SNP, ou par 10
-9

M de 17βEstradiol 

pendant 15 et 60 minutes. 

 

c. Arrêt du traitement 

Signalisation 

Le milieu est retiré des boîtes de culture, et les cellules sont rincées une fois par du PBS froid. 

Les cellules sont ensuite lysées sur glace par une solution de 400µL de NETF complet (100mM 

NaCl ; 2mM EGTA ; 50mM Tris-HCl, pH 7,4 ; 50mM NaF +  1% NP40 + 1% anti-

phosphatases + 1% anti-protéases + 1% Na3VO4) pour 2 millions de cellules, préparée 

extemporanément. Les lysats sont récupérés dans des eppendorfs, congelés à -20°C ou traités 

comme suit. 

Nouveaux partenaires de pRhoA 

Le milieu est retiré des boîtes de culture, et les cellules sont rincées une fois par du PBS à 

température ambiante. Les cellules sont ensuite lysées par 400µL de LB complet (20mM 

HEPES, pH7.5 ; 150mM NaCl ; 5mM MgCl2 ; 1% Triton X-100 ; 1mM DTT ; 1mM IP) pour 2 

millions de cellules, sur glace. Les lysats sont récupérés dans des eppendorfs, congelés à -20°C 

ou traités comme suit. 

 
Après une centrifugation à 4°C (10000 g - 10minutes) pour éliminer les débris cellulaires et l’ADN, 

les protéines du surnageant seront dosées par la technique de Bradford. L’analyse des protéines 

s’effectuera par la technique du western blot ou grâce à la protéomique de complexes, sur des lysats 

totaux et/ou sur des immunoprécipitats. 
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d. Immunoprécipitaion 

   250 à 2000µL du surnageant sont prélevés puis incubés avec l’anticorps anti-phosphoSer ou 

l’anticorps anti-RhoA (1/500) sur roue à 4°C pendant 1h. Nous ajoutons ensuite respectivement 20 à 

100µL de protéine A ou de protéine G sépharose Fast Flow (GE) (50% slurry), préalablement rincées 

au NETF ou avec le LB, selon le tampon de lyse utilisé. Le mélange est placé sur roue à 4°C pendant 

une nuit. Enfin les échantillons sont lavés comme suit : Chaque échantillon est lavé 5 fois par du 

NETF ou 3 fois par du LB puis 2 fois par du Tris-HCl (10mM, pH 7,49) (centrifugation à 8000 g 

pendant 1’30, à 4°C) dans le cas de l’étude des nouveaux partenaires de pRhoA. 

 

e. Analyse par Western blot 

Les échantillons sont dénaturés par l’ajout de Laemli 5X et incubation à 95°C pendant 10 

minutes. Les protéines sont ensuite séparées par électrophorèse sur gel d’acrylamide 7 à 12%. Les 

protéines sont ensuite transférées sur membrane de nitrocellulose par transfert semi-sec ou par 

transfert liquide. Le blocage s’effectue par incubation pendant 1 heure sous agitation avec une solution 

de TBS-Tween (50mM Tris, pH 7,5 ; 150mM NaCl ; 0.1% Tween) contenant 5% de lait écrémé puis 

la membrane est incubée à 4°C pendant 12 heures sous agitation dans du TBS-Tween 5% de lait 

contenant l’anticorps primaire : anti-phosphoSer (1/250), anti-RhoA (1/ 500), anti-pMYPT (1/500) ou 

anti-pACC (1/500). Après rinçage au TBS, la membrane est incubée à nouveau pendant 1 heure et 

toujours sous agitation avec le mélange TBS - 5% lait contenant l’anticorps secondaire couplé à une 

peroxydase (HRP). Après lavage, la détection s’effectuera grâce au kit de bioluminescence ECL Plus. 

Afin de vérifier la charge protéique par piste, la membrane sera être ré-hybridée avec l’anticorps anti-

β-actin (1/5000) ou avec l’anticorps anti-α-tubulin (1/1000) selon le même mode opératoire. 

 

f. 2D – Page 

Pour la 1
ère

 dimension, les protéines sont séparées en utilisant des strips 7cm (Immobiline 

Drystrip pH 3-10 – GE Healtcare) réhydratés durant 16h à 20°C avec 150µL de tampon de 

réhydratation (UTC ; 0.5% IPGBuffer ; 1.2% Destreak ; 0.002% bleu de bromophénol). Les 

échantillons sont dénaturés avec 100µL d’UTC-DTT (7M Urée ; 2M Thiourée ; 6% CHAPS ; 65mM 

DTT) pendant 4h sur glace puis sont soumis à l’isoélectrofocalisation dans l’Ettan IPGphore II (GE 

Healthcare) en utilisant les gradients de voltage suivant : 50V pendant 5h, 150V pendant 3h, 300V 

pendant 2h, 750V pendant 2h, 1500V pendant 1h45, 3000V pendant 1h45 et 5000V pendant 1h30 puis 

un voltage constant de 5000V pendant 30minutes. Les strips sont ensuite rééquilibrés 15 minutes dans 

un tampon d’équilibration (50mM tris-HCl pH8.8 ; 6M Urée ; 30% Glycérol ; 2% SDS (w/v) + traces 

de bleu de bromophénol) contenant 1% DTT, suivi de 15 minutes dans le tampon d’équilibration 

contenant 2.5% iodoacétamide. Pour la 2
ème

 dimension, la séparation s’effectue par électrophorèse sur 
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gel d’acrylamide 10% sous une tension de 100V pendant 4h. Les gels sont ensuite colorés au bleu de 

coomassie colloïdal (Coomassie Brilliant Blue G-250 - Pierce) ou au nitrate d’argent (Pierce Silver 

Stain Kit – ThermoScientific) et les images obtenues par ImageQuant-RT ECL Capture. 

 

g. Identification des protéines par spectrométrie de masse 

L’identification des protéines est effectuée par spectrométrie de masse par la plate-forme 

BIBS (Biopolymères Biologie Structurale) à l’INRA de Nantes. Les protéines sélectionnées sont 

excisées des gels et les spots sont digérés par la trypsine (Sequencing grade, Promega). Après lavage, 

les protéines sont réduites par le DTT et alkylées par l’iodoacétamide, puis les fragments de gels sont 

déshydratés et incubés pendant trois heures à 37°C avec  une solution contenant de la trypsine 

(12.5ng/µL trypsine dans 25mM NH4HCO3). L’analyse MALDI-TOF est réalisée en déposant sur une 

cible en inox le mélange de 0.8µL de digestat avec 0.8µL de la préparation matrice (1g/L acide α-

cyano-4-hydroxycinnamique ; 50% [v/v] acétonitrile ; 0.1% [w/v] acide trifluoroacétique). Les 

données de spectrométrie de masse sont acquises sur un instrument de type MALDI-TOF/TOF 

AUTOFLEX III (Bruker Daltonic) équipé d’un laser NdYAG SmartBeam 355. L’identification des 

protéines est faite par comparaison des profils de masse obtenus pour les peptides avec ceux prédits de 

façon théorique à partir des protéines de la banque de données Uniprot (release 2010_04 contenant 

11134468 séquences). La corrélation des masses est réalisée avec une tolérance de 50ppm, à l’aide du 

logiciel MASCOT 2.2 (Matrix Science). 

 

h. Drogues et réactifs 

 Le 17βEstradiol (E8875) resuspendu dans du DMSO, le SNP (S0501) resuspendu dans l’eau, 

le KCl (60130),  la phényléphrine (P6126), et le carbachol (C4382) viennent de Sigma-Aldrich. 

L’AICAR (A611700) vient de Toronto Rresearch Chemicals. L’ICI 182,780 (1047) vient de chez 

Tocris Bioscience. Le Composé C (171261) et l’H89 (371962) viennent de chez Calbiochem. Les 

anticorps anti-pMYPT (sc17556-R) et anti-RhoA (sc418) viennent de Santa Cruz Biotechnology ; les 

anticorps anti- β-actin (A5316) et anti- α-tubulin (T9026) de Sigma-Aldrich ; l’anticorps anti-

phosphoSer (61-8100) vient de Zymed ; l’anticorps anti-pACC (3661) de Cell Signaling. Tous les 

autres réactifs, sauf mention contraire, viennent de Sigma-Aldrich. 
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2. Modèles animaux 

 

Les souris femelles AMPK α1 +/+ et AMPK α1 -/- utilisées pendant l’étude, âgées de 12 à 20 

semaines, ont été aimablement fournies par B. Viollet (Institut Cochin, CNRS –UMR8104, Paris, 

France). A ce jour, ces souris ne présentent pas de phénotype particulier en dehors d’une hypertrophie 

de la rate comme il a été décrit précédemment (Föller et al., 2009 ; Wang et al., 2010). 

 

a. Ovariectomie 

Après avoir été anesthésiées à l’isoflurane, les souris sont épilées bilatéralement dans une zone 

sous-costale d’environ 1cm
2
. Une incision des premier et deuxième plans est réalisée. Une fois 

l’ovaire repéré, il est désolidarisé de la trompe et la partie proximale de cette dernière est ligaturée 

(Prolene 6.0) ou simplement cautérisée. L’incision est refermée par une suture en surjet des deux plans 

(Dafilon 5.0), puis la plaie est nettoyée à la Bétadine dermique 10%. L’animal récupère durant les 7 

jours qui suivent. Après avoir été ovariectomisée, la moitié des animaux est traitée quotidiennement 

par une injection sous-cutanée de 17βEstradiol (0.1mg/kg/jour). 

 

b. Prélèvement des aortes 

Les animaux sont sacrifiés par dislocation cervicale. Le plastron est éliminé grâce à 2 incisions 

latérales puis le cœur et les poumons de l’animal sont retirés délicatement. L’aorte est ensuite prélevée 

sans jamais être étirée. L’aorte thoracique est placée dans une solution physiologique tampon PSS-

HEPES (PSS ; 130mM NaCL2 ; 5,6mM KCl ; 1mM MgCl2 ; 2g/L glucose ; 8mM Hépès pH 7,4 et 

2mM Ca
2+

) puis nettoyée et coupée en anneaux de 2mm de longueur. 

 

c. Mesure de la contraction 

La contraction des anneaux d’aorte est étudiée dans des cuves à organe isolé. Les anneaux sont 

montés en préservant l’endothélium et baignés dans 5mL d’une solution de Krebs à 37°C avec un 

bullage permanent (95%  O2 et 5% CO2). On effectue la pré-tension des fragments d’aortes puis le 

milieu est renouvelé et les anneaux sont laissés au repos pendant 1 heure. La contraction des anneaux 

est ensuite appréciée par le KCl (20 à 80mM) et la phényléphrine (10
-10

 à 10
-3

M). A la fin de chaque 

stimulation, la cuve est rincée trois fois par du Krebs et les anneaux sont laissés au repos durant 15 à 

30 minutes. Toutes nos mesures sont réalisées en présence de L-NNA 2.10
-4

M pour s’affranchir des 

effets NO dépendants. Cette inhibition de la NOS est vérifiée par l’absence d’effet en réponse à 10
-5

M 

de carbachol (CCH). 
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3. Analyse statistique 

 

 L’ensemble des résultats est présenté sous forme de moyenne + /- déviation standard, associé à 

la taille de la population : +/- sem (n=). Selon le cas, un test t de Student réalisé dans le cadre de ses 

conditions d’emploi (échantillon indépendant, normalité des données et égalité des variances) ou une 

analyse de variance (ANOVA) seront réalisés. Seuls les résultats dont p<0.05 sont considérés comme 

significatifs. 
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RESULTATS 

 

1. Signalisation 

 

Ce travail a fait l’objet d’une communication affichée lors du Printemps de la 

Cardiologie 2010 (Annexe1), et donnera lieu à la publication d’un article, actuellement en 

préparation (Annexe2). 

 

L’AMPK inhibe la voie RhoA-Rock.  

Afin d’évaluer l’effet de l’AMPK sur les CMLVs et en particulier sur la voie RhoA-Rock des 

CMLVs, nous analysons dans un premier temps l’impact de l’activation de l’AMPK sur la contraction 

d’anneaux d’aortes de souris. Lorsque des anneaux précontractés à la phényléphrine sont stimulés par 

un activateur de l’AMPK, l’AICAR, leur contraction est diminuée de manière significative (relaxation 

de 74.6±8.06%) (Figure 12A). Lorsque des anneaux d’aortes de souris contrôles ou prétraitées à 

l’AICAR sont stimulés par des concentrations croissantes de phényléphrine, la réponse à la 

phényléphrine est significativement diminuée chez le groupe de souris prétraitées (De 100% à 

69.73±8.15% de contraction pour une dose de phényléphrine de 10
-4

M) (Figure 12B). L’activation de 

l’AMPK est donc capable d’induire une vasodilatation d’anneaux d’aortes précontractés à la 

phényléphrine, mais également d’inhiber la contraction d’anneaux en réponse à la phényléphrine, et ce 

de manière NO-indépendante puisque ces expériences ont été réalisées en présence de L-NNA. Afin 

d’évaluer l’effet de l’AMPK sur la formation de fibres de stress, des CMLVs d’aortes de rat cultivées 

en présence de SVF sont traitées avec de l’AICAR. L’activateur de l’AMPK induit une diminution 

significative de la formation de fibres de stress, comparable à celle induite avec un traitement par un 

analogue de GMPc, activateur de la PKG (Figure 12C). L’activation de l’AMPK a donc un effet 

inhibiteur sur la formation de fibres de stress. Enfin, nous étudions l’effet de l’activation de l’AMPK 

sur la voie RhoA-Rock par western blot. Le traitement de CMLVs d’aortes de rats par l’AICAR réduit 

de manière significative la phosphorylation de MYPT et augmente celle de RhoA de façon temps 

dépendante. De la même manière, la phosphorylation de MYPT est  diminuée dans les CMLVs 

exprimant la forme constitutivement active de l’AMPK alors que celle de RhoA est augmentée. A 

l’inverse, l’expression d’une forme DN de l’AMPK augmente la phosphorylation de MYPT et 

diminue celle de RhoA (Figure 12D et E). Tous ces résultats montrent que l’activation de l’AMPK 

induit la phosphorylation de RhoA, l’inhibition de la voie RhoA-Rock, et inhibe la contraction 

d’anneaux d’aortes.  
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Figure12 : L’AMPK inhibe la voie RhoA-Rock. (A) Des anneaux d’aortes de souris C57Bl6 

précontractés à la phényléphrine (Phe) sont stimulés par un activateur de l’AMPK, l’AICAR (AI) 

(3mM) pendant 60min. (B) Des anneaux d’aortes de souris C57Bl6 contrôles ou prétraités à l’AICAR 

sont stimulés par des concentrations croissantes de phényléphrine (10
-10

 à 10
-4

M). (C) Des fibres de 

stress de CMLs d’aortes de rat cultivées en présence de sérum sont colorées à la phalloïdine après 

traitement par l’AICAR (1mM pendant16h) ou par un analogue du GMPc, le 8-pCPT-cGMP (100µM 

pendant 16h). (D) Des CMLVs sont stimulées par l’AICAR (1mM) pendant 1h et 16h ou (E) ont été 

transfectées avec le dominant négatif (DN) ou avec la forme constitutivement active (CA) de l’AMPK. 

L’activité de RhoA est suivie sur lysat total par la phosphorylation de MYPT et la phosphorylation sur 

sérine est analysée après immunoprécipitation de RhoA. La quantité de RhoA immunoprécipitée est 

contrôlée par un anticorps anti-RhoA, et la β-actine nous permet de vérifier que les quantités de 

protéines chargées sont équivalentes (n=3 à 5 ; *p<0.05). 
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L’AMPK phosphoryle directement RhoA sur sa sérine 188.  

Pour savoir si la sérine en position 188 de RhoA pourrait être phosphorylée par l’AMPK, la séquence 

adjacente à la sérine 188 de RhoA est comparée à la séquence consensus de phosphorylationpar 

l’AMPK, et à la séquence d’un peptide témoin substrat de l’AMPK, le peptide SAMS. Ces trois 

séquences présentent de fortes homologies (Figue 13A). En utilisant le programme PPSP de prédiction 

des sites spécifiques de phosphorylation de kinases (http://ppsp.biocuckoo.org/index.php), le score 

associé à la phosphorylation de RhoA sur la sérine en position 188 par l’AMPK est comparable à celui 

obtenu pour la phosphorylation de RhoA en S188 par la PKG (3.50 et 3.46 respectivement) pour une 

sensibilité équivalente (3.3 et 3.1 respectivement) (Figure 13B). La sérine 188 de RhoA apparaît donc 

comme un site préférentiel de phosphorylation par l’AMPK. De façon intéressante, le score associé à 

la phosphorylation de RhoA sur la sérine en position 73 est également comparable à celui obtenu pour 

la phosphorylation de RhoA en S73 par la PKG (Figure 13B). Nous réalisons finalement un essai 

kinase in vitro pour vérifier si l’AMPK peut phosphoryler la protéine de manière directe. L’AMPK 

phosphoryle la forme sauvage de RhoA et le peptide contrôle de manière comparable. En revanche 

l’AMPK ne phosphoryle pas le mutant non phosphorylable S188A de RhoA ni le GDI (Figure 13C). 

Nous montrons ainsi que l’AMPK est capable de phosphoryler directement RhoA sur sa sérine 

en position 188.  

 

L’AMPK est une nouvelle kinase de RhoA capable d’induire l’inhibition la voie RhoA-Rock. 

 

L’estradiol induit la phosphorylation de RhoA sur sa sérine 188 et inhibe la voie Rhoa-Rock. 

Afin d’identifier un contexte physiologique dans lequel l’AMPK pourrait inhiber la voie 

RhoA-Rock en induisant la phosphorylation de RhoA, nous testons l’effet de l’E2 sur la voie RhoA-

Rock. L’estradiol, un activateur de l’AMPK, possède des effets vasoprotecteurs et notamment un effet 

vasodilatateur dont le mécanisme d’action au niveau des CMLs est encore imprécis. Afin d’évaluer 

l’effet potentiel de l’E2 sur la voie RhoA-Rock, on observe dans un premier temps son effet sur la 

phosphorylation de RhoA et la phosphorylation de MYPT. Des CMLs qui surexpriment une protéine 

RhoA, sauvage (RhoA-WT) ou phosphorésistante (RhoA-S188A), sont stimulées par l’E2. Après 6 

heures de traitement, la phosphorylation de la forme sauvage de RhoA est significativement 

augmentée mais reste inchangée lorsqu’il s’agit de la forme non-phosphorylable S188A (Figure 14A). 

L’estradiol induit donc la phosphorylation de RhoA sur sa sérine 188. Cette phosphorylation 

augmente de façon dose-dépendante (Figure 14B) tandis que la phosphorylation de MYPT diminue 

significativement  sous l’action de l’E2 (Figure 14C). La stimulation des CMLs par une concentration 

physiologique d’estradiol pendant 0.5 à 20h induit une augmentation de la phosphorylation de RhoA  
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Figure13 : L’AMPK phosphoryle directement RhoA sur sa sérine 188. (A) La séquence adjacente 

à la sérine 188 de RhoA sur sa sérine 188 est alignée avec la séquence consensus de phosphorylation 

par l’AMPK et celle du peptide contrôle (SAMS). (B) Comparaison des sites spécifiques de 

phosphorylation de RhoA par la PKG et par l’AMPK prédits in silico à l’aide du programme PPSP 

(Prediction of PK-Specific Phosphorylation Site). (C) Essai kinase avec comme substrats pour 

l’AMPK le peptide contrôle (SAMS), RhoA de type sauvage (RhoA-WT), le mutant non 

phosphorylable de RhoA (RhoA-S188A) et le GDI (n=3 à 5 ; *p<0.05). 
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Figure14 : L’estradiol induit la phosphorylation de RhoA sur sa sérine 188, inhibe la voie RhoA-

Rock et active la voie de l’AMPK. (A) Des CMLs sont transfectées avec la forme sauvage de RhoA 

(RhoA-WT) ou le mutant non phosphorylable sur sérine 188 (RhoA-S188A). Ces deux formes de 

RhoA sont marquées par le peptide HA. Dans ces conditions, les CMLs sont stimulées pendant 1h et 

6h par l’E2 (10
-9

M). La phosphorylation sur sérine est suivie après immunoprécipitation en utilisant un 

anticorps anti-HA et l’expression des mutants est contrôlée par l’expression de HA. (B) Des CMLs 

sont stimulées pendant 6h par des concentrations croissantes d’E2 (10
-9

 à 10
-7

M), puis la 

phosphorylation sur sérine est analysée après immunoprécipitation de RhoA. La quantité de RhoA 

immunoprécipitée est contrôlée par un anticorps anti-RhoA. (C) L’activité de la voie RhoA-Rock est 

suivie par la phosphorylation de MYPT. (D) Des CMLs sont stimulées par l’E2 (10
-9

M) pendant 30 

minutes, 2, 4, 6 et 20h. La phosphorylation sur sérine de RhoA est suivie après immunoprécipitation 

de RhoA. (E) L’activité de RhoA est suivie par la phosphorylation de MYPT. La β-actine nous permet 

de vérifier que les quantités de protéines chargées sont équivalentes. (F) Des CMLs sont stimulées par 

l’E2 (10
-9

M) pendant 30 minutes, 2, 4, 6 et 20h. L’activité de l’AMPK est suivie par la 

phosphorylation d’ACC (n=3 à 5 ; *p<0.05). 
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corrélée à une diminution significative de la phosphorylation de MYPT (Figure 14D et 14E). Nous 

montrons ainsi que l’estradiol induit la phosphorylation de RhoA et inhibe la voie RhoA-Rock. 

De manière intéressante, lorsque des CMLs en culture avec 10% de SVF sont traitées par l’estradiol 

pendant différents temps, la phosphorylation d’ACC, un substrat direct de l’AMPK, est 9 fois plus 

élevée à 20 heures qu’au temps zéro (n=2 ; p<0.05) (Figure 14F). Ces résultats indiquent que 

l’estradiol induit également l’activation de la voie de l’AMPK. 

 

L’estradiol induit la phosphorylation de RhoA via l’AMPK. 

Afin de savoir si la phosphorylation de RhoA par l’estradiol met en jeu l’AMPK, des CMLs 

d’aortes de rat sont traitées par l’estradiol en concentration physiologique, en présence du composé C, 

inhibiteur de l’AMPK (Figure15). L’augmentation de la phosphorylation d’ACC et de celle de RhoA 

induites par l’E2 est inhibée en présence de ce composé C. L’estradiol induit donc la 

phosphorylation de RhoA via l’AMPK. Comme il avait déjà été montré que l’E2 pouvait aussi 

activer la PKA, nous avons testé l’implication potentielle de cette kinase en prétraitant les cellules 

avec un de ses inhibiteurs, le H89. Dans les conditions contrôles, comme en présence de l’inhibiteur 

de la PKA, l’estradiol induit une augmentation de la phosphorylation d’ACC, corrélée à une 

augmentation de la phosphorylation de RhoA. L’activation de l’AMPK et la phosphorylation de 

RhoA induites par l’estradiol ne sont donc pas liées à l’activation de la PKA. Enfin, nous notons 

qu’en présence du fulvestrant, un inhibiteur des récepteurs aux estrogènes, ni la phosphorylation 

d’ACC, ni celle de RhoA ne varient sous l’action de l’estradiol. L’estradiol induit l’activation de 

l’AMPK et la phosphorylation de RhoA par activation de ses récepteurs. 

 

Par activation de ses récepteurs, l’estradiol induit la phosphorylation de RhoA et inhibe la voie RhoA-

Rock par action de l’AMPK. 

 

L’estradiol a des effets vasoprotecteurs via l’AMPK. 

Afin d’évaluer l’impact physiologique de l’effet de l’estradiol et de l’AMPK sur la voie 

RhoA-Rock, nous réalisons des études de vasoréactivité sur les anneaux d’aortes de 6 groupes de 

souris. L’effet de l’AMPK est en effet mis en évidence par l’utilisation de souris femelles sauvages 

(WT) versus knock-out pour la sous-unité α1 de l’AMPK (KO). Nous utilisons d’autre part 

l’ovariectomie totale bilatérale avec ou sans traitement quotidien à l’E2 afin d’évaluer l’effet de 

l’estradiol. La contraction maximale en réponse à 60mM de KCl est identique pour tous les groupes 

(données non présentées). Pour le groupe de souris sauvages, la réponse à la phényléphrine est 30%  
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Figure15 : L’estradiol induit la phosphorylation de RhoA via l’AMPK. Des CMLs sont stimulées 

par l’E2 (10
-9

M) après 45 minutes de prétraitement par un antagoniste des récepteurs aux estrogènes 

(ICI 182,780 ou fulvestrant, 1µM), un inhibiteur de PKA (H89, 10µM) ou un inhibiteur de l’AMPK 

(Composé C, 10µM). L’activité de l’AMPK est suivie par la phosphorylation d’ACC. La β-actine nous 

permet de vérifier que les quantités de protéines chargées sont équivalentes. La phosphorylation sur 

sérine est analysée après immunoprécipitation de RhoA. La quantité de RhoA immunoprécipitée est 

contrôlée par un anticorps anti-RhoA. 

 

Figure16 : L’estradiol a des effets vasoprotecteurs via l’AMPK. Des anneaux d’aortes de souris 

C57Bl6 de type sauvage (WT) ou knock-out pour la sous-unité α1 de l’AMPK (KO), ovariectomisées 

(ovx) ou non, et plus ou moins traitement quotidien par l’estradiol (0.1mg/kg/j) (E2) sont stimulés par 

des concentrations croissantes de phényléphrine (10
-10

 à 10
-3

M) (n=4 ; *p<0.05 WT ovx versus 

WT ; §p<0.05 WT ovx E2 versus WT ovx). 
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plus importante chez les souris ovariectomisées (WT ovx) par rapport au groupe de souris contrôles 

(WT) (Figure 16A). En revanche lorsque les souris ovariectomisées sont traitées quotidiennement avec 

l’estradiol (WT ovx E2), la réponse à la phényléphrine est identique au groupe contrôle. La 

supplémentation en estradiol restaure complètement la fonction contractile des souris. L’estradiol a 

donc un effet vasoprotecteur. Pour le groupe de souris knock-out, la réponse à la phényléphrine est 

identique pour tous les animaux (Figure 16B) et comparable à celle des animaux sauvages 

ovariectomisés et non supplémentés en estradiol. L’AMPK est donc nécessaire à l’un des effets 

vasoprotecteurs induits par l’estradiol. 

 

 

2. Nouveaux partenaires de pRhoA. 

 

Afin d’identifier les différents partenaires de RhoA phosphorylée, nous utilisons la 

protéomique de complexes. Les lysats des cellules contrôles, et ceux des cellules dont la 

phosphorylation de RhoA a été induite par traitement au SNP ou à l’estradiol sont immunoprécipités 

puis soumis à une migration selon deux dimensions (Figure17). Dix spots, nommés de A à J, ont été 

excisés et analysés par spectrométrie de masse. Six protéines ont ainsi été identifiées par la technique 

MALDI-TOF, dont la moitié est retrouvée lors des deux types de stimulation indifféremment. Ces 

protéines sont listées dans le tableau I. Les quatre protéines non-identifiées sont en cours d’analyse par 

nano-LC –cut-off. Nous  retrouvons parmi ces candidats des protéines du cytosquelette : la β-actine, la 

Gelsoline, l’Ankycorbine et la Vimentine. Mais une Heat shock protein Hsp70/GRP75 et la Myosin 

phosphatase-Rho interacting protein M-RIP ont également été mises en évidence. Le tableau II 

récapitule une estimation des variations d’appartenance au complexe des ces protéines dans les 

différentes conditions expérimentales. Plusieurs partenaires de la protéine RhoA phosphorylée ont 

ainsi été identifiés. 
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Figure17 : Analyse des partenaires de RhoA après induction de sa phosphorylation. Images de 

gels 2D colorés au bleu de coomassie, après migration d’un échantillon de protéines 

immunoprécipitées de lystats de CMLVs CTL (A) et (B), ou traitées pendant 60 minutes par  l’E2 (C) 

ou le SNP (D) et sur lesquels ont été identifiées les IgG (en bleu). 10 spots (A à J) ont été prélevés (E). 
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Numéro de 
spot  

SNP E2 

  S15 S60 C60 C15 E15 E60 C60 

A ++ ++++ +++ +++ +++ ++++ ++ 

B  + +/-   +   

C + ++ +      

D + ++ +   +   

E + ++ ++  ++    

F +++ ++        

G ++++ +++ ++ + + + + 

H +/- ++ +   +   

I +++ ++ +      

J   ++ +/-         

 

Tableau I : Tableau récapitulatif des protéines prélevées (A à J) pour identification et de leurs 

variations d’appartenance au complexe protéique incluant RhoA. Les protéines immunoprécipités 

sont issues de CMLVs traitées par SNP ou par l’estradiol pendant 15 minutes (S15 ou E15 

respectivement) ou 60 minutes (S60 ou E60 respectivement), ou traitées par le solvant (C15 et C60). 

L’appartenance au complexe varie de non détectable ( ), à ++++. 

 

 

Numéro de 
spot 

Nom de la 
protéine 

Numéro 
d’accession 

Masse 
moléculaire 

(Da) 

Point 
isoélectrique 

Score 

A β-actine P60711 42052 5.29 179 

B Gelsoline Q68FP1 86413 5.76 86 

C Ankycorbine Q5U312 109637 5.81 82 

E1 

E2 

Hsp70 /GRP75 

β-actine 

P48721 

P60711 

74097 

42052 
5.97 

194 

82 

F Vimentine P31000 53757 5.06 46 

J M-RIP Q9ERE6 117896 5.95 63 

 

Tableau II : Liste des protéines identifiées par la technique MALDI-TOF. 
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DISCUSSION 

 

La phosphorylation de RhoA est un mécanisme important de régulation de l’activité de la 

protéine, sans que l’on sache précisément quelles sont, in vivo, les conséquences du changement de cet 

état de phosphorylation. Avec ce travail, nous avons identifié une nouvelle kinase de RhoA, l’AMPK, 

capable de la phosphoryler sur son résidu sérine en position 188. De nombreux travaux ont déjà mis en 

évidence un effet vasoprotecteur de l’AMPK, mais seuls les effets dépendants de l’endothélium ont été 

bien décrits. Goirand et al. avaient mis en évidence une composante endothélium-indépendante 

responsable de l’effet vasodilatateur de l’activation de l’AMPKα1 (Goirand et al., 2007). Notre travail, 

non seulement confirme cet effet vasodilatateur de l’AMPKα1 dans les CMLVs, mais montre 

également un effet chronique de l’AMPKα1 qui limite la vasoconstriction. Nous avons de plus 

identifié le mécanisme moléculaire responsable de ces effets, et un activateur physiologique de 

l’AMPK : l’estradiol. 

Nous avons montré que, tout comme les autres kinases de la petite protéine G identifiées 

jusqu’à présent, l’AMPK phosphoryle directement RhoA sur son résidu sérine en position 188. 

L’étude in silico des sites spécifiques de phosphorylation de RhoA par la PKG et par l’AMPK a 

cependant révélé deux sites de phosphorylation préférentiels: S188 et S73 (Figure 13B). Or la sérine 

73 apparaît également un bon site de phosphorylation pour la PKA (données non présentées). Tandis 

que des études ont déjà montré que la phosphorylation de RhoA par la PKA ou la PKG n’impliquait 

pas S73 (Sawada et al., 2001), la phosphorylation de cette sérine n’a pas été étudiée ici. Une étude de 

Schoentaube et al. indique pourtant que la phosphorylation de Rac1 sur sérine 71, équivalente à la 

phosphorylation de RhoA en S73, induit une diminution de liaison au GTP et pourrait également 

affecter la liaison de Rac1 à ses effecteurs (Schoentaube et al., 2009). L’état de phosphorylation de 

cette sérine serait donc à étudier afin de définir si la Ser188 est le seul site de phosphorylation de 

l’AMPK. 

La définition de RhoA comme nouveau substrat de l’AMPK nous permet de réenvisager le 

rôle de la phosphorylation de RhoA dans des processus dépendants de l’AMPK, et notamment dans le 

cadre du traitement du diabète de type 2. Cette pathologie se caractérise par une résistance à l’insuline 

au cours de laquelle la capture et l’utilisation du glucose sont considérablement réduites. À l’état 

physiologique, l’AMPK joue un rôle important dans le maintien de l’homéostasie du glucose en 

agissant notamment au niveau du foie et des muscles squelettiques. Elle inhibe en effet la production 

de glucose et diminue la lipogenèse au niveau du foie, tandis qu’elle augmente la capture du glucose et 

l’oxydation des acides gras au niveau des muscles squelettiques (Zhang et al., 2009 ; Nagata & Hirata, 

2010). Les pathologies diabétiques sont également fréquemment associées à des dysfonctions du 

système cardiovasculaire qui aboutissent à une augmentation de la pression sanguine, une 
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augmentation de la formation de thrombus et une réduction de la fibrinolyse, ainsi qu’une relaxation 

vasculaire altérée. La metformine, qui fait partie des agents thérapeutiques les plus utilisés chez les 

sujets diabétiques, exercerait une partie de ses effets via l’AMPK. Parmi les effets bénéfiques qui lui 

ont été attribués, une étude a permis de montrer qu’in vitro ou chez des rongeurs utilisés comme 

modèles de diabète de type 2, la metformine améliorerait les fonctions endothéliales en favorisant la 

phosphorylation de l’eNOS par activation de l’AMPK (Davis et al., 2006). La metformine pourrait 

également induire une vasodilatation d’aortes de rats désendothélialisées précontractées à la 

phényléphrine (Majithiya & Balaraman, 2006). En plus de son implication dans la régulation du 

métabolisme du glucose, l’AMPK intervient donc également dans le maintien et l’amélioration des 

fonctions cardiovasculaires altérées au cours des pathologies diabétiques, ce qui en fait une cible 

thérapeutique potentielle dans la prévention et le traitement du diabète de type 2. De façon 

intéressante, une autre équipe a récemment montré que la phosphorylation de RhoA apparaissait 

diminuée dans le cœur de rats diabétiques (Soliman et al., 2008). Une partie des effets bénéfiques de 

l’AMPK au niveau cardiovasculaire pourrait donc s’expliquer par sa capacité à phosphoryler RhoA. 

Notre équipe a montré qu’au niveau de l’artère pulmonaire, la metformine prévient l’activation de la 

voie RhoA-Rock et de ce fait inhibe le développement de l’hypertension artérielle pulmonaire (Agard 

et al., 2009). Nos travaux laissent penser qu’il pourrait en être de même au niveau de la circulation 

générale, et qu’ainsi une partie des effets bénéfiques de l’activation de l’AMPK par la metformine 

pourrait être due à la phosphorylation de RhoA. Ainsi, l’induction de la phosphorylation de RhoA par 

l’AMPK pourrait limiter les effets néfastes associés à la dysfonction endothéliale retrouvée au cours 

du diabète de type 2. 

Au cours de cette étude, nous nous sommes également intéressés aux autres effets potentiels 

de la phosphorylation de RhoA, ainsi qu’aux régulateurs possibles de cette phosphorylation. Dans la 

seconde partie de ce travail nous avons donc essayé de mettre en évidence d’éventuels partenaires de 

RhoA phosphorylée, que ce soit par la voie NO/PKG, ou sous l’effet de l’estradiol via l’AMPK. 

Plusieurs protéines du cytosquelette ont ainsi été identifiées : l’Actine, la Vimentine, la Gelsoline et 

l’Ankycorbine. Compte-tenu de l’implication conséquente de RhoA dans les phénomènes de 

réorganisation du cytosquelette, ces résultats ne sont pas surprenants. En revanche, au cours de cette 

analyse, deux autres protéines ont retenu plus particulièrement notre attention. 

M-RIP, une protéine interagissant avec le cytosquelette, a ainsi également été identifiée. 

Comme il a été décrit plus tôt, la contractilité des CMLVs est directement reliée à la MLC, qui est 

activée par la MLCK et déphosphorylée par la MCLP. La MCLP est elle-même activée par des agents 

vasodilatateurs, ou inhibée par des vasoconstricteurs. Ainsi, l’activation de la voie RhoA-Rock par un 

vasoconstricteur induit la phosphorylation de la MLCP et son inhibition. Par ce mécanisme, 

l’activation de la voie RhoA-Rock est également associée à la formation de fibres de stress d’actine. 

M-RIP (Myosin phosphatase-rho interacting protein) est une protéine identifiée récemment, capable de 
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se lier à la fois à RhoA et à la MLCP, mais qui interagit également avec l’actine. M-RIP est ainsi 

responsable de la colocalisation de RhoA et de la MLCP au niveau des filaments d’actine, permettant 

de ce fait la régulation de la MLCP via RhoA-Rock. M-RIP ne semble toutefois pas capable de lier 

Rock et l’adressage de cette kinase au niveau des filaments d’actine pourrait donc impliquer un autre 

mécanisme (Riddick et al., 2008). Avec cette étude, nous notons que M-RIP serait également capable 

de se lier à RhoA lorsque la protéine est phosphorylée. Cependant, la phosphorylation de RhoA a 

habituellement été associée à une inhibition de la formation de fibres de stress (Sauzeau et al., 2000 ; 

Ellerbroek et al., 2003), ce qui a également été observé au cours de cette étude lors de la stimulation 

par l’AMPK. Ces résultats renforceraient ainsi l’hypothèse selon laquelle la localisation de Rock au 

niveau des filaments d’actine  impliquerait un autre mécanisme. La phosphorylation de RhoA, en 

inhibant ce mécanisme d’adressage, pourrait ainsi empêcher la formation de fibres de stress. Des 

études de localisation de RhoA phosphorylée et de Rock au sein de la cellule pourraient être 

entreprises afin de vérifier cette hypothèse. 

Enfin l’analyse par spectrométrie de masse a permis d’identifier Hsp70, comme partenaire de 

RhoA phosphorylée. Cette protéine de stress appartient à une superfamille de protéines (Heat Shock 

Protein) produites par les cellules en cas de stress environnemental ou métabolique comme une 

ischémie, un stress mécanique ou lié à une chirurgie, l’éthanol ou encore la nicotine (Bielecka-

Dabrowa et al., 2009). Parmi les 6 familles d’HSPs composant cette superfamille et classées selon leur 

poids moléculaires, le groupe formé par les protéines de 70kDa (Hsp70) est le plus étudié. Plusieurs 

études ont ainsi mis en évidence un effet protecteur d’Hsp70 sur le plan cardiovasculaire. Au niveau 

cardiaque, l’induction d’Hsp70 aurait effectivement un effet protecteur sur les cardiomyocytes aussi 

bien in vitro, qu’in vivo (Bornfeldt, 2000). Hsp70 inhiberait d’autre part la prolifération des cellules 

musculaires lisses induite par l’angiotensine II (Zheng et al., 2006) et pourrait protéger les protéines 

cytoplasmiques des effets délétères du stress oxydatif induit par l’angiotensine II (Krishna et al., 

2007). Enfin, Hsp70 exercerait une action bénéfique dans l’athérosclérose (Bielecka-Dabrowa et al., 

2009). Par ailleurs, l’implication de protéines HSPs dans la régulation des protéines Rho a déjà été 

mise en évidence. En effet, avec leur étude, Garcia et al. montrent la participation d’Hsp27 dans 

l’activation de RhoA induite par l’acide arachidonique. Une fois phosphorylée via p38MAPK, la 

protéine Hsp27 se lie à p115RhoGEF et permet l’activation de RhoA (Garcia et al., 2009). Dans ce 

contexte, l’étude des effets de l’interaction de cette protéine avec RhoA phosphorylée semble une voie 

intéressante. 

L’étude de l’impact physiologique de l’inhibition de la voie RhoA-Rock par l’AMPK a été 

réalisée en utilisant l’estradiol. Il avait déjà été montré que l’estradiol pouvait activer l’AMPK, mais 

uniquement dans le muscle strié (D'Eon et al., 2005 ; D'Eon et al., 2008), et au vu de ses effets en 

physiologie et physiopathologie vasculaires, il paraît intéressant de définir ses cibles dans les 

vaisseaux. De fait, l’estradiol a souvent été associé à l’augmentation des troubles cardiovasculaires 
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observés chez la femme après la ménopause. En effet, il est établi que jusqu’à 50 ans, la fréquence de 

ces maladies et le niveau de mortalité cardiovasculaire sont 2 à 4 fois moins importants chez la femme 

que chez l’homme. Toutefois, l’incidence de ces maladies augmente ensuite chez la femme pour se 

rapprocher de celle des hommes vers 65 ans (Isles et al., 1992). La disparition des estrogènes faisant 

suite à la ménopause a ainsi été soupçonnée et de nombreuses études ont été menées afin d’évaluer les 

bénéfices de l’hormonothérapie de remplacement sur le risque cardiovasculaire. Les études ont tout 

d’abord mis en évidence un effet protecteur de l’hormonothérapie de remplacement au niveau 

cardiovasculaire. Cet effet n’était toutefois pas retrouvé chez toutes les femmes ménopausées. Basé 

sur le fait que l’effet biologique de l’estradiol est médié par les ERs, il a été avancé que le manque 

d’effets protecteurs de l’estradiol pourrait être dû à une diminution de l’expression des ERs. Cette 

hypothèse était cependant contredite par le fait que la prévalence des maladies cardiovasculaires ne 

semblait pas augmentée chez les sujets sans ERs et qu’il n’y avait pas d’association possible entre le 

polymorphisme des ERs et la sévérité angiographique de l’atteinte de l’artère coronaire. Une autre 

hypothèse a été formulée, basée sur le fait que des différences dans la métabolisation de l’estradiol 

pourraient être en partie responsables de l’inconstance des effets cardioprotecteurs de l’estradiol. Ces 

différences dans le métabolisme peuvent avoir plusieurs origines comme l’alimentation, la fumée de 

cigarette, les agents environnementaux, ou les médicaments, qui influencent l’activité du CYP450 et 

donc le métabolisme de l’estradiol. La capacité de métabolisation de l’estradiol varie donc fortement 

entre les individus, ce qui pourrait expliquer la fluctuation des effets cardioprotecteurs du traitement 

hormonal substitutif (THS) (Dubey & Jackson, 2001). Par la suite, alors que plusieurs études 

d’observation avaient mis en évidence une réduction significative du risque de cardiopathie 

coronarienne chez les femmes bénéficiaires du THS, la publication des résultats de l’étude clinique 

WHI (Women’s Health Initiative), en 2002, a montré que non seulement l’hormonothérapie de 

remplacement ne préviendrait pas la survenue de pathologies cardiaques chez la femme en bonne 

santé, mais elle entraînerait en plus une augmentation de ce risque (Shifren & Schiff, 2010). Après 

réanalyse des résultats de l’essai WHI, il semble que le moment où est débuté le THS soit déterminant 

(« timing hypothesis »). Cette nouvelle analyse montre en effet que l’augmentation du risque de 

cardiopathie coronarienne concerne principalement les femmes qui comptent un certain nombre 

d’années après la ménopause. Aucune augmentation de ce risque n’a en revanche été retrouvée chez 

les femmes âgées de 50 à 59 ans et celles qui se trouvent dans les 10 premières années après la 

ménopause. Le THS pourrait ainsi avoir un effet bénéfique sur le cœur s’il est initié tôt au moment de 

la périménopause, quand les artères coronaires sont relativement saines, mais pourrait avoir un effet 

néfaste s’il est débuté chez des femmes plus âgées, quand une athérosclérose avancée est présente 

(Shifren & Schiff, 2010). Grâce aux nombreuses études expérimentales, plusieurs effets bénéfiques de 

l’estradiol ont toutefois pu être mis en évidence au niveau vasculaire. L’E2 possède en outre des 

propriétés anti-inflammatoires, stimule la prolifération et la migration des cellules endothéliales, et 

induit une vasodilatation rapide (Simoncini et al., 2006). Cet effet vasodilatateur a été décrit a de 
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nombreuses reprises. L’E2 régule le tonus vasculaire par des effets à court ou long terme sur les 

vaisseaux (Mendelsohn & Karas, 1999). Sous l’action des estrogènes, on note ainsi une augmentation 

de l’expression de l’eNOS, qui permet la synthèse de NO  au niveau de l’endothélium (Gui et al., 

2008). L’estradiol est également capable d’augmenter la synthèse de la prostacycline, vasodilatatrice, 

et de diminuer l’expression de l’endothéline-1, puissant vasoconstricteur (Lahm et al., 2008). Le 

médiateur majeur des effets vasculaires de l’E2 est le NO produit par les cellules endothéliales, 

cependant des mécanismes d’action endothélium-indépendants ont également été décrits. Notre étude 

présente un nouveau mécanisme d’action non transcriptionnel. Nous avons montré dans un premier 

temps que l’estradiol a un effet inhibiteur sur la voie RhoA-Rock par phosphorylation de RhoA. Ces 

résultats concordent avec de précédentes observations selon lesquelles on a une diminution de 

l’activité de Rock sous l’effet de l’estradiol (Chrissobolis et al., 2004). Dans un deuxième temps, 

l’étude nous a permis d’écarter l’hypothèse selon laquelle cet effet puisse être lié à PKA. L’estradiol 

est effectivement capable d’activer cette dernière (Ding et al., 2009) dont les effets inhibiteurs sur la 

voie RhoA-Rock par phosphorylation de RhoA ont déjà été décrits (Lang et al., 1996). On a ainsi pu 

impliquer directement l’AMPK dans cet effet de l’estradiol. 

Les études réalisées ex-vivo nous ont permis de mettre en évidence l’effet vasoprotecteur de 

l’estradiol et de l’AMPK. Afin d’évaluer l’impact physiologique de l’AMPK, un modèle de souris 

knock-out pour la sous-unité α1 de l’AMPK a été utilisé lors de ces expériences. Bien que les souris 

double knock-out ne soient pas viables, ces souris α1-/- ne présenteraient pas de phénotype particulier 

en dehors d’une hypertrophie de la rate (Föller et al., 2009 ; Wang et al., 2010). De même, il semble 

qu’invalider l’isoforme AMPKα1 n’induise pas de phénomène d’hypertension (données non 

présentées). Nous avons  démontré que l’effet observé impliquait bien l’estradiol. Dans un premier 

temps, le modèle de ménopause utilisé, ovariectomie +/- supplémentation en estradiol, nous a 

effectivement permis d’éliminer tout effet lié à l’action éventuelle de la progestérone, également 

produite par l’ovaire. Par la suite, nous avons établi que l’effet vasoprotecteur n’était pas non plus lié à 

l’action d’un métabolite de l’estradiol. Certains métabolites de l’estradiol et de l’estrone possèdent en 

effet une activité biologique. Ils pourraient notamment être impliqués dans l’étiologie de cancers des 

tissus reproducteurs (Dubey & Jackson, 2001). Le 2-hydroxyestradiol se lie par exemple 

irréversiblement à des protéines et des acides nucléiques causant des dommages à l’ADN, et 

représentant potentiellement une étape d’initiation dans le cancer du sein ou de l’utérus (Miller & 

Duckles, 2008). La conversion du 2-hydroxyestradiol par la COMT ou sa biotransformation en 

glucuronides, et possiblement en conjugués sulfatés sont donc considérées comme une étape de 

détoxification dans le métabolisme des estrogènes (Raftogianis et al., 2000 ; Miller & Duckles, 2008). 

Ces métabolites ont aussi des effets importants et concentrations-dépendants sur les CMLVs et sur les 

cellules endothéliales (Miller & Duckles, 2008), et les effets cardiovasculaires de l’estradiol pourraient 

donc représenter les effets biologiques de l’estradiol en lui-même mais également ceux de ses 

métabolites biologiquement actifs (Dubey & Jackson, 2001). La génération d’agents vasodilatateurs 



 

55 

pourrait médier les effets vasodilatateurs du 2-hydroxyestradiol. Le 2-méthoxyestradiol induit en effet 

la production de NO dans des cellules endothéliales de carotide bovine en culture. Puisque le 2-

hydroxyestradiol est rapidement converti en 2-méthoxyestradiol par la COMT et que la COMT est très 

exprimée dans les cellules endothéliales de l’artère coronaire, les effets vasodilatateurs du 2-

hydroxyestradiol pourraient être médiés par la production de NO sous l’influence du 2-

méthoxyestradiol (Dubey et al., 2004). Enfin, l’effet antioxydant de ces deux métabolites pourrait 

potentialiser l’effet de libération du NO en conditions basales en prévenant l’oxydation du NO (Dubey 

et al., 2004). Ici, l’expérience réalisée avec le 2-méthoxyestradiol (2-ME), et toujours en présence de 

L-NNA, ne modifie ni la réponse à la phényléphrine, ni l’inhibition de la voie RhoA-Rock (données 

non présentées). Ces résultats concordent de plus avec les résultats d’études précédentes (Gui et al., 

2008 ; Dubey & Jackson, 2009) qui indiquent que le 2-ME est bien capable d’inhiber la contraction 

mais que cet effet s’effectue de façon dépendante de l’endothélium, via le NO. Finalement, nous 

montrons ex-vivo que l’effet de l’estradiol implique bien l’AMPK. L’estradiol agit donc via l’AMPK 

pour inhiber la voie RhoA-Rock et moduler la réactivité vasculaire. De cette manière, nous avons 

identifié une nouvelle voie de régulation de la contraction vasculaire par l’estradiol et il serait 

intéressant d’analyser l’activation de l’AMPK et la phosphorylation de RhoA dans les vaisseaux de 

femmes ménopausées. 

 

 

En conclusion, avec ce travail nous avons mis en évidence une nouvelle kinase de RhoA, 

l’AMPK, qui phosphoryle la protéine sur sa sérine en position 188. Les expériences réalisées 

avec l’estradiol indiquent de plus que l’AMPK est impliquée dans l’un des mécanismes de 

régulation de la réactivité vasculaire mis en jeu par l’hormone au sein des CMLVs. Il reste 

toutefois à évaluer ex vivo et in vivo l’implication propre de la phosphorylation de RhoA dans les 

effets vasoprotecteurs.  

D’autre part, l’étude des partenaires de RhoA phosphorylée nous a permis de mettre en 

évidence, outre les protéines du cytosquelette attendues, deux protéines particulières, M-RIP et 

hsp70, dont l’étude de l’interaction avec RhoA pourrait nous permettre de mieux comprendre 

les fonctions de la phosphorylation de RhoA. 
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ABSTRACT 

As evidence accumulate regarding the role of the small G protein RhoA in vascular 

pathophysiology, and the benefit of RhoA-Rock pathway inhibition, we are looking for new 

pathway leeding to this inhibition and in particular RhoA phosphorylation. As the energy sensor 

AMP-activated protein kinase (AMPK) had unexplain vasodilatatory effect, herein we have tested 

whether the AMPK could target RhoA-Rock pathway in vascular smooth muscle cells (VSMC). We 

have shown that the inhibition of RhoA-Rock pathway by AMPK activation resulted from the direct 

phosphorylation of the serine 188 of RhoA by AMPK. In vitro, 17-Estradiol (E2) activated AMPK and 

thereby inhibited the RhoA-Rock pathway in a time (5 min to 24 h)- and concentration (10-10 to 10-

6M)-dependent manner. Ex vivo, we observed in aortic rings that ovariectomy led to increase the 

amplitude of phenylephrine- or serotonine-induced contractions in control wild-type mice but not 

in AMPKalpha1- knockout mice that are already hypersensitive. In vivo, hypertension development 

is accelerated in female mice lacking the AMPK 1, becoming closed to the one observed in male 

mice. These functional effects were correlated with a reduced level of RhoA phosphorylation in the 

aorta of ovariectomized mice and AMPKalpha1 knockout mice. Our work thus defines vascular 

smooth muscle AMPK as (i) a new kinase for RhoA and (ii) a new mediator of the vasoprotective 

effects of estrogen. 

 

 

Key Words: AMPK ; estrogen ; menopause
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INTRODUCTION 

Rho proteins are recognized as major regulator of the actin cytoskeleton (Hall, 1998). 

In addition, a large body of evidence has now been obtained regarding the important roles of 

Rho proteins in the regulation of major cellular functions such as membrane trafficking, 

phospholipid metabolism, cell cycle progression, cell transformation, apoptosis and 

transcriptional activation (Etienne-Manneville and Hall, 2002; Hall, 1998; Van Aelst and 

D'Souza-Schorey, 1997). In the vasculature, RhoA has been shown to play a major role in 

vascular processes such as smooth muscle cell contraction, proliferation and differentiation, 

endothelial permeability, platelet activation, and leukocyte migration (Mack et al., 2001; van 

Nieuw Amerongen and van Hinsbergh, 2001). The Rho proteins are identified as tightly 

regulated molecular switches that cycle between an active, GTP-bound form and an inactive 

GDP-bound form (Burridge and Wennerberg, 2004; Etienne-Manneville and Hall, 2002). In 

the inactive GDP-bound form, RhoA is locked in the cytosol by guanine dissociation 

inhibitors (GDI) (Leonard et al., 1992). The guanine nucleotide exchange factors (RhoGEFs) 

catalyze the exchange of GDP for GTP to activate RhoA (Rossman et al., 2005; Seasholtz et 

al., 1999). In the active GTP-bound form, RhoA translocates to plasma membrane where it 

interacts with effectors to transduce the signal downstream. For exemple, the active, GTP-

bound form triggers activation of its effector Rho kinase, which phosphorylates the myosin 

phosphatase target subunit (MYPT) and thereby inhibits the activity of myosin light chain 

phosphatase. This inhibition results in Ca2+ sensitization of contractile proteins, which 

underlies the tonic component of vascular smooth muscle contraction (Somlyo and Somlyo, 

2003). Activation is then turned off by GTPase-activating proteins (RhoGAP) that induce the 

hydrolysis of GTP to GDP. 
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In addition to this regulation, recent reports have proposed that 

phosphorylation/dephosphorylation cycle also controls Rho protein activity. In most cases, 

phosphorylation occurs on a serine residue located in the C-terminal domain of Rho proteins 

and modifies their cellular location. Cyclic AMP-dependent protein kinase (PKA) has been 

shown to phosphorylate Ser188 of RhoA thereby inducing their re-localization in the cytosol 

(Lang et al., 1996; Quilliam et al., 1991). In vitro experiments have evidenced that RhoA 

phosphorylation on Ser188 increases the ability of RhoGDI to extract RhoA from membrane 

(Forget et al., 2002; Lang et al., 1996). Therefore, phosphorylation has been suggested to be a 

mechanism of regulation of RhoA activity that is independent of GDP-GTP cycling 

(Ellerbroek et al., 2003). Research from our laboratory has shown that cGMP-dependent 

protein kinase (PKG) also phosphorylates RhoA on Ser188 and inhibits RhoA-Rho-kinase 

pathway, thereby contributing to the vasodilator effect of nitric oxide (NO) (Sauzeau et al., 

2000). PGK-mediated RhoA phosphorylation is also responsible, at least in part, for the 

inhibitory effect of PKG signalling on actin cytoskeleton organization and serum-response 

factor-dependent transcription (Begum et al., 2002; Gudi et al., 2002; Sandu et al., 2001; 

Sauzeau et al., 2000). Furthermore, we have shown that PKA and PKG are not the only 

kinases able to phosphorylate RhoA on Ser188. Indeed, stimulation of angiotensin II (Ang II) 

type 2 receptor (AT(2)R) in VSMC induces Ser188 phosphorylation of RhoA by the Ser/Thr 

kinase Ste20-related kinase SLK, which contributes to the vasodilatory effect of AT(2)R 

(Guilluy et al., 2008). In addition, we have showed that phosphorylation of RhoA on Ser188 

increases the stability of the protein by inhibiting its degradation through the ubiquitin-

proteasome pathway (Rolli-Derkinderen et al., 2005). Consistently, stimulation of RhoA 

phosphorylation in VSCM leads to the accumulation of GTP-bound RhoA in the cytoplasm of 

the cell (Rolli-Derkinderen et al., 2005) and activation of Rac-1 to induce VSMC migration 

(Rolli-Derkinderen M., 2010). 
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Numerous studies have demonstrated the participation of the RhoA/Rho kinase 

signaling pathway in several vascular pathologies, including hypertension, coronary artery 

spasm, effort angina, atherosclerosis, and restenosis (Budzyn et al., 2006; Guilluy et al., 2010; 

Loirand et al., 2006). In the same manner the use of RhoA/Rho kinase inhibitors reverse or 

delay vascular pathology development and could have beneficial effects for additional 

indications (Oka et al., 2008; Olson, 2008). Until know the functions of phosphorylated RhoA 

at least mimicks RhoA-Rock inhibition, and the loss of RhoA phosphorylation is associated 

with diabetes (Soliman et al., 2008), pointing out the potential beneficial interest for RhoA 

phosphorylation inducers. 

Goirand et al described that the activation of the energy sensor AMP-activated protein 

Kinase (AMPK)α1, but not AMPKα2, was able to induce aortic relaxation in mice, in an 

endothelium- and eNOS-independent manner (Goirand et al., 2007). The aim of the present 

study was to determine whether RhoA phosphorylation was a mediator of AMPK activation 

in vascular smooth muscle cells (VSMC). In a second time, we wanted to determine the 

potential beneficial effects of AMPK-RhoA pathway in vivo. 
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MATERIALS AND METHODS 

 

Cell Culture, transfections and treatments. Rat aortic vascular smooth muscle cells 

(VSMC) were isolated by enzymatic dissociation as previously described (Guibert et al., 

1996). VSMC at passage 2 to 4 were used for this study, cultured in DMEM containing 10% 

of fetal calf serum and treated with AICAR (5-Aminoimidazole-4-carboxamide-1-β-D-

ribofuranoside, 3 mM for the indicated time), metformin (1,1-Dimethylbiguanide, 

Hydrochloride, 4 mM), cGMP dependent protein kinase activator (8-pCPT-cGMP, 100 µM) 

or 17-b-estradiol (10-9M) for the indicated times. Estrogen receptor antagonist (ICI 182, 780 

1µM), protein kinase A inhibitor H89 (N-[2-((p-Bromocinnamyl)amino)ethyl]-5-

isoquinolinesulfonamide, 10µM) or AMPK inhibitor (compound C, 10µM) were performed 

45 min before other treatments. For transfection, VSMC were plated at 70-80% confluence 

for cDNA transfection using the Nucleofector (LONZA/Amaxa) according to the 

manufacturer’s instructions. Briefly, 2.10
6
 cells were electroporated with 4 µg of plasmid 

using the D33 program and replated in DMEM medium containing 10% FCS for 24 hours. 

Twenty four hour post-transfection, culture medium is replace and VSMC are treated or not 

with 17-b-estradiol (10-9M) for one hour. cDNA coding for the constitutively active form of 

AMPK (CA) or the dominant inactive form of AMPK (DN) are gifts from Benoit Viollet. 

cDNA encoding for RhoA mutants were previously described (Rolli-Derkinderen et al., 

2005). They are fused to an HA-tag thereby expression of RhoA-mutants were analyzed using 

anti-HA antibody (HA) 

Actin stress fiber staining. After treatments, cells were then fixed for 30 min in 4% 

paraformaldehyde, permeabilized in 0.5% Triton X-100, and then rinsed in phosphate-

buffered
 
saline (PBS). To visualise actin stress fibers, polymerized F-actin staining was done 

with FITC-conjugated phalloidin (5 μg ml
−1

), then washed in PBS. Coverslips were mounted 
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on a glass slide and examined with a fluorescence microscope (Eclipse E-600, Nikon, 

Champigny-sur-Marne, France). 

Western Blot Analysis. After treatment, cells were harvested and homogenized in NETF 

lysis buffer containing NaCl 100mM, EGTA 2mM, Tris-HCl 50mM, NaF 50 mM, Nonidet 

P-40 1%, orthovanadate 2 mM, protease inhibitor coktail (Sigma-Aldrich), and serine-

threonine phosphatase inhibitor cocktail (Sigma-Aldrich).
 
Nuclei and unlysed cells were 

removed by centrifugation
 
at 10,000g for 10 min at 4°C. Proteins were resolved on SDS-

PAGE and transferred to nitrocellulose membranes that were incubated with specific 

antibodies. Signals from immunoreactive
 
bands were detected by ECLplus (General Electric) 

and quantified using QuantityOne (BioRad). Equal
 
loading was checked by reprobing the 

membrane with monoclonal
 
anti- -actin

 
-actin) (Sigma-Aldrich).  

AMPK kinase assay. Direct AMPK activity was measured using human recombinant 

] incorporated into SAMS peptide substrate 

(HMRSAMSGLHLVKRR) (MERCK) or recombinant Wild Type- (WT-) or 

phosphoresistant- (S188A-) RhoA for 30min at 30°C using a final concentration of 50 µM 

ATP according to the manufacturer instructions (MERCK). 

Animals.  After bilateral ovarectomy, wild type or AMPKalpha1 deficient female mice (10 

to 20 weeks old) provided by Benoit Viollet were daily treated with 17- -estradiol 

(subcutaneous, 0.1mg/kg/day) or placebo. After 7 to 10 days, they were killed by
 
cervical 

dislocation. Their spleens were weight to control the mice genotype (WT spleen 103.5mg+/-

45.39 versus alpha1 KO spleen 252mg+/-60.01) and their aorta used for Western Blot or 

tension analysis. To induce hypertension, L-NAME (N(G)-nitro-L-arginine-méthyl ester ; 

1mg/ml) was dissolved in drinking water. After 14 days, they were killed by
 
cervical 

dislocation and their aorta used for Western Blot or tension analysis. 
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Tension Measurement. Isometric tension of arterial rings of thoracic aorta was measured
 
as 

previously described (Guilluy et al., 2010) To avoid the already described effect of AMPK 

activation on nitric oxide (NO) production, we always worked in presence of NO synthase 

inhibitor (L-NNNA 2.10
-4

M), except for the Fig5B. L-NNA inhibition was controlled by the 

absence of carbachol (10-5M)-induced vasodilatation on mice aortic rings precontracted with 

phenylephrine (data not shown). 

 Chemicals and Drugs. Mouse monoclonal anti-RhoA antibody (26C4 ; sc-418), rabbit anti-

phospho-MYPT (Thr696; sc-17556) antibodies were purchased from Santa Cruz 

Biotechnology, Inc. (CA, USA). Rabbit anti-phospho-Acetyl-CoA Carboxylase (Ser79) ((p)-

ACC) was purchased from Cell Signaling (TEBU Bio). Mouse monoclonal anti-

phosphoserine was purchased from (ZYMED). Mouse monoclonal anti-HA (HA.11) was 

purchased from Berkely Antibody Co. (BabCO, Richmond, CA, USA). 8-pCPT-cGMP was 

purchased from Biolog Life Science Institute (Bremen, Germany). 17- -estradiol and ICI 

182, 780 were purchased from TOCRIS (Bioscience (Bristol). Compond C, AICAR, 

Metformin and H89 were purchased from Calbiochem (MERCK biochemicals). All other 

reagents were purchased from Sigma (Saint-Quentin Fallavier,
 
France). 

Statistics. All results are expressed as the mean±SD of sample size n. Statistical analyses 

were performed with 2-ways ANOVA. A value of p <0.05 or less was considered to be 

statistically significant and is specified for each experiment in the figure legend. 
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RESULTS 

 

AMPK activation induces vasorelaxation and limits vasoconstriction independently of 

NO. To evaluate the effect of AMPK on VSMC function, we first have used a 

pharmacological approach consisting in testing the AICAR and metformin activator of AMPK 

on vasoreactivity. To avoid the already described effect of AMPK activation on nitric oxide 

(NO) production, we always worked in presence of NO synthase inhibitor (L-NNA 2.10
-4

M). 

L-NNA inhibition was controlled by the absence of carbachol (10-5M)-induced vasodilatation 

on mice aortic rings precontracted with phenylephrine (data not shown). AICAR and 

metformin induced a significant vasodilation of mice aortic rings precontracted with 

phenylephrine (Fig1A). When used a pre-treatment, AICAR as metformin significantly 

reduced the maximal contraction induced by phenylephrine (Fig1B). This shown that in 

addition to a vasodilatory effect, AMPK activation could limit contraction. 

AMPK activation inhibits actin stress fibers and RhoA-Rock pathway. RhoA-Rock 

pathway activation is characterised by an increased in actin stress fibers formation and the 

phosphorylation of one target of Rock, the MYPT. AICAR induces a loss of actin stress fibers 

comparable to the one induced by protein kinase G activator 8pCPTcGMP (Fig1C). AICAR 

as well as metformin induced the dephosphorylation of MYPT (Fig1D) in concomitance with 

the phosphorylation of RhoA (Fig1F). These effects are similar to the one obtained by 

expressing a constitutively active (CA) form of AMPK in VSMC (Fig1E and G). They are 

opposed to the effects of a dominant negative (DN) expression that increased MYPT 

phosphorylation and decreased the phosphorylation of RhoA (Fig1E and G). These results 

shown that AMPK activation inhibits actin stress fibers formation and RhoA-Rock pathway 

but increases RhoA phosphorylation 



 76 

AMPK directly phosphorylates RhoA on Ser188. To foresee the possibility that the AMPK 

directly phosphorylate RhoA on its serine residu 188, we have first analysed the affected 

sequence. Alignment of the human, rattus norvegicus and mus musculus sequences of RhoA 

to the consensus AMPK phosphorylation sequence has shown that the K situated three animo-

acid before, and the L located  5 amino-acid after the Ser188 correspond to the consensus 

sequence. Only the G situated one amino-acid after the Ser188 correspond to the sequence of 

the SAMS peptide, used as a positive control for AMPK kinase assay (Fig 2A). Prediction of 

specific phosphorylation site using http://ppsp.biocuckoo.org/index.php has revealed that the 

score concerning the phosphorylation of the RhoA Ser 188 by the AMPK was comparable to 

the one obtain with the PKG (Fig2B), kinase well known to phosphorylate RhoA (Sauzeau et 

al., 2000). In vitro kinase assays, have shown that WT-RhoA can by phosphorylated by the 

AMPK to the same extend that the SAMS control peptide. In contrast, RhoA mutant laking 

the Ser188 phosphorylation site, the S188A-RhoA mutant, did not shown any phosphate 

incorporation, as did the GDI that is not an AMPK substrate (Fig 2C).  All together, these 

results show that in vitro, the AMPK is a new kinase for the Ser 188 of RhoA.  

E2 activates AMPK and inhibits RhoA-Rock pathway activation. In order to identify a 

physiological context in which the AMPK could inhibit the RhoA-Rock pathway through 

RhoA phosphorylation, we have analysed the effect of 17- -estradiol (E2) on VSMC. Indeed, 

the E2 seems to be a good candidate because it has vasoprotective effects which mechanisms 

are not explain at the level of the smooth muscle. More than this, D’Eon et al described that 

E2 can activate the AMPK in myotubes (D'Eon et al., 2008).  We then have measured the 

level of AMPK target ACC in VSMC stimulated with 10-9M E2 for different times. E2 

induced a time-dependent phosphorylation of ACC (Fig 3A), showing that AMPK can indeed 

be activated by E2 in VSMC. Concerning RhoA-Rock pathway, we have observed that E2 

can induce a time- (Fig 3B and 3C) and dose- (Fig 3 D and E) dependent phosphorylation of 

http://ppsp.biocuckoo.org/index.php
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RhoA and a dephosphorylation of MYPT. Analysis of RhoA-Rock pathway in VSMC 

expressing wild-type (WT-RhoA) or phosphoresistant mutant (S188A-RhoA) has shown that 

E2 can neither induce RhoA phosphorylation nor MYPT dephosphorylation when the 

phosphoresistant mutant was expressed (Fig 3F). This shows that E2-induced RhoA 

phosphorylation on Ser188 is responsible for RhoA-Rock pathway inhibition. The 

phosphorylation of ACC induced by E2 was not affected by RhoA mutant expression, 

demonstrating that AMPK pathway activation by E2 is independent of RhoA phosphorylation 

(Fig 3F). 

E2 induces RhoA phosphorylation through AMPK. To prove that E2 induces RhoA 

phosphorylation and RhoA-Rock pathway inhibition through AMPK in VSMC, we pre-

treated the cells with different inhibitors. The Compound C AMPK inhibitor prevented the 

basal but also the E2-induced RhoA phosphorylation (Fig 4A) and ACC phosphorylation (Fig 

4B). It increased the basal MYPT phosphorylation and inhibited the dephosphorylation 

induced by E2 (Fig 4B). These results demonstrated that in VSMC, RhoA phosphorylation 

and RhoA-Rock pathway inhibition are induced by E2 through AMPK activation. This shows 

also that the AMPK is basally activated in our cells. To consider an implication of the protein 

kinase A (PKA), described as a RhoA kinase (Lang et al., 1996) that could be activated by E2 

(Ng et al., 2008), we have pre-treated the cells with PKA inhibitor H89. It did not show any 

effect on RhoA phosphorylation or on RhoA-Rock or AMPK pathways (Fig 4A and 4B) 

demonstrating no major implication of PKA in this signalling.  

E2 induces RhoA phosphorylation through estrogen receptor (ER). To analyse if E2 

induces RhoA phosphorylation and RhoA-Rock pathway inhibition through ER in VSMC, we 

pre-treated the cells with ICI,182780 antagonist of ER. It prevented the E2-induced RhoA 

phosphorylation (Fig 4A) and ACC phosphorylation (Fig 4B). More than this it inhibited the 

MYPT dephosphorylation induced by E2 (Fig 4B). These results demonstrated that RhoA 
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phosphorylation and RhoA-Rock pathway inhibition are induced by E2 through ER in 

VSMC.  

Estradiol limits vasoconstriction and RhoA phosphorylation through activation of 

To analyse the vascular consequences of the newly describes E2-AMPK-RhoA-

Rock signalling pathway in smooth muscle, we have tested the vasoreactivity of aorta rings 

from wild- -out female mices, ovarectomised or not and daily supplemented 

with E2 or not. The knock-outing or the ovarectomy did not significantly change the systolic 

pressure of female mices (Fig 5A). In contrast, WT male mice had significantly higher blood 

pressure, but again the sistolic pressure of the KO male mice did not significantly differ from 

the one measured in the WT male mice (Fig 5A). The contraction induced by 60mM of KCl 

did not differ significantly between WT and KO aortic rings (Fig 5B). The vasorelaxation 

induced by E2 was significantly inhibited by the L-NNA, but we were not able to detect any 

differences between WT or KO mices (Fig 5C). In contrast, ovarectomy significantly 

increased the response to phenylephrine. This increase was inhibited by the daily 

supplementation with E2 (Fig 5D). In contrast ovarectomy or E2 supplementation have had 

no effect on KO aortic ring responses to phenylephrine, that were comparable to the responses 

of ovarectomised WT aortic rings (Fig 5D). Same results were observed with serotonin (5HT) 

(Fig 5E). Measurement of RhoA phosphorylation in aorta form KO animals have shown that 

RhoA phosphorylation was diminished in aortas from KO animals (Fig 5F). The decrease of 

RhoA phosphorylation detected in aorta from WT OVX animals was not observed in aorta 

from KO animals. All together, these results suggest that AMPK

vasocontraction by inducing RhoA phosphorylation.  

Female hypertension development is delayed due to To consider a 

followed the development of hypertension induced by L- -KO 
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mices, female or male. WT female mice presented a significant increase in systolic blood 

pressure after 14 days of L-LAME (Fig 6A). In contrast, KO female, as well as WT or KO 

male, have shown a significant increase in blood pressure after only 2 days of L-NAME (Fig 

-

NAME induced-hypertension. Measurement of ACC and RhoA phosphorylation revealed that 

the WT male as the KO female have a significant lower level of phosphorylated ACC as well 

as phosphorylated RhoA compared to the WT female (Fig 6B). This demonstrated that 

-RhoA pathway is constitutively more activated in female that in male mice, that 

could be responsible for the vasoprotective effect of estrogens. 
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DISCUSSION 

 

The AMPK is an ubiquitous heterotrimeric serine/threonine protein kinase consisting 

isoforms and splice variants, resulting in the generation of twelve possible heterotrimeric 

combinations. AMPK is activated by pathological stimuli, such as oxidative damage, osmotic 

shock, hypoxia and glucose deprivation, as well as by physiological stimuli such as exercise 

and muscle contraction, and by hormones including leptin and adiponectin (Hardie, 2003). 

AMPK is activated in response to decreased cellular energy charge (increased in AMP/ATP 

ratio) and is involved in regulating carbohydrate and lipid metabolism (Hardie, 2007a, b; 

Sambandam and Lopaschuk, 2003). Although there is a strong link between the activity of the 

AMPK and the metabolic control in skeletal muscle or heart, the role of the AMPK activity in 

other organs is less studied. Nevertheless concerning the vasculature, AMPK can be regulated 

by hypoxia as well as fluid shear stress and has been implicated in the regulation of fatty acid 

oxidation, small G protein activity and nitric oxide production as well as inflammation in 

endothelial cells (Fisslthaler and Fleming, 2009). Concerning the smooth muscle, AICAR 

have been shown to inhibit VSMC proliferation and neointimal formation (Igata et al., 2005; 

Nagata et al., 2004). Two other works described that AICAR or metformin can induce 

vasorelaxation independently of the endothelium (Goirand et al., 2007; Majithiya and 

Balaraman, 2006) and even reduce blood pressure of diabetic rats (Majithiya and Balaraman, 

2006)

represents another evidence indicating that the activation of AMPK may help to prevent the 

vascular complications associated with the metabolic syndrome (Fisslthaler and Fleming, 

2009). 
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The only mecanism that could explain the effect of AMPK activation on VSMC is the 

phosphorylation and thereby desensitization of the myosin light chain kinase (Horman et al., 

2008). It gets along with the effect that we are describing concerning the inhibitory action of 

the AMPK on the calcium-sensitization pathway involving RhoA. AMPK mediates its action 

through numerous targets, including transcription factors or direct phosphorylation and 

thereby inhibition of the 3-hydroxy 3-methylglutaryl coenzyme A (HMG CoA) reductase, and 

of the acetyl coenzyme A carboxilase (ACC). The inhibitory effect of AMPK on HMG CoA 

reductase, responsible for Rho protein isoprenylation, lets suspected that AMPK activation 

could lead to Rho protein inhibition, but Kanellis et all have shown that AICAR and 

phenformin activators of AMPK did not modify RhoA, Rac, or Cdc42 activation (Kanellis et 

al., 2006). Levine et al. have even shown that AMPK can activate Rac1 in endothelial cells 

(Levine et al., 2007). To our knowledge, there is only two works showing an effect of 

pharmacological activation of AMPK on RhoA-Rock pathway. Kanazawa et all. have shown 

that AICAR can induce an inhibition of Rock activity in osteoblastic MC3T3 cells (Kanazawa 

et al., 2009), and we have shown that metformin can inhibit MYPT phosphorylation in 

pulmonary smooth muscle (Agard et al., 2009). Our present work is an evidence of the 

inhibitory effect of the AMPK itself on RhoA-Rock pathway and shows its reality in different 

cell type such as smooth muscle, or even fibroblasts (data not shown). In addition we have 

described the mechanism responsible for RhoA-Rock inhibition in response to AMPK 

activation: the phosphorylation of the Ser 188. Thereby we define a new kinase for RhoA, and 

new potential functions for the phosphorylated RhoA. No detectable change in systolic blood 

pressure in AMPK -KO or ovarectomised animals, while RhoA phosphorylation was 

modified, implies that RhoA phosphorylation has not a dominant effect on blood pressure, but 

in vivo studies of Rhoa-S188E transgenic mice remain to be done to clarify RhoA 

phosphorylation effect on blood pressure. The modulation of the vasoreactivity resulting from 
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the AMPK-RhoA phosphorylation pathway and its effect on VSMC proliferation and 

migration (Rolli-Derkinderen M., 2010) indicates that the AMPK-RhoA pathway activation 

may better help to counteract the healing defect observed in diabetic pathology (Bradley et al., 

; Petrova and Edmonds, 2006)..  

More than this we have identified a physiological context in which AMPK-RhoA 

pathway is activated: gender differences. Women develop coronary heart disease on average 

10 years later than men. This has been attributed, at least in part, to the protective effects of 

female sex hormones, particularly estrogens, before menopause (Barton et al., 2007; Xing et 

al., 2009). The estradiol (E2) predominant estrogen mediates numerous beneficial effects 

assigned to estrogens, such as blood pressure lowering (Dubey et al., 2002; Zhu et al., 2002), 

angiogenesis promotion or early atheroma prevention (Arnal et al., 2010). E2 actions are 

mediated by genomic and non-genomic mechanisms. The classical genomic mechanism of 

E2 action involves activation of its nuclear receptor (estrogen receptor ER 

dimerization, and subsequent binding to ER response elements located in the promoter of 

target genes. More recently, E2 has been shown to have rapid, non genomic biological 

effects, believed to be mediated through membrane-bound subpopulation of ER- -

and/or the newly described G protein-coupled receptor 30 (GPR30) (Levin, 2001; Revankar 

et al., 2005). Concerning the vasculature, ER- -

and smooth muscle cells (Mendelsohn and Karas, 1999) but most of these studies concern 

the endothelium, and a few consider a possible smooth muscle implication. Indeed, 

endothelial ER stimulation induces vascular wall dilation (Fu and Simoncini, 2007; Guo et 

al., 2005) mainly through an increased nitric oxide production (Weiner et al., 1994) due to 

rapid eNOS activation (Chen et al., 1999; Guo et al., 2005; Haynes et al., 2000) or induction 

of eNOS expression (Gui et al., 2008). E2 has also been shown to stimulate endothelial cell 

survival and formation of primary capillary tube (Razandi et al., 2000). At the media level, 
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E2 regulate smooth muscle cell proliferation (Pare et al., 2002), differenciation, apoptosis 

(Ding et al., 2009) and even contraction (Gui et al., 2008). The mechanisms underlying these 

effects are poorly described, implicating ERK/MAPKs and p38/SAPKs2 balance or PI3K-

Akt and Src signalling, and can not explain all the effects (Cheng et al., 2009; Ding et al., 

2009; Haynes et al., 2000). The identification of AMPK activation and RhoA-Rock 

inhibition can explain E2 effects, and it would be interesting to consider AMPK activation 

and RhoA phosphorylation as inducers of estrogen vasoprotection, and even as mediators of 

estrogen signalling in the all the organism. 

The complexe picture regarding the functions and the regulation of AMPK activity is 

far from complete, but our work shows that estradiol is indeed an AMPK activator, and that 

the small G protein RhoA is a direct target of AMPK. 
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 FIGURE LEGENDS 

Fig. 1. AMPK activation limits vasoconstriction and inhibits actin stress fibers and RhoA-Rock 

pathway. AICAR (3mM) or metformin (Met, 4 mM) activators of AMPK were applied for 60 or 5 min 

respectively on phenylephrin (PHE)-precontracted mouse aortic rings to analyse their relaxing effects 

(A). Concentration-response curves of PHE in mouse aortic rings pre-treated with AICAR or Met for 

45min (B).  VSMC were treated with AICAR or 8-pCPT-cGMP for 16h before fixation and FITC-

conjugated phalloidin staining of F-actin (C). RhoA phosphorylation and RhoA-Rock pathway 

inhibition were measured in parallel by western blot analysis using (pSER) antibodies on RhoA 

immunoprecipitation (RhoA IP) or using antibody that recognise the phosphorylated Thr 696 of MYPT 

((p)MYPT) on total lystates (tot lysate). Quantification of MYPT or RhoA phosphorylation level is 

represented relative to the non stimulated condition taken as 1 (D and F). Same analysis were 

performed on VSMC expressing the constitutively active form of AMPK (CA) or the dominant inactive 

form of AMPK (DN) (E and G). *p<0.05 and #p<0.01 treated versus non-treated or VSMC expressing a 

mutant versus mock at the same time. The data presented are representative of three to five 

independent experiments. 
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Fig. 2. AMPK directly phosphorylates RhoA on Ser188. Comparison of the human, rattus norvegicus 

or mus musculus RhoA sequences surrounding the Serine in position 188 with the consensus 

sequence for AMPK phosphorylation and with the sequence of SAMS (peptide use as a positive 

control for AMPK kinase assay) (A). Prediction of human RhoA sequencessurrounding the Serine in 

position 188   for kinase-specific phosphorylation site using http://ppsp.biocuckoo.org/index.php (B). 

In vitro kinase assay measuring human recombinant AMPK activity on a control peptide substrate 

(SAMS) or on recombinant Wild Type- (WT-) or phosphoresistant- (S188A-) RhoA or an a negative 

control represented by human GDI sequence (C). *p<0.05 in presence of AMPK versus control (cont) 

or #p<0.05 S188A-RhoA versus WT-RhoA. The data presented are representative of two independent 

experiments performed in triplicates. 

Fig. 3. Estradiol activates AMPK pathway and inhibits RhoA-Rock pathway activation through RhoA 

phosphorylation. VSMC were treated with 17- -estradiol (E2) at a concentration of 10-9M for 0.5 to 

20h (A to C) or with different concentration during 1h (D and E) before harvesting and western blot 

analysis. AMPK pathway activation was measured by using antibody that recognise the 

phosphorylated Ser 79 of AMPK ((p)ACC) (A). RhoA phosphorylation and RhoA-Rock pathway 

inhibition were measured in parallel by western blot analysis using (pSER) antibodies on RhoA  or HA 

immunoprecipitation (RhoA or HA IP) or using antibody that recognise the phosphorylated Thr 696 of 

MYPT ((p)MYPT) on total lystates (tot lysate) (B and C). Quantification of ACC, MYPT or RhoA 

phosphorylation level is represented relative to the non stimulated condition taken as 1 (A to E). 

Same analysis were performed on VSMC expressing the Wild Type- (WT-) or phosphoresistant- 

(S188A-) RhoA (F). *p<0.05 and #p<0.01 treated versus non-treated or VSMC expressing a mutant 

versus wild-type at the same time. The data presented are representative of three to five 

independent experiments. 

Fig. 4. E2 induces RhoA phosphorylation through AMPK. VSMC were treated with 17- -estradiol (E2) 

at a concentration of 10-9M for 1h without (control) or with pre-treatment with estrogen receptor 

http://ppsp.biocuckoo.org/index.php
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antagonist (ICI 182, 780 1µM), protein kinase A inhibitor (H89, 10µM) or AMPK inhibitor (compound 

C, 10µM) before harvesting and western blot analysis. AMPK pathway activation was measured by 

using antibody that recognise the phosphorylated Ser 79 of AMPK ((p)ACC). RhoA phosphorylation 

and RhoA-Rock pathway inhibition were measured in parallel by western blot analysis using (pSER) 

antibodies on RhoA  immunoprecipitation (RhoA) or using antibody that recognise the 

phosphorylated Thr 696 of MYPT ((p)MYPT) on total lystate. Quantification of ACC, MYPT or RhoA 

phosphorylation level is represented relative to the non stimulated control condition taken as 1. 

*p<0.05 treated by E2 versus non-treated and #p<0.05 pre-treated with inhibitor versus control. The 

data presented are representative of three independent experiments. 

Fig. 5. Estradiol activation of AMPK limits vasoconstriction. Mean systolic blood pressure (MSP) in 

male or female wild-type mice (WT) and AMPKalpha1 knock-out (KO) mices, ovarectimised (OVX) or 

not, and treated  with E2 or not (A). Amplitude of the contraction induced by 60mM of Kcl in aortic 

rings from wild-type mice (WT) and AMPKalpha1 knock-out (KO) mices (B). Cumulative 

concentration-response curves of the action of 17- -estradiol (E2) on aortic rings from WT and KO 

mices, in the presence of NO-inhibitor (L-NAME 2.10-4M) or not. Contraction is expressed as a 

percentage of the maximal phenylephrine)-induced contraction (C). Cumulative concentration-

response curves of the action of phenylephrine (PHE) (D) or serotonine (5HT) (E) on aortic rings from 

WT and KO mices, ovarectimised (OVX) or not, and treated with E2 or not. Contraction is expressed 

as a percentage of the maximal KCl (60mM)-induced contraction. RhoA phosphorylation was 

measured in parallel by western blot analysis using (pSER) antibodies on RhoA immunoprecipitation 

(RhoA). Quantification of RhoA phosphorylation level is represented relative to the level measured in 

WT taken as 1 (F). §p<0.05 OVX or KO versus WT and *p<0.05 treated by E2 versus non-treated. The 

data presented are representative of three to seven independent experiments (five to ten mice per 

group). 
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 Fig. 6. Female hypertension development is delayed due to AMPKalpha1. Mean systolic blood 

pressure was daily measured by tail-cuff in male or female wild-type mice (WT) and AMPKalpha1 

knock-out (KO) mices during 14days (A). RhoA phosphorylation was measured by western blot 

analysis using (pSER) antibodies on RhoA immunoprecipitation (RhoA IP). AMPK pathway activation 

was measured by using antibody that recognise the phosphorylated Ser 79 of AMPK ((p)ACC) 

(B).Quantification of ACC or RhoA phosphorylation level is represented relative to the level measured 

in WT female taken as 1.  $p<0.05 KO versus WT and *p<0.05 male versus female. The data 

presented are representative of three to seven independent experiments (five to eight mice per 

group). 
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