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Régulation négative de la signalisation de l’interleukine-10 

par le TNFα dans les monocytes humains : implication de 

NOX2 et impact dans la polyarthrite rhumatoïde. 

RESUME  

L’interleukine 10 (IL-10) est une puissante cytokine anti-inflammatoire produite par la plupart des 

cellules de l’immunité innée et adaptative et dont les monocytes en sont une cible majeure. La 

liaison de l’interleukine-10 à son récepteur initie une signalisation intracellulaire impliquant 

STAT3 ce qui induit l’expression de gènes codant pour des facteurs anti-inflammatoires. Du fait 

de son action immuno-modulatrice, l’IL-10 a été considérée comme un outil thérapeutique 

intéressant dans les maladies inflammatoires aigües ou chroniques, et les maladies auto-immunes 

ayant une composante inflammatoire. Cependant l’administration de l’IL-10 n’a montré que peu 

d’efficacité dans diverses situations pathologiques telle que la polyarthrite rhumatoïde (PR). La 

difficulté pourrait être liée à la complexité du foyer inflammatoire où la présence de multiples 

cytokines pourrait affecter la signalisation de l’IL-10. Dans ce contexte l’objectif de la thèse était 

de déterminer si le TNFα, une cytokine pro-inflammatoire majeure, pouvait altérer la signalisation 

de l’interleukine-10 dans les monocytes humains et de déterminer mécanismes sous-jacents, 

impliquant la NADPH oxydase 2 (NOX2) acteur important de la signalisation cellulaire et dont le 

TNFα en est agoniste, ainsi que l’impact potentiel dans les situations inflammatoires 

pathologiques, telle que la PR, en utilisant un modèle expérimental murin.  

Nos résultats montrent que le TNFα interfère avec la signalisation de l’IL-10 en induisant une 

déphosphorylation rapide de STAT3 dans les monocytes humains. La déphosphorylation de 

STAT3 induite par le TNFα se traduit par une diminution de la capacité de l’IL-10 à induire 

l’expression de SOCS3 un facteur anti-inflammatoire majeur. La diminution de la phosphorylation 

de STAT3 implique une phosphatase SHP1 / 2 car l’utilisation du NSC-87877, un inhibiteur de 

SHP1 / 2, empêche l'action inhibitrice du TNFα sur la signalisation de l'IL-10. Dans les monocytes 

stimulés par le TNFα, la SHP1 est activée alors que la SHP2 ne l’est pas, suggérant l’implication 

de SHP1 et non pas celle de SHP2 dans la déphosphorylation de STAT3. L’activation de SHP1 

par le TNFα est dépendante de NOX2 car nous avons observé que le diphénylèneiodonium (DPI), 

un inhibiteur de NOX2, supprime l'activation de SHP1 et la déphosphorylation de STAT3 

déclenchée par le TNFα. De plus, H2O2 a reproduit l'action inhibitrice du TNFα sur la signalisation 
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de l'IL-10. Par ailleurs, l’activation de SHP1 par les FRO dans les monocytes stimulés par le TNFα 

est médiée par la tyrosine kinase Lyn connue pour être régulée par oxydation. Enfin, l'inhibiteur 

SHP1/2, NSC-87877, atténue l'arthrite induite par les anticorps de collagène (CAIA) chez la souris. 

Ces résultats révèlent que le TNFα perturbe la signalisation de l'IL-10 en induisant la 

déphosphorylation de STAT3 via l'axe NOX2-ROS-Lyn-SHP1 dans les monocytes humains et 

que l'inhibition de SHP1/2 in vivo protège contre la CAIA. Cette nouvelle découverte pourrait 

expliquer la résistance à l’IL-10 dans l'arthrite et pourrait être utile pour exploiter l'IL-10 dans 

l'immunothérapie. 

Mots clés : IL-10, STAT3, TNFα, SHP1, monocytes, NOX2, FRO, inflammation. 
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Negative regulation of Interleukin-10 signaling pathway by 

TNFα in human monocytes: implication of NOX2 and 

impact in rheumatoid arthritis. 

ABSTRACT  

Interleukin 10 (IL-10) is a potent anti-inflammatory cytokine produced by most innate and 

adaptive immune cells and which monocytes are a major target. Binding of interleukin-10 to its 

receptor initiates intracellular signaling involving STAT3 which induces the expression of 

genes encoding anti-inflammatory factors. Due to its immunomodulatory action, IL-10 has been 

considered as an interesting therapeutic tool in diseases, acute or chronic inflammatory diseases, 

and autoimmune diseases with an inflammatory component. However, administration of IL-10 

has shown little efficacy in various pathological conditions such as rheumatoid arthritis (RA). 

The difficulty could be related to the complexity of the inflammatory environment where the 

presence of multiple cytokines could affect IL-10 signaling. In this context, the objective of the 

thesis was to determine whether TNFα, a major pro-inflammatory cytokine, could alter 

interleukin-10 signaling in human monocytes and to determine underlying mechanisms, 

involving NADPH oxidase 2 (NOX2) an important player in cell signaling and in which TNFα 

is an agonist, as well as the potential impact in pathological inflammatory situations, such as 

RA, using an experimental mouse model. 

Our results show that TNFα interferes with IL-10 signaling by inducing rapid 

dephosphorylation of STAT3 in human monocytes. TNFα-induced dephosphorylation of 

STAT3 results in decreased ability of IL-10 to induce expression of SOCS3, a major anti-

inflammatory factor. The decrease in STAT3 phosphorylation involved SHP1 / 2 phosphatase 

because the use of NSC-87877, an SHP1 / 2 inhibitor, prevents the inhibitory action of TNFα 

on IL-10 signaling. In monocytes stimulated by TNFα, SHP1 is activated while SHP2 is not, 

suggesting the involvement of SHP1 and not that of SHP2 in the dephosphorylation of STAT3. 

The activation of SHP1 by TNFα is dependent on NOX2 because we observed that 

diphenyleneiodonium (DPI), an inhibitor of NOX2, suppressed the activation of SHP1 and the 

dephosphorylation of STAT3 triggered by TNFα. In addition, H2O2 mimicked the inhibitory 

action of TNFα on IL-10 signaling. Furthermore, activation of SHP1 by ROS in TNFα-

stimulated monocytes is mediated by Lyn tyrosine kinase known to be regulated by oxidation. 

Finally, the SHP1 / 2 inhibitor, NSC-87877, attenuated collagen antibody-induced arthritis 
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(CAIA) in mice. These results revealed that TNFα disrupted IL-10 signaling by inducing 

STAT3 dephosphorylation via the NOX2-ROS-Lyn-SHP1 axis in human monocytes and that 

inhibition of SHP1/2 in vivo protected against CAIA.  This new finding might explain the 

resistance to IL-10 supplementation in arthritis and might be useful to harness IL-10 for 

immunotherapy. 

Key words: IL-10, STAT3, TNFα, SHP1, monocytes, NOX2, ROS, inflammation. 
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INTRODUCTION 

Les monocytes sont des cellules immunitaires exerçant un rôle capital dans l’immunité innée et 

acquise, le développement tissulaire, l’homéostasie, mais aussi dans les phénomènes 

inflammatoires. Ces cellules sont en effet connues comme étant des cellules présentatrices 

d’antigène (CPA) capables d’activer les lymphocytes T et de médier ainsi une réponse cellulaire 

adaptative. Les monocytes ont également la capacité de migrer dans les tissus inflammés, de 

s’y différencier en macrophages de type M1 ou M2, et de promouvoir ainsi ou de résoudre 

l’inflammation. Ils participent également à l’élimination d’agents pathogènes ou de débris 

cellulaire via la phagocytose.  

Cette activité microbicide se fait grâce à l’activité de la NADPH oxydase 2 (NOX2), complexe 

enzymatique constitué de plusieurs sous-unités cytosoliques (p40phox, p47phox, p67phox et 

Rac2) ainsi que de composants membranaires (p67phox et gp91phox) inactif à l’état basale. Au 

cours de la réponse immunitaire, NOX2 devient active et va produire de manière rapide et 

massive des formes réactives de l’oxygène (FRO), molécules hautement toxiques, intervenants 

dans l’élimination des agents pathogènes bactériens et fongiques. En plus de leur capacité 

bactéricide, les FRO sont également des médiateurs de la signalisation intracellulaire en 

régulant l’activité des kinases et phosphatases par oxydation. Un dernier rôle important des 

monocytes correspond à leur activité sécrétoire de médiateurs pro-inflammatoires, anti-

inflammatoires ou angiogénique. En effet, en réponse à un stimuli inflammatoire, les monocytes 

vont sécréter des cytokines pro-inflammatoires en particulier le TNFα, l’IL-1, ou encore l’IL-6 

qui vont participer à l’installation d’une réaction inflammatoire. Les monocytes sécrètent 

également un large panel de chimiokines intervenant dans le recrutement des cellules 

immunitaires au niveau du foyer inflammatoire. Enfin, la sécrétion des cytokines anti-

inflammatoires par les monocytes tel que l’IL-10 est tout aussi importante que celle des 

cytokines pro-inflammatoires. Cet équilibre entre les cytokines pro-inflammatoires et anti-

inflammatoires est sous le contrôle d’une régulation fine et précise permettant ainsi d’éviter 

l’installation d’une inflammation chronique.  

La polyarthrite rhumatoïde (PR) est un exemple d’inflammation chronique caractérisé par des 

arthralgies associées à des gonflements articulaires appelés synovites. Bien que l’origine de la 

maladie demeure inconnue, les données récentes de la littérature incriminent les cellules de 

l’immunité innée, dont les monocytes, dans le développement des lésions de la PR. Il a par 

ailleurs été montré l’existence d’un déséquilibre entre les cytokines pro-inflammatoires et des 
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cytokines à activité anti-inflammatoire. Le TNFα représente la cytokine pro-inflammatoire 

pivot dans la PR du fait de son importante présence et de ses nombreuses conséquences 

délétères au cours de la maladie. L’IL-10 est le prototype des cytokines anti-inflammatoires et 

son rôle est capital pour la résolution de l’inflammation. Etant donné ses capacités 

immunosuppressives, l’utilisation de l’IL-10 en thérapie pour le traitement de la PR a été 

envisagée, mais les essais cliniques ont donné lieu à des résultats peu concluants. Ceci pourrait 

être expliqué par la complexité du foyer inflammatoire où de nombreuses cytokines, à la fois 

pro-et anti-inflammatoires, sont présentes. La compréhension de l'interaction entre les 

cytokines pro-inflammatoires et anti-inflammatoires et leurs voies de signalisation est un axe 

de recherche de plus en plus étudié car il constitue une base pour le développement de nouvelles 

stratégies thérapeutique avec des molécules inhibitrices ou des anticorps. 

Dans ce contexte, mon travail de recherche a eu pour objectif de comprendre comment 

les cytokines pro-inflammatoires et anti-inflammatoires interagissent dans un contexte 

inflammatoire tel que la polyarthrite rhumatoïde. Nous avons axé notre travail sur le 

TNFα qui est le prototype des cytokines pro-inflammatoires exerçant un rôle crucial dans 

la PR, ainsi que sur l’IL-10 qui, elle, correspond au prototype des cytokines anti-

inflammatoires.  

Nous avons ainsi révélé, dans ce travail, une nouvelle propriété du TNFα à savoir sa capacité à 

inhiber la signalisation des cytokines anti-inflammatoires exacerbant ainsi l’inflammation. En 

effet, nos résultats montrent que dans les monocytes, le TNFα interfère avec la voie de 

signalisation de l’IL-10. Cette action inhibitrice du TNFα se fait via l’activation de la tyrosine 

phosphatase SHP1 qui entraine la déphosphorylation de STAT3, l’effecteur en aval de l’IL-10. 

Nous avons démontré dans ce travail l’implication des FRO produits par NOX2 dans 

l’activation de SHP1.  L’activation de SHP1 par les FRO dans les monocytes stimulés par le 

TNFα est médié par Lyn, une tyrosine kinase connue pour être régulée par oxydation. Enfin, un 

inhibiteur pharmacologique de SHP1/2 protège contre l’arthrite expérimentale dans un modèle 

murin.    

Ce manuscrit débutera par une introduction décrivant les monocytes, la NADPH oxydase 2, la 

polyarthrite rhumatoïde, et enfin le TNFα et l’IL-10. Nous présenterons par la suite les résultats 

expérimentaux obtenus au cours de ma thèse avant de conclure et de discuter des résultats dans 

le contexte des données de la littérature. 
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I. Les monocytes, cellules clés du système immunitaire.  

 

Le système immunitaire correspond à l’ensemble des mécanismes de défense de l’organisme 

contre l’infection par un large spectre de pathogènes divers et variés. L’infection par les agents 

pathogènes est empêchée en premier lieu par les défenses immunitaires innées constitutives 

comme les muqueuses et les tissus épithéliaux. Si le pathogène parvient à pénétrer l’organisme, 

les médiateurs cellulaires de la défense innée sont activés pour combattre le pathogène. Les 

neutrophiles, les monocytes, les macrophages et les cellules dendritiques constituent ces 

médiateurs cellulaires. Ils sont produits dans la moelle osseuse au cours d’un processus appelé 

hématopoïèse. 

L’hématopoïèse est définie comme étant l’ensemble des phénomènes qui concourent à la 

fabrication et au remplacement continu et régulé des cellules sanguines. Ce processus a été 

décrit il y’a plus d’un siècle par Alexander Maximow comme étant un processus hautement 

ordonné résultant de précurseurs communs qui deviennent progressivement plus restreints, 

aboutissant in fine à la production des diverses populations de cellules sanguines. Cette 

hiérarchie est modelée sur l'hypothèse d'un développement graduel, où un ensemble de cellules 

progénitrices avec différentes potences cellulaires (oligopotence, bipotence puis unipotence) 

devient au fur et à mesure plus spécialisé et finit par donner lieu en fonction des signaux 

cellulaires présents, un type cellulaire particulier (Galvão et al., 2010).  Dans ce modèle, la 

cellule souche hématopoïétique (CSH) est la cellule primitive qui est à l’origine de toutes les 

lignées des cellules sanguine de l’organisme (Busch et al., 2015). Cette cellule est capable de 

s’auto-renouveler et de générer des progéniteurs multipotents (PMP ;  (Pietras et al., 2016)) qui 

vont à leur tour se différencier en deux progéniteurs distincts : le progéniteur myéloïde commun 

(PMC ; (Akashi et al., 2000)) et le progéniteur lymphoïde commun (PLC ; (Kondo et al., 

1997)). Ces deux progéniteurs vont par la suite se différencier respectivement lors de la 

myélopoïèse et de la lymphopoïèse. Alors que la lymphopoïèse permet la formation des 

lymphocytes, la myélopoïèse, elle, va aboutir à la production et à la libération des granulocytes 

ainsi que des monocytes. 

Nous développerons dans cette première partie la monocytopoïèse, les différentes populations 

de monocytes ainsi que leurs rôles clés dans l’inflammation et l’immunité innée.  
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I.1.  Développement des monocytes par l’organisme ou la monocytopoïèse. 

Les monocytes sont classiquement définis comme étant des cellules sanguines circulantes 

constituant approximativement 10% des cellules leucocytaires chez l’Homme et 

approximativement 4% des leucocytes chez la souris. Ces cellules font partie du système des 

phagocytes mononuclées (SPM) ; système incluant les macrophages et les cellules dendritiques 

(Guilliams et al., 2014). Les monocytes se développent dans la moelle osseuse à partir d’un 

progéniteur myéloïde commun (PMC) issue de la différenciation initiale des cellules souches 

hématopoïétiques (CSH). Ce progéniteur myéloïde commun va lui-même se différencier en 

progéniteur granulocytaires/monocytaires communs (PGM) donnant successivement naissance 

aux cellules formatrices de colonies (CFU : colony forming unit) CFU-GM, CFU-G et CFU-

M. C’est à partir des CFU-M que sont générés les précurseurs monocytaires appelés pro-

monocytes. Ces monocytes immatures se multiplient ensuite tout en poursuivant leur 

différenciation. Lorsque la maturation cellulaire est suffisante, les monocytes quittent la moelle 

osseuse, se retrouvent dans le sang et migrent ensuite vers les tissus périphériques où ils peuvent 

se différencier soit en macrophage, soit en cellule dendritique, susceptible de survivre plusieurs 

mois (Figure 1). Cette dernière étape de différenciation des CFU-M en monocytes sanguins 

dure entre 5 à 7 jours (van Furth and Sluiter, 1986). 

Figure 1 : Représentation schématique simplifiée des différentes étapes de la monocytopoïèse.  

 

Des travaux ont démontré que ces différentes étapes de la monocytopoïèse sont régies par la 

présence de cytokines spécifiques comprenant en particulier le GM-CSF (granulocyte-

macrophage colony stimulating factor), l’IL-3 (Interleukine 3) et le M-CSF (macrophage 

colony stimulating factor). Il a été ainsi montré in vivo qu’en présence de GM-CSF et d’IL-3, 

les cellules souches s’engagent dans la différenciation aboutissant aux cellules souches 

commises vers la lignée granulo-macrophagique, les CFU-GM (Guilliams et al., 2018). Les 

CFU-GM continuent de se multiplier et sous l'effet du M-CSF évoluent en promonocytes.  



18 
 

L’importance du M-CSF dans le développement de la lignée monocytaire a été démontrée dans 

un modèle murin déficient en M-CSF qui se traduit par une absence de monocytes (Wiktor-

Jedrzejczak and Gordon, 1996); pouvant être corrigée par la transgenèse de M-CSF (Ryan et 

al., 2001). Ces cytokines dérivant de différents types cellulaires (monocytes, macrophages, 

lymphocytes T, mastocytes, cellules endothéliales, fibroblastes), peuvent ainsi stimuler à la fois 

la prolifération et la différenciation des précurseurs des monocytes mais aussi activer leurs 

fonctions effectrices telles que la phagocytose. La réponse d'une cellule à une combinaison de 

cytokines dépend des récepteurs qu'elle exprime et du traitement quantitatif des signaux 

produits. 

Outre les cytokines, un groupe de facteurs de transcriptions comprenant PU.1, IRF8, KFL4 et 

GATA2, jouent un rôle fondamental dans la différenciation cellulaire myéloïde.  Ainsi, il a été 

démontré chez la souris, que la suppression de ces facteurs perturbe la composition des 

progéniteurs myéloïdes et entraîne une réduction du nombre de monocytes périphériques 

(Bigley et al., 2011; Kurotaki et al., 2013; Scott et al., 2016; Sichien et al., 2016). Ces facteurs 

de transcription vont agir à différentes étapes de la différenciation.  Par exemple, PU.1 est connu 

pour agir lors des premières étapes en induisant un engagement myéloïde des cellules souches 

hématopoïètique (Nerlov and Graf, 1998) et est requis pour la génération de progéniteur 

myéloïde commun au début de la myélopoïèse (Dakic et al., 2005; Iwasaki et al., 2005). Le 

facteur de transcription IRF8, est quant à lui connu pour intervenir lors de la différenciation 

terminale notamment au cours de la transition MDP (progéniteur commun monocytes cellules 

dendritiques) – monocytes (Feinberg et al., 2007). 

Ainsi, de nombreuses cytokines et de nombreux facteurs de transcriptions vont intervenir de 

manière séquentielle pour contrôler les programmes d’expression géniques qui détermineront 

le destin des différents progéniteurs à l’origine des différentes populations de monocytes 

(Friedman, 2007).  

I.2.  Les différentes populations monocytaires chez l’Homme. 

A la fin du dix-neuvième siècle, Paul Ehrlich, alors étudiant en médecine, met en place une 

technique de cytologie, basée sur la coloration, permettant de visualiser la morphologie des 

cellules sanguines par microscopie optique. Il décrit ainsi les monocytes comme étant une 

population de cellules homogène avec un noyau en forme de rein. Cependant, au cours du 

XXème siècle, l’avènement de la cytométrie en flux et le développement des anticorps 
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monoclonaux ont permis la visualisation et l’identification de l’hétérogénéité des monocytes 

dans diverses espèces (Ziegler-Heitbrock, 2014) notamment l’Homme (Passlick et al., 1989) et 

la souris (Geissmann et al., 2003). Des populations distinctes de monocytes ont été dès lors 

décrites grâce à l’analyse de l’expression différentielle des marqueurs antigéniques CD14 et 

CD16 (Passlick et al., 1989; Ziegler-Heitbrock et al., 1991). Trois groupes de sous-populations 

monocytaires ont été ainsi identifiés et décrits chez l’Homme : les monocytes dits « classiques 

» CD14highCD16neg, les monocytes appelés « intermédiaires » CD14highCD16high et enfin, les 

monocytes dits « non classiques » CD14lowCD16high (Figure 2). De façon analogue, les 

monocytes murins peuvent être séparés en deux sous-populations fonctionnellement différentes 

basés sur leur expression des molécules de surface Ly6C, CCR2 et CX3CR1. Le sous-ensemble 

Ly6C+CCR2highCX3CR1low est équivalent ainsi aux monocytes humains classiques et 

intermédiaires, tandis que le sous-ensemble Ly6C− CCR2lowCX3CR1high équivaut aux groupes 

des monocytes non-classiques chez l'Homme (Ingersoll et al., 2010; Ziegler-Heitbrock, 2014). 

L’identification de cette hétérogénéité est d’une grande importance car des études récentes ont 

montré que celle-ci va conférer différentes propriétés fonctionnelles aux différentes sous-

populations monocytaires. En effet, les sous-populations de monocytes semblent refléter des 

stades de développement variés avec des activités transcriptionnelles différentes mais aussi des 

rôles physiologiques distincts, comme par exemple le recrutement vers des lésions 

inflammatoires, ou encore l'entrée dans les tissus normaux (Guilliams et al., 2018; Yona and 

Jung, 2010).  

 

Figure 2 : Hétérogénéité des monocytes humains 

par cytométrie en flux. D’après « The three human 

monocyte subsets: Implications for health and disease ». 

Immunologic research. Wong et al., 2012 
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I.2.a. Les monocytes classiques humains.  

Les monocytes dits « classiques », CD14highCD16neg, sont caractérisés par une expression 

élevée du récepteur de surface cellulaire CD14 (récepteur du lipopolysaccharide) et par l’absence 

d’expression du récepteur de surface cellulaire CD16 (récepteur FcγRIII). Par ailleurs, ils 

expriment hautement le récepteur CCR2 (récepteur du CCL2/MCP1) mais faiblement le 

CX3CR1 (récepteur de la fractalkine) (Weber et al., 2000). Au cours de la réponse 

inflammatoire, les monocytes classiques sont rapidement recrutés pour envahir les tissus 

enflammés afin de participer à la réponse immunitaire via la reconnaissance et l'élimination des 

micro-organismes et cellules mourantes (Wong et al., 2012). Ces monocytes sont ainsi 

caractérisés par une forte activité phagocytique (Thiesen et al., 2014). Par ailleurs, ils sont 

également caractérisés par une faible activité de sécrétion de cytokines pro-inflammatoires 

comme en témoigne plusieurs études in vitro démontrant que la stimulation des monocytes par 

le LPS entraine une production d’IL-10 (cytokine anti-inflammatoire) plutôt que du TNFα et 

de l’IL-1 (Mukherjee et al., 2015; Weber et al., 2000; Ziegler-Heitbrock et al., 1992). Leur 

phénotype ressemble à celui des monocytes murins Ly6C+CCR2highCX3CR1low, bien que ces 

derniers soient très efficaces dans la production des cytokines pro-inflammatoires (Ingersoll et 

al., 2010; Ziegler-Heitbrock, 2014). Cette sous-population de monocyte représente à elle seule, 

80 à 90% du pool des monocytes circulants. Le reste du pool monocytaire est constitué des 

monocytes « intermédiaires » et des monocytes « non-classiques » (Sampath et al., 2018). 

 

I.2.b. Les monocytes intermédiaires humains.  

Les monocytes dits « intermédiaires », CD14highCD16high, sont caractérisés par une expression 

élevée, des récepteurs de surface cellulaire CD14 et CD16. À l'inverse des monocytes « 

classiques », ils expriment faiblement le récepteur CCR2 mais fortement CX3CR1 (Al-

Rashoudi et al., 2019). Les monocytes intermédiaires sont recrutés à un stade ultérieur de 

l'inflammation. Cette sous-population monocytaire représente 2 à 8% des monocytes circulants. 

Tout comme les monocytes CD14highCD16neg, les monocytes « intermédiaires » ont une forte 

activité phagocytique. En revanche, ils possèdent un niveau d’expression important du 

complexe majeur d’histo-compatibilité de classe 2 (CMH II), plus important que les monocytes 

« classiques ». Par conséquent, ces cellules participent activement à la présentation antigénique 

et stimulent l’activation des lymphocytes T (Sánchez-Torres et al., 2001; Sprangers et al., 2016; 
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Yang et al., 2014). Ces cellules sont également associées à une importe production de FRO  

(Merino et al., 2011; Ong et al., 2018)et à de fortes sécrétions de chimiokines et cytokines pro-

inflammatoires. Ainsi, en réponse au LPS, elles vont sécréter d’importante quantité de TNFα et 

d’IL-1 (Belge et al., 2002; Grage-Griebenow et al., 2001) mais aussi d’IL-6 ou encore de CCL2 

(Ancuta et al., 2006). Enfin, cette sous-population est également connue comme étant fortement 

impliquée dans la cicatrisation tissulaire en libérant différents facteurs de croissance 

endothéliale (VEGF), des cytokines comme le TGF-β, afin de stimuler l’angiogenèse et la 

production de collagène (Sprangers et al., 2016; Yang et al., 2014). Une comparaison 

transcriptionnelle entre les monocytes humains et murins a associé cette sous-population aux 

monocytes murins Ly6C− CCR2lowCX3CR1high. Ces monocytes CD16high ont été appelés 

monocytes « inflammatoires » au vu de leur potentiel à sécréter un niveau important de 

cytokines pro-inflammatoires mais aussi en raison de l’augmentation de leur nombre dans la 

circulation de patients atteints de pathologies inflammatoires telles que l’athérosclérose (Schlitt 

et al., 2004) ou la polyarthrite rhumatoïde (Baeten et al., 2004).  Toutefois, ce terme de 

monocyte inflammatoire reste controversé car l’équivalent murin de ces monocytes est la 

population monocytaire dite « résidente », dont la potentialité à secréter des cytokines 

inflammatoires est faible (Geissmann et al., 2003). Par ailleurs, les travaux de Grage-Griebenow 

ont montré que les monocytes CD16high sont composés d'au moins deux populations dotées de 

fonctions remarquablement distinctes et ont mis ainsi en lumière l’existence des monocytes 

CD14lowCD16high dits « non-classiques » (Grage-Griebenow et al., 2001). 

 

I.2.c. Les monocytes « non-classiques » humains.  

Les monocytes dits « non-classiques », CD14lowCD16high sont caractérisés par une expression 

de niveau faible du récepteur de surface cellulaire CD14 et une expression élevée du récepteur 

CD16. Cette sous-population représente 2 à 11% des monocytes circulants. Le rôle de ces 

monocytes est moins connu que les autres sous-populations. Cependant, il a été montré qu’à 

l’inverse des monocytes « intermédiaires », ces monocytes n’ont pas une activité phagocytique 

importante et ne produisent pas de TNFα ou IL-1 en réponse au LPS (Skrzeczyńska-Moncznik 

et al., 2008). En revanche, ces cellules ont une forte activité de production de formes réactives 

de l’oxygène, similaire aux monocytes « intermédiaires » (Ong et al., 2018). Par ailleurs, ces 

cellules de taille inférieure au monocytes classique (14µm vs 18 µm) et de nature mobile 

patrouillent l'endothélium à la recherche de blessures (Thomas et al., 2015). En dehors de leur 
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rôle majeur dans la surveillance locale innée, les monocytes « non-classiques » sont également 

impliqué dans la présentation de l'antigène et la stimulation des lymphocytes (Robbins and 

Swirski, 2010). D’autres études ont montré que ces monocytes ont une activité pro-apoptotique 

associée à une activité anti-proliférative (Sampath et al., 2018).  Enfin, les récents travaux de 

l’équipe Ong et al., associent cette sous-population à une population de cellules sénescentes et 

suggèrent l’implication de ces cellules dans les maladies telles que l’athérosclérose et arthrose.  

L’hétérogénéité phénotypique de ces trois sous-populations de monocytes leur confère ainsi 

une hétérogénéité fonctionnelle (Figure 3). Des études chez l'Homme et l'animal ont suggéré 

que dans des conditions inflammatoires, l'émergence des trois sous-ensembles de monocytes 

est un processus graduel au cours duquel les monocytes classiques quittent la moelle osseuse et 

la rate et pourraient donner lieu à des monocytes intermédiaires en quelques jours suivis de 

monocytes non classiques (Yang et al., 2014). Les similitudes entre les sous-ensembles de 

monocytes humains et de souris indiquent qu'il s'agit d'un système conservé. La caractérisation 

de ce système fait l’objet de plus en plus d’études et de progrès dans sa compréhension. Par 

exemple, des études plus poussées via le séquençage d’ARN ont élargi l'hétérogénéité au sein 

de la population intermédiaire avec l'identification de plusieurs sous-ensembles chez l'homme 

(Villani et al., 2017) et chez la souris (Mildner et al., 2017). Néanmoins, la nomenclature des 

trois sous-populations chez l’Homme et des deux sous-populations chez la souris est encore et 

reste d’actualité.  

Figure 3 : Classification des sous-populations de monocytes humains.  
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I.3. Rôles des monocytes dans l’immunité innée et l’inflammation. 

 

Les monocytes, les macrophages et les cellules dendritiques (CD) sont des cellules 

mononucléaires myéloïdes qui exercent un rôle capital dans l'immunité innée mais aussi dans 

l'immunité adaptative grâce à leur rôle dans la présentation antigénique. Ces cellules 

contribuent aussi à la réponse inflammatoire qui est bénéfique lorsqu’elle est contrôlée, mais 

devient pathologique lorsqu’elle est non résolue et chronique. Les monocytes sont les 

archétypes de ces cellules myéloïdes. Produites dans la moelle osseuse et libérées dans le sang, 

ces cellules circulent dans le sang ou résident dans un réservoir situé dans la rate avant de 

pénétrer dans les tissus et de se différencier en macrophages ou cellules dendritiques. Toutefois, 

des populations de monocytes tissulaires présentes à l’état d’équilibre, chez l'Homme et la 

souris ont également été décrites dans plusieurs études (Jakubzick et al., 2013; McGovern et 

al., 2014). Les monocytes sont ainsi plus que des cellules de transition capable de s'adapter à 

un environnement tissulaire particulier. L'accumulation de preuves indique maintenant que les 

monocytes ont des fonctions pléiotropes et sont prédéterminés pour une fonction particulière à 

l'état d'équilibre et au cours de l’inflammation. Nous traiterons dans cette partie ces différentes 

fonctions. 

I.3.a.  Plasticité des monocytes et conversion durant l’inflammation.  

Outre l’hétérogénéité phénotypique et fonctionnelle, les monocytes ont comme caractéristique 

leur plasticité cellulaire (Sica and Mantovani, 2012). Cette plasticité cellulaire se caractérise 

par leur capacité à reprogrammer de manière rapide et adéquate leur phénotype en réponse au 

microenvironnement et aux agents pathogènes aboutissant ainsi à un changement fonctionnel 

(Mitchell et al., 2014). Cette reprogrammation a lieu suite à leur recrutement de la moelle 

osseuse vers le sang circulant, puis vers le tissu enflammé, et implique divers récepteurs 

membranaires en particulier le récepteur membranaire CCR2 (Serbina and Pamer, 2006).  En 

effet, il a été montré que les souris CCR2-/- avaient un nombre fortement augmenté de 

monocytes dans la moelle osseuse suggérant ainsi que le récepteur CCR2 est essentiel à la sortie 

des monocytes (Tsou et al., 2007). Une fois arrivée sur le lieu de l’inflammation, les monocytes 

infiltrent les tissus par transmigration (Das et al., 2015). Ils vont alors en fonction des signaux 

présents localement, se différencier en cellules dendritiques ou macrophages. Ces deux types 

cellulaires vont avoir des différences phénotypique et fonctionnelle et vont tous deux intervenir 

dans la réponse inflammatoire.  
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1.3.a.i. Les cellules dendritiques (CD).  

C’est lors d'une étude microscopique réalisée en 1973 sur des splénocytes de souris adhérant 

au verre, que Ralph Steinman et Zan Cohn ont découvert une petite population de cellules avec 

une morphologie stellaire unique, et les ont nommées cellules dendritiques (Steinman and 

Cohn, 1973).  Ces cellules ont suscité un intérêt particulier lorsqu’il a été démontré que ce sont 

des cellules présentatrices d'antigène (CPA) présentant les antigènes aux lymphocytes T avec 

une efficacité remarquable (Mellman and Steinman, 2001). Il a été ainsi rapidement mis en 

évidence que les CD expriment un niveau élevé de CMH II et sont particulièrement efficaces 

pour stimuler la prolifération des lymphocytes T et activer les lymphocytes T naïfs (Steinman 

and Witmer, 1978). Leur distribution est ubiquitaire : elles sont présentes en faibles nombre 

dans le sang (Szabolcs et al., 2003) où elles ne survivent pas plus d'une semaine (van Furth and 

Sluiter, 1986). Elles sont présentes également dans les organes lymphoïdes, et dans les tissus 

non lymphoïdes comme le cœur, le pancréas, le poumon ou encore la peau (Merad and Manz, 

2009). Concernant leur origine, il a été longtemps considéré que toutes les cellules du système 

des phagocytes mononuclés, parmi lesquels les CD, dérivent de cellule de la moelle osseuse par 

l’intermédiaire des monocytes (van Furth and Cohn, 1968).  Ce raisonnement a été soutenu par 

le fait que les monocytes humains et de souris peuvent acquérir des caractéristiques typiques 

des CD sous certaines conditions. Ainsi, lorsqu'ils sont cultivés en présence du GM-CSF in 

vitro, les monocytes régulent positivement l’expression du CMH II, développent des dendrites 

et deviennent immunostimulants pour les lymphocytes T (Inaba et al., 1992; Sallusto and 

Lanzavecchia, 1994). De même, in vivo, les monocytes peuvent développer des caractéristiques 

des CD pendant l'inflammation (Cheong et al., 2010; Randolph et al., 1999). Cependant, ce 

concept a été invalidé par de nombreuses études sur les cellules myéloïdes résidentes des tissus 

(Hashimoto et al., 2013). Ainsi, les cellules dendritiques ne dérivent pas toutes de monocytes 

et une partie de leur population ont pour origine des progéniteurs distincts des monocytes. Les 

CD sont, tout comme les monocytes, constituées de populations cellulaires hétérogènes et sont 

classées en différents groupes. On dénombre à l’heure actuelle, quatre grandes catégories de 

CD, à savoir : les plasmacytoïdes (pDC), les CD dits « conventionnelles », les cellules de 

Langerhans et enfin les CD dérivées de monocytes (mo-DC pour monocyte-derived DC) (Macri 

et al., 2018). Nous traiterons dans le paragraphe qui suit uniquement des propriétés 

fonctionnelles des CD dérivées de monocytes, les mo-DC. Les caractéristiques phénotypiques 

et fonctionnelles des autres CD sont brièvement résumées dans la figure ci-dessous (figure 4). 
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Figure 4 : Classification des différentes sous-population de CD.  

Différents sous-ensembles de cellules dendritiques façonnent différents types de réponses immunitaires. Cette 

figure illustre l’origine et les propriétés fonctionnelles des sous-populations de CD chez l’Homme dans l’ordre 

suivant :  les CD, les mo-DC les plasmacytoïdes et les cellules de Langerhans.. D’après « Ontogeny and Functional 

Specialization of Dendritic Cells in Human and Mouse ». Advances in Immunology. Kenneth et al., 2013.  

 

De nombreuses études in vitro ont démontré la capacité des monocytes à se différencier en CD 

en présence de différents agonistes. En effet, il a été montré par exemple, que des monocytes 

humains, en présence de GM-CSF et d’IL-4 se différencient en CD (Sallusto and Lanzavecchia, 

1994). Ces CD deviennent ensuite matures en présence de TNFα, et leur phénotype ainsi que 

leur fonction activatrice des cellules T sont alors comparables aux CD présents dans le sang 

(Chapuis et al., 1997; Romani et al., 1994). Les mo-DC partagent de nombreuses 

caractéristiques morphologiques avec les monocytes. En effet, les mo-DC conservent 

l'expression des récepteurs membranaires CD11b, CD11c et CMH II, CRR2, CD14, ainsi que 

la co-expression de CD16 présents initialement chez les monocytes non classiques. En 

revanche, les mo-DC expriment les récepteurs CD1a, CD206 and CD209 qui sont spécifiques 
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à cette sous-population (Collins et al., 2015). En termes de fonctions, les mo-DC partagent des 

caractéristiques fonctionnelles communes avec les CD « conventionnelles » (CDc) telles qu'une 

efficacité élevée dans la capture et le traitement des antigènes, l'expression de molécules co-

stimulantes et la capacité de présenter des peptides microbiens aux lymphocytes T CD4+ et T 

CD8+ (Nakano et al., 2009; Serbina et al., 2003). Les mo-DC sont présents dans les tissus à 

l'état d'équilibre, notamment dans la peau, les poumons, et l’intestin (An et al., 2016; McGovern 

et al., 2014; Watchmaker et al., 2014). Cependant, leur présence augmente fortement pendant 

l'inflammation, où elles deviennent la catégorie de CD résidentes la plus importante (Jenner et 

al., 2014; Liao et al., 2017). Les mo-DC ont d’ailleurs été qualifiés de « cellules dendritiques 

inflammatoires » en raison de leur présence importante dans diverses maladies inflammatoires 

comme les maladies inflammatoires chroniques de l'intestin (Grimm et al., 1995), la rhinite 

allergique (Eguíluz-Gracia et al., 2016) ou encore l’eczéma (Wollenberg et al., 1996).  

1.3.a.ii. Les macrophages.  

Les macrophages sont des acteurs clés dans la réponse immunitaire innée mais aussi adaptative. 

Ils sont généralement considérés comme étant l'une des premières lignes de défense contre les 

agents pathogènes, mais interviennent également dans de nombreux autres processus 

immunitaires. En effet, ils ont été initialement décrits par rapport à leur activité phagocytique 

d’agents pathogènes ou de débris cellulaire et ont été ainsi nommés « macrophages » (macro : 

grand et phage : mangeur). Toutefois, leurs rôles sont pléiotropes et ces cellules sont impliquées 

dans la résolution de l'inflammation, dans la cicatrisation des plaies et des tissus après une 

infection ou une blessure ainsi que lors de la présentation de l'antigène (Duffield et al., 2013; 

Martinez et al., 2009; Wynn et al., 2013). Concernant leur origine, les monocytes sanguins en 

circulation étaient considérés comme étant les précurseurs exclusifs des macrophages 

tissulaires (van Furth and Sluiter, 1986). Toutefois il a été montré que l’origine des 

macrophages variait en fonction du tissu. Ainsi, les monocytes provenant de la moelle osseuse 

se différencient en macrophages dans l'intestin et le derme lors d'une infection aiguë au cours 

de l'inflammation (Jakubzick et al., 2013). En revanche, des études ont montré que les 

macrophages dans des tissus comme le foie et la rate proviennent de précurseurs capables de 

s’auto-renouveler et dérivant du sac vitellin (Yona et al., 2013). Il existe une coopération entre 

les macrophages dérivés de monocytes et les macrophages dérivant d’autres progéniteurs. 

Ainsi, les monocytes étant un système cellulaire hautement plastique et dynamique viennent 

compléter l’action des macrophages résidant dans les tissus en cas de besoin comme par 

exemple lors d’une blessure ou d’une infection (Shapouri-Moghaddam et al., 2018).  
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Bien que les macrophages dans les tissus présentent de nombreuses caractéristiques communes, 

ils sont néanmoins extrêmement hétérogènes en termes de fonction et d'expression des 

marqueurs de surface (Gordon and Taylor, 2005; Ovchinnikov, 2008). De nombreuses études 

en ont conclu que la localisation anatomique des macrophages dicte leur hétérogénéité en 

termes de fonction (Gordon and Taylor, 2005). L’autre particularité qui caractérise ce type 

cellulaire est leur plasticité remarquable ; les macrophages peuvent ainsi passer d’un phénotype 

à un autre au cours d’un phénomène appelé « polarisation ». (Bashir et al., 2016; Cassetta et al., 

2011; Mantovani et al., 2004). La polarisation des macrophages est un processus par lequel les 

macrophages adoptent un phénotype spécifique et une réponse fonctionnelle en réponse aux 

stimuli micro-environnementaux (facteurs de croissances, cytokines, acides gras…) et aux 

signaux présents dans chaque tissu spécifique (Sica and Mantovani, 2012). A l’issue de la 

polarisation, deux grandes sous-populations de macrophages avec différentes fonctions se 

distinguent : les macrophages de type M1 dits « inflammatoires » et les macrophages de type 

M2 dits « anti-inflammatoires ». Un troisième groupe de macrophage a été décrit. Ce dernier 

comprend les macrophages résidents. Toutefois, la majorité des cellules constituant le troisième 

groupe dérivent de progéniteurs autre que les monocytes circulants (Davies et al., 2013; 

Epelman et al., 2014; Hashimoto et al., 2013). Nous traiterons dans le paragraphe qui suit 

uniquement des propriétés fonctionnelles des macrophages M1 et M2 dérivés de monocytes. 

Les caractéristiques fonctionnelles des macrophages résidents sont brièvement résumées dans 

la figure ci-dessous (figure 5). 

Figure 5 : Fonctions des sous-populations des macrophages résidents. D’après « Monocyte and 

Macrophage Plasticity in Tissue Repair and Regeneration » The American Journal of Pathology 2015 Amitava 

Das et al., 2015.  

 

• Les macrophages pro-inflammatoires M1 : 

Les macrophages M1 constituent la première ligne de défense contre les pathogènes 

intracellulaires. Ce sont en effet des cellules effectrices spécialisées dans la destruction des 

microorganismes. Elles sont généralement induites par des cytokines Th1, telles que l’IFN-γ et 

le TNF-α, ou par reconnaissance d’agoniste de Toll-like récepteurs (TLRs) tel que le 
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lipopolysaccharides bactériens (LPS) (Gordon and Taylor, 2005; Stout and Suttles, 2004). 

Concernant le phénotype, les macrophages M1 expriment à leur surface deux récepteurs 

caractéristiques de cette sous-population à savoir CD64 et CD80 (Tarique et al., 2015). On 

retrouve également à leur surface l’expression du CMHII ce qui fait de ces cellules des CPA.  

Ces macrophages produisent et sécrètent des niveaux élevés de cytokines pro-inflammatoires 

telles que le TNFα, l’IL-1α, l’IL-1β, l’IL-6, ou encore l’IL-12 (Paletta-Silva and Meyer-

Fernandes, 2012). En revanche, les M1 sont connus comme sécrétant de faibles niveaux d'IL-

10. Ces cellules sont également caractérisées par une forte sécrétion de diverses chimiokines 

qui vont promouvoir la polarisation Th1 des lymphocytes CD4 (Mantovani et al., 2004). 

Fonctionnellement, les macrophages M1 participent à l'élimination des agents pathogènes lors 

d’une infection grâce à leur forte activité phagocytique. L’élimination de l’agent pathogène se 

fait ensuite grâce à l’activité de la NADPH oxydase et la génération massive de formes réactives 

de l’oxygène (Canton et al., 2014; Tan et al., 2016). Ce processus de production de FRO par la 

NADPH oxydase sera détaillé dans la deuxième partie du manuscrit. Ils libèrent aussi beaucoup 

de monoxyde d’azote via l’activation de la NO synthase (MacMicking et al., 1997). Cependant, 

un excès de production de FRO par les M1 conduit à l’endommagement des tissus et altère la 

régénération des tissus et la cicatrisation des plaies. Pour empêcher ces effets délétères, la 

réponse inflammatoire médiée par les M1 est inhibée via les mécanismes anti-inflammatoires 

des macrophages M2 (Stout and Suttles, 2004). 

 

• Les macrophages anti-inflammatoires M2 :  

Les macrophages M2 interviennent après le déclenchement de l’inflammation. Ils sont qualifiés 

de macrophages « anti-inflammatoires » et « réparateurs » car ils interviennent dans la 

résolution de l’inflammation et dans les processus de réparation tissulaire. Ces cellules sont 

généralement induites par des cytokines Th2 telles que l’IL-4, l’IL-13 via l'activation de STAT6 

ou encore l’IL-10. L’IL-10 peut en effet régir la polarisation en M2 en activant STAT3 après 

liaison à son récepteur (IL10-R) (Porta et al., 2015; Wang et al., 2014). Concernant leur 

phénotype, les macrophages de type M2 expriment à leur surface deux récepteurs 

caractéristiques de cette sous-population à savoir CD64 et CD209 (Tarique et al., 2015). Ces 

macrophages produisent et sécrètent des niveaux élevés de cytokines anti-inflammatoires telles 

que l’IL-10, le TGF-β ou encore l’IL-13 (Iqbal and Kumar, 2015; Martinez et al., 2008). En 

revanche, les M2 sont connus comme sécrétant de faibles niveaux de cytokines pro-
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inflammatoires. Ces cellules sont également caractérisées par une forte sécrétion de diverses 

chimiokines telles que CCL17, CCL18, et CCL22, afin de recruter des lymphocytes Th2, 

lymphocytes T régulateurs (Tregs), des éosinophiles et basophiles pour médier une réponse 

anti-inflammatoire (Schultze et al., 2015). Fonctionnellement, les macrophages M2 ont 

également la capacité de phagocyter les débris de pathogène et les cellules apoptotiques (Vogel 

et al., 2014). Ils favorisent la réparation des tissus et la cicatrisation des plaies en intervenant 

dans les processus de remodelage tissulaire et d’angiogenèse (Hinz et al., 2012; Mantovani et 

al., 2013). Par exemple, la sécrétion de chimiokines va permettre le recrutement des fibroblastes 

qui vont favoriser la croissance cellulaire et par ce biais, la réparation tissulaire (Galván-Peña 

and O’Neill, 2014). Enfin, ces cellules participent à la modération de la réponse inflammatoire 

en inhibant la sécrétion des cytokines pro-inflammatoires par les M1 (Paletta-Silva and Meyer-

Fernandes, 2012).  

1.3.b. Sécrétion de cytokines et chimiokines.  

La synthèse et la libération des cytokines et des chimiokines en tant que messagers solubles 

sont des mécanismes fondamentaux de la communication cellulaire et de la régulation au sein 

du système immunitaire (Aderem and Ulevitch, 2000; Cassatella, 1999). Ces molécules sont 

des protéines de faible poids moléculaire et sont synthétisées par différents types cellulaires, 

principalement par les cellules du système immunitaire. En effet, elles sont produites par les 

cellules épithéliales et endothéliales, les adipocytes, les polynucléaires neutrophiles (PMN) et 

surtout par les lymphocytes et monocytes/macrophages. Leurs rôles sont pléiotropes et vont 

varier en fonction de la nature de la cytokine mais ont pour mission commune la régulation des 

défenses de l’organisme.  

Les cytokines sont indispensables pour le bon fonctionnement des monocytes/macrophages. En 

effet, elles assurent l’orientation de la réponse immunitaire en fonction de la nature du signal 

détecté, relient l'immunité innée et adaptative et influencent la polarisation des macrophages 

(Unanue et al., 1976). Ainsi, lorsque les monocytes vont être exposés à un stimulus 

inflammatoire comme par exemple au LPS, ils vont sécréter des cytokines pro-inflammatoires 

en particulier le TNFα, l’IL-1, l’IL-6, l’IL-8 et l’IL-12 (Stow et al., 2009). Ces cytokines vont, 

en synergie avec d’autres médiateurs (chimiokines, prostaglandines, leucotriènes), augmenter 

la perméabilité vasculaire et le recrutement des cellules inflammatoires. Elles vont également 

avoir des effets systémiques notamment en induisant l’augmentation de la température 

corporelle et la production de protéines inflammatoires. Cette réponse inflammatoire est 

nécessaire et bénéfique pour l’organisme lorsque ces cytokines pro-inflammatoires sont 
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produites de manière régulée. En revanche, lorsqu’elles sont produites en excès, elles vont avoir 

des effets délétères et contribuer à la genèse de maladies inflammatoires (Beutler, 1999). La 

sécrétion des cytokines anti-inflammatoires par les monocytes est ainsi tout aussi importante 

que celle des cytokines pro-inflammatoires. L’IL-10 et le TGF-β sont les deux cytokines anti-

inflammatoires majoritairement sécrétées. Dotées également de rôles pléiotropes, ces cytokines 

vont agir principalement en supprimant la production des cytokines pro-inflammatoires 

permettant ainsi d’éviter l’installation d’une inflammation chronique. Enfin, les monocytes 

sécrètent un large panel de chimiokines intervenant dans le recrutement des cellules 

immunitaires au niveau du foyer inflammatoire.   

1.3.c. Phagocytose et bactéricidie.  

Les monocytes sont des cellules dotées d’une mobilité extrême leur permettant de migrer vers 

le foyer infectieux en étant guidés par les chimiokines. Une fois sur le site infectieux, les 

monocytes vont reconnaître et éliminer l’agent pathogène lors de la phagocytose. Le mécanisme 

de phagocytose est un élément important de la défense de l’hôte chez les eucaryotes (Brown, 

1995). Il est impliqué dans la destruction des agents pathogènes et dans le maintien de 

l’homéostasie dans le foyer infecté. La phagocytose est également impliquée dans l’induction 

de l’immunité spécifique contre des agents pathogènes puisqu’elle est essentielle à la 

présentation de l’antigène aux lymphocytes. Les monocytes sont armés pour reconnaître et 

phagocyter des micro-organismes opsonisés ou non opsonisés, des cellules sanguines abimées 

et des débris cellulaires qui apparaissent durant une infection, une inflammation ou une lésion 

tissulaire. La phagocytose est médiée par la reconnaissance de ligands sur les cibles 

phagocytées par des récepteurs spécifiques présents sur les monocytes (Greaves and Gordon, 

2009). En effet, ils expriment de nombreux récepteurs leur permettant de reconnaître des 

immunoglobulines IgG (CD16, CD32, CD64), les IgA (CD89), les IgE (récepteur de faible 

affinité FcRII) dans le cas où la cible à digérer est préalablement opsonisée. Les monocytes 

expriment également à leur surface des récepteurs de type Toll (TLR) qui vont reconnaître des 

motifs moléculaires associés aux pathogènes (PAMPS) (Strowig et al., 2012). 

Fonctionnellement, les récepteurs de monocyte ont la propriété de déclencher un réarrangement 

de l’actine du cytosquelette lors de la fixation de l’agoniste reconnu comme étranger. 

L’internalisation du pathogène s'effectue alors par l'émission membranaire d'une protrusion 

analogue à un lamellipode qui s'étale sur la particule jusqu'à ce qu'elle l'englobe complètement. 

Une fois la particule endocytée, celle-ci reste dans une vacuole, appelée phagosome, formée 

par invagination de la membrane plasmique. Cette étape finale du processus de phagocytose 
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correspond à la destruction du pathogène (Aderem and Underhill, 1999). Elle fait intervenir 

différents mécanismes bactéricides complexes qui agissent en coopération et qui peuvent être 

classés en deux groupes : un mécanisme indépendant de l’oxygène et un mécanisme dépendant 

de l’oxygène. 

 

1.3.c.i. Mécanisme indépendant de l’oxygène.  

 

Le phagosome interagit successivement avec plusieurs compartiments vacuolaires de la cellule, 

les endosomes (Russell et al., 2009), et va acquérir des constituants spécifiques tels que LAMP-

1 (lysosome-associated membrane protein 1), témoins du processus de maturation du 

phagosome. Cette maturation va conduire à introduire dans le phagosome de nombreuses 

substances potentiellement bactéricides : le lyzozyme, les défensines, des protéases et des 

lipases qui interviennent dans la dégradation des composants bactériens et cellulaires (Auger et 

al., 1999; Lehrer et al., 1993). Ce processus de fusion se termine après plusieurs dizaines de 

minutes avec la fusion du phagosome avec un lysosome pour former un phagolysosome. En 

parallèle, une acidification d’une à deux unités pH à lieu, suite à l’activation des pompes à 

protons dans le phagosome (Geisow et al., 1981). L'acidification du pH va moduler l'efficacité 

des mécanismes bactéricides mis en jeu par la cellule notamment en favorisant l’action des 

hydrolases acides. D’autres enzymes telles que les sérines protéases comme l’élastase, la 

cathépsine G participent également à la microbicidie intraphagosomale en intervenant à 

différents niveaux (Babior, 1984). Ainsi, les enzymes hydrolytiques participent à la digestion 

des microorganismes morts et des cellules hôtes endommagées. Le lysozyme dégrade les 

composants lipopolysacharidiques tandis que les sérines protéases hydrolysent les protéines 

contenues dans l’enveloppe bactérienne. Par ailleurs, le déversement de la myéloperoxydase 

(MPO) illustre la coopération entre les mécanismes enzymatiques et la production des FRO par 

la NADPH oxydase comme nous le décrirons dans la partie ci-dessous (figure 6). 

 

 



32 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Représentation schématique de la coopération entre les systèmes dépendant et non-

dépendant de l’oxygène dans la dégradation du pathogène au cours de la phagocytose 

 

1.3.c.ii. Mécanisme dépendant de l’oxygène.  

 

Un des mécanismes majeurs conduisant à l’élimination des pathogènes phagocytés est basé sur 

l’activité enzymatique de la NADPH oxydase qui catalyse la conversion de l’oxygène 

consommé par les monocytes en anion superoxyde (O2
-), qui va être la source des autres FRO  

exerçant une activité bactéricide et fongicide (Babior, 1978). Cette production rapide des FRO 

par les monocytes en réponse à divers stimuli est appelée explosion oxydative. La production 

de ces FRO va se faire de manière graduelle et selon les réactions enzymatiques illustrées dans 

la figure 7. Dans un premier temps, l’oxygène est réduit en anion superoxyde grâce à la NADPH 

oxydase 2 (NOX2), enzyme dont la structure et l’activité seront détaillées dans la seconde partie 

de l’introduction. L’anion superoxyde O2
-° formé dans le phagosome est instable à pH acide, et 

va se transformer en peroxyde d’hydrogène (H2O2) par dismutation spontannée de l’O2
-°ou, 

catalysé par une enzyme, la superoxyde dismutase (SOD). Bien que le peroxyde d’hydrogène 

ne soit pas en soi un radical mais une molécule, il est lui-même toxique et est capable de donner 

naissance, via des réactions de type « Haber-Weiss », à la plus délétère des espèces radicalaires 

du stress oxydant, le radical hydroxyle OH°.  En effet, le radical hydroxyle est hautement 

toxique et est capable de réagir avec les molécules de l’environnement à la vitesse de la 
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diffusion moléculaire. Ces réactions forment aussi un composé très toxique l’oxygène singulet 

(1O2), (Babior, 2000; Wang et al., 1996). Le H2O2 formé peut également, grâce à la 

myélopéroxydase (MPO), donner de grandes quantités d’acide hypochloreux (HOCl) un 

oxydant fort, capable d'oxyder et de chlorer de nombreuses molécules (Hampton et al., 1998).  

Dans le phagolysosome, HOCl fonctionne comme un bactéricide puissant. En effet, il peut 

pénétrer à l’intérieur des bactéries et entraîne la chlorination des molécules biologiques. Il est 

notamment très réactif sur les acides aminés bloquant toute activité enzymatique. Il bloque ainsi 

la synthèse d’ATP (Albrich et al., 1981), oxyde les résidus méthionine des protéines 

membranaires et cytosoliques des bactéries, bloque leur prolifération et induit leur mort.  Enfin, 

O2
-° peut réagir avec le monoxyde d’azote radicalaire NO° générée par la NO synthase pour 

donner naissance au peroxynitrite OONO-, composé bien connu pour ses effets délétères sur 

l’ADN, les protéines et les lipides (Gutteridge and Halliwell, 1992). 

                                               

Figure 7 : Réactions enzymatiques intervenants lors de la production des FRO. 

La production de ces FRO se fait sur la face externe de la membrane plasmique, devenant la 

face interne du phagosome lors du processus de phagocytose des microorganismes. Les FRO 

sont donc physiologiquement produites au contact direct de l’agent pathogène phagocyté, 

atteignant de hautes concentrations dans le phagosome, milieu clos jouant un rôle majeur dans 

la bactéricidie. Les FRO produites par la face externe de la membrane plasmique dans le milieu 

extracellulaire sont physiologiquement peu concentrées. Elles sont ainsi présentes dans la 

cellule à des doses raisonnables : leur concentration est régulée par l’équilibre entre leur taux 

de production et leur taux d’élimination par les systèmes antioxydants. Cependant, produites de 

façon excessive ou inappropriée dans le milieu extracellulaire, les FRO peuvent participer à la 
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survenue de lésions tissulaires au niveau du site inflammatoire. La première réaction à l’origine 

de toutes ces FRO est catalysée par une enzyme : la NADPH oxydase.  

 

II. La NADPH Oxydase 2 : 

 

Les formes réactives de l'oxygène ont été identifiées comme étant des acteurs essentiels dans la 

défense anti-infectieuse de l’organisme (Kohchi et al., 2009). Leurs origines sont diverses. En 

effet, les FRO proviennent à la fois de sources exogènes, telles que les rayonnements ou les 

médicaments, et de sources endogènes, notamment des mitochondries, des peroxysomes et 

d’une multitude d'enzymes qui comprennent la xanthine oxydase, l'oxyde nitrique synthétase 

(NO synthase), le cytochrome p450 et surtout et essentiellement, la Nicotinamide Adénine 

Dinucléotide Phosphate Oxydase (NADPH Oxydase, ou NOX en anglais) (Brieger et al., 2012). 

Parmi toutes ces sources, les NOX sont les seuls systèmes à avoir comme rôle exclusif la 

production de FRO et constituent ainsi une source majeure de FRO dans l’organisme (Babior, 

1999). Ce sont en effet des complexes enzymatiques constitués de plusieurs sous-unités dont la 

principale fonction est de transférer des électrons du NADPH à l'oxygène moléculaire 

entraînant ainsi la génération de l'anion superoxyde (O2
-°), précurseur des autres formes 

réactives de l'oxygène telles que le peroxyde d'hydrogène (H2O2) et le radical hydroxyle (OH°). 

La NADPH oxydase a été initialement décrite en 1964 dans les cellules phagocytaires par Rossi 

et Zatti comme l’enzyme responsable de l’explosion oxydative (Rossi and Zatti, 1964). En 

1973, Babior et al. ont apporté la première preuve que cette enzyme catalyse la formation de 

l’anion superoxyde à partir de l’oxygène moléculaire, via le NADPH (Babior et al., 1973).  

Cette NADPH oxydase phagocytaire a été renommée NOX2. Il existe aujourd’hui sept 

isoenzymes NOX identifiées chez l’Homme : NOX1, NOX2, NOX3, NOX4 et NOX5, ainsi 

que les DUOX1 et 2, chacune provenant d’un gène spécifique ayant évolué à partir d’un ancêtre 

commun (Bedard and Krause, 2007). Les sept isoformes de NOXs partagent non seulement des 

fonctions conservées mais également des propriétés structurelles conservées (Brown and 

Griendling, 2009; Magnani et al., 2017). En effet, toutes les isoformes ont au moins six 

domaines transmembranaires, un domaine de fixation de la flavine adénine dinucléotide (FAD) 

et du NADPH au niveau C-terminal. Les principales différences entre les NOXs résident dans 

leurs manières d’être activées et dans le type de FRO généré. Ainsi, les NOX 1, 2, 3 et 5 

génèrent l’anion superoxyde, tandis que NOX4, DUOX 1 et 2 libèrent directement du peroxyde 

d'hydrogène (Chen et al., 2008; Martyn et al., 2006).  
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Concernant leur expression, les NOX ont des schémas de distribution uniques et des niveaux 

d'expression variés dans différents tissus de l'organisme (Ansari and Scheff, 2011; Brown and 

Griendling, 2009). Ainsi, NOX1 est très présente dans le côlon, NOX2 dans les phagocytes, 

NOX3 dans l'oreille interne, NOX4 dans les reins et les vaisseaux sanguins, NOX5 dans le tissu 

lymphoïde et les testicules, et enfin, DUOX1 et 2 dans la thyroïde (Figure 8).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Localisations des NOX dans l’organisme. D’après « The expanding role of NADPH 

oxidases in health and disease: no longer just agents of death and destruction » Quinn et al.Clin sci. 2006  
 

En dehors de la défense de l'hôte, les FRO produites par les enzymes NOX jouent un rôle 

important dans plusieurs autres processus biologiques tels que, la signalisation intracellulaire, 

le métabolisme, la réponse au stress, ou encore la transcription de gènes (Bedard and Jaquet, 

2012; Gao et al., 2012; Lambeth et al., 2008). Cependant, une production excessive de FRO par 

les NOX est impliquée dans l’exacerbation du stress oxydatif et, est à l’origine de nombreuses 

pathologies impliquant l’inflammation, le diabète et le cancer (Blanchetot and Boonstra, 2008; 

Sedeek et al., 2012; Tang et al., 2012). L’activité des NOX nécessite ainsi une régulation fine 

et précise du fait de la haute toxicité des FRO. 

NOX2 a été la première enzyme NOX découverte lors d’études réalisées sur l’explosion 

oxydative chez les neutrophiles et constitue ainsi le prototype des NADPH oxydase (Clark et 

al., 1987; Segal and Jones, 1978). Elle est exprimée par les neutrophiles, les monocytes, les 

macrophages, les cellules dendritiques, et les éosinophiles. Bien qu’elle soit exprimée par les 

autres cellules immunitaires, la NOX2 des neutrophiles demeure actuellement la plus étudiée 
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et la mieux caractérisée, et son mode d'activation est relativement bien compris. En revanche, 

malgré son importance dans l’immunité et son implication des certaines pathologies, la NOX2 

des monocytes est moins caractérisée et la littérature à son sujet reste pauvre en comparaison à 

la NOX2 des neutrophiles.  

Nous présenterons dans cette seconde partie NOX2, à partir de ce qui a été décrit dans les 

neutrophiles et dans les cellules phagocytaires en général. Nous consacrons ensuite une partie 

pour décrire ce qui a été étayé par la littérature concernant les spécificités de la NOX2 des 

monocytes avant de clôturer cette partie en présentant le rôle des FRO dans la signalisation 

cellulaire.  

II.1. Structure de NOX2. 

La NADPH oxydase NOX2 est un complexe enzymatique formé de 6 sous-unités réparties entre 

le cytosol et la membrane, évitant ainsi toute activation basale de l’enzyme dans les phagocytes 

au repos (Babior, 1999; El-Benna et al., 2005). Les sous-unités membranaires sont la gp91phox 

et la p22phox (phox pour phagocyte oxydase). Ces deux sous-unités membranaires forment le 

flavocytochrome b558 (Babior, 1999; Leusen et al., 1996). Les sous-unités cytosoliques sont la 

p47phox, la p67phox, la p40phox et la petite protéine G Rac présente sous deux isoformes 

(Rac1 et Rac2) dans les cellules phagocytaires. Elles sont situées dans les membranes des 

granulations spécifiques en ce qui concerne les neutrophiles et plus généralement dans la 

membrane plasmique des phagocytes (Borregaard et al., 1983). Lorsque les phagocytes sont 

stimulés par un agoniste, ces sous-unités cytosoliques migrent vers la membrane pour s’associer 

au cytochrome b558 et former ainsi la NADPH oxydase active responsable de la production des 

FRO (Figure 9).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : La NADPH oxydase dans les cellules au repos et les cellules activées. Après activation, 

les composants cytosoliques migrent vers la membrane pour s’associer avec le cytb558 et former l’enzyme active. 
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II.1.a. Les composants membranaires de NOX2. 

Le composant membranaire est le flavocytochrome b558. Il contient le système entier de 

transport d’électrons et correspond ainsi au centre catalytique de la NAPDH oxydase. C’est une 

hémoflavoprotéine constituée de deux sous-unités : la p22phox et la gp91phox (renommée 

NOX2, elle a donné son nom à l’ensemble du complexe enzymatique) assemblées de façon non 

covalente selon une stœchiométrie 1:1 (Wallach and Segal, 1997).  

La sous-unité gp91phox, également nommée NOX2, correspond à la sous-unité β du 

cytochrome b558 et est, le noyau catalytique de la NADPH oxydase, car elle contient tous les 

cofacteurs de transfert d'électrons requis (Koshkin and Pick, 1993). Cette production a lieu en 

deux étapes. La première étape catalytique correspond à la liaison du NADPH au niveau du 

domaine cytosolique C-terminal et au transfert d’électrons à l’hème proximal via la flavine 

FAD (Nisimoto et al., 2004). Les électrons sont ensuite transférés dans un deuxième temps vers 

l’hème distale puis vers l’oxygène moléculaire pour former l’anion superoxyde. En plus de 

servir de sous-unité catalytique de la NADPH oxydase, la gp91phox est également un site de 

liaison pour les composants cytosoliques p47phox, p67phox et Rac (Quinn and Gauss, 2004). 

L'importance de la sous-unité gp91phox est illustré par un trouble génétique potentiellement 

létal appelé granulomatose septique chronique (CGD). Cette maladie est caractérisée par un 

dysfonctionnement de la NADPH oxydase phagocytaire entrainant une défense défectueuse 

contre les infections bactériennes et fongiques (Gérard et al., 2001).  

La sous-unité p22phox correspond à la sous-unité α du cytochrome b558 et est, essentielle pour 

la stabilisation et la maturation de la gp91phox ainsi que pour la formation du complexe 

NADPH oxydase actif (DeLeo et al., 2000). Cette sous-unité sert en effet, de point d’ancrage à 

la p47phox (Dahan et al., 2002). Cette interaction avec la p47phox est potentialisée lorsque la 

p22phox est phosphorylée sur la thréonine 147 lors de l’activation de la NADPH oxydase 

(Lewis et al., 2010). Toutefois, le principal rôle physiologique de la sous-unité p22phox est de 

contribuer à la maturation et à la stabilisation de l'hétérodimère qu'il forme avec la sous-unité 

NOX2 (Bedard and Krause, 2007). En effet, l'association de NOX2 avec la p22phox dans le 

réticulum endoplasmique semble être une condition préalable à la localisation de l'hétérodimère 

la membrane plasmique (Ambasta et al., 2004). Par ailleurs, les neutrophiles des patients CGD 

avec des mutations affectant soit CYBB  soit CYBA n’expriment ni la gp91phox ni la p22phox 

confirmant que ces deux sous-unités sont nécessaires pour une expression stable du cytochrome 

b558 (Porter et al., 1994). Avec une fréquence inférieure à 5%, la mutation affectant p22phox 

est néanmoins moins fréquente que celle affectant la gp91phox.  



38 
 

II.1.b. Les composants cytosoliques de NOX2. 

 

Les composants cytosoliques de NOX2 sont au nombre de quatre : la p47phox, la p67phox, la 

p40phox et la protéine G Rac1/2. Ces sous-unités vont intervenir dans la régulation de l’activité 

catalytique de NOX2.  

 

La sous-unité p47phox est une protéine pivot dans l’assemblage des autres composants de la 

NADPH oxydase (El-Benna et al., 2008). Elle existe au repos sous forme libre ou associée à la 

p67phox et à la p40phox (Roos et al., 1996), sous la forme d’un complexe de 240 kDa (Park et 

al., 1994). Cette sous-unité joue un rôle central dans l’activation de NOX2 car elle est 

responsable de la translocation du trimère cytosolique (p47phox-p67phox-p40phox) vers la 

membrane (Dusi et al., 1996). L'importance de la sous-unité p47phox dans la formation d’un 

complexe NOX2 actif est illustrée à travers la CGD où il a été observé une absence de 

translocation de la p67phox et p40phox vers la membrane dans des neutrophiles déficient en 

p47phox associée à une absence de production de FRO (Chang et al., 1998; Dusi et al., 1996).  

La p67phox est une sous-unité du complexe NAPDH oxydase nécessaire à la régulation du   

transfert des électrons. Cette sous-unité joue le rôle de protéine adaptatrice en liant les sous-

unités p47phox et p40phox (Lapouge et al., 2002). Lors de l’activation de la NADPH oxydase, 

la p67phox est phosphorylée et migre avec la p47phox au niveau de la membrane. Une fois à 

la membrane, la p67phox s’associe à Rac via son domaine TPR, et le complexe p67phox-Rac 

induit un changement conformationnel de NOX2 permettant le transfert des électrons du 

NADPH vers l’oxygène moléculaire (Diebold and Bokoch, 2001; Koga et al., 1999; Paclet et 

al., 2007). Tout comme pour les autres sous-unités, l’importance de la p67phox est illustrée à 

travers la CGD p67phox déficiente qui représente 5% des CGD et est associée à une absence 

de p40phox mais aussi à un défaut de production de FRO (Bonizzato et al., 1997; Kenney et 

al., 1993).  

La sous-unité p40phox est considérée comme étant la sous-unité régulatrice du complexe 

NADPH oxydase et est la dernière sous-unité à avoir été découverte. Elle interagit avec la 

p47phox (Grizot et al., 2001; Tsunawaki et al., 1996) et la p67phox (Honbou et al., 2007) tout 

en se liant avec les phosphatidyl inositol 3-phosphate (PI3P) de la membrane plasmique (Ago 

et al., 2001; Kanai et al., 2001). La sous-unité p40phox a été longuement considérée comme 

étant un partenaire de liaison obligatoire pour la p67phox, mais son rôle dans l'activation de 

l'oxydase est resté longuement méconnu. Cependant, le développement de modèles murins 

p40phox-/- (Ellson et al., 2006b) ou ayant une mutation ponctuelle dans le domaine PX (Ellson 



39 
 

et al., 2006a), mais également la découverte d'un patient CGD exprimant une p40phox mutée 

(Matute et al., 2009), ont établi l'importance de cette sous-unité dans l'activation de NOX2. Des 

études ont démontré que la p40phox contribue à l’activation de la NADPH oxydase en facilitant 

la localisation membranaire de la p67phox (et de sa protéine associée p47phox) (Kuribayashi 

et al., 2002), et en favorisant la production d’anion superoxyde via la liaison du domaine PX au 

PI3P qui augmente au cours  de l’internalisation du phagosome (Tian et al., 2008).  

Enfin, la protéine Rac appartient à la famille des GTPases, de la sous-famille Rho, impliquée 

dans la régulation d’une grande variété de processus cellulaires importants comme la croissance 

cellulaire, la migration cellulaire, l’activation de kinases etc... Il existe 2 isoformes de la 

protéine Rac dans les cellules phagocytaires : Rac 1 et Rac 2 (Didsbury et al., 1989). Les 

neutrophiles expriment majoritairement Rac2 tandis que les monocytes expriment Rac1 (Zhao 

et al., 2003). Bien qu’elle ne soit pas considérée comme faisant partie intégrante du système 

NOX du fait de ses rôles pléiotropes, la protéine G Rac joue un rôle important dans l’activation 

de la NAPDH oxydase (Hordijk, 2006; Miyano and Sumimoto, 2007). En effet, dans les cellules 

au repos, Rac est retenue dans le cytosol dans un état inactif, liées au GDP et à son inhibiteur 

Rho-GDI (GDP Dissociation Inhibitor) (Werner, 2004). Lorsque les cellules phagocytaires sont 

activées, Rac se dissocie de son inhibiteur Rho-GDI, lie le GTP, et parallèlement mais 

indépendamment au trimère p40phox/p67phox/p47phox, transloque vers la membrane. Rac 

sous la forme liée au GTP, se lie ainsi directement à la sous-unité p67phox en induisant un 

changement conformationnel de celle-ci, ce qui lui permet d’interagir avec Nox2, et conduit 

ainsi à la production de l’anion superoxyde (Bokoch and Zhao, 2006).  

II.2. Activation et modulation de NOX2. 

En dehors de toute stimulation, la NADPH oxydase des phagocytes est au repos, et les 

différentes sous-unités qui la composent sont dispersées entre le cytosol et la membrane.  La 

stimulation des phagocytes par différents facteurs solubles physiologique (C5a, fMLF, LTB4, 

PAF) ou pharmacologique (PMA, activateur direct des PKC) ainsi que les facteurs particulaires 

(bactéries, zymosan opsonisé et particules de latex opsonisées) va initier l’assemblage et 

l’activation de NOX2. Ces agents stimulants vont induire l’activation de différentes cascades 

de signalisation intracellulaire impliquant des acteurs variés qui sont des protéines G, des 

phospholipases (PLC, PLD, PLA2), des kinases (PKA, PKC, MAPK, PI3K), et aboutissant à 

la phosphorylation des différentes sous-unités de la NOX2 (El-Benna et al., 2016). Ces 

modifications post-traductionnelles génèrent de nouvelles interactions protéines-protéines et 
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protéines-lipides, qui permettent l’assemblage des sous-unité cytosoliques (p47phox, p67phox 

et p40phox) aux sous-unités membranaires (gp91phox et p22phox) mais aussi aux 

phospholipides membranaires ce qui aboutit à la formation d’un complexe NOX2 actif.   

L’activation   de la petite protéine G, Rac2 est un autre évènement majeur accompagnant 

l’activation de NOX2 (Lőrincz et al., 2014). 

La NADPH oxydase des cellules phagocytaires passe ainsi d’un état de repos total à un état 

activé. Cependant, il est aujourd’hui clair que ce passage ne se fait pas de façon brutale, mais 

qu’une étape intermédiaire prépare à l’activation : c’est ce qu’on appelle le « priming ». Le 

priming pouvant être traduit par amorçage, est défini in vitro par le fait qu’un prétraitement par 

un premier agoniste ne déclenche pas lui-même la production de FRO mais va potentialiser 

celle-ci en réponse à un second stimulus ajouté ultérieurement (Sheppard et al., 2005). Ainsi, 

alors que le terme d’activation fait référence à l’induction d'une production de FRO facilement 

détectable en réponse à un seul agoniste, le terme de « priming », quant à lui, indique la 

transformation phénotypique et mécanistique des cellules phagocytaires en un phénotype les 

rendant plus sensibles à l’activation et cela, par le biais d’un agent dit primant. Les agents 

« primants » peuvent être des cytokines pro-inflammatoires, des agonistes des TLRs ou des 

agents chimiotactiques à de très faibles concentrations  (El-Benna et al., 2016).  

Par ailleurs, après l’activation, une étape d’arrêt et d’inhibition est nécessaire pour limiter 

l’activation dans le temps et aider à la résolution de l’inflammation. Cette étape est appelée 

« depriming » ou « désensibilisation ». Contrairement au priming, le phénomène de dé-priming 

est bien moins caractérisé et étudié malgré son importance égale.  En effet, la production de 

FRO est une fonction nécessaire pour éliminer l’agent pathogène mais qui peut devenir délétère 

si elle perdure dans le temps. Une définition générale de ce processus serait de dire que la 

désensibilisation correspond au fait qu’un premier contact avec un agoniste diminue la réponse 

ultérieure. Mon équipe d’accueil a montré que l’IL-10, cytokine anti-inflammatoire, exerce un 

effet de dé-priming en diminuant la production de FRO induite par le GM-CSF dans les 

neutrophiles (Dang et al., 2006a).  

Ainsi, ces deux processus de priming et de dé-priming participent à la modulation de 

l’activation de la NADPH oxydase 
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II.3. La NOX2 des monocytes.  

Les monocytes/macrophages exercent un rôle capital dans la défense de l’organisme. En effet, 

ils phagocytent et tuent les agents pathogènes tout en coordonnant la réponse inflammatoire. 

Bien qu'il soit bien établi que la NOX2 des neutrophiles est essentielle pour la défense de l'hôte, 

l'importance de NOX2 dans les monocytes est moins mise en lumière. L’une des preuves les 

plus solides du rôle de NOX2 des monocytes dans la défense de l'hôte provient de la découverte 

que les mutations de la gp91phox qui affectent sélectivement les macrophages conduisent à une 

sensibilité accrue aux maladies mycobactériennes (Bustamante et al., 2011; Okura et al., 2015). 

Des études antérieures ont montré que les macrophages alvéolaires ingèrent et tuent les spores 

d'Aspergillus, tandis que les neutrophiles ciblent principalement le stade hyphal (Schaffner et 

al., 1982). Les FRO dérivés de macrophages jouent également un rôle dans l’immunité 

adaptative en participant à la sélection des lymphocytes T, leur maturation et à leur 

différenciation (Gelderman et al., 2007). L’ensemble de ces résultats montrent le rôle important 

de la NOX2 des monocytes dans la défense de l'hôte. Parallèlement à son rôle indispensable 

dans l’immunité, la NOX2 des monocytes est également impliquée dans certaines pathologies 

inflammatoires. En effet, plusieurs données indiquent clairement que les monocytes contribuent 

activement au développement de l’athérosclérose (Cathcart, 2004; Gui et al., 2012; Lara-

Guzmán et al., 2017). En effet, leur production incontrôlée d’anion superoxyde va conduire à 

l’oxydation des lipoprotéines de basse densité (LDL) et va contribuer ainsi de manière 

significative au développement des lésions vasculaires. La production excessive de FRO par 

NOX2 des macrophages est également associée à la neuro-inflammation et à la 

neurodégénérescence chronique à la suite d'une lésion cérébrale traumatique (TBI) (Barrett et 

al., 2017; Kumar et al., 2016). Ainsi, malgré son importance dans le système immunitaire et 

son implication dans certaines pathologies, la NOX2 des monocytes reste toutefois peu étudiée 

en comparaison à NOX2 des neutrophiles.  

Les études réalisées sur la NOX2 monocytaire ont mis en évidence des similitudes mais aussi 

des différences par rapport à la NOX2 des neutrophiles. Contrairement aux neutrophiles, la 

NAPDH oxydase des monocytes est située principalement dans la membrane plasmique car les 

monocytes sont dépourvus de granules. Toutefois, dans les macrophages murins, le cytochrome 

b558 est détecté dans les endosomes précoces Rab 11 et rab 5 positifs (Casbon et al., 2009) 

ainsi que dans le réticulum endoplasmique.  
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La NOX2 monocytaire est constituée des mêmes sous-unités que la NADPH oxydase des 

neutrophiles mais à la particularité d’exprimer majoritairement l’isoforme Rac1. En effet, dans 

les monocytes humains au repos, Rac1 existe sous la forme d’un hétérodimère avec Rho-GDI 

dans le cytosol. Lors de l’activation des monocytes par le zymosan opsonisé, le PMA, ou le 

fMLF, Rac1 se dissocie de son partenaire et transloque à la membrane pour s’associer avec la 

p67phox et le cytochrome b558 pour permettre l’activation de l’oxydase (Zhao et al., 2003).  

Cependant, même si la structure de la NADPH oxydase des monocytes et neutrophiles se 

ressemblent, il existe toutefois, quelques différences au niveau de la régulation de son activité. 

En effet, il a par exemple été montré que, lors de leur stimulation, les neutrophiles, vont libérer 

de manière rapide et intense des FRO avec un pic atteint entre 2 et 10 minutes selon l’agoniste 

tandis que les monocytes augmentent progressivement leur production de FRO. Le pic de 

libération apparait en effet 1 heure après stimulation mais reste détectable plusieurs heures après 

(Cathcart et al., 1989).  

La NOX2 des monocytes via la libération des FRO, exerce ainsi un rôle tout aussi important 

que la NOX2 des neutrophiles dans la défense immunitaire de l’organisme ainsi que dans la 

signalisation intracellulaire. 

II.4.  Rôle des formes réactives de l’oxygène dans la signalisation 

intracellulaire.  

Les FRO ont au début étaient décrites comme étant des molécules toxiques libérées par les 

cellules phagocytaires au cours de la réponse immunitaire pour détruire les agents pathogènes 

de type bactérien ou fongique. Cependant, les nombreuses preuves accumulées rendent 

indéniable le rôle central des FRO dans la modulation de signalisation cellulaire et leur action 

en tant que second messager. Il a été ainsi montré que les FRO interviennent dans la modulation 

des voies des MAPKinases, des PI3K-Akt, de la voie Nrf2, ou encore la voie NfkB (Zhang et 

al., 2016).  Les FRO vont en effet agir sur différentes cibles incluant des facteurs de 

transcriptions, des récepteurs ou encore des canaux afin d’induire une signalisation cellulaire. 

Les kinases et les phosphatases sont également des cibles des FRO. Elles modulent la 

signalisation cellulaire avec des phénomènes de phosphorylation et de déphosphorylation 

respectivement. Ce sont des protéines qui peuvent être sensibles et oxydées de manière 

réversibles par les FRO. Parmi les différents acides aminés qui composent ces protéines, la 

cystéine (Cys) est d'un intérêt particulier, car la fraction thiol (SH) dans la chaîne latérale est 

très sensible à l'oxydation par les FRO entrainant la formation de liaisons disulfures avec un 
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autre résidu thiol voisin (Tanner et al., 2011). Cette modification oxydative des protéines n’est 

pas définitive et peut être reversée par des agents réducteurs intracellulaires (Ostman et al., 

2011).  

L’oxydation des phosphatases est souvent associée à leur inactivation (Miki and Funato, 2012). 

Il a été en effet montré que plusieurs types de protéine tyrosine phosphatase (PTP) sont régulées 

négativement par oxydation de leur cystéine située au niveau du site catalytique. La MAP 

kinase phosphatase (MKP), par exemple, est une protéine impliquée dans la voie de 

signalisation du stress en régulant négativement l'activité de c-Jun Kinase N-terminale (JNK). 

Il a été montré que lorsque les cellules sont stimulées avec le TNFα, les FRO sont activement 

libérées et oxydent la MKP, ce qui entraîne l'inhibition de son activité phosphatase et contribue 

à l'activation soutenue de JNK (Kamata et al., 2005). De manière générale, l'inhibition exercée 

par les FRO sur les PTP aide à propager les signaux des récepteurs tyrosine kinase. 

Outre l'inhibition de l’activité des PTP, les FRO régulent positivement la phosphorylation des 

protéines tyrosines kinases par oxydation spécifique des groupes SH de la cystéine, induisant 

ainsi un changement de conformation nécessaire à leur activation. Il a été montré par exemple 

que, la protéine kinase A (PKA), la protéine kinase C (PKC) , la protéine kinase D (PKD), les 

récepteurs tyrosine kinase (RTK), ou encore les protéines kinases de la famille Src ont une 

activité régulée positivement par les FRO (Eisenberg-Lerner and Kimchi, 2012; Giannoni et 

al., 2005; Thompson et al., 2012). L’effet des FRO varie en fonction de la cible protéique et de 

leur concentration intracellulaire.  Une étude a montré ainsi que les FRO jouent un double rôle 

à la fois en stimulant et en inactivant la PKC en fonction de leur concentration : des doses élevés 

d'oxydants réagissent avec les résidus cystéine catalytiquement importants inactivant la PKC; 

tandis que de faibles doses induisent une stimulation de l'activité PKC (Mochly-Rosen et al., 

2012).  

Ainsi, même s’il a été clairement démontré que l'équilibre redox joue un rôle central 

l’homéostasie cellulaire en raison de la capacité des FRO à activer ou désactiver une variété de 

cible, la signalisation médiée par les FRO est en réalité complexe du fait des nombreuses voies 

de signalisation sensibles aux FRO et du haut degré de complexité dans les actions simultanées 

des FRO.  Par ailleurs, au-delà de leurs rôles physiologiques dans la signalisation intracellulaire, 

les FRO participent également au développement du stress oxydant lorsque leur quantité excède 

celle prise en charge par les mécanismes antioxydants de la cellule. Ainsi, une production trop 

importante de FRO non contrôlée induit de nombreux effets délétères tels que la peroxydation 
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lipidique, l’oxydation des protéines, les dommages à l’ADN, l’activation des MMP, la mort 

cellulaire etc… Par ailleurs leur production inappropriée peut également entraîner une 

dérégulation de la signalisation intracellulaire.  Tous ces facteurs concours à la genèse de 

nombreuses maladies inflammatoires chroniques, telle que la polyarthrite rhumatoïde qui est 

développée dans la section suivante (Brieger et al., 2012; Cadet and Wagner, 2013). 

III. La polyarthrite rhumatoïde  

La polyarthrite rhumatoïde (PR) est une maladie chronique systémique, inflammatoire et auto-

immune caractérisée par une inflammation des articulations synoviales (synovite), une 

hyperplasie du tissu synovial (pannus) associée à une destruction du cartilage osseux 

provoquant un gonflement des articulations et à une déformation de l’aspect du membre touché 

(Figure 10). L’évolution de cette affection se fait par poussées inflammatoires provoquant la 

destruction articulaire en l’absence d’une prise en charge efficace. L’origine exacte de cette 

pathologie demeure actuellement inconnue. Toutefois, les données récentes de la littérature 

incriminent les cellules de l’immunité innée dans le développement des lésions de la PR (Rana 

et al., 2018). Nous présenterons dans cette troisième partie l’étiologie et la pathogenèse de la 

PR avant de mettre l’accent sur le rôle prépondérant des monocytes/macrophages et des FRO 

qu’ils produisent dans cette pathologie.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10 : Atteinte clinique de la PR. Illustration d’une main normale (gauche) et d’une main atteinte de 

PR (droite). La PR entraine un gonflement des articulations associé à une déformation de l’aspect des doigts de la 

main au niveau des phalanges et à une érosion osseuse.   
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III.1. Etiologie et pathogenèse de la polyarthrite rhumatoïde. 
 

La PR est une pathologie touchant 1% de la population mondiale. La dernière étude a révélé 

une incidence annuelle de 40 cas pour 100 000 habitants dans le monde (Alam et al., 2017). En 

France, la PR touche environ 300000 à 500000 personnes avec une incidence en légère 

diminution durant les 40 dernières années (Kaipiainen-Seppanen and Kautiainen, 2006).  Les 

femmes sont plus touchées que les hommes par cette pathologie ; elle atteint un homme pour 

trois à cinq femmes et le risque de déclarer la PR dans la vie d’une femme est de 1 sur 28, contre 

1 sur 59 pour les hommes (Roux et al., 2007). L’âge moyen d’apparition de la PR est de 50 ans. 

Cette pathologie constitue un véritable problème de santé publique, tant par le handicap 

occasionné, par les lésions articulaires que par le coût du traitement sur l’économie de santé 

(Safiri et al., 2019). Toutefois, le développement ces dernières décennies de médicaments 

immuno-modulateurs et de thérapeutiques ciblées ont contribué à l’amélioration de la prise en 

charge des patients, permettant de diminuer l’activité de la maladie (Gartlehner et al., 2006), 

d’améliorer le handicap, et de ralentir ainsi l’évolution de la destruction articulaire (Aletaha et 

al., 2008). Néanmoins, malgré ces progrès substantiels, l'impact de la PR sur la capacité 

fonctionnelle et la qualité de vie des patients reste un problème important. La plupart des 

patients ont, en effet, une forme chronique persistante de la maladie car une rémission complète 

est rare et une rémission prolongée est encore plus improbable. De plus, afin de contrôler cette 

maladie, un traitement chronique est nécessaire et de multiples effets indésirables dues aux 

médicaments s'accumulent souvent au fil des ans. De nouvelles stratégies thérapeutiques sont 

donc clairement nécessaires pour contrôler au mieux l’évolution de la pathologie en minimisant 

les effets secondaires (Smolen et al., 2016).  

 

III.1.a. Etiologie.  

 

Comme la plupart des maladies auto-immunes, la PR est une pathologie multifactorielle, avec 

un terrain génétique particulier (Auger et al., 2005) impliquant des facteurs environnementaux 

et hormonaux. À la fin des années 1970 et au début des années 1980, plusieurs études ont mis 

en évidence un lien entre la susceptibilité à la PR et les différents allèles du gène HLA-DRB1. 

Ce gène appartient au complexe majeur d’histocompatibilité et code ainsi des molécules 

essentielles pour la présentation des antigènes au système immunitaire. Les différentes 

mutations de ce gène contribuent directement à la pathogenèse de la PR en entraînant la 

présentation incorrecte d'auto-antigènes aux cellules T par les cellules présentatrices d'antigène, 

résultant en une réponse immunitaire auto-immune (Gregersen et al., 1987; van der Helm-van 
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Mil et al., 2005). La prédisposition héréditaire de la PR peut être renforcée par différents 

facteurs environnementaux tels que la pollution de l’air ou certaines infections,  ainsi que des 

facteurs comportementaux, tel que  le tabagisme ou  l’alimentation (Scherer et al., 2020). 

 

III.1.b. Pathogenèse de la PR. 

 

La polyarthrite rhumatoïde est une pathologie complexe caractérisée par une hyperplasie 

synoviale, une production accrue de cytokines, de chimiokines, d'auto-anticorps comme les 

facteurs rhumatoïdes (RF) et les anticorps anti-protéine anticitrullinée (ACPA), une 

ostéoclastogenèse et angiogenèse excessive, entraînant des conséquences systémiques comme 

des troubles cardiovasculaires, pulmonaires, psychologiques et squelettiques. La progression 

de la maladie est classiquement découpée en quatre phases (Alam et al., 2017) : 

 

Une phase dite « pré-arthritique » ; phase non pathologique de prédisposition à la maladie. Le 

mécanisme de déclenchement exact du processus pathologique est encore inconnu mais les 

causes de la PR sont multiples comme mentionné précédemment.  

 

Une phase dite « pré-clinique » ; phase caractérisée par une apparition d’une auto-immunité 

contre des protéines du soi modifié situés dans l’articulation, sans manifestation clinique 

associée.  

 

Une phase dite « clinique » ; phase caractérisée par l’apparition des symptômes. C’est au cours 

de cette phase que va avoir lieu le recrutement massif des cellules de l’immunité, l’installation 

et la progression de la réaction inflammatoire.  

 

Une phase dite de « réparation » ; la phase de réparation responsable de la fibrose articulaire, a 

lieu parallèlement à la phase de destruction, mais ne compense pas le processus de destruction. 

Elle fait participer des facteurs de croissance et le TGF-β (Elshabrawy et al., 2015).  

 

La PR est ainsi une maladie graduelle résultant de l’hyper-activation du système immunitaire. 

De nombreuses cellules immunitaires interviennent dans le processus pathologique. Parmi ces 

cellules, les monocytes jouent un rôle central dans la pathogenèse car ils sont à l’origine du 

recrutement massive des cellules immunitaires au niveau de la membrane synoviale via la 
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sécrétion de cytokines et chimiokines. Ils peuvent également se différencier en ostéoclastes, 

synoviocytes et macrophages, cellules responsables de l’amplification du processus 

inflammatoire ainsi que de la destruction osseuse.  

 

III.1.b.i.  Implication des cytokines. 

 

Le nom ''cytokine'' vient du grec cyto signifiant « cellule » et kinin signifiant « mouvement » 

(Tayal and Kalra, 2008). Les cytokines sont un groupe diversifié de protéines qui comprennent 

les monokines, les lymphokines, les interleukines (IL), les interférons (IFN), les facteurs de 

stimulation des colonies (CSF) et les chimiokines. Ce sont des petites protéines de poids 

moléculaire compris entre 8 kDa et 50 kDa, synthétisées au besoin au cours de la réponse 

immunitaire qui agissent par liaison à un récepteur. Dans la PR, le profil de sécrétion de 

cytokines dans la membrane synoviale est caractérisé par un changement du type de cytokine 

secrété en fonction de la progression de la maladie. Ainsi au temps précoce de la maladie, les 

cytokines dominantes retrouvées dans la membrane synoviale sont l’IL-2, IL-4, IL-13, IL-17 et 

IL-15. Lorsque la PR est bien établie, les cytokines présentes majoritairement sont l’IFN-γ, le 

TNFα et l’IL-10 avec une expression faible ou absente d'IL-2, IL-4, IL-5 et IL-13 (Meyer et al., 

2010; Steiner et al., 1999). Le mécanisme de modification du spectre des cytokines au cours de 

la progression de la maladie reste inconnu (Cope, 2008). En revanche, le rôle de chaque 

cytokine dans la PR est aujourd’hui bien renseigné (Brennan and McInnes, 2008) (Figure 11). 

Les rôles respectifs du TNFα et de l’IL-10, cytokines sur lesquelles a porté mon travail, seront 

détaillés dans la partie 4. L’ensemble de ces cytokines sont produites par différentes cellules de 

l’immunité innée et adaptative.  

Figure 11 : Les différentes cytokines et leurs rôles dans la pathogenèse de la PR. D’après The role 

of cytokines in the pathogenesis of rheumatoid arthritis – Practical and potential application of cytokines as 

biomarkers and targets of personalized therapy, Brzustewicz et al, Department of Pathology and Experimental 

Rheumatology, 2015. 
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III.1.b.ii.  Implication des cellules de l’articulation dans la pathogenèse de la PR.  

La PR se développe de manière progressive en réponse à l’action d’un réseau cellulaire varié 

(Boissier et al., 2012). Avant de présenter les différents types de cellules impliquées dans la 

pathogenèse de la PR, il convient de décrire comment se traduit le développement de la maladie 

à l’échelle cellulaire. Pour rappel, la membrane synoviale est une structure cellulaire d’origine 

mésenchymateuse, tapissant toutes les surfaces articulaires à l’exception du cartilage, qui 

délimite la cavité contenant le liquide synovial (Figure 12). Elle est divisée en deux couches : 

une couche profonde recouvrant la capsule articulaire et une couche superficielle, elle-même 

formée d’une couche bordante, composée d’une à deux assises de cellules, l’intima, et d’une 

zone plus profonde, la sub-intima. La membrane synoviale est vascularisée et innervée et 

possède un rôle important dans le bon fonctionnement de l’articulation car elle élabore le liquide 

articulaire qui permet la lubrification et la nutrition du cartilage avasculaire, mais aussi régule 

la pression et la température locale (Giannini et al., 2020). Elle assure ainsi à l'état normal, à 

l'articulation diarthrodiale, un mouvement indolore. Les cellules constituant la membrane 

synoviale sont appelées synoviocytes et sont de deux types : les synoviocytes de type A et les 

synoviocytes de type B. Ces deux types cellulaires ont des origines et des caractéristiques 

morphologiques, histochimiques et immuno-histologiques différentes. Les synoviocytes de 

type A ou macrophagique, d’origine hématopoïétique, ont une forme sphérique et disposent 

d’une couverture dense en filo- et lamellipodes. Ces cellules sont aussi considérées comme 

similaires aux macrophages par leur structure superficielle et par leur distribution inégale, avec 

une fréquence plus élevée autour des pointes des villosités synoviales.  (Iwanaga et al., 2000; 

Shikichi et al., 1999). Ils ont pour principale fonction de nettoyer les débris produits par 

déchirure et usure dans une articulation en les phagocytant. Les synoviocytes de type A 

expriment également des molécules de la classe HLA II et présentent les peptides liés au CMH 

II  (Kitamura et al., 2001). Ils participent ainsi activement aux réponses immunologiques en 

conditions pathologiques et sont directement partie prenante dans la destruction articulaire. Le 

synoviocyte de type B appelé également synoviocyte fibroblastique est une cellule d’origine 

mésenchymateuse.  Les synoviocytes de type B ont un potentiel prolifératif supérieur à celui 

des synoviocytes et diffèrent des autres fibroblastes par l’expression de VCAM-1 (vascular cell 

adhesion molecule-1), du CD44 (récepteur principal de l’acide hyaluronique), et de l’UDGPD 

(uridine diphosphoglucose déshydrogénase) qui permet la synthèse de l’acide hyaluronique 

(Momberger et al., 2005). Ils participent ainsi, tous comme les synoviocytes de type A, au bon 

fonctionnement de l’articulation. En effet, dans une articulation saine, les synoviocytes de type 
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B synthétisent et sécrètent de nombreuses protéines (collagène, fibronectine (Lavietes et al., 

1985)) et cytokines qui assurent le renouvellement de la matrice extracellulaire, la nutrition des 

autres cellules articulaires, et la synthèse d’un liquide articulaire lubrifiant du cartilage. Au 

cours de la polyarthrite rhumatoïde, ces cellules subissent des modifications phénotypiques, 

expriment des proto-oncogènes (Fas, Bcl-2 et c-Myc) et des protéines anti-apoptotiques, et 

produisent des cytokines pro-inflammatoires (l’IL-1β, le TNFα et l’IL-6) (Chevrel et al., 2002) 

ainsi que des médiateurs solubles qui vont recruter et activer les cellules immunitaires et les 

cellules résidentes de la membrane synoviale, à l’origine de l’inflammation chronique et de la 

destruction ostéoarticulaire (Bartok and Firestein, 2010; Nygaard and Firestein, 2020).  Enfin, 

les synoviocytes fibroblastiques sécrètent certaines métalloprotéinases matricielle (MMP) qui 

activent la gélatinase MMP-2 et la collagénase MMP-1, amplifiant et entretenant la protéolyse 

matricielle. Les fragments de fibronectine et vitronectine ainsi générés activent également la 

sécrétion de différentes MMP, entrainant une rupture de l’homéostasie en faveur d’un 

catabolisme matriciel et ainsi, d’une érosion osseuse (Lin et al., 2020).  

 

 

 

 

 

  

 

 

 

Figure 12 : Représentation schématique de la membrane synoviale. La membrane synoviale est un 

tissu conjonctif de type particulier, qui tapisse entièrement la face interne de la cavité articulaire, y compris les 

éventuels ligaments intra-articulaires. Seul le cartilage articulaire n’est pas recouvert par cet élément. 

 

III.1.b.iii.  Implication des cellules immunitaires dans la pathogenèse de la PR.  

L’inflammation articulaire est initiée et maintenue par une interaction complexe entre 

différentes cellules immunitaires (Figure 13) : des cellules dendritiques, lymphocytes T, 

lymphocytes B, neutrophiles, monocytes, et des macrophages. Du fait de la présence d’auto-

antigènes spécifique de la PR, l’activation de ces cellules immunitaires est continue ce qui 
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provoque un état inflammatoire chronique et un gonflement de la membrane synoviale induisant 

chez les patients touchés une douleur et un gonflement des articulations. Chaque type cellulaire 

précédemment cité occupe un rôle dans la pathogenèse de la maladie. En effet, les cellules 

dendritiques ont une fonction critique dans la régulation des réponses immunitaires en 

absorbant, traitant, et en présentant les antigènes aux cellules T naïves. Ces cellules déterminent 

l’équilibre entre l'activation du système immunitaire ou l'induction et le maintien de la 

tolérance. L'accumulation de preuves suggère qu'une distribution et une fonction modifiées des 

CD dans la PR comme dans d'autres maladies auto-immunes contribuent à l'inflammation auto-

immune (Coutant and Miossec, 2016). Dans le contexte de la PR, une fréquence réduite des CD 

conventionnelles et des plasmacytoïdes dans le plasma des patients arthritiques a été signalée, 

causée probablement par une migration accrue des CD vers l'articulation enflammée (Jongbloed 

et al., 2006). Une fois dans l'articulation, les CD vont produire et libérer les cytokines IL-12 et 

IL-23 favorisant les réponses Th17 spécifiques de l'antigène et entraînant des déséquilibres 

entre les réponses Th1-Th2 et les réponses Th17. De plus, il a également été rapporté que les 

plasmacytoïdes contribuent à l’inflammation globale chez les patients atteints de PR via la 

sécrétion de cytokines pro-inflammatoires en particulier d'IFN-α, d'IFN-β, d'IL-18 et d'IL-23. 

La production accrue de cytokines pro-inflammatoires associée avec le statut activé des CD 

favorisent la présentation d'auto-antigènes aux cellules T et la perpétuation de la réponse 

inflammatoire (Segura et al., 2013; Tournadre et al., 2012). Initiées à la fois par les cellules 

épithéliales de la synoviale et par les CPA comme les CD, les principales cellules infiltrant les 

articulations touchées dans la PR sont les cellules T, les cellules B, les neutrophiles et les 

monocytes (Aletaha et al., 2008). Les cellules T activées migrent vers la membrane synoviale 

et interagissent localement avec les macrophages résidents, les CD, les synoviocytes et les 

ostéoclastes. Dans l'articulation touchée, les cellules T activées activent ensuite à leur tour, les 

macrophages et les fibroblastes via la sécrétion de médiateurs pro-inflammatoires TNF-α, IL-

17, IFN-γ, et de RANK-L (receptor activator of nuclear factor- kB ligand), ligand activateur 

des ostéoclastes qui sont les cellules responsables de la destruction osseuse (Okamoto and 

Takayanagi, 2011a). Les lymphocytes T activés fournissent également une aide aux 

lymphocytes B auto-réactifs entraînant la production d'anticorps anti-protéines citrullinées et 

du facteur rhumatoïde. Ces auto-anticorps entraînent davantage l'inflammation soit par 

activation directe des macrophages, soit par le déclenchement de la cascade du complément. 

L’ensemble des médiateurs pro-inflammatoires et des chimiokines vont également entrainer le 

recrutement et l’activation des neutrophiles. En effet, représentant plus de 80% des leucocytes 

infiltrant le liquide synovial, les neutrophiles sont les premières cellules infiltrants l’articulation 
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(Chen et al., 2006). Leur implication majeure dans la physiopathologie de la PR est supposée 

depuis longtemps et suggérée expérimentalement par l’absence d’arthrite dans un modèle murin 

de PR dépourvu de PMN (Wipke and Allen, 2001). Ainsi, il a été montré que les neutrophiles 

interviennent dans plusieurs manifestations caractéristiques de la PR à savoir la destruction 

cartilagineuse, les érosions osseuses et la synovite chronique. Les neutrophiles activés libèrent 

en effet pour cela, des niveaux élevés de FRO, de cytokines et d'agents inflammatoires y 

compris, les protéases, les phospholipases, les défensines et les myéloperoxydases dans 

l’articulation ce qui contribuent en outre à sa destruction (Chen et al., 2018; O’Neil and Kaplan, 

2019). Enfin, les derniers acteurs cellulaires ayant un rôle crucial dans la pathogenèse de la PR 

sont les monocytes. Leur rôle central dans la maladie sera décrit dans la partie ci-après.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13 : Coopération des cellules immunitaires dans la pathogenèse de la PR. Les cellules 

immunitaires principalement impliquées dans la pathogenèse de la PR sont les cellules B, les cellules T, les cellules 

dendritiques et les monocytes/ macrophages . D’après « Cognitive Decline in Rheumatoid Arthritis: Insight into 

the Molecular Pathogenetic Mechanisms » Basile et al, Molecular Sciences, 2021. 

 

 

III.2.  Les monocytes, acteurs pathogéniques dans la polyarthrite 

rhumatoïde. 
 

Les monocytes sont au cœur de la physiopathologie de l'inflammation. Au cours de la PR, ils 

sont activés (Torsteinsdóttir et al., 1999) et infiltrent massivement le foyer inflammatoire 

(Swirski et al., 2009), plus particulièrement la membrane synoviale où ils y produisent du TNFα 

(Kinne et al., 2007) (Figure 14). Cette observation a permis d'identifier des gènes spécifiques 

activés dans les monocytes de patients atteints de PR (Stuhlmüller et al., 2000). Par ailleurs, 

une augmentation des monocytes intermédiaires CD14highCD16high dans le sang de patients 

atteints de PR a été mis en évidence (Kawanaka et al., 2002). Cette augmentation du niveau de 

monocytes intermédiaires et associée à une diminution du niveau de monocytes classiques 
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(CD14high CD16low) dans le sang périphérique des patients atteints de PR ce qui reflète du 

recrutement constant de monocytes classiques dans la synovie enflammée locale afin de 

favoriser le processus inflammatoire. La sortie des monocytes circulants et leur recrutement 

vers la membrane synoviale au cours de la PR est médiée par l’interaction entre les chimiokines 

CCL2 et CX3CL1 avec leur récepteur respectif CCR2 et CX3CR1 présents sur les monocytes 

(Yano et al., 2007). De plus, l'augmentation du niveau de monocytes intermédiaires et 

classiques dans la synoviale de la PR suggère leur implication active dans l'inflammation locale 

(Bas et al., 2004). Une autre preuve quant au rôle important des monocytes dans l’inflammation 

est le fait qu’il a été montré que la déplétion des monocytes à l'aide d'anticorps spécifiques 

empêche leur présence dans le pannus et atténue ainsi l'inflammation (Brühl et al., 2007; 

Thurlings et al., 2009). Les monocytes sont donc des acteurs pathogéniques clés dans la PR. 

Leur pathogénicité se présente sous différents aspects décrits ci-dessous.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14 : Implication des monocytes dans la PR. D’après « Monocytes in rheumatoid arthritis: 

Circulating precursors of macrophages and osteoclasts and, their heterogeneity and plasticity role in RA 

pathogenesis » Rana et al, International Immunopharmacology, 2018. 

 

 

III.2.a. Les monocytes, précurseurs des cellules effectrices dans la PR. 

 

III.2.a.i. Les monocytes, précurseurs des ostéoclastes. 

L’ostéopénie périarticulaire et les érosions osseuses adjacentes à la formation du pannus des 

articulations synoviales sont les deux événements les plus destructeurs de la PR qui ont lieu à 

un stade avancé de la maladie (Rana et al., 2018). Les ostéoclastes sont les seules cellules 

spécialisées dans la résorption osseuse. En effet, à l’inverse des ostéoblastes, cellules 

intervenant dans la formation de l’os, les ostéoclastes, eux, sont responsables du catabolisme 
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osseux (Swales and Sabokbar, 2014). Les monocytes circulants et les macrophages résidents 

sont les précurseurs des ostéoclastes. Dans la PR, les monocytes sont alimentés en continu au 

niveau de la membrane synoviale inflammée pour se différencier en ostéoclastes et leur taux de 

conversion est augmenté en fonction de l’agressivité de la maladie. Des études suggèrent que 

les monocytes CD14high CD16low se différencient principalement en ostéoclastes et sont les 

progéniteurs des ostéoclastes (OCP) ce qui n’est pas le cas des monocytes CD16high constituant 

les groupes de monocytes intermédiaires et monocytes non classiques (Komano et al., 2006). 

La différenciation des monocytes en ostéoclastes se fait via l’interaction RANK- RANKL 

(Figure 33). Dans la PR, le récepteur RANK est régulé à la hausse à la surface des monocytes 

et interagit avec le ligand RANKL principalement exprimé par les synoviocytes de type B mais 

aussi par les ostéoblastes et les cellules T activées (Udagawa et al., 2021). Les synoviocytes de 

type B synthétisent également du M-CSF qui en se liant à son récepteur c-MFS, agit sur les 

monocytes en induisant le récepteur RANK et promeut ainsi leur différenciation en ostéoclastes 

(Nakashima and Takayanagi, 2008). Par ailleurs, les cytokines relarguées par les cellules 

immunitaires dans la membrane synoviale telles que l’IL-17, le TNFα, l'IL-1β, ou encore l'IL-

6 amplifient le processus de destruction osseuse par les ostéoclastes en stimulant la synthèse de 

RANKL par les synoviocytes fibroblastiques (Okamoto and Takayanagi, 2011b). Dans le 

contexte de la PR, il a également été montré que les monocytes présentent une expression 

régulée à la hausse du récepteur associé aux ostéoclastes nommé OSCAR qui, en interagissant 

avec les ligands collagène de type I et de type II présents dans le cartilage articulaire dans la 

membrane synoviale inflammée, facilite encore l'ostéoclastogenèse (Schultz et al., 2016). Une 

fois différenciés et matures, les ostéoclastes activés libèrent de l'acide chlorhydrique (HCl) 

entrainant alors la solubilisation du calcium de la matrice osseuse et produisent également des 

MMP et de la cathepsine K qui dégradent le reste de la matrice osseuse conduisant à des 

érosions osseuses juxta-articulaires (Väänänen and Laitala-Leinonen, 2008).  

 

III.2.a.ii. Les monocytes, précurseurs des macrophages.  

Les monocytes sont des cellules dotées d’une plasticité cellulaire et sont capables de se 

différencier en macrophages comme détaillé dans la première partie de l’introduction. Dans la 

PR, bien que les monocytes circulants remplacent une petite fraction des macrophages, un 

afflux continu de monocytes dans le compartiment synovial a lieu maintenant ainsi 

l'inflammation synoviale. Le GM-CSF produit par les fibroblastes synoviaux en réponse au 

TNF-α et à l’IL-1β, favorisent la survie des monocytes dans le liquide synovial plutôt que leur 
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polarisation en macrophages (Rana et al., 2018). Par ailleurs, alors que les progéniteurs 

myéloïdes primitifs situés dans le sac vitellin et les cellules souches hématopoïétiques (CSH) 

du foie fœtal alimentent les macrophages résidents au cours de l'embryogenèse (Gomez 

Perdiguero et al., 2015), les monocytes circulants, eux, remplissent l'approvisionnement des 

macrophages inflammatoires au moment de besoins accrus, comme lors de l’inflammation 

aiguë de la membrane synoviale. La différenciation des monocytes en macrophages dépend de 

la disponibilité des macrophages dans la membrane synoviale :  au début, les macrophages 

s’auto-renouvellent, puis, lorsque le pool de cellules devient insuffisant, les monocytes 

circulants se différencient en macrophages (Guilliams and Scott, 2017). Une étude a démontré 

que parmi les monocytes, le groupe des monocytes intermédiaires sont les monocytes 

prédominants dans le liquide synovial et sont les principaux sous-ensembles à se différencier 

en macrophages inflammatoires (M1) au cours de la PR (Amoruso et al., 2016). Une fois 

différenciés, les macrophages peuvent être activés par les cytokines produites par les cellules 

T, les fibroblastes et les cellules immunitaires innées, mais aussi par les auto-anticorps tel que 

le facteur rhumatoïde. Les macrophages activés vont produire de nombreuses cytokines et 

participer ainsi à la destruction articulaire ou à la résolution de l’inflammation en fonction de 

leur polarisation. En effet, pour rappel, les deux principaux phénotypes de macrophages 

humains dérivés des monocytes sont les macrophages M1 « pro-inflammatoires » et les 

macrophages M2 « anti-inflammatoires ». Les macrophages M1 produisent des niveaux élevés 

de TNFα, d’IL-1, d’IL-6, d’IL-12, d’IL-23, et de FRO qui ont un impact majeur sur la 

persistance du processus inflammatoire dans la PR. Les macrophages M2 produisent des 

niveaux élevés d'IL-10, IL-1Ra, TGF-β et participent à la cicatrisation, au remodelage tissulaire 

ainsi qu’à la réponse anti-inflammatoire. Les deux types de macrophages sont nécessaires pour 

maintenir une homéostasie cellulaire.  

Une fois activé, les macrophages M1 vont participer à la pathogenèse de la PR à différents 

niveaux (Yang et al., 2020). Ils vont stimuler l’afflux des neutrophiles en secrétant de l’IL8, 

cytokine qui favorise le chimiotactisme des polynucléaire neutrophiles (PNN), du TNFα, 

cytokine qui augmente l’expression des molécules d’adhésion du PNN ainsi que du GM-CSF 

qui favorise l’extravasation des neutrophiles (Lefkowitz and Lefkowitz, 2001). Par ailleurs, ils 

vont contribuer à l’action pro-inflammatoire des lymphocytes T à plusieurs niveaux. Les 

macrophages vont, en effet, exprimer les molécules HLA responsables de la présentation 

d’antigènes et les molécules CD40, CD80, CD86, responsables de la costimulation des 

lymphocytes T CD4 (Roberts et al., 2015; Stamp et al., 2009). De plus, L'IL-23 sécrété par les 

macrophages active les cellules Th17 et l'IL-12 et le TNFα sécrétés par les macrophages 
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activent les cellules Th1. Ils induisent également la prolifération et l'activation des synoviocytes 

fibroblastiques en produisant de l'IL-1β et du TNFα. Les synoviocytes activés sécrètent 

RANKL et M-CSF, entraînant la formation et l'activation d'ostéoclastes, qui sont également 

induites par l'IL-1β, l'IL-6 et le TNFα sécrétés par les macrophages (Yang et al., 2020). Les 

macrophages synoviaux produisent un large panel de médiateurs pro-inflammatoires. En effet, 

ils ont été identifiés comme les principaux producteurs des cytokines inflammatoires telles que 

le TNFα, l’IL-6 et l’IL-1. Ce sont également des cellules impliquées dans la production de 

formes réactives de l’oxygène et de l’azote. L’excès en FRO provoque un stress oxydatif et 

induit une peroxydation des lipides (Taysi et al., 2002), des dommages oxydatifs de l’ADN 

(Bashir et al., 1993), une dégradation de la matrice cartilagineuse (Grootveld et al., 1991) et un 

auto- entretien de l’inflammation (Filippin et al., 2008). Toutefois, l’impact des FRO au cours 

de la PR semble être double. Cet aspect des FRO et l’implication des cytokines dans la PR 

seront décrits dans la partie ci-après. Enfin, en dehors de leur rôle actif dans la pathogenèse de 

la PR, les macrophages sont également impliqués dans la résolution de l’inflammation. En effet, 

les M2 vont sécréter des médiateurs qui vont intervenir dans différentes étapes de la résolution 

de l’inflammation. Ils vont libérer par exemple la marésine-1 qui va intervenir dans l’inhibition 

du recrutement des neutrophiles vers la membrane synoviale, dans la repolarisation des M1 en 

M2 ainsi que dans l’inhibition de l’ostéoclastogenèse (Serhan et al., 2012). Ainsi, les 

macrophages jouent un rôle pivot dans la polyarthrite rhumatoïde. 

 

III.2.b. Les monocytes, producteurs de médiateurs inflammatoires. 

Les monocytes sont impliqués dans l’installation et le maintien de l’inflammation au niveau des 

articulations touchées en constituant un réservoir de cellules précurseurs pouvant se différencier 

en ostéoclastes ou macrophages. De plus, ils participent directement à l’inflammation en 

sécrétant des chimiokines impliquées dans le recrutement des cellules immunitaires au niveau 

du foyer inflammatoire, un large panel de cytokines pro-inflammatoires ainsi que des FRO qui 

vont provoquer la destruction articulaire.  

III.2.b.i. Les monocytes producteurs de cytokines.  

Au cours de la PR, les cellules de l’immunité innée et acquise ainsi que les cellules synoviales 

résidentes vont générer de nombreuses cytokines qui vont déterminer l’environnement 

inflammatoire de la membrane synoviale et contribuer à la progression de la maladie. Les 

cytokines libérées participent à chaque phase de la pathogenèse de la PR et sont des cibles 
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thérapeutiques pertinentes pour atténuer la progression et l’agressivité de la maladie. Les 

cytokines impliquées dans la pathogenèse de la PR peuvent être classées en deux ensembles : 

les cytokines pro-inflammatoires et les cytokines anti-inflammatoires. Le groupe des cytokines 

pro-inflammatoires orchestre l'initiation et la progression de l'inflammation synoviale tandis 

que le groupe des cytokines anti-inflammatoires participent, elles, à la résolution de 

l'inflammation Les macrophages/monocytes et les fibroblastes synoviaux produisent des 

niveaux relativement élevés de cytokines dans la membrane synoviale comparés aux cellules 

T. En effet, les monocytes, macrophages M1, vont libérer massivement différentes cytokines 

pro-inflammatoires, telles que l’IL-1, l’IL-6, l’IL-12 qui avec le TNFα, vont favoriser 

l’inflammation au niveau de la membrane synoviale (Rana et al., 2018). L’IL-1 à un rôle 

autocrine en activant les monocytes permettant une synthèse accrue de cytokines, ainsi qu’un 

rôle paracrine en induisant la prolifération des synoviocytes fibroblastiques provoquant la 

formation du pannus synovial, ainsi qu’en activant les ostéoclastes responsables de la résorption 

osseuse. L’IL-1 va également induire la synthèse de MMP, de NO et va inhiber la synthèse de 

collagène ce qui va promouvoir la dégradation de l’articulation (Gabay, 2000).  L’IL-6 favorise 

une inflammation chronique caractérisée par une infiltration articulaire avec des cellules 

immunitaires activées via la stimulation de la production de chimiokines. Il agit également sur 

les lymphocytes B en stimulant la production d’auto-anticorps (Assier et al., 2010). La preuve 

du rôle crucial de l'IL-6 dans la pathogenèse de la PR est fournie avec l’utilisation du 

tocilizumab, un anticorps monoclonal humanisé spécifique du récepteur de l'IL-6, en tant que 

traitement de la PR. Cet anticorps a montré en effet, une amélioration significative de l'activité 

de la maladie avec chez certains patients une rémission de leur maladie (Yokota et al., 2008). 

L’IL-12 induit la production de cytokines pro-inflammatoires, notamment l’IFN-γ et le TNF-α 

par les NK, et contribue également aux symptômes de la PR. Cette cytokine stimule 

l’infiltration des macrophages vers la membrane synoviale chez les patients atteints de PR Une 

étude in vivo a montré que l'administration d'IL-12 diminue la sévérité de la maladie dans un 

modèle animal de PR (Leonard et al., 1997). Par ailleurs, le blocage de l'IL-12 au cours de 

l'arthrite induite par le collagène atténue également nettement la sévérité de l'arthrite (Malfait 

et al., 1998). Le TNFα est le prototype des cytokines pro-inflammatoires dans la PR. Son impact 

dans la PR est illustrée par l’utilisation des anti-TNF dans le traitement contre la PR. Les 

différents rôles du TNFα dans la pathogénèse de la PR seront exposés dans la prochaine partie. 

Hormis les cytokines pro-inflammatoires, au cours de la PR,  les monocytes produisent 

également des médiateurs anti-inflammatoires tels que l’IL-10 ou encore l’antagoniste du 
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récepteur de l’IL-1 (IL-1Ra), qui atténuent l'inflammation (Lopa et al., 2015). Cependant, 

l'inflammation chronique dans la PR est si importante que la quantité d'IL-10 produite dans la 

membrane synoviale est insuffisante pour supprimer le processus inflammatoire en cours. Les 

rôles de l’IL-10 ainsi que sa voie de signalisation seront présentés ultérieurement.  

 

III.2.b.ii. Les monocytes producteurs des FRO.  

La production de formes réactives de l’oxygène  (FRO) participe à la physiopathologie de la 

PR (Mateen et al., 2016; McInnes et al., 1996). Les FRO sont générés principalement par les 

monocytes, les macrophages et les neutrophiles via le complexe NADPH oxydase 2. 

L’accumulation des FRO dans les cellules va provoquer un stress oxydatif et va endommager 

différentes macromolécules biologiques. En effet, les FRO vont avoir comme cibles les lipides 

et vont induire une peroxydation lipidique entrainant des dommages au niveau de la membrane 

cellulaire (Hitchon and El-Gabalawy, 2004). Les FRO entrainent également une oxydation des 

lipoprotéines de basse densité (LDL) qui s’accumulent sous l’intima vasculaire où ils sont 

ensuite phagocytés par les monocytes (Winyard et al., 1993). Par ce mécanisme, les FRO 

participent à l’accélération de l’athérosclérose qui constitue la première cause de mortalité dans 

la PR (del Rincón and Escalante, 2003). Le stress oxydatif peut aussi entraver le mécanisme de 

réparation de l'ADN ou endommager directement l'ADN en provoquant une mutation des bases 

nucléiques ou en cassant un brin d'ADN. Les produits issus de l’oxydation des bases nucléiques 

sont, dans leur nature, cytotoxiques et mutagènes. Il a été démontré que les patients atteints de 

PR possèdent un taux augmenté de 8-hydroxydésoxyguanosine (8-OHdG) résultant de 

l’oxydation de la désoxyguanosine par le radical hydroxyle dans leur sérum. Il a été également 

démontré que les tissus des patients atteints de PR présentent des microsatellites instables 

impliqués dans la progression de la mutagenèse (Hajizadeh et al., 2003). Dans des conditions 

physiologiques, des systèmes de réparation corrigent ce type de mutagenèse, systèmes 

défectueux dans la PR. Les FRO altèrent également directement au cartilage en détériorant les 

composants de la matrice extra-cellulaire (MEC) tels que les protéoglycanes ainsi qu’en 

inhibant la synthèse de collagène de type II et la sulfatation des glycosaminoglycanes (Henrotin 

et al., 2003). Ils engendrent la dépolymérisation de l’acide hyaluronique en fragments aux 

propriétés pro-inflammatoires susceptibles de stimuler les récepteurs de l’immunité innée TLR-

2 et de promouvoir ainsi une réponse inflammatoire (Rees et al., 2004). Ces fragments sont 

ainsi assimilables à de véritables signaux de danger (DAMPs) à l’instar des polysaccharides 

bactériens et des nucléotides viraux (Matzinger, 2002). Par ailleurs, il a été montré que les FRO 
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perturbent l'association des chondrocytes avec la MEC et que l’oxydation des chondrocytes 

entrainent leur apoptose (Phull et al., 2016). De plus, le stress oxydatif active et régule à la 

hausse les MMP, protéases impliquées dans l’endommagement de la MEC.  

Les FRO participent ainsi activement à la pathogenèse de la PR. Toutefois, l’impact des FRO 

au cours de la PR semble être double. En effet, comme dis précédemment, les FRO sont connues 

comme étant des seconds messagers et jouent un rôle important dans la signalisation cellulaire. 

Un certain nombre d'études ont démontré l'interrelation des FRO avec la voie de signalisation 

NF-kB. NF-kB est un groupe de facteurs de transcription crucial impliqué dans plusieurs 

fonctions cellulaires telles que la réponse inflammatoire, la différenciation, la prolifération, 

l’adhésion cellulaire, l’apoptose et la sénescence. La dérégulation de NF-kB est impliquée dans 

différentes maladies, y compris l’inflammation, l’arthrite, l’asthme, et le cancer (Baldwin, 

2012). Les FRO ont un impact significatif sur l'activation de la voie NF-kB via la diminution 

de la phosphorylation d'IkBα. Par la suite, l’une des voies NF-kB induit l’expression des 

protéines antioxydantes, notamment GPx, MT3, GST-pi, Mn-SOD et Cu-Zn-SOD et régule 

ainsi les niveaux de FRO (Phull et al., 2018). Il a été également montré dans une étude, que 

chez les souris mutées dans les macrophages au niveau de la p47phox, la reconstitution de 

NOX2 avec une capacité de production de FRO normale est suffisante pour protéger les souris 

de la PR.  L’approfondissement de cette étude a permis de conclure, chez l’Homme, que les 

macrophages induisent les lymphocytes T régulateurs de manière FRO-dépendante (Kraaij et 

al., 2010). Ainsi, les FRO produits par les monocytes et les autres phagocytes jouent un rôle 

important dans l’homéostasie de l’organisme mais une dérégulation de cette production devient 

délétère et conduit à des pathologies inflammatoires.  
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IV. Le TNFα et l’interleukine-10 (IL-10), deux acteurs majeurs dans la 

polyarthrite rhumatoïde.  

Un grand nombre de cytokines sont présentes dans les articulations des patients atteints de 

polyarthrite rhumatoïde. Il est désormais clair que ces cytokines jouent un rôle fondamental 

dans les processus qui provoquent l'inflammation, la destruction articulaire et les comorbidités 

associées à la PR. Il existe dans la PR un déséquilibre entre les cytokines pro-inflammatoire et 

les cytokines anti-inflammatoires en faveur d’une installation d’une inflammation chronique.  

Parmi les cytokines pro-inflammatoires présentes, le TNFα est la cytokine la plus importante 

de la cascade de régulation de la production d'autres cytokines pro-inflammatoires dans le tissu 

synovial rhumatoïde. Le TNFα est principalement produit par les monocytes et macrophages 

activés, mais il est également exprimé par les neutrophiles, les cellules NK, les cellules 

endothéliales et les lymphocytes activés. L’IL-10, est, elle, une cytokine anti-inflammatoire 

produite de façon constitutionnelle dans la synoviale rhumatoïde. Elle agit comme suppresseur 

naturel de la production de cytokines pro-inflammatoires en particulier, le TNFα et l’IL-1. Nous 

présenterons dans cette dernière partie la signalisation de ces deux cytokines, ainsi que leurs 

actions dans la polyarthrite rhumatoïde.  

 

IV.1. Signalisation intracellulaire et rôles physiologiques du TNFα et de l’IL-

10.  

IV.1.a. Le TNFα. 

Le facteur de nécrose tumoral α, dit TNFα, a été isolé en 1975 par Carswell et al. sous forme 

d'un facteur soluble libéré par les cellules  de l'hôte et capable de provoquer la nécrose d’une 

tumeur transplantée, la « sarcome Meth A » (Carswell et al., 1975). Il est principalement généré 

par les monocytes et les macrophages. Cependant, d'autres cellules telles que certains sous-

ensembles de lymphocytes T, de cellules NK, de cellules dendritiques, de lymphocytes B, de 

cardiomyocytes, de fibroblastes et d'astrocytes produisent également cette cytokine à un faible 

niveau. Le facteur de nécrose tumorale est une protéine transmembranaire de type II. Il existe 

sous une forme liée à la membrane (mTNFα) avec un poids moléculaire relatif de 26 kDa. Le 

mTNFα peut être transformé en TNFα soluble de 17 kDa (sTNFα) par l'action de la 

métalloprotéinase matricielle connue sous le nom d'enzyme de conversion du TNFα (TACE : 
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ADAM17) (Luettig et al., 1989). Le sTNFα circule dans tout le corps et confère au TNFα sa 

puissante fonction endocrinienne, loin du site de sa synthèse. Le sTNFα et le mTNFα sont tous 

deux biologiquement actifs sous forme homotrimérique. La cytokine exerce ses fonctions via 

deux récepteurs spécifiques : le TNFR1 appelé aussi p55 présent sur de nombreuses cellules, et 

le TNFR2 appelé aussi p75 dont l’expression se limite principalement aux cellules de la lignée 

hématopoïétique (Monaco et al., 2015). Chaque récepteur a un domaine extracellulaire 

caractéristique, un segment transmembranaire et un domaine intracellulaire. Les domaines 

extracellulaires des deux récepteurs ont un motif similaire riche en cystéine qui est répété deux 

à six fois, sont actifs en tant qu'homodimères mais, ne forment pas d'hétérodimères 

TNFR1/TNFR2 (Naismith et al., 1995). Toutefois, les segments intracellulaires de TNFR1 et 

TNFR2 ne portent pas de séquences homologues et activent des voies de signalisation distinctes 

(Yang et al., 2018) (Figure 15).  

 

 

 

 

 

 

Figure 15 : Récepteurs du TNFα. D’après « Role of TNF–TNF Receptor 2 Signal in Regulatory T Cells and 

Its Therapeutic Implications », Yang et al, Frontiers in immunology, 2018.  

 

La liaison du TNFα au TNFR1 active deux voies de signalisation différentes aboutissant 

respectivement : 1) au maintien de la survie cellulaire et la promotion de l'expression des 

cytokines inflammatoires 2) à l'apoptose et la nécrose cellulaire. L'équilibre entre ces deux voies 

dépend de nombreux facteurs tels que le type cellulaire, le microenvironnement intracellulaire 

ou extracellulaire, la concentration de protéines inhibitrices de l'apoptose (IAP) ou le niveau 

d'expression de NF-κB (Waetzig et al., 2005). Lorsque le TNFα se lie au TNFR1, les domaines 

intracellulaires interagissent avec la protéine du domaine de la mort associée au TNFR de type 

1 (TRADD), qui recrute la kinase RIP-1 et le facteur 2 associé au récepteur du TNF (TRAF-2) 

pour former le complexe de signal I (Bradley, 2008). Ce complexe, une fois formé, peut 

déclencher NF-κB, qui initie les transcriptions de nombreux gènes différents, y compris ceux 
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associés à la survie cellulaire, à la production de cytokines inflammatoires et aux voies anti-

apoptotiques (Bonizzi and Karin, 2004). Le complexe est également capable d'activer les MAP 

kinases (MAPK) régulées par les signaux extracellulaires, la 38 MAP kinase p38 activée par le 

stress, et la kinase c-Jun N-terminale (JNK), et ERK 1/2, qui sont importantes pour AP-1, 

promoteur important de l'inflammation (Sabio and Davis, 2014).  

Lorsque le TNFα se lie au TNFR2, les domaines intracellulaires recrutent les complexes 

cytoplasmiques TRAF-2–cIAP-1–cIAP-2 existants. cIAP peut exercer une activité ubiquitine-

ligase et peut inhiber les caspases et d'autres facteurs induisant l'apoptose, entraînant 

l’activation de la voie canonique et non canonique de NF-κB (Naudé et al., 2011). L'interaction 

du TNFα avec le TNFR2 active également la voie PI3K/Akt. Cette voie non seulement 

maintient la survie et améliore la prolifération (Fischer et al., 2011), mais recrute également Etk 

pour former le complexe TNFR2-Etk-VEGFR2 (vascular endothelial growth factor receptor 2) 

qui participe à l'adhésion cellulaire, à la migration, à la survie et à la prolifération cellulaire 

(Zhou et al., 2008). 

Le TNFα est impliqué dans de multiples fonctions biologiques. L'un de ses rôles biologiques 

majeurs est la défense de l'hôte contre les infections bactériennes, virales et parasitaires. En 

effet, le TNFα est important pour la réponse défensive contre l'infection mais, une production 

inappropriée ou excessive peut être nocive. L'importance du TNFα en tant que modulateur de 

la réponse de l'hôte à l'infection a été confirmée par des études utilisant des souris déficientes 

en récepteurs de TNFα. Les souris déficientes en TNF-R1 sont résistantes aux doses létales de 

lipopolysaccharides ou d'entérotoxine B de Staphylococcus aureus, mais ont un défaut de 

clairance des bactéries intracellulaires tel que Listeria monocytogenes et succombent facilement 

à cette infection (Sonje et al., 2010).  

Le TNFα est aussi impliqué dans d’autres fonctions biologiques. Ainsi, il module la croissance, 

la différenciation, le métabolisme et l’activation d’une grande variété de cellules. Il a été en 

effet montré que l'activation des lymphocytes B est induite par le TNFα transmembranaire 

exprimé sur les lymphocytes T CD4+ infectés par le HTLV de type I (HTLV-I) et les 

lymphocytes T CD4+ transformés par le virus de l’herpès (Del Prete et al., 1994; Higuchi et al., 

1997). Le TNFα possède également un rôle anti-oxydant dans des conditions physiologiques. 

En effet, il est capable d’activer la voie de signalisation NF-kB (Blaser et al., 2016) entraînant 

ainsi la transcription de gènes anti-apoptotiques et de gènes impliqués dans la neutralisation des 

FRO d’origine mitochondriale tels que la catalase et les superoxyde dismutases (SOD) (Han et 

al., 2009).  Enfin et surtout, le TNFα est à l’origine de l’inflammation. Avec l’IL-1, il s’agit 
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d’un puissant inducteur de la réponse inflammatoire et joue un rôle régulateur clé dans 

l’immunité innée. Les médiateurs induits par l’action du TNFα sont très nombreux. Citons par 

exemple les cytokines IL-1, IL1-Ra, IL-2, IL-4, IL-6, IL-10, IL-12, IL-18, IFN-γ, TGF-β, 

RANK-L (Arend and Gabay, 2004). Le TNFα joue également un rôle important dans la 

production des FRO. En effet, il s’agit d’un puissant agent primant de la NADPH oxydase 2 

(Dang et al., 2006) et permet ainsi la production de FRO et la défense de l’organisme face aux 

agents pathogènes.  Ainsi, le TNFα est un régulateur prépondérant de la survie et de la mort 

cellulaire, et étant donné qu’il intervient dans de nombreuses voies intracellulaires contrôlant 

l’immunité et l'inflammation, son action doit être contrebalancé pour éviter le basculement vers 

des situations pathologiques. 

 

 

IV.1.b. L’IL-10. 

L'interleukine-10 (IL-10), est une cytokine pléiotrope dotée d'importantes fonctions immuno-

régulatrices. L'IL-10 est produite par de nombreux types cellulaires parmi lesquels ont été 

identifiés les monocytes, les macrophages, les lymphocytes T, les cellules dendritiques, et les 

lymphocytes B (Saraiva and O’Garra, 2010; Verma et al., 2016). Cette cytokine existe sous la 

forme d'un homodimère de 36 kDa composé de deux monomères liés de manière non covalente, 

chacun avec une longueur de 160 acides aminés (Zdanov, 2010). Deux ponts disulfures existent 

entre les monomères, qui sont nécessaires à leur activité biologique et au maintien de l'intégrité 

structurelle (Windsor et al., 1993). L’IL-10 se lie à son récepteur tétramérique, qui se compose 

de deux sous-unités IL-10Rα (récepteur de haute affinité) et de deux sous-unités IL-10Rβ 

(récepteur de basse affinité). La sous-unité IL-10Rα (ou IL10-R1) est connu comme étant la 

sous-unité de liaison au ligand tandis que l’IL-10Rβ (ou IL-10R2) est connue comme étant la 

sous-unité de signalisation du complexe IL-10R et est exprimée de manière constitutive dans la 

plupart des types cellulaires (Liu et al., 1994). Des études antérieures ont suggéré que l'IL-10Rβ 

n'a pratiquement aucun rôle dans la liaison à l'IL-10 ; son rôle principal étant de recruter les 

kinases de signalisation en aval (Kotenko et al., 1997). Cependant, des études plus récentes ont 

montré que lors de la liaison à IL-10, IL-10Rα induit un changement de conformation de l’IL-

10Rβ, permettant à l’IL-10Rβ de lier également l’IL-10 (Yoon et al., 2006). Il a été ainsi montré 

que la liaison de l’IL-10 à son récepteur se fait en deux étapes. Au cours de la première étape, 

l’IL-10 se lie symétriquement aux deux chaînes IL-10Rα. Cette première interaction crée la 

formation de sites de coopération entre le complexe IL-10/IL-10Rα/IL-10Rβ (Pletnev et al., 
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2005). Contrairement à l'IL-10Rα, qui est spécifique de l'IL-10, la sous-unité IL-10Rβ est 

partagée par les récepteurs d'autres cytokines, notamment l’IL-22, l’IL-26 et l’INF-λ (Shouval 

et al., 2014). Une fois le complexe IL-10/IL-10Rα/IL-10Rβ assemblé, les tyrosine kinases Jak1 

et Tyk2 qui sont constitutivement et respectivement associées à IL-10Rα et IL-10Rβ, sont 

activées et phosphorylent des résidus tyrosine spécifiques dans le domaine intracellulaire d'IL-

10Rα au niveau des Tyr446 et Tyr 496 (Weber-Nordt et al., 1996). La phosphorylation du 

récepteur conduit au recrutement du facteur de transcription STAT3. Après son recrutement, 

JAK1 et TYK2 phosphorylent STAT3, sur un résidu tyrosine critique la tyrosine 705 (Y705) 

ce qui déclenche sa dimérisation et sa translocation vers le noyau (Yoshimura et al., 2007) 

(Figure 16).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Structure du récepteur de l’IL-10. Le récepteur IL-10 est un hétérodimère composé de sous-

unités appelées IL-10R1 ou IL-10Rα  et  IL-10R2 ou IL-10Rβ). Le récepteur interagit avec les membres de la 

famille JAK, en particulier JAK1 et la tyrosine kinase 2. La liaison de l'IL-10 déclenche la phosphorylation de la 

tyrosine et l'activation des facteurs de transcription STAT3. D’après « Cytokines and Inflammatory Response in 

the Fetus and Neonate », Srinivasan et al, Fetal and Neonatal Physiology, 2017. 

 

En plus de la phosphorylation de la tyrosine 705, STAT3 peut être également activé par 

phosphorylation au niveau de la sérine 727 (S727) (Tkach et al., 2013). Une fois dans le noyau, 

STAT3 va se lier sur des promoteurs de gènes sensibles à l'IL10 tels que BCL1, MAD, PTP1B 

et induire leur transcription (Antoniv and Ivashkiv, 2006). STAT3 induit également l'expression 

de SOSC3 (Suppressor of cytokines signaling 3). Les protéines SOCS3 empêchent la kinase 

JAK d'activer STAT3 par des interactions directes et indirectes avec les domaines tyrosine 

kinase SH2 (Alexander and Hilton, 2004). À ce jour, la famille de protéines SOCS comprend 
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huit membres et SOCS3 semble être l'inhibiteur le plus spécifique de la voie de signalisation 

STAT3. Or, l'IL10 (anti-inflammatoire) et l'IL6 (pro-inflammatoire) utilisent toutes deux  

STAT3 pour transduire leur signalisation. Toutefois, le rôle inhibiteur de SOCS3 semble être 

limité à l’IL-6. Ce résultat s’explique par le fait que SOCS3 se lie au récepteur de l’IL-6 au 

niveau de la gp130 mais n’interagit pas avec les motifs tyrosines phosphorylées du récepteur 

de l’IL-10 (Niemand et al., 2003). Les protéines PIAS (protein inhibitor of activated STAT3) 

exercent également une régulation de STAT3. Contrairement aux molécules SOCS, les 

protéines PIAS sont des facteurs nucléaires. Ils régulent négativement l'activité 

transcriptionnelle de STAT par plusieurs mécanismes, notamment en interagissant et en 

bloquant ainsi l'activité de liaison à l'ADN (Shuai and Liu, 2005). D’autres modes de régulation 

de STAT3 impliquant de nombreuses phosphatases ont été décrits, telles que PTEN, CD45, 

SHP-1 et SHP-2 (Irie-Sasaki et al., 2001; Kim et al., 2018; Migone et al., 1998; Schaper et al., 

1998; Sun and Steinberg, 2002). De plus, des kinases telle que la phosphatidylinositol 3-kinase 

(PI3K) peut également réguler la phosphorylation de STAT3 de manière différente, selon le 

modèle cellulaire. Ainsi, la voie STAT3 est inhibée par PI3K dans les cellules de mélanome, 

alors qu'elle est activée dans les papillomes laryngés ou dans les cellules souches du cancer du 

sein (Krasilnikov et al., 2003; Zhou et al., 2007).  

L’IL-10 va, à travers sa signalisation exercer différentes fonctions biologiques anti-

inflammatoires. En effet, l’IL-10 agit en diminuant la production des cytokines pro-

inflammatoires par différentes cellules immunitaires. En effet, dans les monocytes et les 

macrophages activés, l’IL-10 inhibe la sécrétion des cytokines telles que le TNFα, l’IL-1, l’IL-

6, le GM-CSF, ou encore le M-CSF (macrophage colony stimulating factor) (Moore et al., 

2001). Cette cytokine agit également sur les cellules dendritiques en inhibant la production 

d’IL-12 (Taga et al., 1993) et sur les lymphocytes T auxiliaires en inhibant la production d’IL-

2 et d’IL-5 (Schandené et al., 1994). L’IL-10 diminue aussi la production des cytokines TNFα, 

GM-CSF, et IL-8 par les   polynucléaires éosinophiles activés par le LPS (Takanaski et al., 

1994). Elle inhibe également la production de l’IL-12 par les cellules dendritiques (Taga et al., 

1993) ainsi que la synthèse de IL-2 et de l’IL-5 par les lymphocytes T CD4+ (Schandené et al., 

1994). Il en est de même pour les neutrophiles, où des études ont montré que l'IL-10 inhibe la 

production de cytokines pro-inflammatoires en réponse au LPS, LPS+INF-γ et TNFα 

(Cassatella et al., 1993).  Hormis les cytokines pro-inflammatoires, l’IL-10 exerce sa fonction 

de suppression de l’inflammation en inhibant la production d’autres médiateurs inflammatoires. 

En effet, l’IL-10 diminue le recrutement des cellules immunitaires vers le foyer inflammatoire 
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en inhibant la production monocytaire de chémokines telles que MIP-1, et MIP-2 (MIP : 

macrophage inflammatory protein) (Sherry et al., 1998).  Par ailleurs, l’IL-10 induit la 

production de molécules anti-inflammatoires telles que l’antagoniste du récepteur de l’IL-1 (IL-

1RA) et les antagonistes du récepteur du TNF (p55 et p75) (Hart et al., 1996) ce qui va les 

empêcher d’exercer leur fonction pro-inflammatoire. L’IL-10 inhibe également l’expression de 

la cyclooxygénase 2 ainsi que la production de la prostaglandine E2 par les monocytes et les 

macrophages (Niiro et al., 1995) ainsi que la synthèse de métalloprotéinases matricielles 

(MMP9 et MMP1) (Mostafa Mtairag et al., 2001) ce qui module l’interaction 

monocytes/cellules endothéliales. L'IL-10 peut également inhiber la phagocytose et la 

destruction des agents pathogènes en limitant la production par les macrophages de formes 

réactives de l’oxygène  et de l’azote en réponse à l'IFN-γ (Gazzinelli et al., 1992; Redpath et 

al., 2001). Elle agit également sur les neutrophiles en inhibant la production des FRO en 

agissant sur le priming induit par le GM-CSF via une diminution de l’activité ERK1/2 (Dang 

et al., 2006).  

 

IV.2. Le TNFα et l’IL-10 dans la polyarthrite rhumatoïde.  

IV.2.a. Place du TNFα dans la PR. 

Le TNFα joue un rôle clé dans la PR comme en témoigne sa forte présence dans les liquides 

synoviaux des patients arthritiques. Les études ont en effet montré des taux élevés de TNFα 

dans environ 50 % des liquides synoviaux  et sérums des patients atteints de PR, principalement 

au cours des formes les plus sévères (Alvaro-Gracia et al., 1991). Les types cellulaires contenant 

du TNFα sont les cellules du pannus, les monocytes et macrophages, les cellules bordantes, les 

cellules profondes et plus particulièrement les jonctions synoviale-cartilage, à proximité des 

destructions cartilagineuses (Chu et al., 1991). De nombreuses études in vitro et in vivo ont 

démontré le rôle dominant du TNFα dans la physiopathologie de la PR.  La figure 17 illustre 

les activités biologiques du TNFα, qui est principalement produit par les macrophages activés 

de la membrane synoviale de patients atteints de PR. Les actions du TNFα qui sont importantes 

dans la pathogénèse de la PR incluent sa faculté à induire la production de nombreuses autres 

cytokines pro-inflammatoires telles que l’IL-1, l’IL-6, l’IL-8 et le GM-CSF. Il a été en effet 

observé dans des cultures de cellules synoviales de patients atteints de PR, que le blocage du 

TNFα avec des anticorps neutralisants réduit significativement la production de ces cytokines 

(Butler et al., 1995). Le TNFα est également réputé pour sa capacité à induire la sécrétion de 
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chimiokines telles que le CXCL8, CCL2 et CCL5 qui participent au recrutement des leucocytes 

sanguins vers le tissu synovial inflammé (Koch, 2005). Les cellules immunitaires recrutées vont 

produire du TNFα supplémentaire, ce qui entraîne un rétrocontrôle positif et une inflammation 

accrue. Il facilite aussi l’adhésion des leucocytes sur l’endothélium en stimulant l’expression 

d’intégrines clés et de molécules d’adhésion telles que VCAM-1 et la selectin-E (Ende et al., 

2014). Par ailleurs, le TNFα stimule la pathogenèse de la PR en favorisant la différenciation 

des cellules dendritiques et la présentation d'auto-antigènes aux cellules T dans la synoviale des 

patients atteints de PR (Sarkar and Fox, 2005; Zou and Tam, 2002). . Le TNFα est également 

incriminé dans l'angiogenèse pathologique au cours de la PR car il a été montré que l'inhibition 

du TNFα est associée à une régulation négative de la synthèse du facteur de croissance 

endothélial vasculaire VGEF et à la suppression de néovascularisation (Paleolog, 2002). Un 

autre rôle important du TNFα dans le développement de la PR est de stimuler le développement, 

l'activation et le recrutement des ostéoclastes en induisant l'expression de la cytokine RANKL 

par les cellules stromales de la moelle osseuse (Zhang et al., 2001). La liaison de RANKL à son 

récepteur RANK provoque l’activation des ostéoclastes et donc la destruction osseuse. Il 

provoque également la destruction du cartilage en stimulant la production d'enzymes dégradant 

la matrice de type MMP (Vandooren et al., 2004), et la sécrétion de Dickkopf homologue-1, 

qui agit comme un inhibiteur de Wnt et bloque la formation d'os et de cartilage (Diarra et al., 

2007) (Figure 17). 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Rôles du TNFα dans la PR. D’après « Evidence that cytokines play a role in rheumatoid 

arthritis », Brennan et al, The Journal of Clinical Investigation, 2008. 
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Enfin, il a été montré in vivo, que l’injection de TNFα accélère le début et augmente la sévérité 

des arthrites dans un modèle d’arthrite au collagène chez la souris DBA/1 (Müssener et al., 

1997). De plus, le traitement préventif des souris par un anticorps monoclonal anti-TNFα 

diminue la sévérité de la maladie induite par l’injection du collagène (Williams et al., 1992). 

Ainsi le TNFα est un acteur primordial dans la PR comme en témoigne la mise sur le marché 

de cinq anti-TNF pour le traitement de cette pathologie (Edwards, 2005; Schett and Gravallese, 

2012). Cependant, en raison du taux élevé de non-répondeurs au traitement anti-TNF (environ 

un tiers des patients), des médicaments sont en cours de développement ciblant soit des 

éléments précis de la signalisation (kinases, phosphatases etc…) soit d’autres cytokines ou 

chimiokines.  

 

III.2.b. Place de l’IL-10 dans la PR. 

Dans la membrane synoviale de la PR, une réponse anti-inflammatoire compensatrice se 

développe et implique, le récepteur IL-1 (IL-1Ra), les récepteurs solubles du TNFα p55 et p75 

(sTNFR), en plus des cytokines TGF-β, IL-4, et l’IL-10. (Vervoordeldonk and Tak, 2002). L'IL-

10 est présente dans la membrane synoviale et dans le liquide synovial au cours de la PR 

(Cicuttini et al., 1995). En effet, le liquide synovial de patients atteints de PR contient des 

niveaux détectables d’IL-10 au niveau de l’ARNm et de la protéine (Cush et al., 1995; Isomaki 

et al., 1996). Comme mentionné précédemment, elle est produite par les monocytes, les 

macrophages ainsi que par les cellules B et T activées (Verma et al., 2016). L’augmentation de 

l'IL-10 au cours de l'inflammation aiguë a pour rôle de contrôler le degré d'inflammation et 

d’arrêter le processus inflammatoire. Dans de nombreuses inflammations aiguës, ce mécanisme 

suffit à inhiber l’inflammation. Cependant, en cas d'activation chronique du système 

immunitaire, l'IL-10 fonctionne insuffisamment, car une stimulation constante submerge les 

activités anti-inflammatoires de la cytokine. Par ailleurs, les inflammations chroniques sont 

caractérisées par un déséquilibre de la balance cytokinique en faveurs des cytokines pro-

inflammatoires. Les cytokines anti-inflammatoires deviennent alors incapables de contrer 

l’action des cytokines pro-inflammatoires présentes en excès. Dans la PR, l'IL10 agit pour 

freiner la réponse inflammatoire. En effet, une étude a montré que la neutralisation de l’IL-10 

endogène  dans des cultures de membrane synoviale issu de patients RA entraine une 

augmentation de la production de TNFα et d’IL-1 (Katsikis et al., 1994). Par ailleurs, il a été 
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observé que l’ajout d’IL-10 aux cellules de la synoviale en culture inhibe également la 

production d'IL-8, G-CSF, et GM-CSF ainsi que l’expression de HLA-DR, ICAM-1 et VCAM-

1 induite par l’IFN-γ (Kawakami et al., 1997). Ces résultats mettent en évidence la présence 

d’un réseau complexe de cytokines étroitement régulé dans lequel l'IL-10 permet d’atténuer 

l'inflammation synoviale. L'IL10 est également le produit des cellules T synoviales. La plupart 

des cellules T clonées isolées de l'articulation rhumatoïde présentent un phénotype de type T 

helper (Th1) et produisent de l'IL-10 en réponse à une stimulation par des facteurs mitogènes 

ou facteurs de croissance (Cohen et al., 1995). Une autre étude a démontré la capacité de l’IL-

10 à inhiber l'expression de NLRP3 et de certains composants de l'inflammasome dans la 

membrane synoviale. En effet, la neutralisation de la signalisation du récepteur de d’IL-10 chez 

les souris WT augmente l’expression synoviale de Nlrp3 et de Casp1. Cette même étude a mis 

en évidence l’implication de l’inflammasome dans l’ostéoclastogenèse. Ces  résultats suggèrent 

ainsi un rôle de l'IL-10 et de l'inflammasome dans contrôle de l'ostéoclastogenèse et de l'érosion 

osseuse (Greenhill et al., 2014). Etant donné ses propriétés anti-inflammatoires, l’IL-10 a été 

envisagé comme outil thérapeutique potentiel dans le cadre de la PR. Cependant, les essais 

thérapeutiques visant à traiter la maladie par l’administration d’'IL-10 recombinante chez 

l’Homme n'ont montré qu’une faible efficacité  (Clair, 1999). En effet, il a été observé au 

contraire que l’administration d’IL-10 recombinante augmente l'expression de FcγR sur les 

monocytes rendant les monocytes plus sensibles aux complexes immuns, ce qui entraîne une 

augmentation de la production de TNF-α. De ce fait, de manière paradoxale, l'IL-10 peut 

augmenter le potentiel pro-inflammatoire des monocytes,  contrecarrant ses propres effets anti-

inflammatoires (Roon et al., 2003).  
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OBJECTIF 

 

Comme il a été décrit dans la dernière partie de ce manuscrit, l’IL-10, malgré ses propriétés 

anti-inflammatoires n’est pas un outil thérapeutique efficace pour la résolution de 

l’inflammation dans les maladies inflammatoire et notamment la polyarthrite rhumatoïde. Dans 

ce contexte nous avons émis l’hypothèse que la voie de signalisation de l’IL-10 pourrait être 

altérée par l’action d’un facteur pro-inflammatoire présent au niveau du foyer inflammatoire 

(ou site enflammé). L’objectif de ma thèse était donc de déterminer si le TNFα, pouvait altérer 

la signalisation de l’IL-10 dans les monocytes humains, qui sont des acteurs centraux de la PR. 

J’ai axé mon travail sur le TNFα car il s’agit d’une cytokine pro-inflammatoire abondement 

exprimée dans le liquide synovial, qui possède un rôle prépondérant dans la pathogenèse de la 

PR, et dont l’importance est illustrée avec l’utilisation des anti-TNF en tant que traitement de 

la PR. J’ai ensuite déterminé les mécanismes sous-jacents, en me focalisant  sur un rôle potentiel 

des FRO issus de NOX2 qui peuvent altérer la signalisation intracellulaire en oxydant les 

effecteurs de la signalisation.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



70 
 

RESULTATS 

L’IL-10, cytokine dotée d’une forte action immunosuppressive n’est pas efficace dans le 

traitement de la PR (Clair, 1999; Roon et al., 2003).  Nous avons émis l’hypothèse que son 

action pouvait être empêchée par la présence d’une cytokine pro-inflammatoire telle que le 

TNFα, cytokine majeure dans la PR, qui pourrait interférer avec sa voie de signalisation.   

Pour vérifier cette hypothèse, nous avons dans un premier temps analysé les voies de 

signalisation induites par le TNFα et l’IL-10, seuls ou en combinaison, dans les monocytes 

humains. Nos résultats montrent que, le TNFα interfère avec la signalisation de l’IL-10 en 

induisant une déphosphorylation rapide de STAT3. Cette déphosphorylation de STAT3 se 

traduit par une diminution de la capacité de l’IL-10 à induire l’expression de SOCS3, facteur 

anti-inflammatoire majeur. Nous avons démontré l’implication d’une tyrosine phosphatase de 

type SHP1 dans la déphosphorylation de STAT3 dont l’activation est induite par le TNFα. Cette 

activation de SHP1 par le TNFα est dépendante de NOX2. En effet, l’utilisation du diphenylène 

iodonium (DP1), inhibiteur de la NADPH Oxydase, inhibe à la fois la production des FRO, 

l’activation de SHP1 et la déphosphorylation de STAT3 induites par le TNFα. Par ailleurs, nous 

avons montré que le peroxyde d’hydrogène (H2O2 reproduit l’effet inhibiteur du TNFα sur la 

signalisation de l'IL-10, en induisant l’activation de SHP1 et la déphosphorylation de STAT3. 

Nous avons également démontré que l’activation de SHP1 par les FRO dans les monocytes 

stimulés par le TNFα est médié par la tyrosine kinase Lyn connue pour être régulée par 

oxydation en utilisant un inhibiteur sélectif de Lyn, le bafetinib. De manière intéressante, nous 

avons constaté que l’inhibition de la voie de signalisation de l’IL-10 est spécifique au TNFα 

car d’autres médiateurs pro-inflammatoires tels que le GM-CSF ou le LPS n’affectent pas la 

signalisation de l’IL-10.  Enfin, dans un modèle d’arthrite induit par les anticorps anti-collagène 

chez la souris, le NSC87877, un inhibiteur de SHP1/2, diminue la sévérité de l’arthrite.   

L’ensemble de ces résultats révèle que le TNFα inhibe la signalisation de l’IL-10 en induisant 

la déphosphorylation de STAT3 via l’axe NOX2-ROS/Lyn/SHP1 dans les monocytes humains. 

Ce travail met ainsi en lumière une nouvelle propriété pro-inflammatoire du TNFα à savoir 

l’exacerbation de l’inflammation en contrant l’action de l’IL-10. Il permet également de 

comprendre la résistance à l’administration d’IL-10 recombinante dans un contexte 

inflammatoire et suggère une thérapie couplée à l’utilisation d’anti-TNF pour obtenir des effets 

immunosuppresseurs de l’IL-10 plus élevés. Enfin, l’inhibition de NOX2 ou de SHP1 pourrait 

représenter une stratégie thérapeutique intéressante dans la polyarthrite rhumatoïde.  
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ARTICLE 

Les résultats de cette étude ont été soumis pour publication sous le titre : « NOX2-dependent 

activation of SHP1 mediates the inhibitory activity of TNFα on interleukin-10 signaling 

in human monocytes and exacerbates experimental arthritis ».  
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ABSTRACT (244 words)  

TNF-mediated signaling pathways play a pivotal role in the pathogenesis of several chronic 

inflammatory diseases such as rheumatoid arthritis (RA) by promoting phagocyte inflammatory 

functions, notably cytokine release and reactive oxygen species (ROS) production by NOX2. 

In contrast, interleukin-10 (IL-10), a powerful anti-inflammatory cytokine, potently shuts down 

phagocyte activation, making IL-10 an attractive therapeutic candidate. However, IL-10 

therapy has shown limited efficacy in patients with inflammatory diseases. In this study, we 

show that TNFα can block IL-10 anti-inflammatory pathways in human monocytes, thereby 

prolonging inflammation.  TNF decreased IL-10-induced phosphorylation of STAT3 and 

consequently IL-10-induced expression of the major anti-inflammatory factor, SOCS3. 

Decreased STAT3 phosphorylation was due to a SHP1/2 phosphatase, as NSC-87877, a 

SHP1/2 inhibitor, restored STAT3 phosphorylation and prevented the inhibition of IL-10 

signaling by TNF. TNF activated only SHP1 in human monocytes and this activation was 

NOX2-dependent, as diphenyleneiodonium, a NOX2 inhibitor, suppressed SHP1 activation and 

STAT3 dephosphorylation triggered by TNF. ROS-induced activation of SHP1 was mediated 

by the redox-sensitive kinase, Lyn, as its inhibition impeded TNF-induced SHP1 activation 

and STAT3 dephosphorylation. Furthermore, H2O2 recapitulated TNF-inhibitory activity on 

IL-10 signaling.  Moreover, NSC-87877 dampened collagen antibody-induced arthritis (CAIA) 

in mice. These results reveal that TNF disrupts IL-10 signaling by inducing STAT3 

dephosphorylation via a NOX2-ROS-Lyn-SHP1 axis in human monocytes and that inhibition 

of SHP1/2 in vivo protects against CAIA.  These new findings might explain the poor efficacy 

of IL-10 therapy in patients with arthritis and might be useful to harness IL-10 for in therapeutic.  



3 
 

INTRODUCTION 

Cytokine-mediated signaling pathways play a pivotal role in the pathogenesis of several chronic 

inflammatory diseases. Notably, the critical role of TNF has been indisputably demonstrated 

by the clinical efficiency of biological therapies targeting this cytokine in rheumatoid arthritis 

(RA) and inflammatory bowel diseases (IBD) [1].  RA is a severe chronic, inflammatory, 

autoimmune disease with multifactorial etiology that primarily affects the joints, causing 

irreversible bone and cartilage destruction [2]. In RA, TNFholds a dominant hierarchical 

position in the cytokine network as inhibition of its bioactivity in RA synovial mononuclear 

cell cultures also inhibited the release of other pro-inflammatory cytokines including interleukin 

(IL)-1, IL-6 and GM-CSF [3-5]. Monocytes/macrophages play a central role in the initiation 

and maintenance of synovial joint inflammation in RA.  They massively infiltrate the synovial 

membranes, and are the major TNF-producing cells in the inflamed human RA joints [6, 7]. 

TNF produced by monocytes/macrophages not only exert paracrine effects but also an 

autocrine feedback loop that can amplify the inflammatory functions of monocytes, thus 

influencing disease progression [8]. These functions include production of reactive oxygen 

species (ROS), release of cytokines and chemokines, adhesion, migration, differentiation and 

survival [9-12]. 

The role of ROS in RA immunopathogenesis has been well described and 

TNFoverproduction is considered as the main inducer of ROS release by the immune cells of 

RA patients [13]. In monocytes, the major source of ROS is the NADPH oxidase 2 (NOX2), 

also known as the phagocyte NADPH oxidase. NOX2 is an enzymatic complex that consists of 

the transmembrane proteins, gp91PHOX (renamed NOX2) and p22PHOX, and the cytosolic 

proteins, p47PHOX, p67PHOX and Rac1, a small G protein. TNF has been shown to prime ROS 

generation by NOX2 in monocytes of RA patients [9, 10]. ROS can damage biological 

molecules within the joint such as proteins, lipids, nucleic acids and matrix components, but 



4 
 

can also function as second messengers regulating several intracellular signaling pathways that 

may have an impact on the inflammatory response [13].  

IL-10 is a well-established anti-inflammatory cytokine that plays an important role in down-

regulating inflammatory and immune responses, as part of key homeostatic processes [14, 15]. 

Its cellular source is ubiquitous, as almost all innate and adaptive immune cells including 

lymphocytes, monocytes and neutrophils are able to produce IL-10. IL-10 signals through a 

heterodimeric receptor composed of two subunits, IL-10R that has high affinity for IL-10 and 

is mainly expressed in leukocytes, and IL-10Rthat is ubiquitously expressed. Binding of IL-

10 to its receptor enables the activation of the members of the Janus protein kinase families, 

JAK1 and TYK2, which are constitutively associated with IL-10Rand IL-10Rrespectively. 

This is followed by the activation of STAT3, which then translocates to the nucleus to regulate 

the transcription of genes involved in anti-inflammatory responses [16]Among myeloid cells, 

monocytes/macrophages are the major cellular target of IL-10 and many of their pro-

inflammatory functions can be potently inhibited by IL-10. This includes the production of 

ROS, the synthesis of pro-inflammatory cytokines (i.e., TNF, IL-, IL-6) and chemokines 

(i.e., IL-8, MCP-1), and their survival [17].  As such, IL-10 has emerged as an attractive 

therapeutic tool, especially considering that significant risk of infections and lack of response 

have been described with anti-TNF therapy [18, 19]. However, its systemic administration has 

shown limited efficacy in RA [20], possibly due to the complexity of the inflammatory 

environment of the joint where the presence of multiple cytokines could interfere with IL-10 

signaling. 

In this study, we evaluated whether TNFcould affect IL-10 signaling in human monocytes 

and deciphered the underlying mechanisms. Importantly, we found that TNF inhibited key 

effectors of the IL-10 pathway in human monocytes and that activation of SHP1 by NOX2-

derived ROS mediated the inhibition of IL-10 signaling by TNF.  Moreover, pharmacological 
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inhibition of SHP1/2 had a protective effect in the collagen antibody-induced arthritis mouse 

model, which is dependent on innate immune cells such as monocyte/macrophages.  
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RESULTS 

TNFinhibits IL-10-induced STAT3 phosphorylation and SOCS3 expression in human 

monocytes.  

To assess whether TNF the pivotal pro-inflammatory cytokine, could interfere with IL-10 

signaling, we analyzed its effect on IL-10-induced STAT3 phosphorylation in human 

monocytes isolated from whole blood. Interestingly while TNFhad no effect on STAT3 

phosphorylation, it significantly inhibited in a concentration-dependent manner IL-10-induced 

phosphorylation of STAT3 on Tyr-705 as shown by the use of specific antibodies directed 

against this phosphosite (Fig. 1a). We also used HL-60 cells differentiated into monocytes with 

1,25-Dihydroxy-Vitamin D3 (1,25 D3).  These differentiated cells strongly expressed the 

CD14 monocyte/macrophage marker but did not express the CD15 neutrophil marker, 

confirming the monocytic phenotype (Supplemental Fig. 1a). In addition, the subunits of the 

NOX2 complex were expressed in differentiated cells but not in undifferentiated cells 

(Supplemental Fig. 1b).  We observed the same results in these cells after treatment with TNF 

 IL-10 (Supplemental Fig. 1c). The inhibitory effect on IL-10 signaling was specific of TNF 

as other pro-inflammatory mediators such as GM-CSF or Lipopolysaccharides (LPS) did not 

alter STAT3 phosphorylation induced by IL-10 Supplemental Fig. 2 a and b)

The inhibitory effect of TNF on IL-10 signaling was mediated by TNF receptor 2 (TNFR2) 

and not by TNFR1 as neutralizing antibodies against TNFR2 restored IL-10-induced STAT3 

phosphorylation whereas neutralizing antibodies against TNFR1 did not (Fig. 1b). The 

neutralizing effects of TNFR1 and TNFR2 antibodies were validated by their ability to inhibit 

the activation of ERK1/2 and p38MAPK elicited by TNF Fig. 1c). 

One of the major anti-inflammatory genes induced by the IL-10-STAT3 axis is SOCS3 [16]. 

To analyze whether the inhibitory action of TNF on IL-10-induced STAT3 phosphorylation 

impacted SOCS3, we analyzed its expression at the protein and messenger levels. Figure 2a 
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and 2b showed that concomitantly to its inhibitory action on IL-10-induced STAT3 

phosphorylation, TNF also decreased IL-10-induced SOCS3 protein expression. Similar to 

the decrease of phosphorylation of STAT3, the reduction of SOCS3 protein expression 

triggered by TNF occurred within the first 2 hours and could be observed as soon as 30 min 

after treatment of human monocytes with TNF(Fig 2a). The inhibitory effect of TNFon IL-

10-induced SOCS3 protein expression was probably not due to SOCS3 degradation since TNF 

also rapidly impeded IL-10-induced SOCS3 mRNA expression after 30 minutes (Fig. 2c). 

These data indicated that the inhibitory effect of TNF on IL-10-induced STAT3 

phosphorylation resulted into the inhibition of the transcription of its major anti-inflammatory 

gene target, SOCS3. IL-10 is well known to inhibit the release of cytokines induced by pro-

inflammatory mediators. Interestingly, we found that the secretion of several pro-inflammatory 

cytokines (IL-8, IL-6, IL-1, IL-2, IL-4, IL-13, IL-12p40, INF) induced by treatment of human 

monocytes with TNF for 1hr was not be inhibited by IL-10 (Fig 2d).  

 

TNFinhibition of IL-10-induced STAT3 phosphorylation in human monocytes involves 

a SHP1/2 phosphatase.  

Next, we investigated the mechanisms underlying the inhibitory effect of TNF on IL-10-

induced STAT3 phosphorylation in human monocytes. First, we analyzed whether TNF 

affected the activation of TYK2 upstream STAT3, as its deficiency in humans has been shown 

to impair monocyte responses to IL-10, including STAT3 phosphorylation and SOCS3 

transcription [21]. Figure 3a shows that IL-10 induced TYK2 phosphorylation, but adding 

TNFeven at increasing concentrations, did not modify TYK2 phosphorylation status, 

indicating that TNFprobably did not act at the level of the Janus kinase family. Second, we 

investigated the possible involvement of a tyrosine phosphatase. To test this hypothesis, we 

examined whether pervanadate, a generic tyrosine phosphatase inhibitor, and NSC-87877, a 
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specific Src homology region 2 domain-containing phosphatase 1/2 (SHP1/2) inhibitor, were 

able to reverse TNF inhibitory effect on IL-10-induced STAT3 phosphorylation. While TNF 

clearly inhibited IL-10-induced STAT3 phosphorylation, pre-treatment of human monocytes 

with pervanadate or NSC-87877 both prevented the inhibition of STAT3 phosphorylation by 

TNF (Fig. 3b) while not affecting that induced by IL-10 (Fig. 3c). Similar data were obtained 

with NSC-87877 in the HL-60 cell line differentiated into monocytes with 1,25 D3 

(Supplemental Fig. 3a and 3b). NSC-87877 also restored IL-10-induced expression of SOCS3 

that was hindered by TNFin human monocytesSupplemental Fig. 4To confirm these 

observations, confocal microscopy experiments were performed to analyze the phosphorylation 

status of STAT3 simultaneously to its subcellular localization. Figure 3d shows that 

stimulation of the monocytic cell line for 30 minutes with IL-10 induced phosphorylation of 

STAT3 and its localization within the nucleus. TNF did not induce phosphorylation of 

STAT3, but inhibited phosphorylation and translocation to the nucleus of STAT3 induced by 

IL-10. Interestingly, NSC-87877 reversed the inhibitory effect of TNF and restored the 

phosphorylation and localization of STAT3 within the nucleus (Fig. 3d). Altogether, these data 

suggest that the TNFinhibitory action on IL-10-induced STAT3 phosphorylation in human 

monocytes involves a SHP1/2 phosphatase.  

 

TNFspecificallyinduced the phosphorylation of SHP1 via NOX2-derived ROS in 

human monocytes.  

To define which SHP1/2 phosphatase is involved, we analyzed the activation status of SHP1 

and SHP2 in TNF- stimulated human monocytes. TNF stimulated in a time-dependent and 

concentration-dependent manner the phosphorylation of SHP1 on Tyr 564, which has been 

shown to be important for maximal activity of SHP1 [22] (Fig. 4a upper panel, and 

Supplemental Fig. 5a). In contrast, using two different specific antibodies directed against 
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phosphorylated Tyr542 and Tyr580 of SHP2, known to be essential for SHP-2 activity [23], no 

phosphorylation could be detected, even though the protein was abundantly expressed (Fig. 4a 

lower panel, and Supplemental Fig. 5b). IL-10 did not significantly induce the 

phosphorylation of SHP1 (Fig. 4b). This indicates that TNF was only able to activate SHP1 

and not SHP2 in human monocytes.  

It is now widely accepted that ROS are important regulators of TNF signaling [24]. We 

therefore examined whether TNF could induce ROS production, which could then modulate 

SHP1 activity in human monocytes. First, we showed that stimulation of human monocytes 

with TNF increased ROS production (Fig. 4c and 4d). Treatment of monocytes with 

diphenyleneiodonium (DPI), an inhibitor of NADPH oxidases including NOX2, inhibited basal 

and TNF-induced ROS production. Moreover, DPI significantly inhibited TNF-induced 

SHP1 phosphorylation (Fig. 4e), indicating that SHP1 activation is most likely dependent of 

NOX2-derived ROS. Surprisingly, N-acetylcysteine (NAC), which is often used as a ROS 

scavenger, did not inhibit SHP1 phosphorylation (Fig. 4e). It has been reported that NAC has 

a limited ROS reactivity and that the reaction rates for NAC with the major ROS are slow which 

could explain the observed data [25].  However, addition of H2O2 to monocytes did induce the 

phosphorylation of SHP1, recapitulating the effect of TNF while the presence of catalase, 

which eliminates H2O2, prevented the phosphorylation, confirming the role of ROS in 

mediating SHP1 phosphorylation (Fig.  4f).  

 

TNFinhibitory effect on IL-10-induced STAT3 phosphorylation is dependent of NOX2-

derived ROS in human monocytes.  

As the data thus far indicate that TNF disrupts IL-10-induced phosphorylation of STAT3 via  

the ROS-dependent activation of SHP1, we examined whether inhibition of ROS production 

could restore the phosphorylation of STAT3. Figure 5a shows that TNF dampened IL-10-
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induced phosphorylation of STAT3 and that DPI, but not NAC, restored STAT3 

phosphorylation. Interestingly, the inability of NAC to restore STAT3 phosphorylation 

correlates with its inability to inhibit SHP1 phosphorylation. We verified that neither NAC nor 

DPI altered the phosphorylation of STAT3 induced by IL-10 (Fig. 5b). The restoration of 

STAT3 phosphorylation by DPI suggests that NOX2-derived ROS are responsible for the 

inhibitory effect of TNFon IL-10 signaling, probably via activation of SHP1. We then 

determined whether H2O2 could recapitulate the effect of TNF and inhibited IL-10-induced 

STAT3 phosphorylation. H2O2 alone had no effect on STAT3 phosphorylation but, as for 

TNF, it down-regulated IL-10-induced STAT3 phosphorylation in a concentration dependent 

manner (Fig. 5c and 5d). H2O2 alone was able to induce the phosphorylation of SHP1 (Fig. 5c 

and 5e). This effect was concentration-dependent and closely parallel the inhibition of STAT3 

phosphorylation. Of note, monocytes seem to be remarkably resistant to H2O2 as a concentration 

of 1 mM was required to start observing its inhibitory activity on STAT3 phosphorylation and 

its activation of SHP1. The concentrations of DPI and H2O2 used did not affect monocyte 

viability (Supplemental Fig. 6). Altogether, these data suggest that disruption of IL-10 

signaling by TNF involves a NOX2/ROS/SHP1 pathway.  

 

The redox-sensitive Src kinase Lyn controls SHP1 phosphorylation and is involved in 

TNF-induced inhibition ofIL-10 signaling in human monocytes.  

We next wondered how ROS could regulate SHP1 phosphorylation. It has been shown that the 

phosphorylation of SHP1 on Tyr 564 by Lyn, a Src family kinase, is essential for maximal 

phosphatase activity [22]. Moreover, it is now well recognized that Lyn can be regulated by 

direct oxidation of specific cysteine residues [27]. We therefore hypothesized that ROS may 

regulate SHP1 phosphorylation through the redox activation of Lyn. Figure 6a shows that 

TNF was able to induce the phosphorylation of Lyn in human monocytes. DPI, and to a lesser 
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extent NAC, prevented this phosphorylation, indicating that Lyn activation was NOX2- 

dependent. More importantly, the specific Lyn inhibitor, Bafetinib, was able to prevent TNF- 

and H2O2-induced phosphorylation of SHP1 on Tyr 564 in human monocytes demonstrating 

that Lyn mediates the TNF and H2O2 effects on SHP1 (Fig. 6b). Finally, Bafetinib also 

prevented the TNF inhibitory action on IL-10 signaling, restoring STAT3 phosphorylation 

(Fig. 6c). Bafetinib did not alter the phosphorylation of STAT3 induced by IL-10 (Fig. 6d). 

Altogether, these data suggest that TNF-induced inhibition ofIL-10 signaling involves a 

NOX2-ROS/Lyn/SHP1 axis in human monocytes.  

 

The pharmacological SHP1/2 inhibitor, NSC-87877, protected mice from collagen 

antibody-induced arthritis.  

Based on our data in monocytes, we investigated whether the pharmacological SHP1/2 

inhibitor, NSC-87877, could protect against collagen antibody-induced arthritis (CAIA) in a 

mouse model. This model is known to be driven by innate immunity and to be associated with 

infiltration of monocyte/macrophages and neutrophils. In addition, TNF has been shown to 

be crucial for the induction of CAIA [28]. LPS intraperitoneal injection enhances the severity 

of CAIA and was included in the standard protocol. As shown in Figure 7, administration of 

anti-type II collagen monoclonal antibodies to mice followed by intraperitoneal injection of 

LPS induced severe arthritis in control mice as assessed by high disease score calculated by the 

number of inflamed joints in each paw [29] (Fig. 7a), by paw thickening, (Fig. 7b and 7c) and 

by inflammatory cell infiltration (Fig. 7d). Treatment of mice with NSC-87877 protected mice 

from CAIA, as shown by the decrease of the disease score, paw thickness, and innate immune 

cell infiltration (Fig. 7 a-d).  
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DISCUSSION 

Monocytes are the pivotal innate effectors in RA pathogenesis. Upon tissue entry and 

activation, they produce high levels of pro-inflammatory cytokines and of ROS that contribute 

to perpetuation of the RA inflammatory process. They also differentiate into inflammatory 

macrophages to promote inflammation and into osteoclasts that are specialized in bone 

resorption [6]. IL-10 has been viewed as a promising therapeutic tool in the treatment of RA 

due to its ability to switch off monocytes and macrophages [17, 30]. However, IL-10 therapy 

in patients with RA (Phase I trial) did not show any obvious clinical benefit [20]. The reason 

for this inconsistency is unknown. We hypothesized that the inflammatory environment in the 

joints could interfere with IL-10 signaling. Our study revealed that TNF, the master pro-

inflammatory cytokine in RA, hindered IL-10 signaling in human monocytes. Mechanistically, 

we found that TNFactivated the non-receptor tyrosine phosphatase, SHP1, through a NOX2-

ROS-Lyn axis to disrupt phosphorylation of STAT3 induced by IL-10. The inhibition of STAT3 

phosphorylation by TNF resulted into a decrease in IL-10-induced expression of SOCS3, a 

major anti-inflammatory factor.  Furthermore, in vivo pharmacological inhibition of SHP1 

protected mice from collagen antibody-induced arthritis. Thus, this study reveals that SHP1 

could mediate the harmful functions of TNF by preventing IL-10 from exerting its anti-

inflammatory activity through negative regulation of STAT3 signaling. 

SHP1 is expressed predominantly in hematopoietic cells of all lineages and all stages of 

maturation and is well known to downregulate intracellular signaling in both innate and 

adaptive immune cells [31]. However, while there are many studies about its negative 

regulatory effect on transduction of pro-inflammatory immunoreceptors, not much is known 

about its negative effect on anti-inflammatory immune effectors such as IL-10. Our study 

unveils a novel negative function of SHP1 on IL-10/IL-R signaling in human monocytes.  
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Human monocytes express both SHP1 and SHP2; however, we found that only SHP1 could be 

activated by TNFindicating that the inhibitory action of TNF on IL-10 signaling is most 

likely mediated by SHP1, and not by SHP2. TNF-induced activation of SHP1 has been also 

demonstrated in endothelial cells [32].  Activation of SHP1 by TNF is dependent of ROS, and 

our data indicate that NOX2-derived ROS are involved.  Indeed, DPI an inhibitor of NOX2, 

was able to inhibit TNF-induced SHP1 phosphorylation on Tyr-564. Furthermore, H2O2 could 

recapitulate the effects of TNF. H2O2-induced phosphorylation of SHP1 was previously 

described in mouse splenic B cells and mouse embryonic fibroblast [33].   A least 1 mM H2O2 

was required to observe an inhibitory action on IL-10-induced STAT3 phosphorylation and 

activation of SHP1 in human monocytes, indicating a remarkably resistance of these cells to 

H2O2. This resistance to H2O2 has been also observed in other primary cells such B cells and 

astrocytes [33, 34]. The activation of SHP1 by ROS may seem counter-intuitive as it is well 

known that PTP contain in their active site an invariant cysteine residue which could be 

inactivated by oxidation into sulfenic acid [35]. However, the fact that dephosphorylation of 

STAT3 could be observed concurrently to the increased phosphorylation of SHP1 Tyr-564 

strongly supports the active status of SHP1 under these conditions.  

In contrast to SHP1, SHP2 phosphorylation could neither be detected upon TNF stimulation 

nor upon H2O2 treatment (data not shown), indicating that the two phosphatases are differently 

regulated in human monocytes. Interestingly, this differential behavior has also been described 

in astrocytes where phosphorylation of SHP2 was observed in response to H2O2, while 

phosphorylation of SHP1 was not [34].  The same study showed that in contrast to astrocytes, 

phosphorylation of SHP2 in response to H2O2 could barely be detected in microglia, the resident 

macrophages of the brain, which is consistent with our finding in human monocytes. Besides 

phosphorylation, the engagement of the SH2 domains of SHP1 is also important for the 

regulation of its activity. Whether TNFand H2O2trigger the engagement of the SH2 domains 
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from SHP1 to the tyrosine-phosphorylated intracellular domains of the IL-10 receptor remains 

to be determined.  

We showed that Lyn is an upstream regulator of SHP1 activation in response to TNF and 

H2O2. Indeed, Bafetinib, a selective Lyn inhibitor, prevented TNF and H2O2–induced 

phosphorylation of SHP1 on Tyr 564 in human monocytes. Lyn has been shown to act as a 

redox sensor and its oxidation on specific cysteine residues has been demonstrated to be 

responsible for its activation [36]. Lyn has also been shown to be the upstream regulator of 

SHP1 activation in B cells and hematopoietic stem cells [22, 33]. To the best of our knowledge, 

there are no studies indicating that SHP2 can be phosphorylated by Lyn on Tyr 542 and Tyr 

580. This fundamental difference in SHP1 and SHP2 regulation might explain their different 

behavior in response to TNFand H2O2 in human monocytes.  

Our study also demonstrated that activation of SHP1 in response to TNFdisrupted IL-10 –

induced phosphorylation of STAT3 in human monocytes. Disruption of STAT3 signaling could 

prevent IL-10 from exerting its anti-inflammatory functions thus exacerbating the pro-

inflammatory response of monocytes, which could contribute to the maintenance of synovial 

joint inflammation in RA. In fact, we found that the inhibition of IL-10-induced STAT3 

phosphorylation by TNF resulted into a decrease in SOCS3 expression, a major anti-

inflammatory factor, both occurring very quickly in human monocytes. We also observed that 

secretion of pro-inflammatory cytokines induced by treatment of TNF for 1 hr could not be 

inhibited by IL-10, although we could not ascertain whether there is a direct relation between 

the decrease of SOCS3 expression and the inability of IL-10 to inhibit TNF-induced secretion 

of pro-inflammatory cytokines under the experimental conditions.  

Elevated IL-10 levels have been detected in the sera and synovial fluids of arthritis patients; 

however, these high levels do not result in disease control, and further systemic administration 

of IL-10 had little effect [20, 37, 38], suggesting a resistance mechanism. Our study revealed 
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that TNF, not only exerts pro-inflammatory effects but also inhibits IL-10 anti-inflammatory 

signaling via SHP1 in human monocytes. This suggested that inhibiting SHP1would restore IL-

10 signaling, allowing for a better control of the inflammatory functions of 

monocytes/macrophages, and possibly for a protective effect in arthritis. Indeed, we found that 

the SHP1/2 inhibitor, NSC-87877, reduced inflammation in the CAIA mouse model, which is 

driven by innate immunity and where TNF is crucial for the induction of the disease [28]. As 

we showed that NOX2 is upstream SHP1, it is interesting to note that mice with a mutation in 

Ncf1 (encoding for p47PHOX) and lacking functional NOX2, had also less severe arthritis in the 

CAIA model [29]. Beyond arthritis, TNF inhibitory action on IL-10 signaling via the NOX2-

ROS-Lyn-SHP1 axis in human monocytes, may also contribute to IL-10 supplementation 

resistance in other chronic inflammatory disorders such as IBD [39].  

Altogether, our study revealed that TNF, the key pro-inflammatory cytokine in RA, disrupted 

IL-10 signaling via the NOX2-ROS-Lyn-SHP1 axis in human monocytes and that 

pharmacological inhibition of SHP1/2 in vivo had a protective effect in the collagen antibody-

induced arthritis mice model.  This property of TNF could be responsible for the resistance to 

IL-10 supplementary treatment in arthritis. This new finding might be useful to harness IL-10 

in therapeutic. 
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MATERIALS AND METHODS 

Reagents and antibodies 

Antibodies against phospho-STAT3 (Tyr 705) (Cat# 4113S), STAT3 (Cat# 30835S), phospho–

TYK2 (Tyr 1054/1055) (Cat# 68790S), phospho–SHP1 (Tyr 564) (Cat# 8849S), SHP1 (Cat# 

3759), phospho–SHP2 (Tyr 542) (Cat# 3751T), phospho–SHP2 (Tyr 580) (Cat# 5431T), SHP2 

(Cat# 3397T), phospho-p38MAPK (Thr180/Tyr 182) (Cat# 9216), p38 MAPK Antibody (Cat# 

9212), phospho-p44/42 MAPK (Thr202/Tyr 204) (Cat# 4377S), p44/42 MAPK (Cat#  4695) 

were from Cell Signaling Technology, Inc. (Danvers, MA, USA). Antibody against phospho-

Lyn (Tyr 396) (Cat# AP1050) was from ABclonal (Woburn, MA , USA). Antibody against Lyn 

(Cat# GTX101222) was from GeneTex (Irvine, CA,  USA). Antibody against SOCS3 (Cat# 

14025-1-AP) was from Proteintech (Manchester, UK). TNFR1 (Cat# MAB625) and TNFR2 

(Cat# MAB726) neutralizing antibodies were from R&D Systems. Antibody against -actin  

(Cat# Sc-69879), diphenyleneiodonium chloride (Cat# D2926), N-acetyl-L-cysteine (Cat# 

A7250), catalase (Cat#C3556), H2O2 (Cat# H1009), NSC97877 (Cat# 565851), sodium  

orthovanadate (Cat# 567540) were purchased from Sigma Aldrich (Saint-Quentin-Fallavier 

France). Batefinib (Cat# HY-50868) was from MedChemExpress (Monmouth Junction, NJ, 

USA) 

 

Ethics statement 

The INSERM Institutional Review Board and ethics committee approved all methods 

performed in accordance with the internationals guidelines and regulations. Venous blood was 

obtained from Etablissement du sang Français (EFS, agreement n° 2018010827) and collected 

from healthy volunteers with their written informed consent. Data collection and analyses were 

performed anonymously. Animal studies were performed in accordance with the European 

https://www.sigmaaldrich.com/FR/fr/product/sigma/h1009?context=product
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Community Guidelines. All protocols were approved by the Bichat Ethics Committee for 

Animal Research (APAFIS authorization number 11901). 

 

Monocytes isolation from whole blood 

Peripheral blood mononuclear cells (PBMC) were freshly isolated from the whole blood of 

healthy donors by dextran sedimentation and Ficoll centrifugation (Pharmacia, Uppsala, 

Sweden) [40]. Monocytes were then purified by magnetic negative isolation with the EasySep 

kits (Stemcell isolation kit, Saint Égrève, France) following the manufacturer’s instructions.  

 

Treatment of monocytes with cytokines and inhibitors 

Monocytes, 2x106 cells in 400 l of Hanks balanced salt solution (HBSS) with calcium (1.26 

M), magnesium (1 mM), and 0.03 % of human serum albumin (HSA), were stimulated with IL-

10 and TNF either individually or in combination at the indicated concentration for 20 min 

(except where indicated) at 37°C. The reaction was stopped by adding 100 l of 5x Laemmli 

sample buffer preheated to 100°C (50% glycerol, 12.5% sodium dodecyl sulfate (SDS), 25% 

beta-mercaptoethanol, 312.4 mM Tris-HCl pH 6.8, 12.5 mM EDTA, 12.5 mM EGTA, 0.75 

mM bromophenol blue, 50 μg/mL pepstatin, 50 μg/mL leupeptin, 25 mM NaF, and 50 μg/mL 

aprotinin).  In some assays, cells were pre-treated for 15 min at 37°C with pervanadate (1 mM), 

NSC97788 (50 μM), Bafetinib (10 μM), DPI (5 μM), N-Acetyl-L-cysteine (20 mM), TNFR1  

(30 g/ml) and TNFR2 (30 g/ml) neutralizing antibodies, prior to cytokine stimulation.   

 

Western blot analysis 

Proteins were denatured for 5 min at 100°C in Laemmli sample buffer. The samples were then 

subjected to 11% SDS-polyacrylamide gel electrophoresis (PAGE) using standard techniques 

[40]. The separated proteins were transferred to nitrocellulose according to the Towbin 
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procedure [40]. After blocking with 5% non-fat dry milk TBS-Tween (20 mM Tris-HCl, pH 

7.6, 137 mM NaCl, 0.1% Tween 20) for 1 hr at room temperature, membranes were probed 

overnight at 4°C with specific antibodies: anti-pSTAT3 Tyr705 (1:1000), anti-STAT3 (1:1000), 

anti-SOCS3 (1:1000), anti-Actin (1:1000), anti-pERK1/2 (1:1000), anti-ERK1/2 (1:1000), anti 

p-p38MAPK (1:1000), anti-p38MAPK (1:1000), anti-pTYK2 Tyr1054 (1:500), anti-pSHP1 

Tyr564 (1:1000), anti-SHP1 (1:1000), anti-pSHP2 Tyr542 (1:1000), anti-pSHP2 Tyr580 

(1:1000), anti-SHP2 (1:1000), anti-pLyn (1:1000), and anti-Lyn (1:1000). After washing with 

TBS-Tween, membranes were incubated with horseradish peroxidase-conjugated (1:30000) or 

with alkaline phosphatase-conjugated (1:10000) antibodies directed against anti-mouse or anti-

rabbit IgG for 1 hr at room temperature. Proteins bands were visualized using ECL 

chemiluminescence reagents (GE Healthcare LifeSciences, Velizy, France) and then exposed 

to a camera (Amersham Imager 600; GE Healthcare LifeSciences, Velizy, France) or using 

NBT/BCIP reagents in carbonate buffer (100 mM NaHCO3, 2 mM MgCl2, pH 9.8). 

 

Cytokine measurement 

Monocytes were treated with TNFα (100ng/ml) and IL-10 (12.5 ng/ml), either individually or 

in combination, at 37°C for 1hr. Supernatants were collected and cytokines were measured with 

the V-PLEX Proinflammatory Panel 1 Human Kit (Cat# K15049D) by 

electrochemiluminescence-based immunoassays from Meso Scale Discovery according to the 

manufacturer’s instructions (MSD technology, Rockville, Maryland, USA). Data were analyzed 

with Discovery Workbench software.  
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Confocal microscopy  

Following treatment for 20 min at 37°C with TNFα (100ng/ml) and IL-10 (12.5 ng/ml). either 

individually or in combination, monocytes or monocytic cells obtained by differentiation of 

HL-60 cell line with 1,25 D3, were fixed in suspension with 4% paraformaldehyde for 10 min 

and permeabilized with 90% Methanol in PBS for 30 min at 4°C. Cells were then spin-coated 

on slides with the CytospinTM centrifuge and blocked overnight with 5% BSA in PBS. 

Monocytes were then incubated with a mouse anti-pSTAT3 antibody (1:100) diluted in 1% 

BSA in PBS for 1 hr at room temperature. After washing with PBS, cells were incubated with 

an Alexa Fluor 568-conjugated goat anti-mouse antibody (1:400) for 1hr at room temperature 

in the dark. Nuclei were counterstained with DAPI Staining Solution (Thermo Fisher 

Scientific). Images were acquired with an inverted confocal laser scanning microscope (Leica 

SP8, Leica Microsystem) with a 40x objective, and were analysed with the Leica Application 

Suite X software.  

 

RNA extraction and Real time PCR  

Total RNA was extracted from monocytes using TRIzol Reagent (Ambion, Life Technologies, 

Carlsbad, CA) according to the manufacturer’s protocol. RNA concentrations were measured 

with DeNovix DS 11 Series Microvolume Spectrophotometer. One microgram of RNA was 

converted to complementary DNA (cDNA) with the RevertAid First Strand cDNA Synthesis 

Kit (Thermo Fisher). Real-time PCR reactions were performed with the GADPH (forward, 

CGACAGTCAGCCGCATCTT; reverse, CCCCATGGTGTCTGAGCG) and SOCS3 (forward, 

TCCAAACAGGGGACACTTCG; reverse, GGGGGTGTGACCATTTCCTT) primers using the 

Roche Light Cycler 480 device and the Kapa Sybr Fast qPCR kit (CliniSciences, Nanterre, 

France) according to the manufacturer’s protocol. Relative expression levels for each gene were 
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calculated using the 2-ΔΔCt method, with normalization to the average and GAPDH 

housekeeping genes.  

 

Measurement of ROS production by luminol-amplified chemiluminescence  

ROS production was measured by the luminol-amplified chemiluminescence method. 

Monocytes (5×105) were suspended in 0.5 mL HBSS with calcium (1.26 M) and magnesium (1 

mM) containing 10 μM luminol, with or without DPI (5 µM) and preheated for 10 min at 37°C 

in the luminometer. Cells were then treated with TNFα (100 ng/ml). Chemiluminescence was 

recorded using a Berthold 953 apparatus and light emission was expressed in counted photons 

per minute (cpm). 

 

Viability assay 

Monocytes, 5x106 cells/ml in HBSS, were treated with DPI (50 M) or H2O2 (5 mM) for 30 

min at 37°C, and viability was assessed using Trypan blue staining. Results are presented as the 

percentage of viable cells. 

 

Collagen Antibody-induced Arthritis in mice.  

Wild type male BALB/c mice (Janvier Laboratories, Le Genest-St-Isle, France) were bred 

under specific pathogen-free conditions in a controlled environment with standard bedding and 

controlled light cycle with water and food provided ad libitum. Mice were used at 7-8 weeks of 

age. Mice were injected intraperitoneally (IP) day (d) 0 with 1.5 mg collagen-induced arthritis 

monoclonal antibody cocktail recognizing the conserved epitopes on various species of type II 

collagen (Arthrogen-CIA; clone A2-10, F10-21, D8-6, D1-2G, and D2-112; Gentaur, Paris, 

France), according to the manufacturer's instructions. At day 3, mice received 50 μg of LPS by 

IP injection. Morphological changes were assessed by measuring paw thickness with a digital 
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Vernier caliper (Mitutoyo, Roissy en France, France) each day. Observational clinical scores 

were based upon the number of inflamed joints in each paw. Inflammation was evaluated 

according to the criteria of redness and swelling:  1 point, each inflamed toe or knuckle; 5 

points, inflamed wrist or ankle.  For each paw:  0 to 15 (5 toes, 5 knuckles, 1 wrist/ankle);  for 

each mice :  0 to 60 points (4 paws) [29]. Histological examination was assessed according to 

the recommendations of Hayer et al. [41]. Mice were sacrificed at day 8.  Three groups of five 

mice each were used: Control, CAIA, CAIA+NSC97877. The control group only received PBS, 

CAIA group received cocktail antibodies and LPS and were treated with vehicle, the 

CAIA+NSC97877 group, received cocktail antibodies and LPS and were treated daily with 

NSC97877 (30mg/kg, IP) in PBS, except on day 3 to 5.  

 

Statistics 

Data were presented as mean + SEM. Unpaired two-tailed Mann-Whitney rank tests were used 

for two group comparisons. One way ANOVA with Tukey’s multiple comparison post-test or 

Kruskal-Wallis with Dunn's multiple comparisons post-test were used for comparison of more 

than two groups as appropriate. Data were analyzed with Prism 9.2.0.332 (Graphpad Software, 

San Diego, CA) and a p < 0.05 was considered statistically significant.  
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FIGURE LEGENDS 

Figure 1: TNFinhibits IL-10-induced STAT3 phosphorylation in human monocytes through 

TNFR2. a) Concentration-dependent effect of TNF on IL-10-induced STAT3 phosphorylation 

analyzed by Western-Blot. Human monocytes (5x106 cells/ml) were stimulated with IL-10 and 

TNF either individually or in combination, at the indicated concentrations for 20 min at 

37°C; b) Densitometric analysis of pSTAT3 normalized to total STAT3 in human monocytes 

stimulated as in (a); n> 5; meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple comparison 

test; ***p<0.001; c) Upper panel: Effects of neutralizing antibodies against TNFR1(30 g/ml)  

and TNFR2 (30 g/ml) on the inhibitory action of TNF (100 ng/ml) on IL-10 (12.5 ng/ml)-

induced STAT3 phosphorylation analyzed by Western-Blot. Lower panel: Densitometric 

analysis of pSTAT3 normalized to total STAT3 in human monocytes stimulated as above in 

the presence or absence of neutralizing antibodies against TNFR1 and TNFR2; n=4; 

meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple comparison test; *p<0.05; d) Effects of 

neutralizing antibodies against TNFR1(30 g/ml)  and TNFR2 (30 g/ml) on the 

phosphorylation of ERK1/2 and p38MAPK induced by TNF(100 ng/ml)



Figure 2: TNFinhibits SOCS3 expression induced by IL-10 in human monocytes. a) TNF 

decreased IL-10 -induced SOCS3 protein expression concurrently with its inhibitory action on 

IL-10-induced STAT3 phosphorylation as analyzed by Western-Blot. Human monocytes 

(5x106 cells/ml) were stimulated with IL-10 (12.5 ng/ml) and TNF(100 ng/ml), either 

individually or in combination, for 30 min, 1 hr and 2 hrs at 37°C.  Representative of 2 

independent experiments; b) Densitometric analysis of pSTAT3, normalized to total STAT3, 

and SOCS3, normalized to -actin, in human monocytes stimulated for 1 hr as in (a); n=4; 

meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple comparison test; ****p<0.0001; c) 
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TNF decreased IL-10-induced SOCS3 messenger RNA expression in human monocytes. 

Human monocytes were stimulated for 1 hr as in (a). Relative expression levels of SOCS3 were 

calculated using the 2-ΔΔCt method, with normalization to the average and GAPDH 

housekeeping genes. n=5; meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple comparison 

test; *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001; d) Inability of IL-10 to inhibit TNF-induced pro-

inflammatory cytokines secretion by human monocytes after TNF treatment for 1 hr as 

measured by electrochemiluminescence-based immunoassays (MSD technology).  

 

Figure 3: TNFinhibitory action on IL-10-induced STAT3 phosphorylation in human 

monocytes involves a SHP1/2 phosphatase. a) Upper panel: Concentration-dependent effect of 

TNF on IL-10-induced TYK2 phosphorylation analyzed by Western-Blot. Human monocytes 

(5x106 cells/ml) were stimulated with IL-10 and TNF either individually or in combination, 

at the indicated concentrations for 20 min at 37°C. Lower panel: Densitometric analysis of 

pTYK2 in human monocytes stimulated as above, normalized to -actin; n=3; meanSEM; 

one-way ANOVA with Tukey's multiple comparison test; b) Upper panel: Pervanadate (1 mM) 

and NSC-87877 (50 M) prevented TNF (100 ng/ml) inhibitory action on IL-10 (12.5 ng/ml)-

induced STAT3 phosphorylation as analyzed by Western-Blot. Lower panel: Densitometric 

analysis of pSTAT3 normalized to total STAT3 in human monocytes stimulated as above in 

the presence or absence of Pervanadate or NSC-87877; n=4; meanSEM; one-way ANOVA 

with Tukey's multiple comparison test; *p<0.05, **p<0.01;  c) Effect of pervanadate (1 mM) 

or NSC-87877 (50 M) on the phosphorylation of STAT3 induced by IL-10 (12.5ng/ml); d) 

Confocal microcopy of HL-60 cell line differentiated into monocytes with 1,25 D3, stimulated 

with IL-10 (12.5 ng/ml) and TNFng/ml either individually or in combination, for 20 
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min at 37°C in the presence or absence of NSC-87877 (50 M).  pSTAT3 (red), DAPI (blue). 

Scale bar 10 m. Representative of 3 independent experiments.  

 

Figure 4: TNFspecificallyinduced the phosphorylation of SHP1 via NOX2-derived ROS in 

human monocytes. a) Time-dependent effect of TNFon SHP1(Tyr 564), SHP2 (Tyr 542), and 

SHP2 (Tyr 580) phosphorylation analyzed by Western-Blot. Human monocytes (5x106 

cells/ml) were stimulated with TNFng/ml for the indicated times at 37°C; b) Upper 

panel: SHP1 (Tyr 564) phosphorylation in human monocytes (5x106 cells/ml) stimulated with 

IL-10 (12.5 ng/ml) and TNF100 ng/mleither individually or in combination, for 20 min at 

37°C as analyzed by Western-Blot ; Lower panel: Densitometric analysis of pSHP1(Tyr 564) 

normalized to total SHP1 in human monocytes stimulated as above. n=3; meanSEM; one-way 

ANOVA with Tukey's multiple comparison test; **p<0.01; c) ROS production measured by 

luminol-amplified chemiluminescence in human monocytes stimulated with TNF100ng/ml) 

in the presence or absence of DPI (5 M); d) ROS production measured as in (c) was expressed 

as percentage of control (resting cells); n=5 per condition; meanSEM; one-way ANOVA with 

Tukey's multiple comparison test; ***p<0.001, **** p<0.0001; e) Upper panel: Effect of NAC 

(20 mM) and DPI (5 M) on SHP1 (Tyr 564) phosphorylation induced by TNF100ng/ml) 

as analyzed by Western-Blot . Lower panel: Densitometric analysis of pSHP1(Tyr 564) 

normalized to total SHP1 in human monocytes stimulated with TNF(100 ng/ml) in the 

presence or absence of NAC or DPI; n=5; meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple 

comparison test; **p<0.01, ***p<0.001;  f ) Upper panel: Effect of H2O2 (5 mM) on 

phosphorylation of SHP1 (Tyr 564) in the presence or absence of catalase (150 U) as analyzed 

by Western-Blot . Lower panel: Densitometric analysis of SHP1(Tyr 564) phosphorylation 
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normalized to total SHP1 in human monocytes stimulated as above n=4; meanSEM; one-way 

ANOVA with Tukey's multiple comparison test; *p<0.05, **p<0.01.   

 

Figure 5: TNFinhibitory effect on IL-10-induced STAT3 phosphorylation is dependent of 

NOX2-derived ROS in human monocytes. a) Upper panel: DPI (50 M) but not NAC (20 mM) 

prevented TNF(100 ng/ml) inhibitory action on IL-10 (12.5 ng/ml)-induced STAT3 

phosphorylation as analyzed by Western-Blot.  Lower panel: Densitometric analysis of 

pSTAT3 normalized to total STAT3 in human monocytes stimulated as above in the presence 

or absence of NAC or DPI; n=3; meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple 

comparison test; *p<0.05, **p<0.01;  b) Effect of NAC (20 mM) or DPI (50 M) on the 

phosphorylation of STAT3 induced by IL-10 (12.5ng/ml); c) Concentration-dependent effect 

of H2O2 on IL-10 (12.5 ng/ml)-induced STAT3 phosphorylation, and on SHP1 (Tyr 564) 

phosphorylation as analyzed by Western-Blot; d-e) Densitometric analysis of pSTAT3 

normalized to total STAT3 (d), and pSHP1(Tyr 564) normalized to total SHP1 (e) in human 

monocytes stimulated as in (c); n>3; meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple 

comparison test; *p<0.05, **p<0.01,***p<0.001, ****p<0.0001.    

 

Figure 6: The redox-sensitive Src kinase Lyn controls SHP1 phosphorylation and is involved 

in TNF-induced inhibition ofIL-10 signaling in human monocytes. a) Effect of NAC (20 

mM) or DPI (5 M) on Lyn(Tyr 396) phosphorylation induced by TNF100 ng/ml) as 

analyzed by Western-Blot; b) Effect of Bafetinib (10 M) on SHP1(Tyr 564) phosphorylation 

induced by TNF100ng/ml) or H2O2 (5 mM), as analyzed by Western-Blot. c Upper panel: 

Bafetinib (10 M) prevented TNF(100 ng/ml) inhibitory action on IL-10 (12.5 ng/ml)-

induced STAT3 phosphorylation as analyzed by Western-Blot.  Lower panel: Densitometric 
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analysis of pSTAT3 normalized to STAT3 in human monocytes stimulated as above in the 

presence or absence of Bafetinib; n=3; meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple 

comparison test; **p<0.01.  ***p<0.001, ****p<0.0001; d) Effect of Bafetinib (10 M) on the 

phosphorylation of STAT3 induced by IL-10 (12.5ng/ml). 

 

Figure 7: NSC-87877 protected mice from collagen antibody-induced arthritis (CAIA). CAIA 

was induced with a single IP injection of five monoclonal anti-collagen II antibodies, followed 

by injection of LPS 3 days after the initial antibody cocktail injection in NSC-87877 (NSC)-

treated or untreated mice. a) Arthritis score and b) paw thickness were followed each day until 

the day of sacrifice. Control (CTL, n=5), Arthritis (n=5), Arthritis+NSC (n=5); meanSEM; 

Two-way ANOVA with Dunnett's multiple comparison test; *p<0.05. ****p<0.0001; c) 

Representative images of hind paws from CTL (n=5), Arthritis (n=5) and Arthritis+NSC(n=5)  

groups at day 8: d) Representative Hematoxylin & Eosin stain section of the ankle joint 8 days 

after CAIA induction from CTL (n=5), Arthritis (n=5) and Arthritis+NSC (n=5)  groups. Scale 

bar 100 m.  

 



a b

c

Figure 1 (Ben-Khemis et al.)  



Figure 2 (Ben-Khemis et al.)  

cpSTAT3 SOCS3

a

b

d



a b

c

Figure 3 (Ben-Khemis et al.)  

d



a b

e f

Figure 4 (Ben-Khemis et al.)  

c d



a b

c

ed

Figure 5 (Ben-Khemis et al.)  



c d

a b

Figure 6 (Ben-Khemis et al.)  



CONTROL ARTHRITIS ARTHRITIS + NSCd

Figure 7 (Ben-Khemis et al.)  

a b

c



SUPPLEMENTARY METHODS  

 

HL-60 culture and differentiation  

Human HL-60 promyelocytic leukemia cells (Cat# CCL-240, American Type Culture 

Collection, Manassas, VA, USA) were cultured in RMPI media (Thermo Fisher Scientific, 

Asnières-sur-Seine, France) supplemented with 10% Fetal Bovine Serum (FBS), 100 U/ml 

penicillin and 100 g/ml streptomycin in a humidified incubator with 5% CO2 at 37°C. HL-60 

cells at the concentration of 6x105 cells/ml were differentiated into monocytic cell line by 

incubation with 100 nM 1,25-Dihydroxy-Vitamin D3 (Cat# Sc-202877, Santa Cruz 

Biotechnology, Inc., Heidelberg, Germany) for 5 days. This protocol was optimized for HL-60 

differentiation into monocytes [42].  

 

Flow cytometry 

Monocytic phenotype was confirmed by analyzing the expression levels of CD14 and CD15 

markers by flow cytometry. Briefly, cells were incubated with PE-conjugated anti-human CD14 

or FITC-conjugated anti-human CD15 monoclonal antibodies (Beckman Coulter, Marseille, 

France) in the dark for 20 minutes on ice. Cells were then suspended in 300 µl of ice cold PBS 

and suspensions analyzed immediately using a FACS Canto II cytometer (BD Biosciences, 

Oxford, UK). Non-specific antibody binding was determined with cells incubated with the same 

concentration of an irrelevant antibody of the same isotype. Forward and side scatter were used 

to identify the neutrophil population and to gate out contaminating cells and debris. The mean 

fluorescent intensity (MFI) of CD14-positive and CD15-positive cells was then determined. 

The BD DIVA software (BD Biosciences) was used for acquisition and analysis. The gating 

was performed using SSC and FSC plots. All sample acquisitions were performed on >50,000 

events using constant photomultiplier values. Results are expressed as MFI.  

 



Supplemental Figure 1 (Ben-Khemis et al.)   
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplemental Figure 1: TNFinhibits STAT3 phosphorylation induced by IL-10 in human 

HL-60 promyelocytic leukemia cells differentiated into monocytes with 1,25-Dihydroxy-

Vitamin D3 (1,25 D3). a) CD14 and CD15 expression in 1,25 D3 differentiated HL-60 cells 

as assessed by flow cytometry; b) Expression of the NADPH oxidase subunits, gp91PHOX, 

p22PHOX, p47PHOX and p67PHOX in 1,25 D3 differentiated HL-60 cells as compared to 

undifferentiated cells; c) Concentration-dependent effect of TNF on IL-10-induced STAT3 

phosphorylation as analyzed by Western-Blot. Human monocytic cell line (5x106 cells/ml) 

were stimulated with IL-10 and TNF either individually or in combination, at the indicated 

concentrations for 20 min at 37°C.  



Supplemental Figure 2 (Ben-Khemis et al.)   

 

Supplemental Figure 2: GM-CSF or Lipopolysaccharides (LPS) do not alter STAT3 

phosphorylation induced by IL-10 in human monocytes. a) Left panel; Concentration-dependent 

effect of TNF on IL-10-induced STAT3 phosphorylation as analyzed by Western-Blot. 

Human monocytes (5x106 cells/ml) were stimulated with IL-10 and GM-CSF, either 

individually or in combination, at the indicated concentrations for 20 min at 37°C; Right panel: 

Densitometric analysis of pSTAT3 normalized to total STAT3 in human monocytes stimulated 

as above; n> 3; meanSEM; one-way ANOVA with Tukey's multiple comparison test; b) Same 

as (a) except that human monocytes were stimulated with IL-10 and LPS at the indicated 

concentrations.  



Supplemental Figure 3 (Ben-Khemis et al.)   

Supplemental Figure 3: TNFinhibitory action on IL-10-induced STAT3 phosphorylation in 

1,25 D3 differentiated HL-60 cells involves a SHP1/2 phosphatase. a) Left panel: NSC-87877 

(50 M)  prevented TNF inhibitory action on IL-10-induced STAT3 phosphorylation in 1,25 

D3 differentiated HL-60 cells as analyzed by Western-Blot. Right panel: Densitometric 

analysis of pSTAT3 normalized to total STAT3 in 1,25 D3 differentiated HL-60 cells, 

stimulated as above in the presence or absence of NSC-87877; n=3; meanSEM; one-way 

ANOVA with Tukey's multiple comparison test; **p<0.01;  b) Effect of NSC-87877 (50 M) 

on the phosphorylation of STAT3 induced by IL-10 (12.5ng/ml) in ,25 D3 differentiated HL-

60 cells. 



 

Supplemental Figure 4 (Ben-Khemis et al.)   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplemental Figure 4: NSC-87877 restored IL-10-induced expression of SOCS3 that was 

reduced by TNFin human monocytes. Human monocytes (5x106 cells/ml) were stimulated 

with IL-10 (12.5 ng/ml) and TNF(100 ng/ml), either individually or in combination, in the 

presence or absence of NSC-87877 (50 M) for 20 min at 37°C. Representative of 2 

experiments.  

 

 

 

 

 



 

Supplemental Figure 5 (Ben-Khemis et al.)   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplemental Figure 5: Concentration-dependent effect of TNFon: a) SHP1(Tyr 564) 

phosphorylation; b) SHP2 (Tyr 542) and SHP2 (Tyr 580) phosphorylation analyzed by 

Western-Blot.  

 

 



 

Supplemental Figure 6 (Ben-Khemis et al.)   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplemental Figure 6: Monocytes, 5x106 cells/ml in HBSS, were treated with DPI (50 M) 

or H2O2 (5 mM) for 30 min at 37°C, and viability was assessed using Trypan blue staining. 

Results are presented as the percentage of viable cells. 
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DISCUSSION 

Les voies de signalisation médiées par les cytokines jouent un rôle central dans la pathogenèse 

de plusieurs maladies inflammatoires chroniques. Le rôle critique du TNFα a été ainsi 

incontestablement démontré par l'efficacité clinique des thérapies biologiques ciblant cette 

cytokine dans les maladies inflammatoires chroniques telle que la polyarthrite rhumatoïde (PR) 

(McInnes and Schett, 2011). La PR est une maladie chronique, inflammatoire, auto-immune 

sévère, d'étiologie multifactorielle, qui affecte principalement les articulations provoquant une 

destruction irréversible des os et du cartilage (Alam et al., 2017). Dans la PR, le TNFα occupe 

une position hiérarchique dominante dans le réseau de cytokines car l'inhibition de sa bioactivité 

dans les cultures de cellules mononucléées issus de  la synoviale de patients arthritique inhibe 

également la libération d'autres cytokines pro-inflammatoires, notamment l'IL-1, l’IL-6 et le 

GM -CSF (Brennan and McInnes, 2008). Par ailleurs, les monocytes jouent un rôle central dans 

l'initiation et le maintien de l'inflammation de la membrane synoviale articulaire dans la PR en 

produisant des niveaux élevés de cytokines pro-inflammatoires, notamment le TNFα, ainsi que 

de FRO qui contribuent à la perpétuation du processus inflammatoire de la PR. Ils se 

différencient également en macrophages inflammatoires pour favoriser l'inflammation et en 

ostéoclastes spécialisés dans la résorption osseuse (Rana et al., 2018). L'IL-10 a été considérée 

comme un outil thérapeutique prometteur dans le traitement de la PR en raison de sa capacité à 

désactiver les fonctions pro-inflammatoires des monocytes et les macrophages (Moore et al., 

2001). Cependant, l’administration d’IL-10 chez les patients atteints de PR n'a montré aucun 

bénéfice clinique évident (Castillo and Kolls, 2016). La raison de cette incapacité de l’IL-10 à 

limiter l’inflammation chez les patients atteints de PR n'est pas connue. Nous avons émis 

l'hypothèse que l'environnement inflammatoire pourrait interférer avec la signalisation de l'IL-

10. 

Au cours de ce travail de thèse nous avons pu montrer que le TNFα, une cytokine pro-

inflammatoire majeure dans la PR, inhibe la signalisation de l'IL-10 dans les monocytes 

humains. Nous avons en effet découvert que le TNFα active la tyrosine phosphatase SHP1, par 

l’intermédiaire de l’axe NOX2-ROS-Lyn pour empêcher la phosphorylation de STAT3 induite 

par l'IL-10 dans les monocytes humains. L'inhibition de la phosphorylation de STAT3 par le 

TNFα entraîne une diminution de la capacité de l'IL-10 à induire l'expression de SOCS3, un 

facteur anti-inflammatoire majeur. Nous avons également observé que le TNFα semble 

empêcher l’un des rôles fondamentaux de l’IL-10 à savoir son effet inhibiteur sur la sécrétion 
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des cytokines pro-inflammatoires. Par ailleurs, l'inhibition pharmacologique des phosphatases 

SHP1/SHP2 in vivo chez la souris protège contre l'arthrite induite par les anticorps anti-

collagène. Notre travail révèle ainsi que SHP1 pourrait contribuer aux fonctions néfastes du 

TNFα en empêchant l'IL-10 d'exercer son activité anti-inflammatoire, via la régulation négative 

de la signalisation STAT3. 

I. Le TNFα interfère avec la voie de signalisation de l’IL-10 via 

l’activation de SHP1. 

La phosphorylation et la déphosphorylation des protéines est un mécanisme de régulation 

extrêmement important dans la plupart des processus cellulaires tels que la synthèse des 

protéines, la division cellulaire, ou encore la transduction du signal, car de nombreuses enzymes 

et de nombreux récepteurs sont activés et désactivés via des événements de 

phosphorylation/déphosphorylation dus à des kinases et à des phosphatases spécifiques (Ardito 

et al., 2017).  La tyrosine phosphatase contenant le domaine SH2 -1, dite aussi SHP-1, est une 

protéine de 65 kDa exprimée principalement par les cellules hématopoïétiques qui agit comme 

un régulateur négatif de la signalisation dans les cellules immunitaires innées et adaptatives 

(Abram and Lowell, 2017). SHP1 exerce sa fonction inhibitrice de la signalisation en se liant 

au niveau de motifs ITIM sur une variété d'immuno-récepteurs (Huang et al., 2003). Lors de sa 

liaison et de son activation, SHP1 va déphosphoryler ses substrats, transduisant ainsi des 

signaux inhibiteurs qui restreignent la fonction des cellules immunitaires. De nombreuses 

études existent concernant l’effet inhibiteur de SHP-1 sur la transduction des immuno-

récepteurs pro-inflammatoires. En revanche, la littérature demeure assez pauvre par rapport à 

son effet négatif sur les immuno-récepteurs anti-inflammatoires. En effet, seule une étude en 

1998 a démontré que SHP-1 est un régulateur négatif de la transduction du signal de l'IL-4 et 

de l’IL-13 (Haque et al., 1998). Notre étude dévoile une nouvelle fonction de régulation 

négative de SHP1 sur la signalisation des récepteurs de l’IL-10 dans les monocytes humains. 

Nous avons ainsi montré que l'inhibiteur sélectif des phosphatases de type SHP1/2, le NSC-

87877, était capable de restaurer la signalisation de l'IL-10 et d'empêcher l'action inhibitrice du 

TNFα sur la phosphorylation de STAT3 et l'expression de SOCS3.  

Les monocytes humains expriment à la fois SHP1 et SHP2, mais nous avons constaté que seul 

SHP1 pouvait être activé par le TNFα, ce qui indique que l'action inhibitrice du TNFα sur la 

signalisation de l'IL-10 est probablement médiée par SHP1 mais pas par SHP2. En effet, nous 

avons utilisé deux anticorps dirigés contre deux sites différents représentatifs de l’état 
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d’activation de SHP2, les tyrosines (Tyr) 542 et 580 (Araki et al., 2003) et aucun des deux n’a 

donné de signal en réponse au TNFα dans les monocytes humains. Cette différence de réponse 

de ces enzymes homologues n’est pas un résultat surprenant et est bien renseignée dans la 

littérature. En effet, SHP-2 a une topologie structurelle similaire à SHP-1, mais contrairement 

à SHP-1, il est exprimé de manière ubiquitaire. Mise à part cette homologie structurale, la 

fonction cellulaire assurée par ces enzymes diffère nettement. Ceci est dû aux différences dans 

les résidus d'acides aminés formant les domaines SH2 impliqués dans la liaison de ces protéines 

avec les résidus phosphotyrosines sur la molécule substrat (Lorenz, 2009). SHP-1 est un 

régulateur négatif bien connu des voies de signalisation cellulaire alors que SHP-2 favorise la 

prolifération, la différenciation et la croissance cellulaire (Mannell and Krotz, 2014). Dans le 

but de confirmer le rôle de SHP-1, nous avons utilisé le TPI-1 qui a été décrit comme un 

inhibiteur sélectif de SHP1 (Kundu et al., 2010) mais cet inhibiteur n'a montré aucun effet. La 

sélectivité et la spécificité du TPI-1 n'ont pas été complètement établies et une réactivité 

aspécifique a même été suggérée, ce qui pourrait expliquer ce résultat (Myers et al., 2020). Une 

autre molécule, le Sodium Stibogluconate (SSG) a également été décrite comme inhibiteur 

sélectif de SHP-1 (Pathak and Yi, 2001) mais la spécificité et la sélectivité ont également été 

remise en cause. Ainsi, il n’existe pas encore à l’heure actuelle de molécules spécifiques 

antagonistes de SHP-1. Cependant, le fait que l’inhibition de STAT3 induite par le TNF puisse 

être annulée par le NSC-87877, qui lui est réellement spécifique des SHP1/2 (Chen et al., 2006),  

et le fait que la déphosphorylation de STAT3 puisse être observée en même temps qu’une 

augmentation de la phosphorylation de SHP1 sur la Tyr-564 en réponse  au TNFα appuient 

fortement l’implication de SHP1. 

II. Les FRO produites par NOX2 en réponse au TNFα sont impliquées 

dans l’activation de SHP1 et l’inhibition de la voie de signalisation de 

l’IL-10.  

Nous avons démontré dans cette étude que l'activation de SHP1 par le TNFα dépend des FRO 

et plus particulièrement des FRO produites par NOX2. En effet, nous avons montré que d'une 

part, le DPI, un inhibiteur sélectif de NOX2, a pu inhiber la phosphorylation de SHP1 induite 

par le TNFα, et que d'autre part, le peroxyde d’hydrogène (H2O2) a pu récapituler l'effet du 

TNFα. Or, les connaissances générales associent plutôt les FRO à l’inactivation des 

phosphatases. En effet, les protéines tyrosines phosphatases contiennent un résidu cystéine au 
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niveau de leur site catalytique qui peut être oxydé en acide sulfénique pouvant former un pont 

disulfure avec une cystéine voisine et rendant ainsi la protéine inactive (Corcoran and Cotter, 

2013). Une ancienne étude a d’ailleurs montré in vitro que l’ajout de H2O2 à la protéine 

recombinante SHP-1 entraine son inhibition et qu’en revanche, l’ajout d’antioxydants tels que 

la NAC ou le GSH reverse l’inhibition de l’activité de SHP-1 (Cunnick et al., 1998).  

Cependant, une autre étude plus récente a obtenu des résultats similaires aux nôtres à savoir une 

phosphorylation de SHP1 induite par H2O2 dans des cellules B spléniques de souris et des 

fibroblastes embryonnaires de souris (Patterson et al., 2015). Ce résultat pourrait s’expliquer 

par le fait que les FRO n’iraient pas agir directement sur la protéine SHP-1 mais, sur des cibles 

en amont de la cascade de signalisation.  

En accord avec cette hypothèse, nous avons montré que Lyn était le régulateur en amont de 

l'activation de SHP1 en réponse au TNFα et au H2O2. En effet, l’utilisation du bafetinib, un 

inhibiteur sélectif de Lyn, empêche la phosphorylation de SHP1 sur la Tyr-564 dans les 

monocytes humains stimulés par le TNF ou traités par le H2O2. De plus, l’inhibition de 

STAT3 par le TNFα et le H2O2 est également reversée en présence du bafetinib. Il a été 

démontré que Lyn agit comme une sonde rédox et que son oxydation sur des résidus cystéine 

en particulier la cystéine 466 est responsable de son activation directe (Yoo et al., 2011). Une 

étude réalisée dans des neutrophiles de souris a montré que le H2O2 ainsi  que les FRO produits 

par NOX2 sont capables d’activer Lyn ce qui est en cohérence avec nos résultats obtenus dans 

les monocytes humains (Fang et al., 2018).  De plus, Lyn a été démontré être le régulateur en 

amont de l'activation de SHP1 dans les lymphocytes B et les cellules souches hématopoïétiques 

(Tibaldi et al., 2011; Xiao et al., 2010). Contrairement à SHP1, aucune étude à l’heure actuelle 

indique que SHP2 puisse être phosphorylé sur les Tyr 542 et 580 par Lyn, à notre connaissance. 

Cette différence fondamentale dans la régulation de SHP1 et SHP2 pourrait expliquer leur 

comportement différent en réponse au TNFα et au H2O2 dans les monocytes humains. Ainsi, 

nous avons montré dans ce travail que les FRO produites pas NOX2 qui sont connus pour causer 

des dommages cellulaires et tissulaires en ciblant les macromolécules biologiques, exercent 

également leur effet délétère en modulant la signalisation cellulaire. Plus précisément, nous 

avons montré que les FRO produites en réponse au TNF activent la tyrosine kinase rédox 

sensible, Lyn, qui à son tour va activer le SHP1 en la phosphorylant sur la Tyr-564 ; la SHP1 

ainsi activée va ensuite déphosphoryler STAT3. En plus du DPI, nous avons utilisé la N-

acétylcystéine (NAC), une molécule antioxydante qui agit en piégeant les FRO, afin de 

confirmer l’implication des FRO dans le phénomène d’inhibition de la voie de l’IL-10 par le 



76 
 

TNFα. Cependant, contrairement au DPI, la NAC n'a pas inhibé la phosphorylation de SHP1 ni 

reversé la phosphorylation de STAT3. Il a été décrit que la NAC possède en fait une réactivité 

limitée avec les FRO et que les taux de réaction de la NAC avec les principaux FRO sont lents, 

ce qui pourrait expliquer les données observées. Nous avons enfin constaté que les monocytes 

humains sont remarquablement résistants au H2O2 car une concentration minimale de 1 mM est 

nécessaire pour observer l’inhibition de la phosphorylation de STAT3 induite par l'IL-10, et 

l'activation de SHP1. Cette résistance au H2O2 a également été observée dans d'autres cellules 

primaires telles que les lymphocytes B et les astrocytes (Tibaldi et al., 2011).   

 

III. L’inhibition pharmacologique des SHP1/2 in vivo confère aux 

souris une protection contre l’arthrite expérimentale.   

La polyarthrite rhumatoïde est une maladie inflammatoire caractérisée par une présence 

anormale de cellules immunitaires au sein de la membrane synoviale entrainant une libération 

accrue de cytokines pro-inflammatoires et anti-inflammatoires. De toutes les cytokines pro-

inflammatoires, le TNFα joue un rôle prédominant et est retrouvée en abondance chez les 

patients arthritiques. Par ailleurs, l’IL-10, une cytokine anti-inflammatoire, est retrouvée 

également en grande quantité dans le sérum et le liquide synovial (Cush et al., 1995). 

Cependant, malgré la forte présence d’IL-10, l’inflammation n'est pas contrôlée et 

l’administration systémique d'IL-10 recombinante chez des patients arthritiques a montré peu 

d'efficacité (Clair, 1999; Roon et al., 2003) ce qui suggère un mécanisme de résistance à l’IL-

10. Notre étude a révélé que le TNFα, non seulement exerce des effets pro-inflammatoires, mais 

inhibe également les signaux anti-inflammatoires de l'IL-10 dans les monocytes humains via 

SHP1. À cet égard, nous avons constaté que l'action inhibitrice du TNFα sur la phosphorylation 

de STAT3 induite par l'IL-10 provoque une diminution de l'expression de SOCS3, un facteur 

anti-inflammatoire majeur. De plus, nous avons observé que le TNFα empêche également l’IL-

10 d’inhiber la sécrétion de cytokines induites par sa présence alors que de nombreuses études 

ont démontré la capacité de l’IL-10 à inhiber la sécrétion de cytokines (Couper et al., 2008).  

Ainsi, la perturbation de la signalisation de STAT3 pourrait empêcher l'IL-10 d'exercer ses 

fonctions anti-inflammatoires, exacerbant ainsi la réponse pro-inflammatoire des monocytes et 

qui pourrait de ce fait contribuer au maintien de l'inflammation dans l'articulation synoviale au 

cours de la PR. Dans ce contexte, nous avons émis l'hypothèse que l'inhibition de SHP1, en 

restaurant la signalisation de l'IL-10, pourrait permettre un meilleur contrôle des fonctions 



77 
 

inflammatoires et pourrait être protectrice dans la polyarthrite rhumatoïde. Nous avons par 

conséquent testé l’effet de l’inhibiteur pharmacologique des phosphatases SHP1/2, le NSC-

87877, dans un modèle d’arthrite induite par des anticorps anti-collagène (CAIA). Ce modèle 

est connu pour être dépendant de l'immunité innée et est associé à une infiltration importante 

de monocytes/macrophages et de neutrophiles. De plus, le TNFα s'est avéré être crucial pour 

l'induction de la CAIA (Nandakumar and Holmdahl, 2006). Techniquement, ce modèle est basé 

sur une injection unique en intrapéritonéale d’anticorps anti-collagène suivie d’une injection de 

LPS au 3ème jour pour déclencher l’arthrite dans des souris BALB/c. L’effet du NSC-87877 

sur l’arthrite ainsi induite, a été déterminé avec le suivi quotidien du score inflammatoire évalué 

par le nombre de jointures et d’articulation inflammés (Kelkka et al., 2012), par la mesure 

quotidienne de la taille des pattes des souris, ainsi que par histologie permettant l’analyse de 

l’infiltration tissulaire par les cellules inflammatoires. Nous avons observé que le NSC-87877 

a un effet protecteur contre l’arthrite induite par les anticorps dirigés contre le collagène. En 

effet, les souris arthritiques traitées par le NSC présentent un score inflammatoire moins 

important que les souris arthritiques contrôles ainsi qu’un épaississement significativement plus 

faible des pattes.  Par ailleurs, les coupes histologiques des souris arthritiques traitées présentent 

moins d’infiltrations par les cellules immunitaires que les souris arthritiques contrôles. Ces 

résultats suggèrent ainsi que SHP1/2 dans notre modèle d’arthrite favoriserait l’inflammation 

car l’inhibition de son activité limite le processus inflammatoire. Ce résultat est nouveau et 

original car dans la littérature, l’inactivation de SHP1 a été décrite comme facteur aggravant 

l’inflammation. En effet, il existe un modèle de souris avec des mutations spontanées dans le 

gène codant pour SHP1, le gène Ptpn6, qui affecte son expression ou sa fonction (Green and 

Shultz, 1975). Ces souris connues sous le nom de « motheaten » développent une maladie 

inflammatoire auto-immune associée à hyperactivation de plusieurs types de cellules 

immunitaires. Les souris motheaten meurent après quelques semaines de vie d'une pneumonite 

mortelle, et les animaux présentent également un certain nombre d'autres caractéristiques qui 

reflètent une dérégulation des cellules immunitaires innées et adaptatives, telles que la 

myélopoïèse accrue, une splénomégalie ou encore une inflammation de la peau (Nesterovitch 

et al., 2011; Tsui et al., 1993). Par ailleurs, une étude a montré que les souris transgéniques 

homozygotes (Shp1-Tg+/+) sur-exprimant SHP1 (surexpression 11 fois plus importante que les 

souris WT) sont résistantes à l’arthrite induite par les protéoglycanes de cartilage et que les 

souris transgéniques hétérozygote (Shp1-Tg+/−) ayant une surexpression modérée de SHP-1 

(surexpression 6 fois plus importante que les souris WT) étaient partiellement résistantes à la 

maladie. Cette étude suggère donc contrairement à nous, que SHP1 protège contre la maladie 
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dans le modèle d’arthrite (Markovics et al., 2020). Ceci peut être expliqué par le fait que les 

deux modèles soient différents et que SHP1 se comporte différemment en fonction du modèle. 

En effet le modèle d’arthrite induit par les protéoglycanes est dépendant des lymphocytes T 

(Finnegan et al., 1999) alors que le modèle induit par les anticorps anti-collagène ne l’est pas. 

Or, il a été décrit que SHP1 inhibe la prolifération et les fonctions inflammatoires  des LT en 

inhibant la signalisation induite par les récepteur des cellules T (TCR) (Lorenz, 2009).  Il serait 

intéressant de tester dans notre étude le comportement des souris Shp1-Tg+/+ avec notre 

modèle d’arthrite induit par les anticorps anti-collagène ainsi que d’analyser la signalisation de 

l’IL-10 dans les monocyte/macrophages de ces souris. Aucune étude avec notre modèle CAIA 

n’a été réalisé concernant l’impact de SHP1 permettant une confrontation réelle de nos résultats. 

En revanche, nous avons montré que NOX2 est en amont de SHP1 et régule positivement son 

activité via la production de FRO. Il est intéressant de noter à ce propos, que les souris mutantes 

pour le gène Ncf1 (codant pour la sous-unité p47phox) et dépourvues de NOX2 fonctionnelle 

présentent également une arthrite moins sévère dans le modèle CAIA (Kelkka et al., 2012).  

Enfin, nous avons montré que la kinase redox sensible Lyn, qui est activée par le TNFα ainsi 

que par les FRO produites par NOX2, contrôle l’activation de SHP1, et est de ce fait impliquée 

dans l’inhibition de la voie de l’IL-10 et l’exacerbation de l’inflammation. Une étude a montré 

que la délétion de Lyn seule n’a pas d’effet sur la PR dans un modèle d'arthrite induite par 

transfert de sérum arthritogène provenant de souris K/BxN. En revanche, les souris dépourvues 

des kinases de la famille Src, Hck, Fgr et Lyn étaient complètement protégées de l'arthrite 

(Kovács et al., 2014). Ce résultat peut s’expliquer par le fait que le rôle de Lyn dans 

l’exacerbation de l’inflammation est compensé par l’action des autres tyrosines kinases étant 

donné la complexité de la signalisation intracellulaire.   
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

Pour conclure, notre étude a révélé que le TNFα, la cytokine pro-inflammatoire clé dans la 

polyarthrite rhumatoïde, perturbe la signalisation de l'IL-10 via l'axe NOX2-ROS-Lyn-SHP1 

dans les monocytes humain (Figure 18) et que l'inhibition pharmacologique de SHP1/2 in vivo 

a un effet protecteur dans le modèle murin d'arthrite induite par les anticorps anti-collagène. 

Cependant, quelques points restent à approfondir pour finaliser cette étude. Ainsi, il serait 

intéressant d’analyser l’état d’activation de STAT3 ainsi que l’expression de SOCS3 dans les 

souris arthritiques traitées ou non par l’inhibiteur de SHP1/2, de démontrer l’oxydation de Lyn 

par les FRO issus de NOX2, et de trouver un moyen de tester l’impact de l’inhibition de SHP1 

seule dans la polyarthrite rhumatoïde. Finalement, il serait intéressant de tester l’effet de 

l’inhibition de SHP1 dans d’autres modèles de maladies inflammatoires dépendant du TNF 

telles que les maladies inflammatoires chroniques de l’intestin. L’ensemble de cette étude met 

ainsi en lumière une nouvelle propriété du TNFα à savoir l’exacerbation de l’inflammation par 

l’intermédiaire de l’inhibition de la voie anti-inflammatoire majeure, celle de l’IL-10.  Cette 

propriété du TNFα pourrait être responsable de l’échec des thérapeutiques anti-inflammatoires 

reposant sur l’administration de l’IL-10. Ainsi, cette nouvelle découverte pourrait être utile pour 

exploiter de façon optimale l'IL-10 dans le but de traiter les maladies inflammatoires.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18 : Le TNFα perturbe la signalisation de l'IL-10 via l'axe NOX2-ROS-Lyn-SHP1 

dans les monocytes. 
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A B S T R A C T

Neutrophils are key cells in innate immunity and inflammation. Granulocyte-macrophage colony-stimulating
factor (GM-CSF) is known to enhance many neutrophil functions such as reactive oxygen species (ROS) pro-
duction, degranulation and cell survival via the activation of the ERK1/2 pathway. ERK1/2 pathway activation is
redox sensitive and could be modulated by ROS. In order to investigate whether NADPH oxidase NOX2-derived
ROS could contribute to GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation, we tested the effect of two selective NOX2
inhibitors, diphenylene iodonium (DPI) and apocynin. Results showed that, while both DPI and apocynin
strongly inhibited neutrophil ROS production, only apocynin, but not DPI, inhibited GM-CSF-induced ERK1/2
phosphorylation, suggesting that ROS are not involved in this process. Apocynin did not affect GM-CSF-induced
p38MAPKinase phosphorylation, another redox sensitive kinase. Interestingly, apocynin inhibited GM-CSF-in-
duced MEK1/2 and AKT phosphorylation without affecting fMLF-induced phosphorylation of these proteins.
GM-CSF is known to inhibit neutrophils apoptosis and to promote cell survival via the AKT-ERK1/2 pathway. In
this regard, we found that apocynin also inhibited GM-CSF-induced anti-apoptotic effect in neutrophils. These
results suggest that NADPH oxidase NOX2-derived ROS are not involved in GM-CSF-induced ERK1/2 phos-
phorylation and that apocynin inhibits GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation pathway independently of its
inhibitory action on NADPH oxidase NOX2. Thus, apocynin can exert an anti-inflammatory effect not only by
limiting neutrophil ROS production but also by decreasing neutrophil survival at inflammatory site.

1. Introduction

Human polymorphonuclear neutrophils play an important role in
host defence against micro-organisms and in inflammation. During in-
fection, neutrophils migrate from blood to the tissues, to recognize and
engulf the pathogen. This mechanism called phagocytosis triggers the
activation of several neutrophil functions, such as the release of pro-
teases, bactericidal peptides and reactive oxygen species (ROS) via ni-
cotinamide adenine dinucleotide phosphate (NADPH) oxidase, leading
to the death and destruction of the microbe [1]. Although, neutrophils
play a key role in host defence, excessive neutrophil activation is
harmful to the adjacent tissues and is involved in inflammatory dis-
eases, like rheumatoid arthritis, inflammatory bowel diseases and adult
respiratory distress syndrome [2,3]. The phagocyte NADPH oxidase

NOX2 is composed of a heterodimer of two membrane proteins called
cytochrome b558 (gp91phox, p22phox) and four cytosolic proteins,
p47phox, p67phox, p40phox and the small G-proteins Rac1 (in mono-
cytes) or Rac2 (in neutrophils) [4–6]. In resting cells, these NADPH
oxidase NOX2 components are not assembled and are separated in the
cytosol, granule and plasma membranes. Upon cell activation,
p47phox, p67phox, p40phox, gp91phox, and p22phox are phosphory-
lated and the cytosolic components translocate to the membranes
where they bind to p22phox and gp91phox to assemble the active
NADPH oxidase NOX2 which then produces superoxide anions (O2°−)
using cytosolic NADPH as the electron donor [4]. Superoxide anion
(O2°−) is the precursor of other ROS, such as hydrogen peroxide
(H2O2), hydroxyl radical (OH°) and hypochlorous acid (HOCl) [4,7].

Pro-inflammatory agents (cytokines and TLR agonists) such as
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granulocyte–macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF), Tumor
Necrosis Factor alpha (TNFα), lipopolysaccharide (LPS) and CL097
induce up-regulation or priming of neutrophil functions when they are
stimulated by the bacterial peptide formyl-methionyl-leucylphenylala-
nine (fMLF) [6].

GM-CSF, is a 22 kDa cytokine produced by macrophages, T-cells,
mast cells, endothelial cells and fibroblasts. It is involved in the growth,
differentiation and maturation of myeloid precursor cells and enhances
the function of mature neutrophils, eosinophils and monocytes [8–10].
GM-CSF binds to a specific receptor which is composed of two chains, a
low-affinity alpha subunit (CD116) which is specific to GM-CSF, and a
high-affinity beta chain (CD131) which is shared with IL-3 and IL-5 [9].
GM-CSF binding to its receptor induces activation of a number of signal
transduction pathways including protein tyrosine kinases (PTK), PI3K
and the MAPK family ERK1/2. GM-CSF binding to its receptor also
induces and enhances the binding of the protein tyrosine kinase JAK2
and the src-tyrosine kinase Lyn to the intracellular domain of the re-
ceptor. These tyrosine kinases transduce the GM-CSF signal by phos-
phorylating other proteins such as STAT, PKB and PI3K. JAK2 is the
only member of the JAK family to be activated by GM-CSF in

neutrophils and it is involved, directly or indirectly, in the tyrosine
phosphorylation of p85, the regulatory subunit of PI3K [8–10].

We have previously shown that GM-CSF induced priming of the
NADPH oxidase NOX2 and excessive ROS production by human neu-
trophils via the activation of JAK2-ERK1/2-p47phox phosphorylation
pathway [11,12]. In this study we hypothesized that NADPH oxidase
NOX2-derived ROS might contribute to GM-CSF-induced ERK1/2
phosphorylation thereby acting in a positive feedback loop to induce
NADPH oxidase NOX2 hyper-activation. We thus tested the effect of
two NADPH oxidase NOX2 inhibitors, diphenylene iodonium (DPI) and
apocynin on GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation. DPI is a fla-
voprotein inhibitor which binds to gp91phox-FAD binding site and in-
hibits electron transfer from NADPH to heme and oxygen [13–15].
Apocynin (4-hydroxy-3-methoxyacetophenone) is a methoxy-sub-
stituted catechol isolated from Picrorhiza kurroa, a traditional medic-
inal plant found in the Himalayan mountains [16,17]. Apocynin has
been widely used as an inhibitor of the phagocyte NADPH oxidase
NOX2 [17,18] and is known to have anti-inflammatory activity in a
variety of cell and animal models of inflammation [16]. In neutrophils,
apocynin was found to be activated by H2O2 and myeloperoxidase

Fig. 1. Effect of DPI and apocynin on GM-CSF-in-
duced ERK1/2 phosphorylation and on ROS produc-
tion in human neutrophils. Neutrophils (10 × 106)
were treated with GM-CSF (25 ng/ml) for 20 min at
37 °C in the absence or presence of DPI (10 µM) or
apocynin (200 µM) and lysed in Laemmli sample
buffer. Activation of ERK1/2 was analysed by SDS-
PAGE and western blot using an anti-phospho-ERK1/
2 antibody. Anti-p47phox antibody was used as
control for protein loading and transfer (A).
Neutrophils (5x105) were resuspended in HBSS
(0.5 ml) and preincubated for 15 min at 37 °C in the
presence of luminol (10 μM), with or without DPI
(10 µM) or apocynin (200 µM). Cells were then sti-
mulated with GM-CSF (25 ng/ml) + fMLF (10−7 M)
for 10 min (B and C) or PMA (100 ng/ml) for 30 min
(D and E). ROS production was measured by
Luminol-amplified chemiluminescence for 10 or
30 min at 37 °C and the light emission is expressed in
counted photons per minute (c.p.m). (B) and (D)
show result of 1 representative experiment. (C) and
(E) show a quantification analysis of 3 independent
experiments. Values are expressed as percentage of
control (condition named “buffer”: neutrophils sti-
mulated without inhibitor). Mean ± SEM of 3 in-
dependent experiments. ****: p < 0.0001 as com-
pared to the control (100% of ROS production
corresponds to 4.73 ± 0.5x108 cpm for
GMCSF + fMLF stimulation, and 1.51 ± 0.25x109

cpm for PMA stimulation).
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(MPO) to form a symmetrical dimer, diapocynin, which oxidizes thiols
in the NADPH oxidase NOX2 and thus inhibits p47phox translocation to
the membranes and the assembly of this enzyme [17,18].

In order to investigate the role of NADPH oxidase NOX2-derived
ROS in GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation and whether ROS
could act via a positive feedback loop for NADPH oxidase NOX2 acti-
vation, we tested the effect of DPI and apocynin on ERK1/2 phos-
phorylation. Surprisingly, while apocynin and DPI both inhibited ROS
production, only apocynin, but not DPI, inhibited GM-CSF-induced
ERK1/2 phosphorylation. Furthermore, apocynin also inhibited GM-
CSF-induced neutrophil survival which is known to be regulated by
ERK1/2. Together these data suggest that the effect of apocynin on GM-
CSF-induced ERK1/2 phosphorylation and cell survival is probably due
to an effect unrelated to NADPH oxidase NOX2 inhibition.

2. Materials and methods

2.1. Reagents and antibodies

Apocynin (4-hydroxy-3-methoxyacetophenone), diphenyleneiodo-
nium (DPI), 4-phorbol-12-myristate-13-acetate (PMA), formyl-me-
thionyl-leucylphenylalanine (fMLF), Luminol (5-amino-2,3-dihydro-
1,4-phtalazinedione), Hanks’ balanced salt solution (HBSS), p-nitro
blue tetrazolium (NBT)/5-bromo-4-chloro-3-indolyl phosphate (BCIP)
reagents, and all the others chemical products used were purchased
from Sigma Aldrich (Saint-Quentin Fallavier, France). Dextran T500
and Ficoll were purchased from GE Healthcare (Orsay, France). The
reagents to make SDS-PAGE (sodium dodecyl sulphate-polyacrylamide
gel electrophoresis) and Western blot were purchased from Bio-Rad
(Marnes-la-Coquette, France). Human granulocyte/macrophage colony-
stimulating factor (GM-CSF) was from PeproTech France (Neuilly-Sur-
Seine, France). RPMI 1640 medium, fetal bovine serum (FBS), peni-
cillin/streptomycin solution, trypan blue, Turk blue were purchased
from Invitrogen (LifeTechnologies, France). Antibodies against
phospho-ERK1/2 and ERK1/2 were from R&D systems (Abingdon, UK).
Antibodies against phospho-p38MAPK (T180/Y182), phospho-MEK1/2
(Ser221), MEK1/2, phospho-STAT5 (Y694), STAT5 (D206Y), phospho-
AKT (Ser473) and AKT were from Cell Signaling Technology (Leiden,
The Netherlands). Antibodies against p22phox, secondary HRP-con-
jugated goat anti-rabbit or anti-mouse and secondary alkaline phos-
phatase-conjugated goat anti-rabbit or anti-mouse antibodies were from
Santa Cruz Biotechnology (Heidelberg, Germany). Antibodies against
p47phox were generated by our laboratory as previously described
[19].

2.2. Ethics statement and human neutrophils isolation

All experiments were supported by the Inserm Institutional Review
Board and ethics committee. The collection and analyses of data were

Fig. 2. Dose effect of apocynin and DPI on GM-CSF-
induced ERK1/2 phosphorylation in human neu-
trophils. Neutrophils (10 × 106) were treated with
GM-CSF (25 ng/ml) for 20 min at 37 °C in the ab-
sence or presence of apocynin at different con-
centrations (100 µM, 200 µM and 400 µM) and lysed
in Laemmli sample buffer. Activation of ERK1/2 was
analysed by SDS-PAGE and western blot using an
anti-phospho-ERK1/2 antibody. Anti-p22phox anti-
body was used as control for protein loading and
transfer (A). Protein bands were quantified using
Image J software and the ratio of phospho-ERK1/2 to
the total amount of p22phox was calculated. Values
are expressed as means ± SEM of 3 independent
experiments. ns (not significant): p > 0.05, *:
p < 0.05, **: p < 0.01 as compared to the control
(neutrophils stimulated with GM-CSF without in-
hibitor) (B). Neutrophils (10 × 106) were treated
with GM-CSF (25 ng/ml) for 20 min at 37 °C in the
absence or presence of DPI at different concentra-
tions (5 µM, 10 µM and 20 µM) and lysed in Laemmli
sample buffer. Activation of ERK1/2 was analysed by
SDS-PAGE and western blot using an anti-phospho-
ERK1/2 antibody. Anti-p22phox antibody was used
as control for protein loading and transfer (C).
Protein bands were quantified using Image J software
and the ratio of phospho-ERK1/2 to the total amount
of p22phox was calculated. Values are expressed as
means ± SEM of 3 independent experiments. ns (not
significant): p > 0.05, *: p < 0.05, **: p < 0.01 as
compared to the control (neutrophils stimulated with
GM-CSF without inhibitor) (D).

Fig. 3. Apocynin inhibits GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation but does
not affect GM-CSF-induced p38MAPK phosphorylation in human neutrophils.
Neutrophils (10 × 106) were treated with GM-CSF (25 ng/ml) for 20 min at
37 °C in the absence or presence of apocynin at different concentrations
(100 µM, 200 µM and 400 µM) and lysed in Laemmli sample buffer. Activation
of p38MAPK and ERK1/2 were analysed by western blot using an anti-phospho-
p38MAPK (T180/Y182) antibody and an anti-phospho-ERK1/2 antibody. Anti-
p22phox antibody was used as control for protein loading and transfer.
Experiment repeated three times.
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performed anonymously. Neutrophils were isolated from venous fresh
blood of healthy volunteers’ donors, with their signed informed con-
sent, by dextran sedimentation, to remove red blood cells, followed by
differential centrifugation through a Ficoll-Hypaque density gradient to
remove mononuclear cells, and hypotonic lysis to remove any re-
maining contaminating red blood cells [20,21]. Neutrophils in the
pellet were washed and resuspended in appropriate medium, such as
HBSS. Cell counting was determined by Turks’ blue staining and flow
cytometry analysis (CD15, CD16 and CD33 markers) to evaluate the
purity of neutrophils, and the viability by Trypan blue staining. Neu-
trophils were more than 97% pure and 99% viable.

2.3. Luminol-amplified chemiluminescence assay in activated neutrophils

Neutrophils (5x105) were suspended in HBSS (0.5 ml) and pre-
incubated for 15 min at 37 °C in the presence of luminol (10 μM), with
or without DPI (10 µM) or apocynin (200 µM). Cells were then treated
with GM-CSF (25 ng/ml) for 20 min and stimulated by fMLF (10−7 M)
or PMA (100 ng/ml). Luminol-amplified chemiluminescence was
measured using a Berthold 953 apparatus for respectively 10 and
30 min at 37 °C and light emission was expressed in counted photons
per minute (c.p.m) [22].

2.4. Treatment of neutrophils and western blotting analysis

Neutrophils (10 × 106) resuspended in HBSS (400 μl) were treated
with two different NADPH oxidase NOX2 inhibitors, apocynin or DPI,
for 15 min and at the indicated concentrations at 37 °C with mild
shaking. The stimulation was performed at 37 °C with GM-CSF (25 ng/
ml) for 20 min, fMLF (10−6 M) for 1 min or PMA (100 ng/ml) for 8 min.

The reaction was stopped by adding 5 × concentrated Laemmli sample
buffer containing 50% glycerol, 12.5% sodium dodecyl sulfate (SDS),
25% beta-mercaptoethanol, 312.4 mM Tris-HCl pH 6.8, 12.5 mM EDTA,
12.5 mM EGTA, 0.75 mM bromophenol blue, protease and phosphatase
inhibitors [23,24]. Samples were then denatured for 3 min at 100 °C
and stored at −80 °C until use. Neutrophils lysates were sonicated and
subjected to 10% SDS‐PAGE (equivalent of 8 × 105 cells/well). The
separated proteins were transferred to nitrocellulose and blocked for 1
hr at room temperature in TBS-Tween (20 mM Tris-HCl, pH 7.6,
137 mM NaCl, 0.05% Tween 20) containing 5% nonfat dry milk. After
blocking, the membranes were incubated overnight at 4 °C with the
primary antibody at the following dilutions against: phospho-ERK1/2
(T202/Y204) (1:1000), phospho-p38MAPK (T180/Y182) (1:1000),
phospho-MEK1/2 (S221) (1:1000), phospho-AKT (S473) (1:1000),
phospho-STAT5 (Y694) (1:1000), ERK1/2 (1:1000), MEK1/2 (1:1000),
AKT (1:1000), STAT5 (1:1000), p47phox (1:4000), p22phox (1:4000).
After three washes of 5 min with TBS-Tween, the membranes were
incubated with horseradish peroxidase-conjugated goat anti rabbit or
anti mouse antibodies for 1 hr (1:10,000). After further washes, the
protein bands were revealed by a chemiluminescence method with ECL
western blotting reagents (GE Healthcare LifeSciences, Velizy, France)
and then exposed to a camera Amersham Imager 600 (GE Healthcare
LifeSciences, Velizy, France). Alternatively, the membranes were in-
cubated with an alkaline phosphatase-conjugated goat anti-mouse an-
tibody or goat anti-rabbit antibody and proteins were revealed with the
NBT/BCIP reagents in the carbonate buffer (100 mM NaHCO3, 2 mM
MgCl2, pH 9.8). The intensity of bands was quantified by Image J
program (Wayne Rasband, National Institute of Health, USA). Anti-
bodies against total ERK1/2, MEK1/2, AKT, STAT5, p47phox and
p22phox were used as control for protein loading and transfer.

Fig. 4. Effect of apocynin on ERK1/2 phos-
phorylation induced by different stimuli.
Neutrophils (10 × 106) were stimulated with
GM-CSF (25 ng/ml), fMLF (10−6 M) or PMA
(100 ng/ml) for respectively 20 min, 1 min or
8 min at 37 °C in the absence or presence of
apocynin at different concentrations (200 µM
and 400 µM). Activation of ERK1/2 was ana-
lysed by western blot using an anti-phospho-
ERK1/2 antibody. Anti-ERK1/2 and anti-
p22phox antibodies were used as control for
protein loading and transfer (A). The ratio of
phospho-ERK1/2 to the total amount of
p22phox was quantified using Image J soft-
ware. Values are expressed as means ± SEM
of 3 independent experiments. ns (not sig-
nificant): p > 0.05, **: p < 0.01, ***:
p < 0.001, ****: p < 0.0001 as compared to
the control (neutrophils stimulated with GM-
CSF, fMLF or PMA without inhibitor) (B).
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2.5. Measurement of neutrophil apoptosis by flow cytometry

Freshly isolated neutrophils were resuspended in complete RPMI
1640 medium supplemented with 10% heat inactivated fetal bovine
serum and antibiotics (100 U/ml penicillin, 100 µg/ml streptomycin),
and placed in 6-well tissue culture plates to a final concentration of
5 × 106 cells/ml. Neutrophils were incubated, for 48 h at 37 °C in 5%
CO2 in presence or absence of 20 ng/ml human GM-CSF, and with or

without 400 µM of apocynin [25]. The percentage of apoptotic neu-
trophils was quantified by PE annexin V/7-Amino-Actinomycin (7-
AAD) binding kit (BD Biosciences, San Jose, CA), using a flow cyt-
ometer (FACS CANTO II, BD biosciences), before and after culture with
or without addition of human GM-CSF and apocynin, following a pro-
tocol provided by the manufacturer. The following controls were used
to set up compensation and quadrants: unstained cells, cells stained
with PE Annexin V (no 7-AAD), cells stained with 7-AAD (no PE

Fig. 5. Effect of apocynin on upstream kinases involved in ERK1/2 phosphorylation induced by GM-CSF, fMLF and PMA. Neutrophils (10 × 106) were treated with
GM-CSF (25 ng/ml), fMLF (10−6 M) or PMA (100 ng/ml) for respectively 20 min, 1 min or 8 min at 37 °C in the absence or presence of apocynin at different
concentrations (200 µM and 400 µM). Activation of MEK1/2 was analysed by western blot using an anti-phospho-MEK1/2 (S221) antibody. Anti-MEK1/2 and anti-
p22phox antibodies were used as control for protein loading and transfer (A). The ratio of phospho-MEK1/2 to the total amount of p22phox was quantified using
Image J software. Values are expressed as means ± SEM of 3 independent experiments. ns (not significant): p > 0.05, **: p < 0.01, ****: p < 0.0001 as compared to
the control (neutrophils stimulated with GM-CSF, fMLF or PMA without inhibitor) (B). Activation of AKT was analysed by western blot using an anti-phospho-AKT
(S473) antibody. Anti-AKT and anti-p22phox antibodies were used as control for protein loading and transfer (C). The ratio of phospho-AKT to the total amount of
p22phox was quantified using Image J software. Values are expressed as means ± SEM of 3 independent experiments. ns (not significant): p > 0.05,*: p < 0.05,
****: p < 0.0001 as compared to the control (neutrophils stimulated with GM-CSF, fMLF or PMA without inhibitor) (D). Activation of STAT5 was analysed by
western blot using an anti-phospho-STAT5 (Y694) antibody. Anti-STAT5 (D206Y) and anti-p22phox antibodies were used as control for protein loading and transfer
(E). The ratio of phospho-STAT5 to the total amount of p22phox was quantified using Image J software. Values are expressed as means ± SEM of 3 independent
experiments. ns (not significant): p > 0.05 as compared to the control (neutrophils stimulated with GM-CSF, fMLF or PMA without inhibitor) (F).
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Annexin V). The untreated population was used to define the basal level
of apoptotic and dead cells. 7-AAD was used as an indicator of viability
and no distinction was made between early and late apoptosis. Cells
that stained positively for PE-annexin-V were considered apoptotic. The
combination of PE annexin V and 7-AAD differentiates between early
apoptotic neutrophils (annexin V+, 7-AAD−) and late apoptotic neu-
trophils (annexin V+, 7-AAD+).

2.6. Statistical analysis

All results are expressed as means ± SEM. Data were analyzed with
GraphPad Prism 7 software (GraphPad Software, San Diego, CA).
Differences between groups were analyzed by One-way ANOVA test
with Tukey's Multiple Comparison post-test. *p < 0.05, **p < 0.01,
***p < 0.001 and ****p < 0.0001 values were considered as sig-
nificant.

3. Results

3.1. Effect of DPI and apocynin on GM-CSF-induced ERK1/2
phosphorylation and on ROS production in human neutrophils

To evaluate the role of NADPH oxidase NOX2-derived ROS on GM-
CSF-induced ERK1/2 phosphorylation in human neutrophils, freshly
isolated neutrophils were treated for 15 min with DPI or apocynin, two
NADPH oxidase NOX2 inhibitors, prior to stimulating with GM-CSF.
Results show that GM-CSF clearly induced ERK1/2 phosphorylation in
human neutrophils (Fig. 1A). Interestingly, treatment of cells by DPI did
not affect GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation indicating that
ROS are not involved, however surprisingly, treatment of cells by
apocynin inhibited this process. We checked that both molecules were
able to inhibit neutrophil ROS production induced by GM-CSF + fMLF
and by PMA (Fig. 1B-C and D-E). Dose effect studies showed that

Fig. 6. Effect of apocynin on the anti-apoptotic effect
of GM-CSF. Neutrophils (10x106) were incubated, for
48 hrs at 37 °C in 5% CO2 in presence or absence of
20 ng/ml GM-CSF, and with or without 400 µM of
apocynin. Neutrophils were stained with PE annexin
V and 7-Amino-Actinomycin (7-AAD) and the fluor-
escence was measured by flow cytometry. (A) show
result of 1 representative experiment. Values re-
present the percentage of late apoptotic neutrophils
(PE annexin V and 7-AAD positive). Live neutrophils
(L) are both PE annexin V and 7-AAD negative. Early
apoptotic neutrophils (EA) bind PE annexin V but
exclude 7-AAD. Late apoptotic neutrophils (LA) are
both PE annexin V and 7-AAD positive. Necrotic
neutrophils (N) stain with 7-AAD only. (B) show a
quantification analysis of 3 independent experiments.
Values show the pourcentage of late apoptotic neu-
trophils (PE annexin V and 7-AAD positive) and are
expressed as means ± SEM of 3 independent ex-
periments. Value of 100% corresponds to 1x105

neutrophils in late apoptotic phase. **: p < 0.01 and
***: p < 0.001.

C. Pintard, et al. Biochemical Pharmacology 177 (2020) 113950

6



apocynin inhibited GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation between
100 and 400 µM (Fig. 2A-B), however DPI had no effect even at 20 µM
(Fig. 2C-D). Interestingly, treatment of neutrophils first with DPI to
completely inhibit NOX2, then with apocynin, also inhibited GM-CSF-
induced ERK1/2 phosphorylation (data not shown). These results show
that while both DPI and apocynin are able to inhibit neutrophil ROS
production, only apocynin is able to inhibit GM-CSF-induced ERK1/2
phosphorylation, suggesting that apocynin inhibits this pathway in-
dependently of its inhibitory effect on NAPDH oxidase.

3.2. Apocynin inhibits GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation but does
not affect GM-CSF-induced p38MAPK phosphorylation in human
neutrophils

To check if apocynin action was specific for ERK1/2, we tested its
effect on GM-CSF-induced p38 phosphorylation. Results showed that
while apocynin was able to block GM-CSF-induced ERK1/2 phosphor-
ylation, it had no effect on p38MAPK phosphorylation even at high
concentrations (Fig. 3).

3.3. Effect of apocynin on ERK1/2 phosphorylation induced by different
stimuli

As ERK1/2 was also activated by other agents like the bacterial
peptide fMLF and PMA, we analysed the effect of apocynin on ERK1/2
phosphorylation induced by these agents. Results showed that while

apocynin was able to inhibit GM-CSF-induced ERK1/2 phosphorylation,
it was without effect on fMLF-induced phosphorylation even at high
concentrations (Fig. 4A-B). Surprisingly, apocynin inhibited PMA-in-
duced ERK1/2 phosphorylation.

3.4. Effect of apocynin on upstream kinases involved in ERK1/2
phosphorylation induced by GM-CSF, fMLF and PMA

As ERK1/2 was phosphorylated by MEK1/2, our results suggested
that apocynin could inhibit MEK1/2 or an upstream kinase. The kinase
known to phosphorylate MEK1/2 is Raf. Therefore, in order to verify if
apocynin could inhibit Raf activity, we examined its effect on MEK1/2
phosphorylation. Results showed that apocynin inhibited GM-CSF-in-
duced MEK1/2 phosphorylation, while having no effect on fMLF-in-
duced phosphorylation at 200 µM of apocynin and a moderate effect at
400 µM (Fig. 5A-B). Apocynin also inhibited PMA-induced MEK1/2
phosphorylation. These results suggested that apocynin could inhibit
Raf kinase or an upstream kinase. It is known that AKT is upstream Raf-
MEK1/2 and ERK1/2 in human neutrophils [26–29]. We thus tested the
effect of apocynin on AKT phosphorylation. Results showed that
apocynin strongly inhibited GM-CSF-induced AKT-phosphorylation,
without having any effect on fMLF-induced phosphorylation even at
high concentrations (Fig. 5C-D). PMA did not induce AKT phosphor-
ylation. Moreover, PKC activity was not inhibited by apocynin in vitro
(data not shown). GM-CSF-receptor is associated with different protein
tyrosine kinases, like lyn and JAK2 which control the activation of

Fig. 7. Summary diagram of the effect of apocynin on
GM-CSF-induced ERK1/2 activation pathway in
human neutrophils. Activation of human neutrophils
by GM-CSF, fMLF or PMA leads to the phosphoryla-
tion of several pathways. Binding of GM-CSF to its
receptor induced the activation of JAK2 and Lyn
tyrosine kinases which activate PI3Kinase-AKT-Raf1-
MEK1/2 and ERK1/2. fMLF induced the activation of
PI3Kinase-AKT-Raf1-MEK1/2 and ERK1/2. PMA in-
duced the activation of PKC which phosphorylates
raf1. Apocynin strongly inhibits GM-CSF-induced
AKT-ERK1/2 activation, but doesn’t have any effect
on p38 MAPK nor on STAT5 and PKC. Apocynin in-
hibits the phosphorylation/activation of AKT
module.
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MAPKinases. To identify the target of apocynin in GM-CSF-stimulated
neutrophils, we first determined the effect of apocynin on the phos-
phorylation of STAT5, the endogenous substrate of JAK2. Results
showed that apocynin did not affect GM-CSF-induced STAT5-phos-
phorylation (Fig. 5E-F). fMLF and PMA did not induce STAT5 phos-
phorylation. Lyn phosphorylation was not inhibited by apocynin (data
not shown). Moreover, Phosphoinositide 3-kinase (PI3K) which is ac-
tivated by tyrosine kinase was not inhibited by apocynin (data not
shown). These results strongly suggest that apocynin inhibits AKT
phosphorylation induced by GM-CSF but not the one induced by fMLF,
suggesting the presence of two different kinases able to phosphorylate
AKT, one of them being apocynin-sensitive.

3.5. The anti-apoptotic effect of GM-CSF is inhibited by apocynin

GM–CSF is a pro-inflammatory cytokine known to delay apoptosis
of neutrophils. AKT and ERK 1/2 are known to control the anti-apop-
totic effect of GM-CSF [27,29]. We therefore analysed whether apoc-
ynin was able to prevent GM-CSF-induced delay of neutrophil apoptosis
as a consequence of AKT-ERK1/2 pathway inhibition. Results showed
that GM-CSF was able to inhibit apoptosis of neutrophils, confirming
the anti-apoptotic effect of GM-CSF (Fig. 6A-B). Apocynin alone had no
effect on apoptosis but it inhibited the anti-apoptotic effect of GM-CSF.

4. Discussion

Human neutrophils play an important role in host defence and in
inflammation. During infection, these cells allow the destruction of
infectious agent by activation of the NADPH oxidase NOX2 and ROS
production. However, excessive ROS production is involved in devel-
opment of tissues injury and inflammatory diseases [3,6]. Thus, the
development of drugs targeting the NADPH oxidase system is an im-
portant anti-inflammatory strategy. Apocynin and DPI are among the
most used NADPH oxidase inhibitors of the phagocyte NADPH oxidase
NOX2 in vitro and in vivo [30]. Apocynin is believed to be a specific
inhibitor for NADPH oxidase NOX2, among other NOXs, however off-
target effects of this molecule are less known. In this study we showed
that while apocynin and DPI both inhibited neutrophil ROS production,
only apocynin was able to inhibit GM-CSF induced AKT-MEK1/2-
ERK1/2 phosphorylation cascade and GM-CSF-induced anti-apoptotic
effect. DPI inhibited neutrophil ROS production, but had no effect on
GM-CSF induced ERK1/2 phosphorylation pathway. Thus apocynin
inhibits GM-CSF-induced ERK1/2 pathway independently of its in-
hibitory action on NADPH oxidase NOX2.

In addition to ERK1/2 pathway, GM-CSF can also activate
p38MAPKinase pathway in human neutrophils [31]. Interestingly,
apocynin did not inhibit GM-CSF induced p38 phosphorylation sug-
gesting that it specifically targeted the ERK1/2 pathway. We also
wanted to check if apocynin inhibited the JNK phosphorylation
pathway, however GM-CSF did not activate this latter pathway in
neutrophils (data not shown). ERK 1/2 is also activated by other ago-
nists such as the chemotactic peptide fMLF and the PKC activator PMA.
Interestingly apocynin inhibited GM-CSF- and PMA-induced ERK1/2
phosphorylation but not fMLF-induced ERK1/2 phosphorylation. This
indicates that apocynin inhibits a common enzyme required for GM-
CSF- and PMA-induced ERK1/2 phosphorylation. This apocynin target
is not the tyrosine JAK2, because the phosphorylation of STAT5 was not
affected by apocynin. On the basis of our observations, we suggest the
presence of a kinase specific for GM-CSF pathway able to phosphorylate
AKT and is sensitive to apocynin (Fig. 7).

GM-CSF can regulate several neutrophil functions including priming
of neutrophil, ROS production and inhibition of neutrophil apoptosis.
Since apocynin inhibited AKT and ERK1/2, two kinases known to
control the anti-apoptotic effect of GM-CSF [26–29], we choose to test
its effect on GM-CSF-induced neutrophil apoptosis. We showed that

GM-CSF inhibited neutrophil apoptosis and that apocynin prevented
this effect. These results suggest that apocynin could be a promising
molecule to inhibit GM-CSF- and other cytokines-induced survival at
inflammatory sites and that it could exert anti-inflammatory effect by
favoring the resolution of inflammation. In this context, several studies
demonstrated that apocynin represented a therapeutic candidate for the
treatment of inflammatory diseases such rheumatoid arthritis [32,33],
inflammatory bowel diseases [34,35] and lung inflammation [36].
Apocynin had also beneficial effects in many other diseases, including
cancer [37], cardiovascular diseases [38], diabetic nephropathy [39]
and neurodegenerative diseases [40]. These effects could be related to
its action on NADPH oxidase NOX2 and on ERK1/2 phosphorylation
pathway as reported in this study.

In addition to the inhibitory effect of apocynin on p47phox trans-
location and NADPH oxidase NOX2 activation [17], little is known
about its impact on other processes. It was suggested that apocynin is an
antioxidant by reacting with hydrogen peroxide [41]. The same study
by Heumuller S et al, showed that apocynin inhibited H2O2-induced
AKT, p38 and ERK1/2 phosphorylation in rat smooth muscle cells and
suggested that this effect is probably due to its antioxidant effect [41].
In this report, we showed that in contrast to apocynin, DPI, a powerful
inhibitor of neutrophil ROS production, had no effect on GM-CSF-in-
duced ERK1/2 phosphorylation, supporting the conclusion that the
inhibitory action of apocynin on GM-CSF-induced ERK1/2 phosphor-
ylation was neither related to its inhibitory effect on NADPH oxidase
NOX2 nor on its possible antioxidant properties. Moreover, in the
current study, we showed that apocynin did not have any effect on
phosphorylation of p38 MAPK, STAT5, Lyn and PKC in human neu-
trophils stimulated by GM-CSF, suggesting that apocynin could inhibit a
specific isoform of PI3K or an upstream protein kinase which phos-
phorylates AKT on Ser373. To check if apocynin has an effect on the
phosphoryaltion of PI3K, we used an anti-Phospho-PI3Kinase-
p85(Tyr458) antibody and an anti-p55(Tyr199) antibody. The results
showed that apocynin did not inhibit GM-CSF-induced PI3K phos-
phorylation on these sites (data not shown). To ascertain that apocynin
inhibits or not PI3K activity, enzymatic activity assay should be per-
formed. Our results clearly show that apocynin inhibited GM-CSF-in-
duced AKT phosphorylation on Ser473, thus apocynin inhibits the ki-
nase which phosphorylates this site. AKT could be phosphorylated by
auto-phosphorylation, mTORC and PDK1. PDK1 phosphorylates AKT on
Thr308 and mTORC2 phosphorylates AKT on Ser373 [42]. Apocynin
could inhibit mTORC2 or AKT rather than PDK1, more studies are re-
quired to check this possibility.

A study by Jan Kucera et al, performed with mouse embryonic stem
cells suggested that apocynin at much higher concentration could in-
hibit PI3K [43]. Other studies showed that the food additive divanillin,
the homodimer of vanillin and apocynin decreased the metastatic po-
tential of HepG2liver cancer cells by inhibiting of FAK/PI3K/Akt sig-
nalling pathway [44], and apocynin can induce vasodilation of aortic
rings by inhibiting Rho Kinase activity [45].

In conclusion our study shows that apocynin, a known NADPH
oxidase inhibitor can have other effects unrelated to inhibition of
NADPH oxidase NOX2 such as inhibition of GM-CSF-induced AKT-
MEK1/2-ERK1/2 pathway and inhibited GM-CSF-pro-survival effect.
Apocynin can thus exert an anti-inflammatory effect by limiting not
only neutrophil ROS production but also neutrophil survival at in-
flammatory site.
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