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            L’inflammation joue un rôle critique dans les mécanismes de calcification de la valve 

aortique. Dans ce travail, nous montrons que la calcification des cellules interstitielles de 

valves aortiques humaines (hVICS) en culture est significativement amplifiée par l’ajout 

d’IL-8 ou de sérum de patients atteints de rétrécissement aortique calcifié (RAC) et que cet 

effet est prévenu en bloquant pharmacologiquement les récepteurs CXCR1/2. L’effet 

procalcifiant de l’IL-8 est associé à une augmentation de la dégradation de l’élastine et 

impliquerait la voie de signalisation NFkB et l’expression de la métalloprotéase MMP12. Ces 

résultats sont renforcés par l’observation que les valves aortiques de patients atteints de RAC 

montrent une surexpression de CXCR1/2 et MMP12 et une dégradation de l’élastine dans les 

zones calcifiées par rapport aux zones non calcifiées. Par ailleurs, dans un modèle de 

calcification de valves de porc implantées en sous-cutané chez le rat, nous montrons un effet 

préventif du blocage pharmacologique de CXCR1/2. L’IL-8 pourrait exercer un effet 

procalcifiant de façon directe sur les hVICs ou indirecte en limitant l’infiltration leucocytaire. 

 

Mots clés : cellules interstitielles valvulaires, rétrécissement aortique calcifié, interleukine-8, 

CXCR1/2, inflammation. 
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            Inflammation plays a critical role in the mechanisms of aortic valve calcification. In 

this work, we show that the calcification of human aortic valve interstitial cells (hVICS) in 

culture is significantly amplified by the addition of IL-8 or sera from patients with calcific 

aortic valve stenosis (CAVS) and that this effect is prevented by pharmacologically blocking 

CXCR1/2 receptors. The procalcifying effect of IL-8 is associated with an increase in the 

degradation of elastin and would involve the NFkB signaling pathway and the expression of 

the metalloprotease MMP12. These results are reinforced by the observation that the aortic 

valves of patients with CAVS show an overexpression of CXCR1/2 and MMP12 and a 

degradation of elastin in the calcified areas compared to the non-calcified areas. Moreover, in 

a model of calcification of pig valves implanted subcutaneously in rats, we show a preventive 

effect of the pharmacological blockade of CXCR1/2. IL-8 could exert a procalcifying effect 

directly on hVICs or indirectly by limiting leukocyte infiltration. 

 

Key words : interstitial valve cells, aortic valve stenosis, interleukin-8, CXCR1/2, 

inflammation. 
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1. Le rétrécissement aortique calcifié 

Dans ce chapitre, nous détaillerons l’épidémiologie, le diagnostic et le traitement du 

rétrécissement aortique calcifié (RAC) ou « Calcific Aortic Valve Stenosis (CAVS) » en 

Anglais.  

1.1. Épidémiologie, facteurs de risque et aspects cliniques  

Le RAC est la cardiopathie valvulaire la plus fréquente dans les pays industrialisés. 

C’est une maladie liée au vieillissement de la population. Il consiste en une sclérose de la 

valve aortique, entraînant avec le temps une sténose aortique, qui progresse en un 

remaniement fibro-calcique. Parmi les pathologies cardiovasculaires, le RAC occupe la 

troisième position en terme de prévalence, après les coronaropathies et l’hypertension 

artérielle [7]. La morbidité est estimée de 2,5 millions en 2000 et devrait augmenter jusqu’ à 

4,5 millions en 2030 [23]. Chaque année 85000 patients atteints de sténose valvulaire 

aortique aux États-Unis et 275000 dans le monde subissent une chirurgie de remplacement 

valvulaire [24]. Les causes du RAC se résument en trois principales causes. La première est 

dégénérative. C’est la cause la plus fréquente. Elle est le résultat d’un phénomène actif, qui 

associe le remaniement fibro-calcique de la valve aortique mais aussi de l’anneau mitral ou 

du septum interventriculaire. La deuxième cause est la bicuspidie aortique, c’est une 

anomalie congénitale qui se manifeste par la présence de deux feuillets valvulaires au lieu de 

trois. Chez les patients porteurs d’une bicuspidie, des mutations génétiques ont été identifiées. 

Ces mutations existent dans NOTCH1 et dans GATA (la famille des doigts à zinc), et 

induisent des calcifications et des altérations de la matrice extracellulaire (MEC) causées par 

une dérégulation de métalloprotéases matricielles (MMPs) [25]. La dernière cause décrite est 

d’origine rhumatismale. Cette cause est devenue rare et ne présente que 5 % des causes de 

RAC [7]. 

Concernent les facteurs de risque associés à la sténose valvulaire aortique, chez 5 201 

sujets âgés de 65 ans ou plus, inscrits à la « Cardiovascular Heart Study », des facteurs ont été 

identifiés et comprenaient l’âge (deux fois plus de risque pour chaque augmentation d’âge de 

10 ans), le sexe masculin (deux fois plus de risque), le tabagisme actif (augmentation de 35 % 

du risque) et des antécédents d’hypertension (augmentation de 20 % du risque). D’autres 

facteurs importants comprenaient le poids et une concentration sanguine élevée de Lp(a) 

(lipoprotéine a) et de LDL-Cholesterol (Low density Lipoprotein Cholesterol) (Figure 1) 

[26]. 
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Figure 1 : Les facteurs de risque associés au développement du RAC (Rajamannan et al., 

2011)[2] 

Plusieurs facteurs de risque peuvent intervenir pendant le développement du RAC qui débute par une sclérose 

valvulaire aortique et progresse en une sténose aortique dans une étape plus avancée. 

 

Au cours du RAC, les patients peuvent rester asymptomatiques même lorsque la valve 

se rétrécit en « sténose aortique », où la surcharge de pression entraîne une hypertrophie 

ventriculaire gauche progressive. Lorsque le rétrécissement aortique devient serré, des 

symptômes commencent à apparaitre et comprennent la dyspnée et/ou la syncope d’effort, 

l’angor ainsi que des troubles rythmiques et/ou conductifs. À ce stade il est urgent 

d’intervenir  rapidement. Sans intervention, le décès survient en quelques mois ou années 

[23]. 

 

1.2. Diagnostic  

Plusieurs méthodes d’imagerie sont utilisées actuellement pour le diagnostic du 

RAC : l’échocardiographie, la tomodensitométrie (computed tomography ou CT-scan), et la 

tomographie par émission de positrons (positron emission tomography ou PET-scan). Ces 

outils d’imagerie permettent de suivre le développement de la maladie et d’estimer sa sévérité 

pour une prise de décision concernant le remplacement valvulaire (Figure 2) [4]. 
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Figure 2 : Outils de diagnostic du RAC (Peeters et al., 2017)[4] 

 

L’échocardiographie est la méthode d’imagerie de référence pour diagnostiquer la 

sténose aortique et évaluer son degré de sévérité. Il s’agit d’une technique non invasive qui 

repose sur l’utilisation des ultrasons. L’avantage de cette méthode est sa simplicité, son coût 

relativement faible et sa facilité d’utilisation. Elle offre d’excellentes performances pour 

l’évaluation des paramètres hémodynamiques transvalvulaires, mais reste descriptive et non 

précise pour mesurer le degré de calcification [9]. Les paramètres hémodynamiques 

principaux mesurés à l’échocardiographie-Doppler sont : l’aire valvulaire aortique (AVA) 

exprimée en cm2, la vélocité maximale du flux sanguin (Vmax) exprimée en m/s et le 

gradient transvalvulaire aortique moyen (GM) exprimé en mmHg. Ces paramètres permettent 

de classer la sévérité de la sténose valvulaire aortique en 3 stades : légère, modérée et sévère 

(Tableau 1). 

Tableau 1 : Grades de sévérité de la sténose valvulaire aortique selon les recommandations 

de la Société Européenne de Cardiologie(ESC) (Helmut Baumgartner et al., 2017)[1] 

 

 
Sténose aortique 

légère 

Sténose aortique 

modérée 

Sténose aortique 

sévère 

AVA (cm²) > 1,5 1,0-1,5 < 1,0 

Vmax (m/s) 2,6-2,9 3,0-4,0 ≥ 4,0 

GM (mmHg) < 20 20-40 ≥ 40 
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De façon complémentaire, la tomodensitométrie permet une évaluation de la 

calcification plus détaillée et reproductible que l’échographie. Un score calcique peut être 

établi afin de quantifier la masse, la densité et/ou le volume de la calcification valvulaire 

macroscopique. Le score calcique est mesuré en unités Hounsfield (HU) qui est une 

évaluation de l’atténuation des rayons X traversant la structure valvulaire, en donnant la 

valeur de référence zéro à l’eau [27]. Une corrélation entre le degré de calcification valvulaire 

mesurée par la méthode d’Agatston et la sévérité de la sténose aortique a été montrée [28] 

[29]. Cet outil de diagnostic fournissant des informations complémentaires à 

l’échocardiographie permettrait d’affiner la prise de décision d’un remplacement valvulaire. 

Toutefois, bien que cette méthode fournisse une excellente quantification de la calcification 

valvulaire chez le patient, elle ne permet pas de comprendre les mécanismes biologiques en 

cours [30]. 

À l’inverse, la tomographie par émission de positons (TEP) est une méthode 

d’imagerie qui apporte des informations sur les mécanismes biologiques en cours chez les 

patients atteints de sténose aortique, en fonction du traceur isotopique employé. 

L’inflammation et la calcification peuvent être ciblées à l’aide de deux marqueurs radioactifs 

les plus couramment utilisés : 18F - Fluorodésoxyglucose (18F - FDG) et le 18F - Sodium 

fluoride (18F - NaF), respectivement. L’augmentation de l’absorption de 18F - FDG 

valvulaire a été démontrée récemment dans le RAC et associée à une progression plus rapide 

de la maladie [31]. Le 18F - NaF a été initialement utilisé pour la détection des métastases 

osseuses et les tumeurs ostéoblastiques primaires [32]. Le fluorure se lie préférentiellement 

aux cristaux d’hydroxyapatite en cours de formation. Le 18F - NaF s’accumule surtout dans 

les zones de microcalcifications, et peu dans les zones des macrocalcifications [33]. 

L’analyse histologique de l’absorption du 18F - NaF dans la valve sténotique montre une 

corrélation avec des protéines impliquées dans la calcification. En outre, les zones de 

microcalcifications marquées au 18F - NaF progressent avec le temps en macrocalcifications. 

Ainsi, la TEP par 18F - NaF permettrait de prédire précocement le développement de la 

calcification valvulaire aortique et pourrait par conséquent servir à l’évaluation de l’efficacité 

de nouveaux traitements pharmacologiques [34].  
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1.3. Biomarqueurs de la sténose valvulaire aortique 

Les biomarqueurs sont des paramètres biologiques considérés comme indicateurs de 

processus biologiques normaux, de processus pathogènes ou de réponses pharmacologiques à 

une intervention thérapeutique. Les biomarqueurs peuvent être utilisés comme marqueurs de 

diagnostic et de pronostic [35]. Plusieurs biomarqueurs ont fait l’objet d’étude dans le RAC.  

 

a. Peptides natriurétiques 

Une pression excessive dans les cavités du cœur provoque la libération de 

polypeptides natriurétiques (PN), tels que le peptide natriurétique cérébral (PNC) et le 

peptide natriurétique auriculaire (PNA). Le PNC, appelé couramment peptide natriurétique de 

type B (BNP) est libéré par les ventricules cardiaques et le PNA (ou encore ANP) par les 

oreillettes, mais les deux peuvent également être libérés par l’un ou l’autre compartiment. 

Depuis de nombreuses années, le BNP est utilisé dans le diagnostic et le pronostic de 

l’insuffisance cardiaque aiguë ou chronique avec une corrélation directe avec la gravité de 

l’insuffisance cardiaque [36]. Des études ont par ailleurs mis en évidence une corrélation 

entre le BNP et la gravité de la sténose aortique. La concentration de BNP plasmatique est en 

effet augmentée chez les patients atteints de sténose aortique et présentant des symptômes 

[37][38][39]. En outre, chez 953 patients atteints de sténose aortique modérée ou sévère, il a 

été montré que le BNP était un facteur pronostique de la mortalité à long terme [40]. Le BNP 

pourrait être utilisé pour évaluer le pronostic de la sténose aortique, la stratification des 

risques et le moment de l'intervention [41]. 

 

b. Troponines 

Les troponines sont des protéines régulatrices qui composent les tissus squelettiques 

et musculaires cardiaques striés [41]. Ils sont considérés comme des marqueurs spécifiques 

des lésions myocardiques. Les valeurs de concentration plasmatique de troponines 

augmentent dans diverses pathologies, notamment dans l’insuffisance cardiaque aiguë et 

chronique. Dans la sténose aortique, une valeur élevée de troponine plasmatique est 

considérée comme un marqueur de mauvais pronostic. Chez les patients atteints de sténose 

aortique asymptomatique, des concentrations plasmatiques élevées de troponine ont été 

associées à la présence d’une hypertrophie avancée, une fibrose myocardique de 
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remplacement et une fréquence plus élevée de recourt au remplacement valvulaire ou de 

décès cardiovasculaire [42][43]. 

 

c. Protéine C-réactive  

L’inflammation joue un rôle important dans les maladies cardiovasculaires et est 

caractérisée par la production hépatique de la protéine C-réactive (CRP). Des concentrations 

élevées de CRP ont été rapportées chez les patients atteints d’insuffisance cardiaque [44]. Par 

ailleurs, une augmentation des valeurs de CRP a été retrouvée chez des patients atteints de 

sténose aortique et montre une corrélation directe avec le taux de recourt au remplacement 

valvulaire [45][46]. 

 

d. Galectine-3 

La galectine-3 est une glycoprotéine de la famille des lectines sécrétée entre autre par 

les macrophages et capable de se lier aux β-galactosides. Elle est capable de réguler 

positivement ou négativement divers processus cellulaires (métabolisme et cycle cellulaires, 

transcription et traduction des gènes, trafic des organelles, dialogue entre membranes), ce qui 

lui permet de coordonner une réponse adaptée au stress cellulaire et de contribuer ainsi à sa 

résolution, induire l’autophagie, voire l’apoptose, pour rétablir l’homéostasie du tissu. La 

galectine-3 plasmatique est un biomarqueur impliqué dans plusieurs pathologies 

inflammatoires [47]. Des concentrations plasmatiques élevées de galectine-3 seraient 

corrélées à un risque accru d’insuffisance cardiaque et de mortalité [48]. La galectine-3 serait 

surexprimée chez les patients atteints de sténose aortique [49]. Cependant, dans une étude 

portant sur 583 patients ayant subi un remplacement valvulaire par voie transcathéter, aucune 

corrélation n’a été observée entre les concentrations de galectine-3 plasmatique et la gravité 

de la sténose aortique [50]. 

 

e. Facteur de croissance-15 

Le facteur de différenciation et de croissance-15 (GDF-15) est une cytokine qui joue 

un rôle important dans l’inflammation et l’apoptose [51]. Les concentrations de GDF-15 
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plasmatique ont été élevées chez les patients atteints de sténose aortique et ont été corrélées à 

la sévérité des symptômes [52]. 

 

f. MicroARN (miARN) 

Les microARN (miARN) sont des petites molécules d’ARN non codantes composées 

de 22 à 26 nucléotides jouant un rôle important dans la régulation post-transcriptionnelle de 

l’expression des protéines [53]. Les miARN retrouvés dans la circulation générale constituent 

des biomarqueurs potentiels de processus biologiques pathologiques. Plusieurs études 

montrent que certains miARN circulants sont davantage exprimés au cours de la sténose 

valvulaire aortique: miRNA-125b, miRNA-451a, miRNA-22-3p [54][55] ; alors que d’autres 

sont réprimés: miRNA-141, miRNA-148a-3p, miRNA-24-3p et miRNA-382-5p [56][57][55]. 

La signification physiopathologique et l’intérêt clinique de ces observations nécessitent des 

études complémentaires. 

 

1.4. Traitement pharmacologique  

À ce jour, aucune intervention pharmacologique n’a été validée pour freiner la 

progression du RAC. Le seul traitement proposé aux patients atteints du RAC symptomatique 

est le remplacement valvulaire chirurgical ou par voie percutanée « TAVI » (transcatheter 

aortic valve implantation). Cependant, plusieurs études ont tenté de réorienter dans le RAC 

certaines approches pharmacologiques déjà employées dans d’autres affections 

cardiovasculaires. 

 

a. Inhibiteurs de l’enzyme de conversion de l'angiotensine et bloqueurs du récepteur 

AT1 de l'angiotensine 

Le système rénine-angiotensine (RAS) joue un rôle important dans les maladies 

cardio-vasculaires. Les inhibiteurs de l’enzyme de conversion de l'angiotensine (IEC) et les 

antagonistes des récepteurs de l'angiotensine 2 (ARA2) sont connus pour réduire les effets du 

RAS sur le remodelage cardiovasculaire. Une étude a montré que le traitement par IEC ne 

semblait pas ralentir la progression hémodynamique de la sténose valvulaire [58]. En 

revanche, une autre étude a montré que les ARA2 pourraient atténuer la fibrose et la 
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calcification valvulaires [59]. Les IEC et les ARA2 pourraient par ailleurs améliorer certains 

symptômes (dyspnée et tolérance à l'effort) ainsi que la survie chez les patients atteints de 

RAC [60], mais le niveau de preuve reste faible du fait de l’absence d’essai thérapeutique 

randomisé. 

 

b. Statines 

Les statines sont des inhibiteurs spécifiques de l'hydroxyméthylglutaryl coenzyme A-

réductase (HMG-CoA-réductase), enzyme clé du métabolisme du cholestérol. Elles sont 

couramment employées pour corriger certaines dyslipidémies (notamment associée à un taux 

sanguin élevé de LDL et de cholestérol total) dans le but de réduire le dépôt lipidique au 

cours de l'athérosclérose. Bien que certains travaux aient suggéré que les statines pourraient 

également réduire la progression de la sténose valvulaire aortique, notamment en terme de 

paramètres hémodynamiques échographiques [58], les effets bénéfiques sur le développement 

du RAC restent limitées. En effet, les statines peuvent réduire le dépôt lipidique dans la phase 

d'initiation de la maladie, mais ont peu d'effet une fois la phase de propagation établie lorsque 

la fibrose et la calcification sont les processus pathologiques dominants [61]. 

  

c. La lipoprotéine(a) 

La lipoprotéine(a) ou LP(a) est une lipoprotéine qui présente les mêmes 

caractéristiques de densité et dimensions que les LDL. Il s’agit d’une particule LDL modifiée 

composée de LDL et d'apolipoprotéine(a) (apo[a]). La Lp(a) est désormais reconnue comme 

un facteur de risque majeur et indépendant du RAC [62]. L'élévation de la Lp(a) serait un 

facteur de risque génétique très répandu (environ 20 % des personnes) pour les maladies 

cardiovasculaires et la sténose valvulaire aortique. Un polymorphisme nucléotidique unique 

dans le locus de la LP(a) a en effet été lié à la sténose valvulaire aortique [63]. Plusieurs 

études se sont intéressées à cibler la Lp(a) pour ralentir la progression du RAC. Les statines 

n’ont montré aucune efficacité dans la réduction de Lp(a) chez les patients atteints de sténose 

valvulaire aortique [64]. Cependant, d’autres agents thérapeutiques incluant IONIS-

APO(a)Rx et IONIS APO(a)-LRx (des oligonucléotides antisens [ligand-conjugués] ciblant 

l'ARNm de l'apolipoprotéine(a) hépatique) ont été étudiés dans des essais de phase 1 et 2, et 

semblent capables de réduire significativement (baisse de l’ordre de 70%) les concentrations 
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plasmatiques de Lp(a) chez les patients atteints de sténose valvulaire aortique [65], mais 

l’impact de cet effet sur la progression de la maladie reste à démontrer.  

 

d. Bisphosphonates et dénosumab 

Les traitements de l’ostéoporose (par exemple les bisphosphonates ou le dénosumab) 

pourraient avoir un effet bénéfique sur la calcification vasculaire et valvulaire tout en 

préservant le métabolisme osseux [66]. Les bisphosphonates inhibent la résorption osseuse 

médiée par les ostéoclastes, réduisant la perte osseuse associée à l’ostéoporose [67]. Les 

bisphosphonates sont des analogues stables des pyrophosphates. Ces médicaments peuvent 

inhiber la résorption osseuse à travers leur effets sur la fonction des ostéoclastes [68]. Il a de 

plus été montré qu’ils peuvent aussi réduire la minéralisation. Certains bisphosphonates 

inhibent la résorption osseuse et la minéralisation à la même concentration alors que d'autres 

ont besoin de concentrations plus élevées pour inhiber la minéralisation de l'os que celles qui 

inhibent sa résorption. Il a été suggéré que les bisphosphonates ont la capacité de réduire le 

taux de calcium et le phosphate dans le sérum ce qui explique leur effet sur la calcification 

des tissus. Les bisphosphonates ont également un rôle anti-inflammatoire en inhibant la voie 

du mévalonate impliquée dans la synthèse du cholestérol. Les bisphosphonates pourrait se 

diffuser dans la valve, inhiber la formation de médiateurs inflammatoires et réduire ainsi la 

calcification [69]. De façon générale, le taux moyen de progression du RAC est associé à une 

réduction de la surface valvulaire aortique d'environ 0,1 cm² par année [70][71]. Une étude 

intéressante concernant l’effet des bisphosphonates sur la progression de la sténose valvulaire 

aortique a montré que le groupe témoin non traité par bisphosphonate a présenté une 

réduction de la surface valvulaire aortique de 0,2 cm² sur 2 ans alors que le groupe traité par 

bisphosphonate a présenté une augmentation de cette surface de 0,1 cm² sur 2 ans [72]. Ces 

résultats sont cohérents avec ceux de Skolnick et al. montrant que les bisphosphonates 

pourraient ralentir la progression de la sténose aortique [73]. 

 

e. Vitamine K 

La vitamine K est une vitamine liposoluble qui montre des effets protecteurs vis-à-vis 

des calcifications cardiovasculaires [74][75]. Une étude réalisée par Brandenburg et al. chez 

des patients atteints de sténose valvulaire aortique a montré que sur 1an, le score de 
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calcification valvulaire aortique a diminué jusqu’à 10 % chez les patients traités avec de la 

vitamine K contre une progression de 22 % dans le groupe témoin [76], suggérant qu’une 

supplémentation en vitamine K permettrait de ralentir la progression du RAC [77][74]. La 

vitamine K est essentielle pour l’activation de la protéine Gla matricielle (MGP) connue pour 

être un puissant inhibiteur des calcifications cardiovasculaires [78]. À l’inverse, il est possible 

que l’utilisation des anticoagulants anti-vitamines K puisse favoriser les calcifications 

cardiovasculaires [79]. 

 

1.5. Traitement non pharmacologique du RAC 

Comme déjà mentionné, le seul traitement proposé à ce jour aux patients atteints de 

RAC serré symptomatique est le remplacement valvulaire aortique (RVA) qui peut être 

réalisé par voie chirurgicale ou par approche transcathéter (TAVI pour trancatheter aortic 

valve implantation). Le RVA chirurgical nécessite la mise en place d'une circulation 

extracorporelle et l’arrêt cardioplégique du cœur alors que le RVA par TAVI est effectué par 

voie percutanée, sous anesthésie locale. Le RVA chirurgical présente un risque de 

complications périopératoires comme la fibrillation auriculaire, l’arrêt cardiaque qui nécessite 

l’utilisation d’un stimulateur cardiaque permanent, les transfusions sanguines, l’insuffisance 

respiratoire, l’insuffisance rénale, l’infection, l’accident vasculaire cérébral. Le TAVI est une 

source de complications pouvant être différentes de la chirurgie. Il présente des anomalies de 

la conduction nécessitant l'insertion d'un stimulateur cardiaque, des fuites paravalvulaires, des 

accidents vasculaires cérébraux et des complications vasculaires en plus des effets moins 

courants tels que l’obstruction coronarienne, la rupture annulaire ou l’embolisation valvulaire 

[80]. Au cours de la dernière décennie, le RVA par TAVI était une solution pour les patients 

inopérables. Il est devenu désormais le traitement le plus souvent utilisé pour le traitement de 

la sténose valvulaire aux États-Unis et en Europe [81]. Le pourcentage de mortalité 

périopératoire entre RVA chirurgical et TAVI est similaire (<1 % chez les patients à faible 

risque, 2 à 4 % chez les patients à risque intermédiaire et 3 à 7 % chez les patients à haut 

risque) [82]. 

a. Choix de l’intervention 

Le choix de la méthode d’intervention pour traiter une sténose aortique dépend de 

plusieurs critères d’évaluation : (1) la survie à long terme attendue du patient (en supposant 

que la sténose aortique est traitée), (2) les facteurs de comorbidité qui peuvent affecter le 
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risque chirurgical ou celui de complications tardives et (3) les caractéristiques 

pathoanatomiques (Figure 3). Les recommandations évoluent régulièrement en fonction des 

technologies disponibles et des données publiées sur l'efficacité à court et à long terme, la 

possibilité de réintervention, les facteurs de comorbidité du patient qui influencent à la fois le 

risque chirurgical et la survie attendu du patient, ainsi que l’avis du patient. Toutes ces 

critères sont discutés par une équipe cardiaque multidisciplinaire [5].  

 

 

Figure 3 : Algorithme de décision de traitement pour les patients atteints de sténose 

aortique (SA) qui répondent aux critères d'intervention (Boskovski MT et al., 2021)[5] 

AVR:aortic valve replacement; LVOT, left ventricular outflow tract; SAVR, surgical AVR; and TAVR, 

transcatheter AVR 

 

Pour un patient âgé ou ayant des comorbidités qui limitent sa survie, le TAVI est 

généralement recommandé. Pour les patients plus jeunes de moins de 60 ans un RVA 

chirurgical avec une valve mécanique était recommandé. Néanmoins, au cours des dernières 
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décennies, une augmentation croissante de l'utilisation de valves bioprothétiques chez les 

patients plus jeunes a été constatée compte tenu de l’amélioration de la durabilité de ces 

bioprothèses et des moindres contraintes de suivi. En effet, en cas de valves mécaniques un 

traitement anticoagulant (par antivitamine K) est nécessaire, imposant une surveillance stricte 

afin de limiter les risques de sous ou surdosages. Le RVA chirurgical peut être effectué en 

utilisant des prothèses biologiques ou mécaniques alors que le TAVI est réalisé avec une 

bioprothèse associée à un ballon-extensible, auto-extensible ou des prothèses mécaniquement 

extensibles.  

 

b. Les prothèses mécaniques 

Les prothèses mécaniques introduites pour la première fois par Hufnagel en 1952 

étaient les premières prothèses utilisées [83]. L'avantage principal des prothèses mécaniques 

est leur durabilité. En effet, les prothèses mécaniques modernes à bileaflet ne présentent 

aucune dégénérescence structurelle. Le suivi des patients jusqu’à 25 ans après RVA 

chirurgical montre que ces valves persistent sans aucune dégénérescence [84]. Cependant, 

pour éviter le risque des complications thromboemboliques, l’anticoagulation est nécessaire. 

Les saignements sont plus fréquents avec les prothèses mécaniques en comparaison avec les 

bioprothèses [85]. 

 

c. Les prothèses biologiques 

Les prothèses biologiques ou bioprothèses sont composées de valves aortiques 

porcines ou de pièces de péricarde bovin et sont fabriquées d’une manière qui les permette 

d’imiter étroitement les valves aortiques natives. Elles sont conservées dans du 

glutaraldéhyde (GA) afin de tanner le tissu et le conserver en inhibant la dégradation 

enzymatique. Récemment, une nouvelle technique de préservation des bioprothèses a été 

utilisée. Cette technique nécessite un traitement au glycérol et permet de bloquer les résidus 

aldéhydes empêchant ainsi le besoin d’utilisation de GA [86]. 
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d. Détérioration/dégénérescence des prothèses  

À l’opposé des prothèses mécaniques, les bioprothèses implantées par RVA chirurgi-

cal ou TAVI ne nécessitent pas d'anticoagulation mais peuvent subir une détérioration ou 

dégénérescence valvulaire (DV). Cette détérioration peut être associée à une calcification 

prothétique après environ 7 à 8 ans de l'implantation (Figure 4). Généralement, on considère 

qu’il y a une DV dans le cas d’une défaillance de la valve nécessitant une réintervention. 

Cette définition permet de donner un aperçu de la durabilité des prothèses, et de faire une 

comparaison entre les différents types de prothèses [87], mais elle n’exclut pas qu’un 

processus précoce ait été initié peu de temps après implantation. Plusieurs facteurs peuvent 

jouer un rôle dans la DV. Le sujet jeune est plus à risque de DV. À 15 ans de l’intervention, 

22 % des patients de 50 ans, 30 % des patients de 40 ans, 30% des patients de 30 ans, et 50% 

des patients de 20 ans auront besoin d’une réopération à cause d’une DV. Autres facteurs 

peuvent également affecter la durabilité des bioprothèses comme l'hypertension, 

l'hypertrophie du ventricule gauche et l'hyperparathyroïdie [88]. Les bioprothèses de nouvelle 

génération durent plus longtemps que les plus anciennes [89]. Toutefois, malgré de 

nombreuses comparaisons entre différents types de prothèses, aucun avantage définitif n'a été 

démontré pour une prothèse en particulier. Dans le cas d’une DV, la planification de la 

réintervention est réalisée en prenant en compte les mêmes critères cliniques et 

échocardiographiques que les natives [90]. La fréquence de réintervention à long terme pour 

DV est généralement de 2 à 3 % à 10 ans et 15 à 20 % à 20 ans après la première 

intervention. Une réintervention par TAVI ou RVA chirurgical est plus complexe et peut 

souvent nécessiter une chirurgie de la racine aortique plus étendue que lors de la première 

intervention en raison de la cicatrisation et de la calcification étendues autour de la prothèse 

[91]. Une autre approche, appelée Valve-in-valve (ViV) TAVI, présente une approche moins 

invasive que le RVA réopératoire car elle permet de réduire les difficultés techniques et les 

limites liées à l'explantation de la prothèse valvulaire [92].  
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Figure 4 : Bioprothèse calcifiée (Amat-Santos IJ et al., 2020)[6] 

 

e. Calcification des prothèses  

Plusieurs facteurs peuvent être impliqués dans la calcification des bioprothèses 

comme le jeune âge du receveur, le stress mécanique élevé ainsi que le prétraitement du 

dispositif avec du GA [5]. En effet, le GA stabilise et modifie certains sites riches en 

phosphore dans le tissu bioprothétique favorisant la minéralisation lors de l’implantation 

lorsque ces sites sont exposés à des niveaux élevés de calcium dans le liquide extracellulaire. 

Par ailleurs, la calcification des protéines de la MEC telles que le collagène et l’élastine a été 

observée cliniquement. Les fibres élastiques et de collagène peuvent servir de sites de 

nucléation pour le phosphate et le calcium, indépendamment des composants cellulaires de la 

bioprothèse (Figure4) [93]. La calcification des protéines de la MEC, le collagène et 

l'élastine, a été observée dans des implants de tissus valvulaires bioprothétiques dans un 

modèle d’implantation sous-cutanée chez le rat [94]. De plus, la minéralisation est 

généralement accélérée sur les sites de déformations mécaniques intenses générées par le 

mouvement, comme les points de flexion des valves cardiaques. Ce stress mécanique n’est 

pas appliqué à la bioprothèse implanté en sous-cutanée, ce qui présente un principal limite de 

l’utilisation des modèles de calcification des bioprothèses valvulaires.  

Le mécanisme de calcification dans les cuspides des bioprothèses est initié 

principalement dans les cellules mortes du tissu conjonctif qui ont été dévitalisées mais non 

éliminées pendant le prétraitement au GA. En outre, les mécanismes physiologiques 

d'élimination du calcium par les cellules dévitalisées des tissus prétraités au GA ne sont plus 

fonctionnels et le calcium s’accumule à l’intérieur des cellules. Les membranes cellulaires et 

autres structures intercellulaires sont riches en phosphore (sous forme de phospholipides 

comme la phosphatidylsérine) qui a la capacité de se lier au calcium et former des sites de 

nucléation. Les dépôts de calcification s’accumulent, entraînant des nodules minéralisés qui 

affaiblissent les tissus et provoquent ainsi un dysfonctionnement de la bioprothèse [89].  



36 
 

2. Mécanismes physiopathologiques du RAC 

2.1. Rappels anatomiques et histologiques de la valve aortique  

Comme le cœur d'un adulte bat environ 70 fois par minute, les valves cardiaques 

doivent s'ouvrir et se refermer plus de 100 000 fois par jour afin de maintenir le flux du sang 

unidirectionnel. Le cœur contient deux types de valves: les valves auriculo-ventriculaires 

(AV), comprenant les valves mitrale et tricuspide qui séparent les oreillettes des ventricules 

des côtés gauche et droit respectivement, et les valves semi-lunaires aortique et pulmonaire 

qui séparent les ventricules des grandes artères. Les valves pulmonaire, aortique et tricuspide 

sont constituées de trois valvules ou cuspides, la valve mitrale en possède deux (Figure 5). 

 

 

Figure 5 : Les valves cardiaques (Olivier Varennes et al., 2017)[7] 

 

Ces valves sont constituées de deux types cellulaires localisés dans deux feuillets 

différents : les cellules endothéliales valvulaires (hVECs) localisées dans le feuillet externe 

de la valve, et les cellules interstitielles valvulaires (hVICs) enchâssées dans la MEC 

composée de trois différentes couches. Ces trois couches sont respectivement : la fibrosa, la 

spongiosa et la ventricularis. La fibrosa, feuillet situé vers la face extérieure de la valve, est 

riche en collagène. La matrice de collagène est composée de collagène de type I (70%), et 

environ 25% de type III [95][96]. Les fibres de collagène sont alignées, ce qui permet de 
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supporter une grande partie de la pression transvalvulaire exercée lorsque la valve est fermée. 

Le feuillet médian appelé spongiosa, est riche en glycosaminoglycanes (GAG) et 

protéoglycanes (PG) et moins riche en collagène. Cette matrice plus compressible permet à la 

valve d'absorber une force élevée due à la mise en mouvement et en pression de la valve. En 

outre, l’hydrophilie élevée des protéoglycanes réduit le cisaillement entre la fibrosa et la 

ventricularis. Le dernier feuillet situé vers la face interne de la valve, appelé ventricularis, est 

composé de fibres d'élastine orientées radialement qui facilitent le mouvement des tissus en 

s'étendant lorsque le feuillet de la valve s'ouvre et en reculant pendant la fermeture de la 

valve. Ces fibres favorisent en effet la fermeture de la valve en fin de diastole et maintiennent 

la pression mécanique produite par l’alternance des phases systoliques et diastoliques (Figure 

6) [97][96]. 

 

 

Figure 6 : Structure normale de la valve et types cellulaires résidents (Nalini M. 

Rajamannan et al., 2011)[2] 

 

Les structures valvulaires ont un mouvement coordonné qui maintient le flux sanguin 

unidirectionnel pendant le cycle cardiaque. Ils travaillent ensemble pour résister aux 

modifications du débit hémodynamique au cours du cycle cardiaque [98]. Les composants de 
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la valve aortique sont synthétisés et maintenus par les cellules présentes au sein des feuillets, 

les hVECs et les hVICs.  

Les hVECs sont phénotypiquement différentes des cellules endothéliales de l’aorte 

adjacente [99]. Une étude qui compare l’expression des gènes par les cellules endothéliales 

valvulaires et des cellules endothéliales vasculaires aortiques porcines a démontré des 

différences entre ces 2 types de cellules cultivées in vitro. Parmi les 847 gènes étudiés, 55 

gènes ont une expression similaire entre les deux types de cellules, mais 48 gènes ont été 

exprimés par un seul type de cellule ou l'autre. Les gènes exprimés par les deux types de 

cellules comprenaient ceux impliqués dans la signalisation paracrine y compris le TGF-β1, 

BMP-7 et -9 et le facteur de croissance des fibroblastes-3, le β-actine et la protéine 

d'interaction cellule-cellule cadhérine-11. Les gènes qui sont exprimés par les cellules 

endothéliales (CE) vasculaires uniquement comprenaient certaines protéines de la 

signalisation paracrine tels que le facteur de croissance endothélial vasculaire-B et la 

molécule d'adhérence des cellules vasculaires-1, alors que les hVECs exprimaient le facteur 

de croissance du tissu conjonctif et l'interleukine chimiotactique des lymphocytes T-16, gènes 

impliqués également dans la signalisation paracrine [100]. Par ailleurs, Il existe également 

des différences fonctionnelles entre les hVECs et les CE vasculaires. Par exemple, la 

perméabilité des hVECs est supérieure à celle des CE des artères, ce qui permet d’expliquer 

l’observation de certaines régions de développement des lésions au début de la progression de 

la maladie [101].  

Les hVECs ont un rôle d’interaction avec les hVICs pour maintenir l’intégrité de la 

valve en formant une barrière qui protège les hVICs contre le flux sanguin. Les hVECs 

peuvent en effet détecter les forces hémodynamiques et répondre aux facteurs sanguins 

circulants de manière à réguler de façon paracrine l’activité des hVICs. Les hVECs peuvent 

alors contribuer également aux processus physiopathologiques dans certaines conditions 

hémodynamiques (hypertension, étire ment, contraintes de flux appelé « shear stress ») ou 

inflammatoires anormales [99]. 

Les hVICs sont les cellules majoritairement retrouvées dans les 3 feuillets, mais leur 

répartition est inégale, avec une présence plus importante dans la fibrosa et une densité 

cellulaire plus faible dans la spongia. Elles jouent un rôle majeur dans la synthèse de la MEC 

en exprimant des enzymes pouvant réguler la composition de cette matrice, notamment les 

métalloprotéinases [MMPs] et leurs inhibiteurs [TIMPs]. Les hVICs peuvent présenter 5 
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phénotypes (Figure 7) : hVICs progéniteurs embryonnaires endothéliaux/mésenchymateux, 

hVICs quiescents (qVICs), hVICs activés (aVICs), hVICs progéniteurs (pVICs) et les hVICs 

ostéoblastiques (obVICs).  

 

 

Figure 7 : Les différents phénotypes des cellules valvulaires (Amber C Liu et al., 2007)[8] 

 

Les hVICs progéniteurs embryonnaires endothéliaux/mésenchymateux ont subi une 

transformation endothéliale-mésenchymateuse (TEM) qui initie le processus de formation des 

valves dans l'embryon [8].  

Les hVICs progénitrices (pVICs) sont des cellules souches valvulaires provenant de 

cellules dérivées de la moelle osseuse, de cellules circulantes et ou de cellules progénitrices 

valvulaires résidentes. Ces cellules peuvent présenter des caractéristiques de cellules 

progénitrices endothéliales (CPE) ou de cellules dendritiques (CD). Les CPE présentent les 

marqueurs de cellules souches, tels que le CD133 et le CD34, et ont la capacité de 

prolifération et d’angiogenèse. Les CD sont identifiées par S100, une protéine de liaison au 

calcium intracellulaire. Par ailleurs, les pVICs présentent des marqueurs des cellules 

endothéliales et mésenchymateuses et répondent à la fois au TGF-b et au VEGF, le premier 

favorisant la transformation mésenchymateuse et l’autre donne naissance à l'endothélium. Ce 

qui reflète la plasticité importante de ces cellules [8]. Les pVICs peuvent être activées 

directement ou nécessitent une transformation par une étape qVICs. 
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 Les qVICs sont les cellules présentes dans la valve adulte avec pour rôle de maintenir 

la structure et la fonction physiologiques des valves. Les qVICs présentent deux types des 

jonctions intercellulaires, les jonctions lacunaires et les jonctions d'adhésion. Les connexines-

26 et -45 sont des protéines transmembranaires des jonctions lacunaires utilisées par les 

hVICs pour communiquer avec les hVICs adjacentes. Les jonctions d'adhésion cellule-cellule 

peuvent être important pour former un réseau structurel cellulaire qui transmettent 

rapidement les informations afin de faciliter la fonction de la valve [102]. Dans la valve 

normale, les cellules sont considérées comme étant au repos. 

Les aVICs sont les cellules qui régulent les réponses de la valve en cas de maladie et 

de blessure. Dans les valves malades, les signaux cellulaires favorisent la transformation des 

qVICs en des hVICs activées. Les aVICs présentent des caractéristiques de myofibroblastes 

montrant une contraction accrue, avec une expression importante des protéines contractiles, 

telles que le α-SMA. En culture primaire, avec un nombre croissant de passages, de 

nombreuses hVICs deviennent positives pour α-SMA. En outre, les aVICs rondes et 

rhomboïdes ont plus de fibres de stress contenant du α-SMA et sont moins mobiles. À 

l’inverse, les aVICs à queue et en forme de fuseau (allongées) sont plus prolifératives et sont 

plus mobiles. L'activation des hVICs est associée à une augmentation de la sécrétion et de la 

dégradation de la MEC, à l'expression des MMPs et des TIMPs, ainsi qu'une prolifération et 

une migration accrues, qui sont toutes des caractéristiques importantes du processus de 

remodelage [103]. 

Les obVICs désignent les hVICs qui subissent une différenciation ostéoblastique et 

favorisent la calcification, comme on le voit lorsque les hVICs sont cultivées dans un milieu 

de culture ostéogénique. Ces cellules expriment des protéines associées à l'ostéogenèse, tels 

que l'ostéopontine, la sialoprotéine osseuse, la phosphatase alcaline et la protéine 

morphogénétique osseuse BMP-2 et-4 [8].  

La répartition de ces différents phénotypes peut varier selon l’état de la valve. 

Normalement, lorsque la valve est saine, la majorité des hVICs est en état quiescent avec une 

sous-population limitée de cellules présentes sous la forme de progéniteurs ou « osteoblast-

like ». Lors des processus physiopathologiques, la présence de progéniteurs embryonnaires 

de hVICs et de sous-populations ostéoblastiques peut contribuer aussi bien à la réparation des 

lésions valvulaires qu’à leur calcification [7]. Le (Tableau 2) présente les différents types 

cellulaires présents dans la valve et leurs fonctions.  
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Tableau 2 : Les différents phénotypes de hVICs et leurs fonctions (Rajamannan et al, 

2011)[2] 

  

In vitro, plusieurs études suggèrent que lorsque les hVICs sont mises en culture et 

après plusieurs passages elles sont activées et se transforment en aVICs. Cependant, plus de 

connaissances sont nécessaires pour évaluer l’effet des conditions de culture y compris le 

nombre de passages et la densité de culture sur la transformation phénotypique des hVICs. En 

outre, les hVICs dans les cultures monocouches montrent une forme allongée (en forme de 

fuseau) qui ressemble à des fibroblastes. Cependant leur morphologie peut changer sous 

l’effet de la densité cellulaire (Figure 8)[8]. 
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Figure 8 : Les hVICs en culture monocouche (Amber C Liu et al., 2007) 

à des densités modérées (A), confluentes (B) et super confluentes (C). Barre d'échelle 20 m. 

Grossissements x200. 

 

La calcification de la valve peut alors être associée à une dégénérescence et une 

rigidification liées à une transition phénotypique des cellules en plus des mécanismes 

cellulaires et moléculaires qui compromettent finalement sa fonctionnalité. Dans le cas du 

RAC, la valve aortique accumule de façon progressive des dépôts importants de calcium sous 

forme d’hydroxyapatite qui l’empêche de s’ouvrir complètement et constitue un véritable 

obstacle au flux sanguin. Les valves aortiques calcifiées récupérées après remplacement 

valvulaire chirurgical montrent en effet une métaplasie osseuse (formation d’os) importante 

[104][105][106]. 
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2.2. Voies moléculaires conduisant à la calcification  

Plusieurs voies moléculaires participent au développement de la 

pathologie calcifiante; celles-ci incluent notamment la voie RANK (activateur du récepteur 

du facteur nucléaire kappa B)/RANKL (ligand RANK)/OPG (ostéoprotégérine), la voie Wnt 

/β-caténine et la voie Notch, particulièrement impliquées en temps normal dans le 

métabolisme osseux [107]. 

Dans l'os, RANKL (membre de la famille des cytokines TNF) se lie à RANK, un récepteur 

transmembranaire impliqué dans la différenciation des ostéoclastes, ce qui entraîne la 

déminéralisation de l'os. Cependant cette activation pourrait être empêchée par 

l'ostéoprotégérine (OPG), un récepteur soluble ayant la capacité de lier RANKL et inhiber 

ainsi l'activation de RANK (Figure 9). 

 

 

 

Figure 9 : L’effet de la voie RANK/RANKL/OPG dans le tissu osseux et valvulaire (Tania 

A. Pawade et al., 2015)[9] 
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En revanche, un effet inverse de RANKL a été observé dans le système 

cardiovasculaire, où RANKL peut se lier sur son récepteur exprimé par les hVICs ce qui 

déclenche un changement phénotypique de type ostéoblastique. Ce phénotype se traduit par 

l’augmentation de l'expression de certaines protéines comme la phosphatase alcaline, le 

BMP2, et l’ostéocalcine qui favorisent la calcification de la MEC et la formation de nodules 

calcifiées [108]. Cet effet distingué entre l’os et le système cardiovasculaire est expliqué par 

le fait que dans l’os, la charge de pré-ostéoclastes est importante ce qui induit un effet pro-

ostéoclastique de RANKL. Par contre, dans le système cardiovasculaire on ne retrouve pas ce 

pool de pré-ostéoclastes ce qui déclenche, à l’inverse, un effet pro-ostéoblastique de RANKL 

[109]. Il a été démontré que dans les valves aortiques calcifiées la signalisation 

RANK/RANKL/OPG est perturbé. Chez des patients atteints de sténose valvulaire aortique, 

l'analyse immuno-histochimique montre une diminution de l’expression de l'OPG dans les 

zones calcifiées des valves. Conformément à ce résultat, le Western blot montre que le niveau 

d’expression de l'OPG est beaucoup plus faible chez les patients atteints de sténose aortique 

par comparaison avec les sujets témoins. L'inverse a été observé pour RANKL qui montre 

une expression importante chez les sujets atteints de sténose aortique [108]. 

D’autres inhibiteurs de la calcification peuvent être également réprimés au cours du 

RAC : la fétuine-A et la MGP. Il existe deux formes de fétuine-A : une forme libre et une 

forme complexée avec la MGP. Les deux formes sont des inhibiteurs puissants de la 

calcification [110]. L’activation de la MGP est un mécanisme dépendant de la vitamine K et 

nécessite sa carboxylation et sa phosphorylation. Il a été démontré que l'utilisation de la  

warfarine, un antagoniste de la vitamine K, induit une augmentation de la calcification [111]. 

La fétuine-A et la MGP peuvent agir en inhibant la BMP2 et le TGF-β. De plus, ils peuvent 

agir directement en se liant aux cristaux de calcium pour inhiber leur croissance. Une étude 

intéressante a montré que la concentration plasmatique de fétuine-A diminue chez les patients 

atteints de sténose aortique et est inversement corrélée au taux de progression de la maladie 

[112][113]. Cette corrélation a été observée uniquement chez les patients âgés (> 70 ans). À 

l’inverse, l’augmentation de la concentration plasmatique de la forme inactive de MGP (MGP 

déphosphorylée) était associée à une progression plus rapide de la calcification, mais cette 

association est observée uniquement chez les patients plus jeunes (<57 ans) [114]. 

D’autre part, la voie Wnt/β-caténine joue un rôle régulateur positif de la 

différenciation ostéoblastique, dans laquelle la liaison de Wnt au LRP5 (la protéine liée au 

récepteur LDL 5) conduit à l’activation de la voie canonique Wnt/β-caténine. Suite à 
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l’activation de celle-ci, des dépôts calciques formés provoquent un raidissement des cuspides, 

ce qui augmente la contrainte mécanique et induit davantage l’activation de la voie Wnt/β-

caténine, conduisant finalement à une différenciation ostéoblastique accrue des hVICs [106]. 

D’autres voies semblent aussi participer au processus physiopathologique, comme la 

voie impliquant le facteur de transcription Notch1. Normalement, Notch1 inhibe l’expression 

de BMP-2 ainsi que l’activité transcriptionnelle du Runx2, protégeant ainsi les hVICs de la 

différenciation ostéoblastique. Cependant, des mutations du gène codant pour cette protéine 

provoquent un défaut de développement précoce de la valve aortique et un développement 

progressif du RAC [115].  

Quels que soient les stimuli, l’induction de gènes ostéogéniques aboutit finalement à 

une voie commune d’ossification de la valve aortique. En particulier, l’inflammation est l’une 

des causes de l’induction de gènes ostéogéniques par le biais de la libération de certaines 

cytokines, par exemple le TNFα et l’IL6 [116], ainsi que la génération du stress oxydatif, qui 

activent les cascades de signalisation Runx2 et Msx2/Wnt [117]. Un autre mécanisme 

important par lequel l’inflammation favorise la sténose aortique est la formation des vésicules 

matricielles favorisant la minéralisation. Par exemple, la cytokine pro-inflammatoire S100A9 

est impliquée dans la sécrétion des vésicules matricielles à partir de macrophages par la 

formation du complexe phosphatylsérine-annexine 5- S100A9-hydroxyapatite [118].  

 

2.3. Communication intercellulaire au cours du RAC et rôle des vésicules 

extracellulaires 

Plusieurs types cellulaires communiquent entre eux au cours de la progression du 

RAC et peuvent ainsi affecter le changement phénotypique et l’activité de certaines cellules 

[119].  Des expériences de cocultures des hVICs avec les hVECs montrent que la transition 

endothéliale-mésenchymateuse (TEM) des hVECs est bloquée en présence des hVICs. En 

outre, l’activation des hVICs in vitro est également inhibée par des hVECs [120]. La 

communication intercellulaire VIC-VEC assure une architecture normale de la MEC ; une 

caractéristique essentielle d’une valve aortique saine. En revanche, dans certaines conditions 

pathologiques, le dysfonctionnement des hVECs induit l'activation des hVICs. Cette 

activation déclenche leur prolifération et la désorganisation de la MEC, aboutissant ainsi à un 

durcissement de la valve [121]. Donc d’après ces données en plus d’autres études menées 
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dans le même sens, la communication intercellulaire entre les hVECs et les hVICs est 

essentielle au  cours de la valvulopathie et la valvulogenèse [122].  

Les hVICs peuvent interagir avec les hVECs par le biais de vésicules extracellulaires 

(VE). Une interaction intercellulaire se produit par exemple lorsque les hVECs absorbent les 

VE dérivées des hVICs [123]. Les cellules endothéliales elles-mêmes ainsi que les 

monocytes/macrophages peuvent aussi libérer des VE et agir sur les hVICs au cours de la 

calcification de la valve aortique [124]. Ces VE véhiculent des ARN, des protéines solubles 

et des lipides, représentant leur cellule parentale (Figure 10) [125]. En présence de 

concentrations élevées de calcium et de phosphate, les hVICs génèrent par déformation 

mécanique des VE pro-calcifiantes [120].  Les VE sont aussi enrichies en MMPs matricielles 

qui interviennent dans le remodelage de la MEC [126][10]. En outre, des études montrent que 

plusieurs ectonucléotidases comme l’ALP, l’ectonucléotide 

pyrophosphatase/phosphodiestérase membre de la famille 1 (E-NPP 1) et 50-nucléotidase 

(50-NT, également appelé CD73) sont impliquées dans la nucléation du calcium et du 

phosphate et aggravent le développement des nodules calcifiées [127][128]. Des 

transporteurs présents sur les vésicules facilitent l’entrée du Ca2+. La phosphatase alcaline 

non spécifique (TNAP) convertit le pyrophosphate (PPi) en ions phosphate (Pi) et les 

transporteurs PiT-1 transfèrent le Pi dans la lumière des VE. Ainsi, la coïncidence de ces ions 

et la formation de complexes Ca2+-Pi associés aux lipides membranaires tels que la 

phosphatidylsérine (PS) dans la VE initient le processus de minéralisation. 
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Figure 10 : Schéma des vésicules extracellulaires (VE) contribuant à la minéralisation 

(Bakhshian Nik et al., 2017)[10] 

 

2.4. Remodelage de la MEC dans une valve aortique sténotique 

Le remodelage anormal de la MEC est une caractéristique essentielle du RAC. La 

fibrose associée au dépôt calcique entraine un épaississement progressif de la valve, induisant 

des altérations importantes du fonctionnement de la valve (Figure 11) [11].  
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Figure 11 : L’épaississement de la valve aortique au cours du RAC (Najlah Kochtebane et 

al., 2012)[11] 

(A) Valve aortique au début de la calcification. (B) Valve aortique calcifiée. f, fibrosa ; s, spongiosa ; v, 

ventricularis. Coloration Hématoxyline-Phloxine-Safran. Barre : 0,5 mm 

 

La fibrose de la valve ainsi que l’épaississement qui en résulte sont causés par une 

modification des composants de la MEC. En effet, les fibres de collagène sont produites de 

façon importante mais sont mal organisées [129]. Une synthèse excessive des PG et des GAG 

est également observée. Ces composants de la MEC ont la capacité de retenir l’eau, le TGFβ 

et les lipides, ce qui aggrave l’infiltration des cellules inflammatoires et augmente la 

calcification [130]. Par ailleurs, au cours du RAC, on assiste à une fragmentation des fibres 

d’élastine qui deviennent désorganisées (Figure 12)[131].   
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Figure 12 : Modifications des composants de la MEC au cours du RAC (Ashley J. Scott.et 

al., 2021)[12] 

 

Les cellules produisent initialement un précurseur de l’élastine nommé proélastine qui 

est ensuite clivée et libéré dans l’espace extracellulaire sous forme de tropoélastine. Dans la 

MEC, l’organisation des fibres élastiques nécessite une  interaction de la tropoélastine avec 

d’autres composants de la matrice : fibrilline 1, fibrilline 2 et fibuline 1. La production 

d’élastine est limitée à la vie embryonnaire et la petite enfance. Les fibres élastiques sont 

considérées comme l’élément le plus durable de la MEC. La demi-vie des fibres d’élastine est 

d’environ 40 années [132]. Les fibres élastiques sont pourtant dégradées avec l’âge et dans 

des conditions pathologiques [133]. Plusieurs études suggèrent que l’élastine est impliquée 

dans le développement des calcifications cardiovasculaires [134][121]. Par exemple, dans des 

modèles murins du syndrome de Marfan, un défaut du gène de la fibrilline-1 peut provoquer 

une calcification des fibres élastiques [135]. Au cours du RAC, la gravité de la calcification a 

été proportionnellement liée à une augmentation progressive de la fragmentation de l’élastine 

[136][137].  

Par ailleurs, une forte augmentation des cathépsines et des métalloprotéinases 

matricielles a été rapportée dans le RAC et semblerait nécessaire au remodelage et à la 

calcification valvulaire [138]. Les cathépsines (S/K/V) et certaines métalloprotéases, 
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comprenant la gélatinase A (MMP-2), la matrilysine (MMP-7), la gélatinase B (MMP-9) et la 

macrophage élastase (MMP-12), sont des enzymes ayant une activité élastase pouvant 

participer au remodelage de la MEC des valves en favorisant la fibrose et/ou en augmentant 

la dégradation des fibres élastiques (Figure 13) [139][129][138]. 

 

 

 

Figure13 : Mécanisme de remodelage de l’élastine (Laurent Duca et al., 2016)[13] 

Ela-2, élastase neutrophile; MMP, matrice métalloprotéinase; EDP, peptides dérivés de l’élastine 

 

Il a été observé que des MMPs (surtout MMP-2 et -9) sont exprimées à un stade 

précoce de la calcification et que l’inhibition de ces MMPs a induit une diminution 

importante de l’expression d’élastine et de la calcification [140]. Une autre étude intéressante 

menée par Bailey et al. a montré que l’implantation d’élastine en sous-dermique chez les rats 

provoque une calcification progressive par un mécanisme impliquant l’activation des MMPs 

(MMP-2, MMP-9) [141]. En outre, dans les valves aortiques sténotiques, un déséquilibre 



51 
 

entre les MMPs et leurs inhibiteurs favorise le remodelage de la MEC en déséquilibrant la 

balance entre synthèse des composants de la matrice et leur dégradation [11].  

Par ailleurs, la dégradation de l’élastine par les élastases génère des peptides dérivés 

de l’élastine (PDE) nommés matrikines. Les matrikines ont pour rôle d’augmenter la polarité 

des fibres élastiques, ce qui améliore leur affinité pour le calcium formant ainsi un nid pour le 

dépôt et la croissance des cristaux. Elles ont de plus un rôle biologique qui se manifeste par 

leur capacité à induire la transition ostéogénique des cellules valvulaires et à promouvoir le 

recrutement des cellules inflammatoires [142][143], mais ces fonctions sont surtout 

documentées au niveau vasculaire (Figure 14). 
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Figure 14 : Effets des matrikines produites localement au cours de la progression de la 

calcification (Pascal Maurice et al., 2012)[14] 

Il a été démontré que les matrikines peuvent exercer un effet chimioattractif sur les monocytes et les leucocytes, 

des effets chimioattractifs et prolifératifs sur les CML et peuvent augmenter l’oxydation des LDL par les 

monocytes et les leucocytes. De plus, les matrikines induisent un phénotype ostéoblastique des CML, 

différencient les lymphocytes T présents dans la plaque vers les cellules Th-1 et exercent des effets pro-

angiogéniques dans différents modèles d’angiogenèse. NO: oxyde nitrique; LDL: lipoprotéine de basse densité; 

CML : cellule musculaire lisse (SMC en Anglais); Th-1 : cellule T-helper-1. 
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2.5. Étapes du développement du RAC 

Les étapes du développement du RAC et de l’athérosclérose sont très semblables. En 

effet et  comme pour le développement de l’athérosclérose, le RAC peut être divisé en deux 

phases distinctes : la phase d'initiation et de propagation, chacune dominée par des 

mécanismes différents (Figure 15). 

 

  

 

Figure15 : Les différents mécanismes impliqués dans le développement de la sténose 

valvulaire aortique(Marc R. Dweck et al., 2012)[15] 

 

 

a. La phase d’initiation 

La phase d'initiation du RAC, comme celle de l’athérosclérose, est déclenchée par une 

lésion endothéliale qui induit une réponse inflammatoire. La lésion endothéliale de la valve 

aortique est généralement consécutive de contraintes mécaniques. Elle cause une infiltration 

lipidique et une oxydation des lipoprotéines qui génèrent des ox-LDL (lipoprotéines de basse 

densité oxydés) et de phospholipides oxydés qui peuvent être transformés en 

lysophosphatidylcholine favorisant l’apoptose des hVICs [144]. En outre, les ox-LDL 

stimulent l’expression des molécules d’adhésion cellulaire, en particulier ICAM-1 (molécule 
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d’adhésion intercellulaire 1) et VCAM-1 (protéine d’adhésion vasculaire 1), ce qui favorise 

l’adhésion et l’extravasation des cellules immunitaires (Figure 16) [145][16]. 

 

 

 

Figure 16 : Les régions calcifiées des valves sténotiques sont caractérisées par la présence 

des lipides et des cellules inflammatoires (M Olsson et al., 1999)[16] 

Colocalisation des lipides (a), apoB (b), LDL oxydés (c), et des lymphocytes T (d)  dans les régions calcifiées de 

la valve sténotique. 

 

Ces ox-LDL favorisent également l’activation des macrophages locaux, des 

lymphocytes et des mastocytes [146], suite à l’activation du RRP (récepteur de 

reconnaissance des formes), tel que le TLR (récepteurs de type toll) et de la voie NFkB 

(facteur nucléaire kB) [147]. 

Les hVICs expriment les récepteurs TLR. En particulier, TLR2, TLR3 et TLR4 ont 

été impliqués dans la transition des hVICs vers un phénotype ostéogénique [148][17]. Ainsi, 

il a été montré que le traitement des hVICs par un activateur de TLR3 nommé Poly(I:C) 

induit l’expression du BMP-2, TGF-β1 et ALP, et le dépôt in vitro de cristaux de calcium 

(Figure 17) [17]. 
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Figure 17 : L’activation du TLR-3 par le traitement des hVICs avec Poly(I:C) induit la 

formation de dépôts de calcium qui est associée à une différentiation ostéogénique des 

hVICs (Qiong Zhan et al., 2015)[17] 

 

Les microcalcifications formées entrainent la libération de corps apoptotiques et de 

VE qui fonctionnent comme des sites de nucléation favorisant le dépôt de calcium et la 

formation des cristaux d'hydroxyapatite. Ces derniers accélèrent le développement du RAC 

en se développant rapidement (créant davantage de sites de nucléation pour le dépôt de 

nouveaux cristaux) et en aggravant la réaction inflammatoire [149]. 

 

b. La phase de propagation 

Pendant la phase de propagation, le rôle des cellules inflammatoires et du dépôt de 

lipides deviendrait moins important laissant place à des mécanismes cellulaires favorisant la 

fibrose et l’accroissement des dépôts calciques. Il faut noter que la lésion endothéliale induite 

dans la phase d’initiation entraine une diminution de l’expression de l'oxyde nitrique et une 

régulation à la hausse du système rénine-angiotensine (RAS), la génération d'angiotensine II 

(Ang II) et la régulation à la baisse de l'expression du récepteur AT1 de Ang II [150]. Ce 

mécanisme serait impliqué dans le développement d’une fibrose caractérisée par un dépôt de 

collagène. Pendant la phase de propagation et après l’initiation de la calcification, les 
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mécanismes pro-ostéogéniques impliquant les voies précédemment décrites telles que celles 

faisant intervenir Notch, RANK/RANKL/OPG, Wnt/b-caténine et BMP deviennent 

dominants aggravant finalement le dépôt calcique et le dysfonctionnement de la valve [9]. 

Ces deux stades décrits du développement du RAC montrent que la calcification est 

un processus actif initié par l’inflammation et entraînant à la fin une minéralisation. Le 

processus est progressif et pourrait être résumé ainsi (Figure 18) : 

-  Les monocytes pro-inflammatoires (1) sont recrutés sur un site de lésion endothéliale où 

les cellules endothéliales sont activées (EC) provoquant une expression accrue de 

molécules d’adhésion, telles que VCAM-1(2).  

-     Les macrophages activés libèrent des enzymes protéolytiques telles que des MMPs et des 

cathépsines et des cytokines inflammatoires (3). 

-  Ces facteurs stimulent la différenciation des hVICs (4) en ostéoblastes (6).  

-  L’activité ostéogénique de ces cellules entraine la formation de microcalcifications 

associées à la libération de VE dans la matrice (7) ainsi que des corps apoptotiques (8). 

-  Ces micro-calcifications accumulées vont croitre progressivement pour former des 

macro-calcifications (9) dans l’étape finale de la progression du RAC.  

 

 

Figure 18 : Etapes similaires de progression des calcifications vasculaires et valvulaires 

(Sophie E.P. New et Elena Aikawa, 2011)[18] 
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           L’inflammation joue donc un rôle clé dans le RAC. En effet, il a été démontré que 

l’infiltration de macrophages est beaucoup plus importante dans les valves aortiques 

humaines calcifiées explantées que dans les valves aortiques humaines normales [151]. 

D’après l'imagerie moléculaire, l’infiltration de macrophages augmente avec la sévérité de la 

sténose aortique [152]. En outre, les valves aortiques humaines bicuspides, plus susceptibles 

de calcifier que les valves tricuspides, montrent un pourcentage supérieur de macrophages 

valvulaires infiltrés en comparaison avec les valves tricuspides [153]. Les cellules 

inflammatoires contribuent à l’initiation et la propagation de la calcification de plusieurs 

manières : en sécrétant des MMPs impliquées dans la dégradation du collagène et de 

l'élastine de la MEC, en générant des VE pro-calcifiantes et en libérant des cytokines 

inflammatoires favorisant la transition ostéogénique des hVICs [154].  

Parmi les cytokines inflammatoires, l’interleukine-8 (IL-8 ou CXCL-8) pourrait jouer 

un rôle important dans les calcifications cardiovasculaires. Un travail récent réalisé par 

l’équipe du laboratoire MP3CV à Amiens a montré que l’IL-8 pouvait amplifier la 

calcification des cellules musculaires lisses aortiques en condition urémique [155]. L’IL-8 est 

une chimiokine connue pour son rôle dans le chimiotactisme des leucocytes et se trouve de ce 

fait impliquée dans diverses pathologies cardiovasculaires ayant une composante 

inflammatoire mais son rôle dans le RAC n’est pas connu. 
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3. Interleukine 8 et maladies cardiovasculaires  

3.1. Rappel sur les chimiokines 

Les chimiokines sont des molécules impliquées dans le recrutement et l'activation des 

cellules inflammatoires. Par définition, les chimiokines sont des petites protéines de 6 à 14 

kDa comprenant quatre résidus de cystéine qui sont essentiels à leur intégrité structurelle. Ces 

chimiokines sont classées en quatre groupes différents selon la distribution de ces quatre 

résidus de cystéine: CC, CXC, XC et CX3C [156]. Il existe 50 ligands et 20 récepteurs de 

chimiokines identifiés à ce jour, avec les CC et CXC représentant les deux plus grandes 

classes de chimiokines (Tableau 3) [157]. Les CXC sont subdivisées en chimiokines ELR + 

ou ELR-  selon la présence ou non d’un motif regroupant trois acides aminés (Glu [E]-Leu 

[L]-Arg [R]) précédant le premier résidu de cystéine présent sur l'extrémité N-terminale [4]. 

 

Tableau 3 : Différentes chimiokines et leurs récepteurs (Russo et al., 2014)[3] 

 

 



59 
 

3.2. Caractéristiques générales de l’interleukine 8 

CXCL8 est l'une des premières chimiokines étudiées et agissant comme un facteur 

pro-inflammatoire. À la fin des années 1980, Peveri et al. ont trouvé que les monocytes 

cultivés expérimentalement et stimulés par le LPS libèrent une protéine appelée facteur 

d'activation des neutrophiles (FAN) qui stimule la migration des neutrophiles [158]. En 1987, 

le FAN a été purifié, séquencé puis nommé interleukine-8 (IL8) puis CXCL8 

[159][160][161]. En 1991, l’étude de la structure cristalline montre que CXCL8 est un 

peptide de 72 acides aminés avec trois brins β antiparallèles et une hélice α constituée des 

résidus C-terminaux 57-72 [162]. Cette structure est stabilisée par deux liaisons disulfure 

formées par Cys7-Cys34 et Cys9-Cys50 (Figure 19). Les deux résidus de cystéine (Cys7 et 

Cys9) sont séparés par un résidu (Gln8), expliquant la classification de cette chimiokine au 

sein de la classe CXC. La structure cristalline a également révélé que CXCL8 peut exister 

sous la forme d’un monomère ou d’un dimère stabilisé par des liaisons formées entre les 

hydrogènes du premier brin β.  

Le gène codant pour CXCL8 ainsi que d’autres codant pour les membres de la famille  

de chimiokines CXC constituent un groupe de gènes « cluster » dans une région du 

chromosome 4q. Ce gène code pour une protéine initialement inactive de 99 acides aminés. 

Son activation nécessite une clivage en un peptide de 77 acides aminés dans les cellules non 

immunitaires ou en peptide encore plus court de 72 acides aminés dans les macrophages et 

les monocytes [163]. 
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Figure 19 : Structure de la protéine CXCL-8 (Neamati et al., 2017)[19] 

 

CXCL8 est sécrétée par différents types de cellules comprenant les 

monocytes/macrophages, les fibroblastes, les cellules endothéliales et les cellules épithéliales 

[164][165]. CXCL8 n’est pas libérée par les cellules dans les conditions non pathologiques. 

L’expression est stimulée par la présence de plusieurs cytokines (interleukine-1/6, CXCL12 

et TNFα), des espèces réactives de l'oxygène (ROS), une infection bactérienne ou autre 

stress, et contrôlée par des facteurs de transcription, le facteur NFkB et la protéine activatrice-

1(AP-1) [166][167]. 

 

3.3. Les récepteurs de l’IL-8 : CXCR1 et CXCR2  

a- Caractéristiques générales 

Les récepteurs de chimiokines CXC sont des membres de la superfamille des 

récepteurs couplés aux protéines G et sont exprimés sous forme de protéines intégrées à la 

membrane avec sept domaines transmembranaires, quatre domaines extracellulaires (N-

terminal) et quatre domaines intracellulaires (C-terminal). Les récepteurs de chimiokines 

CXC ont plusieurs membres (CXCR1 à CXCR6), dont la plupart ont plusieurs ligands [168]. 

Deux membres sont considérés comme des récepteurs de l’IL-8: CXCR1 et CXCR2. 

Ces deux récepteurs peuvent être liés par CXCL8 avec une affinité similaire (Kd ≈ 4nM). 

Toutefois, les monomères de CXCL8 se lient au récepteur CXCR1 avec une plus grande 
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affinité, alors que les monomères et les dimères de CXCL8 se lient à CXCR2 avec une 

affinité équivalente. Cette affinité variable entre CXCR1 et CXCR2 pour les monomères de 

CXCL8 par rapport aux dimères induit des signalisations différentes [169]. CXCR1 et 

CXCR2 partagent 76 % d'homologie de séquence entre eux. Les différences de structure 

entre ces deux récepteurs existent surtout dans la deuxième boucle extracellulaire, l’extrémité 

C-terminale (intracellulaire) et l’extrémité N-terminale [170][171][172]. CXCR2 interagit 

avec toutes les chimiokines ELR+. En revanche, CXCR1 n’a de ligands connus que CXCL6, 

CXCL7 et CXCL8 [173]. 

 

b- Expression de CXCR1/2 

CXCR1 et CXCR2 sont exprimés par une grande variété de leucocytes comme les 

neutrophiles [159], les monocytes [174], les cellules T CD8+ [175], les mastocytes [176], et 

les basophiles [177]. Dans les leucocytes, la liaison de l’IL-8 sur ses récepteurs induit leur 

activation et favorise leur migration. Dans les neutrophiles, l'activation des récepteurs par 

l’ajout d’IL-8 induit également la libération de certains enzymes (élastases) et d'espèces 

réactives de l'oxygène [178].  

Les récepteurs de l’IL-8 sont aussi exprimés par des cellules non immunitaires 

notamment les kératinocytes [179], les fibroblastes [180], les neurones [181], les cellules 

endothéliales [182], les cellules épithéliales [183], les cellules musculaires lisses [184], les 

hépatocytes [185] et les mélanocytes [186] (Tableau 4). Dans ces cellules, l'activation de ces 

récepteurs peut induire plusieurs actions, en particulier l'angiogenèse et la croissance 

tumorale. En effet, plusieurs études ont montré que CXCL8 induit le chimiotactisme des 

cellules endothéliales in vitro ainsi que l'angiogenèse in vivo [187][182][188]. 
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Tableau 4 : Les cellules exprimant les récepteurs d’IL-8(C Russo et al., 2014)[3] 

 

 

c- Activation de CXCR1/2 et voies de signalisation 

Plusieurs études ont été réalisées pour comprendre les cascades de signalisation 

induites par l’activation des récepteurs CXCR1 et CXCR2. Plusieurs populations cellulaires, 

caractérisées par une surexpression de CXCR1 et/ou CXCR2, comprenant les neutrophiles, 

les  cellules HEK293 et les cellules RBL-2H3 ont servi pour ces études.  
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CXCR1 et CXCR2 sont associés à la sous unité Gαi de la protéine G, ce qui permet la 

régulation de plusieurs voies de signalisation qui interviennent notamment dans l'activation 

des neutrophiles et leur chimiotactisme [189]. L'activation de CXCR1/2 après la liaison du 

ligand induit la dissociation de la protéine G et la libération des sous-unités Gβγ de la sous-

unité Gα. Les sous-unités Gβγ libérées déclenchent l’activation de la phospholipase C (PLC) 

ce qui entraîne la libération du calcium depuis le réticulum endoplasmique vers le cytosol et 

l’activation de la protéine kinase C (PKC) (Figure 20) [190][191]. La libération de la sous-

unité Gα peut aussi entrainer une inhibition de l'enzyme adénylate cyclase (AC) qui a pour 

rôle de convertir l'ATP en AMP cyclique ; l’activation de CXCR1/2 peut donc induire une 

diminution de l'AMP cyclique intracellulaire [192].  

 

 

 

Figure 20 : Cascades de signalisation CXCL8-CXCR1/2 (Neamati et al., 2017)[19] 

 

Des études sur les neutrophiles humains ont montré que CXCL8 induit également la 

phosphorylation des kinases ERK1/2 et de phosphatidylinositide 3-kinase (PI3K)/Akt 

[193][194][195][196]. ERK1/2 sont des composants essentiels de la cascade de signalisation 

Ras-Raf-MEK-ERK, impliquées entre autres dans la prolifération et la différentiation 

cellulaire [197]. Cependant, les données sur le rôle de CXCL8 dans l'activation de ERK1/2 
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restent paradoxales. Xythalis et al. ont montré que le traitement avec D098059, un inhibiteur 

de MEK, prévient le chimiotactisme des neutrophiles induit par CXCL8, alors que d'autres 

études n'ont montré aucun effet de cet inhibiteur [193][194][195]. Par ailleurs, le traitement 

des neutrophiles humains et des cellules L1.2 surexprimant CXCR2 avec le LY294002, un 

inhibiteur de PI3K, réduit la migration cellulaire médiée par CXCL8, suggérant l’implication 

de la voie PI3K/Akt dans cette fonction [198]. 

En outre, CXCL8 peut activer les membres de la famille Rho GTPase et déclencher 

l'activation des protéines kinases telles que Src et la kinase d'adhésion focale (KAF). 

L’activation de KAF et Src par CXCL8 entraine une augmentation de la prolifération et de la 

motilité cellulaire [199]. Par exemple, dans les cellules RBL (basophiles de rats leucémiques) 

transfectées avec CXCR1 et CXCR2, la stimulation par CXCL8 a déclenché la 

phosphorylation et la relocalisation de KAF ce qui permet la réorganisation de l'actine et de la 

β-tubuline et améliore la motilité et la migration des cellules [200][201]. CXCR2 peut 

également réguler d'autres éléments clés de la polymérisation de l'actine comme les Rac-

GTPases (petites GTPases monomériques) [202]. 

 

d- Fonctions différentielles de CXCR1 et CXCR2  

Les deux récepteurs partagent beaucoup des fonctions similaires notamment la 

libération du stock intracellulaire de calcium, l’induction de cascades de signalisation 

Ras/MAPK et PI3K, ainsi que l'internalisation des récepteurs et le chimiotactisme. 

Cependant, certaines fonctions spécifiques ont été décrites pour l’un des récepteurs et pas 

l’autre. Par exemple, CXCR1 contrairement à CXCR2, peut activer la PLD dans les 

neutrophiles [203][204]. La PLD convertit la phosphatidylcholine en acide phosphatidique et 

choline. L'acide phosphatidique active le NAPDH oxydase et la libération d'anions 

superoxyde, ce qui suggère que CXCR1 serait essentiel dans le stress oxydatif médié par 

CXCL8 [205]. 

Une autre différence entre ces deux récepteurs concerne leur désensibilisation. La 

désensibilisation des récepteurs nécessite des concentrations plus élevées du ligand que leur 

activation. Comparativement à CXCR1, CXCR2 est activé avec de plus faibles 

concentrations de ligand et internalisé plus rapidement. Ceci est lié à une régulation 

différentielle de la signalisation induite par ces récepteurs [206]. En effet, les deux récepteurs 

sont phosphorylés par différentes kinases de type GRK (G protein-coupled receptor kinase). 
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CXCR1 est phosphorylé principalement par GRK2, alors que CXCR2 est phosphorylé par 

GRK6 [207]. Sur la base de l’affinité de CXCL8 pour CXCR1 et CXCR2 et des 

caractéristiques d'internalisation et de recyclage des récepteurs, il a été proposé que CXCR1 

assure le chimiotactisme induit par CXCL8 sur les sites d'inflammation (où la concentration 

de CXCL8 est élevée), tandis que CXCR2 participe à la phase initiale de la migration 

cellulaire (où CXCL8 est au niveau picomolaire) [208]. De plus, la différence fonctionnelle 

entre CXCR1 et CXCR2 peut être régulée par la durée du signal intracellulaire [209]. 

Néanmoins, la mise en évidence du rôle respectif de ces deux récepteurs en réponse à la 

stimulation par CXCL8 n’est pas toujours évidente. Le knockdown de CXCR1 et/ou CXCR2 

dans les cellules endothéliales a montré que les deux récepteurs jouent un rôle essentiel dans 

la prolifération, la survie, la migration, l’invasion et l’angiogenèse de ces cellules sous l’effet 

de CXCL8 [210][211]. Ces données sont confirmées par d’autres études utilisant des 

anticorps contre CXCR1/2 et des études in vivo avec des souris CXCR2-/- [212][213]. Ainsi, 

l'inactivation de l'un ou l'autre des récepteurs pourrait être suffisante pour altérer 

l'angiogenèse médiée par CXCL8. En effet, la double extinction de CXCR1 et CXCR2 dans 

les cellules endothéliales n'a pas aggravé l’effet observé de l’inactivation seule de CXCR1 ou 

CXCR2 [214].  

 

3.4. Rôle de l’IL-8 dans les maladies cardiovasculaires 

a. Études précliniques 

D’après plusieurs études, l’IL-8 joue un rôle important dans l’athérosclérose. L’IL-8 a 

été identifié dans les sites de lésions vasculaires, ce qui reflète son implication dans cette 

pathologie. Rous et al. ont démontré que l'IL-8 présente des taux élevés chez l'homme dans 

les zones athérosclérotiques artérielles, qui est présent soit au niveau cellulaire ou 

extracellulaire dans la matrice du tissu conjonctif [215]. Apostolopoulos et al. ont indiqué que 

les macrophages représenteraient la source principale d'IL-8 dans les plaques 

athérosclérotiques [216]. Liu et al. ont trouvé que l’IL-8 présente des taux élevés dans les 

cellules spumeuses des plaques athérosclérotiques en comparaison avec les monocytes et les 

macrophages dérivés de monocytes in vitro [217]. Dans cette étude il a été également montré 

que les oxystérols peuvent induire la synthèse d'IL-8 par les monocytes et les macrophages 

dérivés de monocytes. Cette production d’IL-8 a été proportionnelle à la dose et à la durée de 

traitement. 
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Suite à sa libération dans les plaques athérosclérotiques, plusieurs études ont été 

réalisées dans le but d’identifier des fonctions différentielles de l’IL-8 dans la progression de 

la plaque athérosclérotique. Dans ce but, l’étude de Gerszten et al. a démontré que, parmi 

toutes les chimiokines, seule l'IL-8 peut faire rouler les monocytes pour adhérer aux 

monocouches endothéliales qui expriment la sélectine E. Ainsi, l'IL-8, considérée avant 

comme un simple chimio attracteur des neutrophiles, peut aussi contrôler l'interaction entre 

les monocytes et les cellules endothéliales [218]. De plus, Moreau et al. ont détecté une 

expression importante de l'inhibiteur tissulaire de la métallopeptidase (TIMP)-1 dans 

plusieurs zones contenant des macrophages et ont démontré également que l'IL-8 inhibe le 

TIMP-1[219]. D’après ces résultats, ils ont conclu que l'IL-8 peut avoir un rôle athérogène 

car elle entraine un déséquilibre entre les MMPs et leurs inhibiteurs dans la MEC des plaques 

athérosclérotiques. Par ailleurs, l’IL-8 peut contribuer au processus athérosclérotique en 

agissant directement sur les CML. Dans une étude réalisée par Yue et al., il a été démontré 

que l'IL-8 peut stimuler la synthèse d'ADN et la prolifération cellulaire d’une manière 

concentration-dépendante dans les CML aortiques humaines et de rat [220].  

D’après d’autres études, l’IL-8 peut également jouer un rôle important dans des autres 

pathologies cardiovasculaires. L’étude réalisée par Kim et al. montre qu’elle est impliquée 

dans la pathogenèse de l’hypertension [20]. Dans cette étude ils ont montré que l'expression 

de l'IL-8 dans les CML isolées à partir de l'aorte thoracique de rats hypertendus (SHR) est 

significativement plus importante que celle observée dans les CML isolées à partir des rats 

normotendus (WKY) (Figure 21). Le rôle angiogénique de l’IL-8 a également été étudié par 

Simonini et al. [221], montrant que la neutralisation de l'IL-8 réduit la néovascularisation 

cornéenne in vivo, dans un modèle de micropoches de cornée de rat. De plus, Boyle et al. ont  

montré un effet réducteur de l’inhibition directe de l’IL-8 sur le degré de nécrose dans un 

modèle d'ischémie myocardique du lapin [222]. 
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Figure 21 : L’expression d'IL-8 dans la région de l'endothélium et de l'intima du muscle 

lisse vasculaire de l'aorte thoracique  des rats hypertendus (SHR) et normotendus(WKY) 

(Hyo Young KIM et al., 2008)[20] 

 

b. Études cliniques : 

Plusieurs études cliniques ont été réalisées dans le but de déterminer si l’IL-8 pourrait 

être un marqueur de certaines pathologiques cardiovasculaires ou une cible thérapeutique 

potentielle. Dans une étude réalisée par Inoue et al. chez des patients coronariens, l'IL-8 était 

la seule cytokine testée liée aux événements cardiovasculaires indépendamment de neuf 

autres cytokines et de la CRP [223]. Une autre étude a montré que les concentrations sériques 

d'IL-8 étaient significativement plus élevées chez les sujets coronariens que chez les sujets 

témoins [224]. Par ailleurs, la comparaison des concentrations sériques d’IL-8 chez les 

patients atteints de coronaropathie stable et instable montre que des niveaux élevés d'IL-8 ont 

été observés chez des patients atteints de coronaropathie instable. Ainsi, l'IL-8 pourrait être 

un marqueur prédictif clinique de la coronaropathie instable, c’est-à-dire en cours de 

progression [225]. Des résultats similaires ont été rapportés par Hashmi et Zeng montrant que 

les patients ayant des signes cliniques de coronaropathie (angor instable) ont des 

concentrations sériques élevées d’IL-8 en comparaison avec les patients présentant une 

coronaropathie stable [226]. En outre, Kim et al. ont indiqué que les valeurs sériques élevées 

de MCP-1 et d'IL-8 sont corrélées à des paramètres liés à l'obésité comme l'indice de masse 

corporelle, la CRP, l’IL-6 et la lipoprotéine de haute densité. D’après ces résultats, ils ont 
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suggéré que le MCP-1 et/ou L'IL-8 pourrait être un marqueur prédictif des problèmes 

métaboliques liées à l'obésité tels que le diabète et l'athérosclérose [227]. Conformément à 

ces résultats, Trøseid et al. ont rapporté que l'exercice physique peut réduire 

significativement les niveaux sériques de MCP-1 et d'IL-8, en comparant les patients atteints 

du syndrome métabolique et qui suivent un programme d'exercice physique avec les sujets 

témoins sans exercice. Ainsi, l'effet protecteur de l'exercice pourrait être dû  à l’atténuation de 

la réaction inflammatoire [224]. 

Chez des patients atteints de la fibrillation ventriculaire, il a été démontré que les 

concentrations sériques de TIMP-1 et d'IL-8 élevées sont associées à un risque d’infarctus du 

myocarde [229]. Une étude a été réalisée par Panichi et al. pour tester l’association de l'IL-8 

sérique avec le pronostic des patients atteints d'insuffisance rénale terminale [230]. Ils ont 

démontré que l'IL-8 est un marqueur prédictif indépendant de la mortalité liée aux 

complications cardiovasculaires chez ces patients.  

Malgré le peu de données disponibles, certaines études récentes suggèrent un rôle 

potentiel de l’IL-8 dans le RAC. Une analyse bio-informatique exploitant les profils 

d’expression des gènes de 15 valves aortiques humaines calcifiées comparées à 14 valves 

aortiques saines montre que le gène d’IL-8 figurerait parmi les gènes prédictifs du RAC 

(Figure 22) [21]. Une étude d’une cohorte récente a été menée par Mahesh K. Vidulasur et 

al. chez 708 patients atteints de sténose valvulaire aortique afin d’identifier les facteurs 

associés à cette pathologie [231]. La corrélation entre 49 biomarqueurs et le risque de décès 

et/ou d'hospitalisation causée par une insuffisance cardiaque a été analysée. Les résultats ont 

montré que l’IL-8 était parmi les marqueurs significativement liés au décès ou à 

l’hospitalisation (P=0.0009). Alors qu’il avait été conclu dans une étude précédente que les 

facteurs inflammatoires ne pourraient sans doute pas être considérés comme des marqueurs 

de pronostic chez les patients atteints d’insuffisance cardiaque, cette étude montre, à 

l’inverse, une forte corrélation entre l’IL-8 et la sévérité de l’insuffisance cardiaque dans le 

contexte particulier de la sténose valvulaire aortique, corroborant l’hypothèse inflammatoire 

de la physiopathologie du RAC et de sa progression.  
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Figure 22 : Les 10 gènes ayant les scores de prédiction les plus élevés (Mu Liu et al., 

2017)[21] 

 

3.5. Rôle de CXCR1 et CXCR2 dans les maladies cardiovasculaires  

Les récepteurs CXCR1 et CXCR2 joueraient un rôle majeur dans les maladies 

cardiovasculaires en particulier l'athérosclérose, les maladies ischémiques, l'hypertension et le 

remodelage cardiaque. 

a- Athérosclérose 

CXCR2 joue un rôle important dans le développement de l'athérosclérose en assurant 

le chimiotactisme des cellules inflammatoires. En effet, l'hypercholestérolémie induit une 

infiltration de neutrophiles dépendante du CXCR2 observée dans les lésions aortiques 

précoces [232]. Il a également été démontré que CXCR2 a un impact majeur sur 

l'accumulation de macrophages dans les lésions athérosclérotiques avancées. Chez les souris 

knock-out pour le récepteur de LDL développant de l’athérosclérose (souris LDLR-/-), une 

déficience supplémentaire en CXCR2 dans la moelle osseuse a considérablement réduit la 

gravité des lésions athérosclérotiques [233]. Les souris LDLR-/-, irradiées et recevant des 

cellules de moelle osseuse dépourvues de CXCR2, ont montré des lésions athéromateuses 

moins avancées, avec un noyau lipidique plus petit, moins de prolifération de CML et moins 

de macrophages que celles recevant des cellules de moelle osseuse exprimant CXCR2 [234]. 
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La réduction de l'infiltration des macrophages était plus remarquable dans les lésions 

athérosclérotiques avancées qu'aux stades précoces [235], suggérant un rôle important des 

monocytes exprimant CXCR2 dans la progression de la maladie plutôt que dans son initiation 

[236]. L'implication de CXCR2 dans le recrutement de cellules inflammatoires au cours de 

l'athérosclérose peut être favorisée par des ligands non canoniques surexprimés dans la paroi 

artérielle. Par exemple, le facteur inhibiteur de migration (MIF) agit comme agoniste du 

récepteur CXCR2 et exerce une activité chimiotactique en recrutant des monocytes dans les 

plaques d'athérosclérose [237]. Conjointement au rôle de CXCR2 dans le recrutement des 

monocytes au niveau artériel, les effets athérogènes de CXCR2 peuvent également être 

attribués à des effets sur l’activité de ces cellules dans un contexte de régime riche en graisses 

[238]. De plus, il a été démontré que l'activation des mastocytes périvasculaires, qui 

participent à la progression et à la déstabilisation de la plaque, augmente l'adhérence des 

monocytes à la zone proximale des plaques d’athérome et ce de manière dépendante de 

CXCR2 et VCAM-1 [239]. La stimulation de CXCR2 favorise également l'activité 

athérogène d'un dérivé de la dioxine [240]. Cet effet passe par l'induction d'une réponse 

inflammatoire au niveau vasculaire en activant la voie de signalisation dépendante du 

récepteur des aryl-hydrocarbures (AhR). Toutefois, la cicatrisation vasculaire pourrait 

également dépendre de l'activation de CXCR2 [241]. Cette cicatrisation pourrait être 

bénéfique ou pathologique selon les cas. En effet, CXCR2 contribuerait à la 

réendothélialisation et la régénération endothéliale après une lésion vasculaire, mais 

également à favoriser la néo angiogenèse intraplaque dans l'athérosclérose [212]. 

 

b- Maladies ischémiques 

L'ischémie conduit à la production de ROS, ainsi qu'à la sécrétion à des niveaux 

élevés de cytokines et de chimiokines pro-inflammatoires, déclenchant le recrutement de 

leucocytes circulants, incluant les neutrophiles, dans les tissus. Les récepteurs CXCR1/2 

jouent un rôle critique dans l'inflammation associée aux maladies ischémiques. Plusieurs 

études ont confirmé le rôle des récepteurs CXCR1/2 dans différents modèles d'ischémie 

intestinale [242], hépatique [243][244][245], pulmonaire [246][247], rénale [248][249],  

myocardique [250] et cérébrale [251][252][253]. Par exemple, suite à une lésion d'ischémie-

reperfusion myocardique in vivo, Tarzami et al. ont rapporté que les souris CXCR2-/- 

présentaient des infarctus environ 50 % plus petits que ceux des souris de type sauvage, avec 
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environ 44 % moins de cellules inflammatoires [254]. Chez l'homme, il a été démontré que le 

risque d'AVC ischémique chez les personnes souffrant d'hypertension serait associé au 

polymorphisme génétique rs1126579, correspondant à la substitution de T en C en position 

1235 au niveau le 3′-UTR du gène CXCR2, entraînant une surexpression du récepteur [255].  

 

c- Hypertension et remodelage cardiaque 

Il a été démontré que CXCR2 contribue à la pathogenèse de l'hypertension artérielle 

et du dysfonctionnement vasculaire, ainsi qu'au remodelage cardiaque associé à 

l'hypertension. En effet, l’expression de CXCR2 augmente dans les cœurs de souris recevant 

de l'angiotensine II (Ang II) en perfusion continue [256], et chez les rats spontanément 

hypertendus (SHR) [257]. L’hypertension artérielle était associée à une infiltration de 

monocytes dans les artères et cet effet était médiée par CXCR2. L'inhibition de l'activité de 

CXCR2 par délétion génétique ayant atténué le développement de l'hypertension chez la 

souris [258][256]. La délétion du gène CXCR2 a réduit l’effet de l'Ang II sur l'infiltration des 

monocytes dans le cœur, améliorant ainsi le remodelage cardiaque et son dysfonctionnement 

chez les souris. De plus, une diminution de l'expression du factor Krüppel-like 15 (KLF15), 

un facteur de transcription abondamment exprimé dans les cardiomyocytes et jouant un rôle 

dans la régulation de l'expression des gènes inflammatoires, s'est avérée associée à une 

augmentation de l'expression de CXCL1 et CXCR2 dans les cœurs de souris perfusées avec 

l'Ang II [259]. La déficience en KLF15 dans les fibroblastes cardiaques a augmenté 

l'expression de CXCL1 (ligand murin de CXCR1/2), ce qui est associée à une infiltration 

cardiaque majorée de cellules CXCR2-positives, et a ainsi aggravé le remodelage et le 

dysfonctionnement cardiaque en réponse à l'Ang II. Chez l'homme, la proportion de cellules 

pro-inflammatoires CXCR2+ circulantes s'est avérée plus élevée chez les patients 

hypertendus que chez les témoins [258]. De plus, le nombre de monocytes CXCR2+ s'est 

avéré plus élevé en cas défibrillation auriculaire [260]. L’hypertension artérielle induit la 

mobilisation et l'infiltration dans les oreillettes cardiaques de monocytes CXCR2+ dérivés de 

la moelle osseuse, ce qui s’accompagne d’une augmentation de la production de cytokines 

pro-inflammatoires et de dérivés superoxydes, provoquant une fibrose auriculaire et des 

anomalies électriques, et entraînant ainsi une susceptibilité accrue à la fibrillation auriculaire. 

À l'inverse, l'ablation génétique de CXCR-2 ou son inhibition pharmacologique (agent 
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SB225002) chez les souris perfusées avec de l’Ang II a considérablement abrogé ces effets 

(Figure 23) [22]. 

 

 

Figure 23 : Prévention de la fibrillation atriale par l’inhibition pharmacologique de 

CXCR-2  (Zhang et al., 2020)[22] 
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Comme nous l’avons vu, la calcification de la valve aortique est le résultat d’un 

mécanisme physiopathologique complexe conduisant au RAC. L’inflammation joue un rôle 

clé dans la progression de la maladie. Or, à ce jour, il n’existe pas de traitement 

pharmacologique de cette pathologie. L’étude du rôle des cytokines inflammatoires dans la 

progression du RAC permettrait de trouver de nouvelles cibles thérapeutiques. Un travail 

précédent réalisé dans le laboratoire MP3CV a montré le rôle d’IL-8 dans la calcification 

vasculaire. Par ailleurs, de nombreux arguments précliniques et cliniques indiquent que l’IL-8 

et ses récepteurs jouent un rôle important dans les maladies cardiovasculaires à composante 

inflammatoire. Pourtant, à ce jour, aucune étude n’a étudié spécifiquement ce rôle dans la 

calcification valvulaire aortique.  

Au cours de ce travail, nous avons fait l’hypothèse que l’IL-8 stimule la calcification 

valvulaire aortique et que cet effet peut être prévenu en bloquant pharmacologiquement 

CXCR1/2. 

A- Dans un premier temps, nous avons étudié in vitro le rôle de l’IL-8 dans la 

calcification des cellules interstitielles de la valve (hVICs). Nous avons vérifié 

l’expression des récepteurs d’IL-8 par les hVICs, exploré la voie de signalisation 

activée, testé l’effet de l’IL-8 sur la calcification des hVICs et étudié le mécanisme 

mis en jeu dans ce processus. 

B- Afin de donner une relevance clinique aux résultats précédents obtenus sur le modèle 

cellulaire, nous avons travaillé sur des valves humaines de patients atteins de RAC et 

ayant subi un remplacement valvulaire aortique chirurgical. Nous avons comparé 

l’expression des récepteurs CXCR1/2 ainsi que d’autres marqueurs qui nous semblent 

impliqués dans le processus de calcification. Ce travail a eu pour objectif de renforcer, 

du côté clinique, nos résultats obtenus in vitro sur les hVICs en culture. 

C- Afin de reproduire notre modèle cellulaire sur un modèle tissulaire plus complexe et 

vu l’indisponibilité des valves humaines saines en quantité suffisante, nous avons 

choisi de travailler sur des valves aortiques récupérées de porcs sains. Nous avons 

ainsi testé l’effet de l’IL-8 sur la calcification de ces valves cultivées en culture. 

D- Enfin afin de passer vers un modèle animal, nous avons testé l’intérêt du blocage 

pharmacologique de CXCR1/2 dans un modèle de calcification des valves implantées 

en sous cutané (SC) chez les rats. Bien que ce modèle de calcification ne mime pas 

forcément la calcification chez les patients atteints du RAC mais plutôt celle des 

bioprothèses implantées pour traiter le RAC. L’étude de ce modèle nous permet de 



75 
 

comprendre les mécanismes impliqués dans la calcification des bioprothèses 

(potentiellement similaires ou différentes du RAC) et d’identifier des cibles 

thérapeutiques pour prévenir leur calcification.  
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1. Modèle cellulaire : hVICs en culture 

1.1. Culture des hVICs 

Des valves aortiques humaines ont été prélevées chez des patients atteints de sténose 

valvulaire aortique subissant une chirurgie de remplacement valvulaire au bloc chirurgical du 

CHU Amiens Picardie (Amiens, France) (Figure 24). Conformément à la législation 

française, les patients ont donné leur consentement éclairé à la participation par donation des 

valves qui restent anonymisées. Sous hôte stérile, les zones non calcifiées ont été séparées des 

zones calcifiées des valves à l’aide d’un scalpel dans une boite B100 remplie de sérum 

physiologique. Afin d’isoler les cellules interstitielles valvulaires (hVICs), les cellules 

endothéliales valvulaires (hVECs) ont été retirées des zones non calcifiées en incubant les 

petits morceaux contenant ces zones pendant 10 min à 37 °C dans une solution de 

collagénase de type A (ref. 10103586001, Roche)  préparée à 1,5 mg/ml dans du HBSS (ref. 

H6648, Sigma Aldrich). Après élimination des hVECs, ces zones non calcifiées ont été 

rincées avec du  sérum physiologique puis découpées en des petits morceaux de 2 à 3 mm à 

l’aide d’un scalpel. Ces petits morceaux de valves ont été par la suite incubés toute la nuit à 

37°C dans une solution contenant de la collagénase type A préparée à 1,5 mg/ml dans du 

milieu de base DMEM (ref. D6546, Sigma Aldrich) contenant 1 % de pénicilline et 

streptomycine (ref. P4333, Sigma Aldrich) et 1% glutamax (ref. 35050-038, Gibco) sous 

agitation lente afin de digérer le tissu et isoler les hVICs. 

Le lendemain, la suspension cellulaire a été passée dans un tami cellulaire de 70 µm puis 

centrifugée pendant 5 min à 16,1 g à température ambiante. Le surnagent a été jeté et le culot 

a été suspendu avec le DMEM complété par 10% de sérum de veau fœtal (SVF), 1% de 

pénicilline/streptomycine et 1% glutamax dans une flasque de 75 cm2 permettant d’amplifier 

la culture jusqu’à 1 million de hVICs. 

Les cellules ont été cultivées à 37°C et à 5% de CO2 avec un changement de milieu tous les 2 

jours et un passage des cellules a été effectué à 95 % de confluence. Toutes nos expériences 

ont été effectuées entre les passages 3 et 6 pour limiter le changement phénotypique des 

hVICs principalement observé après le passage 6 qui pourrait affecter la reproductibilité de 

nos résultats. 
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Figure 24 : Les différentes étapes de l’isolement des hVICs à partir des valves aortiques 

humaines récupérées des patients ayant subi un remplacement valvulaire chirurgical 

 

1.2. Induction de la calcification  

La calcification a été induite en cultivant les hVICs dans un milieu de minéralisation 

caractérisé par la présence d’une concentration en phosphate de 3,8 mM ajouté au milieu de 

culture de base (DMEM 1% SVF + 1 % penicilline/streptomycine + 1 % glutamax) (le milieu 

contient initialement 1 mM de Phosphate). Cette calcification des hVICs a été produite dans 

des plaques de 48 puits (avec 12 000 cellules par puit) et a pu être évaluée après 14 jours de 

culture. 

Différents traitements supplémentaires ont été testés. La calcification des hVICs a été 

testée en présence de 5, 15 ou 50 pg/ml d’IL-8 humaine (ref. I645, Sigma-Aldrich), 0, 5, 1 ou 

2 μM d’antagoniste de CXCR1/2 : (SCH527123, ref. 331-10731-1, Tebu-bio), 5, 15 ou 50 

μM d’inhibiteur MMP-12 (MMP408, ref. 444291, Sigma-Aldrich,), ou 5, 15 ou 50 μM 

d’inhibiteur NFkB (JSH-23, ref. J4455, Sigma-Aldrich), ajoutés au milieu de minéralisation.  

Parallèlement, l’effet du sérum de patients atteints de sténose valvulaire aortique 

sévère sur la calcification des hVICs a été étudié. Les cellules ont été exposées à un pool de 

sérums de patients atteints de sténose valvulaire aortique sévère ou de sérums de patients 
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sains (qui n’ont pas de sténose valvulaire) rajouté au milieu de minéralisation (3,8 mM Pi), en 

présence ou non  d’antagoniste de CXCR1/2 (2 μM SCH527123).  

D’autre part, pour étudier l’effet de la présence d’élastine sur la calcification des hVICs, les 

cellules ont été cultivées dans des plaques à 48 puits préalablement recouvertes ou non par 2 

µg/ml d’élastine humaine purifiée (ref. E6902, Sigma-Aldrich), puis traitées avec le milieu de 

minéralisation avec ou sans 15 pg/ml d’IL-8.   

 

1.3. Test de viabilité cellulaire 

L’effet de l’IL-8 sur la viabilité des hVICs a été analysé par MTT (bromure de 3-(4,5-

dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl tetrazolium, ref. M5655, Sigma-Aldrich). Les hVICs 

(7000 cellules par puits dans une plaque 96 puits) ont été cultivées pendant 1, 3, 5, 7, 14 et 21 

jours avec ou sans 3,8 mM de phosphate et avec ou sans 5, 15 ou 50 pg/ml IL-8. Après 

traitement, la solution de MTT a été ajoutée sur chaque puits (la concentration finale de MTT 

est de 500 μg/ml) et la plaque a été incubée pendant une heure à température ambiante. Les 

cristaux de formazan formés par les cellules vivantes ont été dissous avec du DMSO et 

l’absorbance a été mesurée à 570 nm. 

 

1.4. Coloration au rouge alizarine  

Pour analyser la calcification des hVICs induite par nos différentes conditions de 

traitement, nous avons utilisé la méthode de coloration par rouge alizarine. Cette méthode 

permet de mettre en évidence les dépôts calciques des cellules dus à la fixation du rouge 

alizarine au calcium par un processus de chélation. Ceci permet par la suite la formation de 

complexes rouge alizarine-Calcium, qui peuvent être détectés au microscope optique.  

Les cellules ont été ensemencées dans des plaques à 48 puits puis traitées avec nos 

différentes conditions de traitement comme décrit auparavant. Chaque condition de 

traitement a été réalisée en triplicats. De plus, des puits sans cellules recevant les mêmes 

conditions de traitement ont permis d’analyser le dépôt passif du calcium. À J14, le milieu de 

traitement a été retiré de chaque puits et les cellules ont été rincées avec de l’éthanol 50% 

puis fixées avec de l’éthanol 50% pendant 5 min et ensuite avec de l’éthanol 75% pendant 5 

min également. Un volume de 250µl d’alizarine (ref. A5533-25G, Sigma Aldrich) à 40 nM et 
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pH 4,2 a été rajouté sur chaque puits, puis laissé pendant 5 min afin de laisser le temps à 

l’alizarine de se fixer au calcium et former les complexes rouge alizarine-calcium. Les puits 

ont ensuite été rincés 2 fois à l’éthanol 50% pour se débarrasser de surplus d’alizarine. Des 

photos représentatives des puits ont été prises avant de faire dissoudre l’alizarine par ajout de 

200µl de chlorhydrate de cétylpyridinium (ref. c9002, Sigma Aldrich) sur chaque puits. 

Ensuite la plaque a été soumise à une agitation douce de 15 min à température ambiante. De 

chaque puits, 150 µl de surnagent a été transféré dans une nouvelle plaque à 96 puits. Enfin, 

le dépôt du calcium a été mesuré à 562 nm à l’aide d’un lecteur de microplaques 

(Envision®). 

 

1.5. Dosage du calcium 

Une autre méthode pour l’analyse de la calcification est le dosage du calcium grâce à 

la formation d'un complexe avec l'ortho crésolphtaléine qui génère un complexe de couleur 

violette. La concentration de l’échantillon en calcium est proportionnelle à l’intensité de la 

couleur violette formée, ce qui permet une mesure quantitative plus précise de la 

calcification. Pour se faire, après 14 jours de traitement des cellules préalablement 

ensemencées dans des plaques 48 puits comme décrit précédemment, le milieu de traitement 

a été retiré, les cellules ont été lavées deux fois avec du PBS et un volume de 300µl de HCl 

0,6 N a été ajouté sur chaque puits. La plaque a été laissée sous agitation douce à 4°C toute la 

nuit afin de bien décalcifier les cellules. 

Le lendemain un mélange contenant 191 µg/ml d’o-crésolphtaléine et 2,33 mg/ml de 

8-hydroxyquinoline avec du 2-Amino-2-methyl-1-propanol 0,5 M a été préparé. Le mélange 

a été chauffé pendant 2 heures à 65°C après l’avoir couvert de parafilm pour éviter son 

évaporation. Un volume de 25 µl d’échantillon a été prélevé dans chaque puits de la plaque à 

48 puits puis déposé dans une nouvelle plaque à 96 puits. Un volume de 150 µl du mélange 

réactionnel a été ajouté sur chaque puits. La plaque a été ensuite agitée pendant 15 min à 

température ambiante. Enfin l’absorbance a été lue à 565 nm à l’aide du lecteur des 

microplaques (Envision®). 
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1.6. Extraction d’ARNm  

Les hVICs ont été ensemencées dans des plaques 6 puits (200 000 cellules/puits) puis 

traitées pendant 2 jours avec différentes conditions de traitement. À J3, les cellules ont été 

lavées au PBS 1X (ref. D8537, Sigma Aldrich), décollées avec de la trypsine EDTA (ref. 

T4049, Sigma Aldrich) puis centrifugées (5min, 16,1 g, 21°C). Ensuite, le surnagent a été jeté 

puis l’ARN a été extrait à partir du culot en utilisant le kit RNeasy® Mini Kit (Qiagen). Sous 

l’hôte, un volume de 350 µl du tampon de lyse RLT avec un petit volume de 2,5 µl de β-

mercaptoéthanol ont été ajoutés aux échantillons à l’aide d’une pipette puis homogénéisés 

pour bien lyser les cellules. Ensuite, un volume de 350 µl d’éthanol à 70 % a été ajouté dans 

chaque condition et l’ensemble a été bien mélangé puis transféré dans chaque colonne. Le 

tube a été fermé et centrifugé pendant une minute à 8000 g puis le liquide du tube collecteur a 

été jeté. Un volume de 700 µl RW1 a été ensuite additionné sur chaque colonne qui a été de 

nouveau centrifugé pendant une minute à 8000 g puis le liquide a été jeté. Ensuite, un volume 

de 500 µl de RPE a été ajouté sur la colonne et le tube a été également centrifugé pendant une 

minute à 8000 g. Cette étape a été ensuite répétée de la même manière mais la centrifugation 

a été effectuée pendant 2 min. Enfin, le tube collecteur a été remplacé par un autre nouveau 

tube et un volume de 20 µl d’eau « RNase free » a été ajouté pour éluer les ARN dans le tube 

collecteur par centrifugation pendant 1 minute à 8000 g. Enfin, le tube contenant l’ARN a été 

rapidement placé à 4°C pour éviter la dégradation de celui-ci. L’ARN a été ensuite dosé à 

l’aide d’un spectrophotomètre (NanoVue™ Plus, Thermo Fisher Scientific) puis conservé à -

80°C jusqu’à utilisation ultérieure. 

 

1.7. Transcription inverse 

Les ARNm ont été retranscrits en ADNc par transcription inverse grâce au Kit 

« Hight Capacity RNA-to-cDNA » (Thermo Fisher Scientific) selon les instructions du 

fournisseur. Brièvement, un volume équivalent à 1 µl a été complété jusqu’à 20 µl avec le 

tampon contenant des randoms primers, des désoxyribonucléotidestriphosphate (dNTP), et la 

transcriptase inverse. La plaque a été ensuite couverte puis placée dans le thermocycleur 

iCycler (Bio-Rad). Les échantillons d’ADNc obtenus ont été placés à -20°C jusqu’à 

utilisation. 
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1.8. Quantitative polymerase chain reaction (qPCR) 

L’expression des différents gènes d’intérêt a été analysée par « quantitative 

polymérase chain reaction » (qPCR). La qPCR a été réalisée dans des plaques 96 puits via le 

kit  Power SYBR® Green PCR Master Mix (Thermo Fischer Scientific). Un mélange 

réactionnel a été préparé et comprend pour chaque puits : 2,75 L d’eau nuclease-free, 6,75 

L de SYBR Green et 0,25 L de chacune des amorces spécifiques du gène analysé (reverse 

et forward listés dans le (Tableau 5) préparé à 10 M. Un volume de 2,5 L d’ADNc 

préalablement dilué à 1/10 a été mélangé avec 7,5µl du mélange réactionnel dans chaque 

puits. La plaque a été ensuite couverte puis centrifugée pendant 20 secondes. La 

quantification en temps réel a été réalisée avec le thermocycleur Bio-Rad CFX 

connectTM(Biorad Labratories) alors que le programme Bio-Rad CFX Manager 3.1 a servi 

pour l’analyse. La normalisation a été réalisée par rapport au gène de référence GAPDH pour 

lequel le niveau d’expression d’ARN est constant dans les différentes conditions 

expérimentales. 

Tableau 5 : Liste des séquences d’amorces utilisées pour la Quantitative polymérase chain 

reaction ( qPCR) 

 
Gene Forward primer 5′----3′ Reverse primer 5′----3′ 

OPN 
5′-ATC 

ACCTGTGCCATACCAGTTAAAC-3′ 

5′-CCACAGCATCTGGGTAT 

TTG-3′ 

BMP2 5′-CGGACTGCGGTCTCCTAA-3′ 
5′-GGAAGCAGC 

AACGCTAGAAG-3′ 

OSX 5′-GCCTTGCCATACACCTTGC-3′ 5′-CTCCTGCGACTGCCCTAAT-3′ 

ALP 5′-CCTGGAGCTTCAGAAGCTCAA -3′ 5′-ACTGTGGAGACACCCATCCC-3′ 

Collagen1 
5′-ACGAAGACATCCCACCAATCAC-

3′ 
5′- TCATCGCACAACACCTTGC-3′ 

Collagen3 5′-GAAGGGCAGGGAACAACTTG-3′ 5′- TTTGGCATGGTTCTGGCTTC-3′ 

Elastin 5′-GGCCATTCCTGGTGGAGTTCC-3′ 5′-AACTGGCTTAAGAAGTTTGCCTCCA-3′ 

α-SMA 
5′-CCAGCAGATGTGGATC 

AGCA-3′ 
5′-AAGCATTTGCGGTGGACAAT-3′ 

MMP2 5′-TGAGAAGGATGGCAAGTACG-3′ 5′-GGAAGCGGAATGGAAACTTG-3′ 

MMP9 5′-AGAACCAATCTCACCGACAG-3′ 5′-ATTTCGACTCTCCACGCATC-3′ 

MMP12 5′-TCCCCGATGTCCATCATTTC-3′ 5′-ATCCTCACGGTTCATGTCAG-3′ 

GAPDH 5′-TCGGAGTCAACGGATTTGG-3′ 5′-GCAACAATATCCACTTTACCAGAGTTAA-3′ 
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1.9. Extraction et quantification de protéines 

Les cellules ont été lavées avec du PBS 1X deux fois à froid, puis grattées à l’aide 

d’un grattoir dans un tampon de lyse NP-40 (25 mM Tris-HCl, 250 mM NaCl, 5 mM EDTA 

et 1 % SDS, pH 7,4) préparés avec d’inhibiteurs de phosphatases (Roche) et de protéases et 

un inhibiteur de tyrosine phosphatase (Vanadate). Le mélange des cellules homogénéisé avec 

le tampon de lyse de chaque condition a été repris dans un eppendorf placé dans la glace. Les 

échantillons ont été ensuite agités pendant 20 min à 4°C puis centrifugés à 16060 g pendant 

30 min. Enfin, les surnageants contenant nos protéines ont été récupérées et les protéines ont 

été dosées à l’aide du kit de dosage des protéines DC™ (Bio-Rad). 

 

1.10. Western blot 

L’expression des différentes protéines d’intérêts a été analysée par Western blot. Les 

protéines ont été diluées dans le tampon de lyse de manière à obtenir une quantité de 

protéines à déposer égale entre les conditions puis mélangées avec un tampon de Laemmli. 

Ces échantillons ont été ensuite chauffés pendant 5 min à 99°C puis séparés par un gel de 

polyacrylamide à 10% en conditions dénaturantes (SDS-PAGE) pendant 2 h à 100 volt dans 

un tampon de migration composé de 25 mM Tris/HCl (pH 8.6 - 8.8), 192 mM de Glycine et 

0.1 % de SDS. Ensuite, les protéines ont été transférées sur une membrane de nitrocellulose 

(Amersham Hybond™ ECL™). Le transfert a été réalisé à froid pendant 2h à 60 volt dans un 

tampon composé de 25 mM Tris, 192 mM de Glycine, 20 % d’éthanol et 0.1 % de SDS. La 

réussite du transfert des protéines du gel vers la membrane ainsi que le profil des bandes ont 

été vérifiés par coloration au rouge Ponceau. Ensuite, les sites non spécifiques de la 

membrane ont été bloqués par incubation pendant une heure à température ambiante dans une 

solution de Tris Buffered Saline Tween (TBST) contenant 5% du lait. Enfin la membrane a 

été incubée toute la nuit sous agitation lente à 4°C avec nos solutions d’anticorps primaires 

(Tableau 6). Le lendemain, la membrane a été lavée 3 fois avec du TBST (10 min par lavage 

afin de retirer les anticorps non spécifiques faiblement fixés à la membrane), puis incubée 

pendant une heure à température ambiante avec la solution d’anticorps secondaire couplé à la 

peroxydase (HRP) sous agitation lente. Une série de 3 lavages a été ensuite effectuée puis la 

révélation des bandes d’intérêt a été réalisée par chimioluminescence à l’aide du système de 

détection ECL Western Blotting Detection Reagents (AmershamTM) et de l’appareil 
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ChemiDoc MP Imaging System (Bio-Rad). Ensuite les bandes ont été quantifiées de manière 

automatisée en utilisant le logiciel Image Lab (Bio-Rad). L’analyse de l’expression de 

l’actine ou de la GAPDH a été réalisée afin de normaliser l’expression des protéines d’intérêt 

entre les différentes conditions. 

 

Tableau 6 : Liste des anticorps utilisés en Western blot 

Anticorps Référence Fournisseur Dilution Diluant Genre 

α-Actine SC-32251 Santa Cruz 1/1000 Lait Monoclonal 

mouse IgG 2a 

GAPDH 14C10 Cell 

Signalling 

1/1000 BSA Monoclonal 

rabbit 

CXCR1 MAB330 R&D 

Systems 

1/500 BSA Monoclonal 

mouse IgG2A 

CXCR2 MAB331 R&D 

Systems 

1/500 BSA Monoclonal 

mouse IgG2A 

IKb 9242 Cell 

Signaling 

1/ 1000 BSA Polyclonal 

Rabbit 

P65 SC-8008 Santa Cruz 1/500 Lait Monoclonal 

Mouse IgG1κ 

P-P65 3033 Cell 

Signaling 

1/500 BSA Monoclonal 

Rabbit 

IgG 

Elastine intact SC-166543 Santa Cruz 1/200 BSA Monoclonal 

mouse IgG2b 

Elastine toutes 

forms 

SC- 58756 Santa Cruz 1/200 BSA Monoclonal 

mouse  IgG1κ 

MMP12 SC-390863 Santa Cruz 1/500 Lait Monoclonal 

mouse IgG1 
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1.11. Cytométrie de flux 

Pour vérifier l’expression des récepteurs CXCR1 et 2 de l’IL-8 par les hVICs, des 

hVICs préalablement cultivées à raison de 200,000 cellules par puits dans une plaque 6 puits 

ont été lavées avec du PBS 1X, décollés à la trypsine, puis centrifugées pendant 5 min, à 16,1 

g et à température ambiante. Ensuite le surnagent a été retiré et le culot cellulaire a été gardé. 

Un volume de 200 µl contenant un mélange d’anticorps anti-CXCR1 FITC (ref. 130-115-

947, Miltenyi Biotec) avec anti CXCR2 APC (ref. 130-120-133, Milteny Biotec) dilués à 

1/50e dans du PBS 1X a été ajouté aux cellules qui ont alors été remises en suspension. 

L’ensemble a été bien homogénéisé et l’expression des récepteurs a été analysée 

immédiatement en utilisant le cytomètre Macsquant (Miltenyi Biotech). Des travaux 

préliminaires ont été réalisés. L’analyse de l’expression des récepteurs a été faite en décollant 

les cellules sans utiliser la trypsine (décollement avec PBS EDTA). En effet, la trypsinisation 

permet de décoller les cellules adhérentes avec un très bon rendement en quelques minutes 

mais présente l’inconvénient d’altérer l’expression de certains marqueurs membranaires 

sensibles à cette enzyme. Dans nos conditions, nous n’avons pas mis en évidence d’altération 

de l’expression de CXCR1/2 par l’utilisation de la trypsine. Par ailleurs, afin de vérifier les 

anticorps utilisés, des analyses ont été effectuées sur d’autres types cellulaires utilisés comme 

contrôles positifs car ils sont connus pour exprimer CXCR1 et CXCR2 : une lignée des 

fibroblastes (HT 1080) et les cellules sanguines CD15+ de volontaires sains. Les cellules 

sanguines CD15+ sont représentées en majorité par les polynucléaires neutrophiles. 

L’analyse a alors été réalisée sur cytomètre MACSQuant (Miltenyi Biotec, Paris, France). 

 

1.12. Sécrétion de MMP-12 

Le surnageant de culture des hVICs de chaque condition a été récupéré dans un 

eppendorf de 1,5 ml. Ces eppendorfs ont été centrifugés à 16,1 g pendant 15 min à 4°C puis 

les surnageants ont été transférés dans des nouveaux tubes qui ont été conservés à -80°C 

jusqu’à utilisation. La concentration de MMP-12 sécrétée par les hVICs a été mesurée dans le 

surnageant de culture après 48h de traitement. L’analyse de la MMP-12 sécrétée dans le 

milieu de culture a été faite par méthode ELISA selon les instructions du fournisseur du kit 

(ref. KTE61599, Tebu-bio). 
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1.13. Activité MMP-12 

L’activité de la métalloprotéase MMP-12 a également été analysée après deux jours 

de traitement des hVICs avec nos différentes conditions de traitement. L’analyse de l’activité 

MMP-12 a été effectuée grâce au Kit SensoLyte® 520 MMP-12 (Ref. AS-71157, 

CliniSciences, Nanterre, France), par une méthode de transfert d'énergie par résonance de 

fluorescence (FRET). Une fois activée, la MMP-12 clive un peptide spécifique fourni dans le 

kit (mais dont la nature chimique n’est pas communiquée par le fabriquant) permettant 

l’émission d’une fluorescence proportionnelle à l’activité MMP-12. Brièvement, un volume 

de 50 µl de chaque échantillon a été déposé dans une plaque noire à 96 puits. Parallèlement, 

une gamme de MMP-12 recombinante humaine (ref. AS-55525-1, CliniSciences) a été 

effectuée. Un volume de 5 µl du composant C (APMA, concentration finale 1mM) a été 

ajouté sur chaque puits et la plaque a été ensuite incubée pendant deux heures à 37°C. Cette 

étape permet l’activation de l’enzyme MMP-12 présent dans les différents échantillons. 

Après cette étape d’incubation, un volume de 50 µl de substrat de MMP-12 (composant C 

dilué à 1/100 dans le composant D) a été ajouté dans chaque puits. La plaque a été ensuite 

agitée doucement pendant 30 secondes puis incubée pendant une heure à 37°C afin de laisser 

le temps pour l’enzyme MMP-12 de digérer son substrat et émettre de la fluorescence. Enfin, 

un volume de 50 µl d’une solution stop (composant E) a été ajouté sur chaque puits. La 

plaque a été agitée doucement et l’intensité de la florescence a été mesurée à 505 nm ex./535 

nm em. via un lecteur de microplaques TECAN. 

 

2. Analyse des valves aortiques de patients atteints de RAC 

Des analyses biochimiques et histologiques ont été réalisées sur des valves humaines 

des patients atteints de sténose valvulaire aortique. Comme pour l’isolement des cellules, des 

valves aortiques ont été récupérées du bloc chirurgical après remplacement valvulaire chez 

des patients atteints de sténose valvulaire aortique. Sous hôte stérile, la valve composée de 

trois feuillets valvulaires a été rincée avec du sérum physiologique puis coupée en deux 

parties à l’aide d’un scalpel : une première partie a servi pour l’analyse histologique et une 

deuxième partie pour l’analyse biochimique. 
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2.1. Analyse histologique des tissus 

Les valves destinées aux analyses histologiques ont été fixées pendant une nuit au 

paraformaldéhyde (PFA 4%) puis deux autres nuits avec une solution de sucrose 20% la 

première nuit et 30% la seconde afin de déshydrater les tissus. 

Ces valves ont été ensuite incluses dans des petites boites de congélation contenant du gel 

OCT (Optimal cutting temperature compound, ref. KMA-0100-00A, Cell Path). Ces boites 

contenants les valves ont été ensuite congelées dans de l’isopentane puis conservées à -80 °C. 

Quelques jours plus tard les valves ont été découpées au cryostat (LEICA CM 1950) en 

sections de 12 μm d’épaisseur en utilisant les lames SUPERFROST PLUSR GOLD 

(Thermoscientific). Plusieurs lames d’une même valve ont été préparées afin qu’elles soient 

utilisées par la suite pour la coloration alizarine ainsi que pour les immunomarquages désirés. 

Ces lames ont été ensuite conservées à -80°C jusqu’à utilisation.  

 

a. Coloration alizarine sur tissu 

Afin de distinguer les zones calcifiées et non calcifiées des valves des patients atteints 

de sténose valvulaire aortique, des colorations histologiques par rouge alizarine ont été 

effectuées. Le jour de la coloration les lames ont été ressorties du congélateur puis séchées 

pendant 30 min à température ambiante. La solution de rouge alizarine a été déposée 

doucement sur les coupes. L’excès de colorant a par la suite été enlevé et la déshydratation a 

été réalisée par incubation dans une solution d’acétone 100 % pendant 1 min puis dans une 

solution acétone-toluène (1:1) pendant 1 min également. Finalement, une incubation de 2 min 

dans une solution du toluène a été réalisée avant de faire le montage en utilisant la solution 

DPX (ref. 0652, Sigma Aldrich). Des photos des valves ont été prises à l’aide du microscope 

optique (LEICA DM 2500). 

 

b. Immunomarquage des tissus 

Afin de comparer l’expression de différentes protéines entre les zones calcifiées et 

non calcifiées des valves déjà identifiées par la coloration au rouge alizarine, des 

immunomarquages sur les tissus ont été effectué. Le jour d’immunomarquage, les lames ont 

été ressorties du congélateur puis séchées pendant 30 min à température ambiante. Ensuite, 
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les tissus ont été fixés pendant 5 min par une incubation dans une solution de PFA 4% dans 

du PBS suivis d’un rinçage avec le PBS pendant 5 min. Afin de démasquer les sites 

antigéniques et les rendre plus accessibles à la fixation des anticorps, une étape d’incubation 

dans une solution du citrate (ref. 100241, Merck) à 2,94 g/l a été réalisée dans l’incubateur à 

100°C pendant 15 min. Une série de trois lavages avec le PBS Tween (préparé par ajout de 

500 µl Tween dans 1 L de PBS) a été réalisée. Un lavage avec le PBS a été par la suite 

effectué afin de se débarrasser de tween restant sur les coupes. Ensuite, pour bloquer 

l’activité peroxydase endogène, les tissus ont été incubés pendant 10 min dans une solution 

de PBS contenant 1% de BSA et 0,3 % d’H2O2 (ref. 216763, Sigma Aldrich). Les lames ont 

été rincées deux fois avec du PBS puis le blocage des sites non spécifiques a été effectué par 

incubation pendant une heure dans une solution de PBS contenant 1% de BSA et 0,15 % de 

triton X-100.   

Les tissus ont été incubés toute la nuit à 4°C avec des solutions d’anticorps primaires : 

anti-CXCR1 (ref. MAB330, R&D Systems, dilution 1:100), anti-CXCR2 (ref. MAB331, 

R&D Systems, dilution 1:50), anti-MMP-12 (ref. SC-390863, Santa Cruz, dilution 1:100) et 

anti-élastine (ref. SC-166543, Santa Cruz, dilution 1:25), diluées dans du PBS 1% BSA 0,1% 

Triton X-100. Le lendemain, les tissus ont été lavés trois fois avec du PBS puis incubés avec 

une solution d’anticorps secondaire IgG anti-mouse à activité peroxydase (ref. 7076, Cell 

signalling, dilution 1:750) dilué dans le PBS pendant une heure à température ambiante, puis 

les tissus ont été lavés trois fois au PBS. La révélation de l’activité peroxydase a été obtenue 

grâce à une incubation de 10 min dans la solution du Kit VectorR Nova REDTM (VECTA 

MOUNTTM) préparée selon les recommandations du fournisseur. Les lames ont été ensuite 

rincées deux fois avec du PBS puis une fois avec de l’eau distillé (5 min/lavage). Une contre-

coloration à l’hématoxyline a été réalisée pour marquer les noyaux des cellules. L’excès du 

colorant a par la suite été retiré et la déshydratation a été réalisée par deux incubations 

successives dans deux bains d’une solution d’éthanol 95% pendant 1 min chacune, puis deux 

incubations successives dans deux bains d’une solution d’éthanol 100% pendant 1 min 

également. Enfin, deux incubations de 3 min dans deux bains d’une solution de xylène ont été 

réalisées avant de faire le montage en utilisant la solution du montage Vectamount® (Eurobio 

Scientific, Les Ulis, France). Les lames ont été laissées toute la nuit à température ambiante 

et le lendemain des photos ont été prises à l’aide du microscope optique (LEICA DM 2500). 
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2.2. Analyse biochimique des tissus : Western blot 

Parallèlement nous avons réalisé des analyses biochimiques (Western blotting) pour 

comparer au sein des valves l’expression de certaines protéines d’intérêt entre les zones 

calcifiées et les zones non calcifiées. Pour se faire, la partie de valve qui était séparée pour cet 

objectif a été encore divisée au scalpel en petits morceaux calcifiés et non calcifiés. Les 

morceaux calcifiés et non calcifiés d’une même valve ont été par la suite séparés dans deux 

tubes gentleMACsTM (Miltenyi Biotec) distincts. Les deux tubes ont été placés 

immédiatement sur la glace. Un dosage de calcium au crésol a été réalisé sur une prise d’essai 

de 25 µL dans chaque tube (cf.  paragraphe 1.5. « Dosage du calcium »), afin de confirmer de 

manière objective la séparation parties calcifiées et parties non calcifiées. Puis, un volume de 

400 µl de tampon de lyse NP-40 avec inhibiteurs (cf. paragraphe 1.9. « Extraction et 

quantification de protéines ») a été ajouté dans chaque tube contenant les morceaux de valve. 

Les tubes ont été ensuite mise en rotation dans le gentleMACs TMOcto Dissocator MACs 

(Miltenyi Biotec), afin de mixer les morceaux et les homogénéiser avec le tampon de lyse. 

Ces tubes ont été ensuite centrifugés à 16,1 g pendant 20 min. Les échantillons ont été 

transférés dans des eppendorfs de 1,5 ml, agités pendant 20 min, centrifugés pendant 30 min 

à 16060 g et enfin les surnageants contenant nos protéines ont été récupérés. Comme pour les 

cellules, les protéines ont été dosées à l’aide du kit de dosage des protéines DC™ (Bio-Rad). 

Des Westerns blots ont été ensuite réalisés, comme décrit précédemment pour les cellules (cf. 

paragraphe 1.10. « Western blot »), afin de comparer l’expression de certaines protéines entre 

les zones calcifiées et non calcifiées des valves. 

 

3. Modèle de valves des porcs en culture 

Afin de reproduire notre modèle in vitro des hVICs sur un modèle tissulaire de valves, 

nous avons travaillé sur des valves aortiques saines isolées de jeunes porcs. Ces valves 

présentent l’avantage d’être facilement disponibles et une histologie très proche des valves 

humaines (comprenant notamment les 3 structures fibrosa, spongiosa et ventricularis). Ainsi, 

des cœurs de porcs ont été récupérés de l’abattoir de la société BIGARD de Saint Pol sur 

Ternoise dans le Pas-de-Calais puis placés dans la glace et transportés immédiatement au 

laboratoire (délai maximum de 4h entre l’abattage et la dissection). À leur arrivée, ces cœurs 

ont été placés dans la salle de chirurgie, disséqués et les valves ont été prélevées à l’aide des 

instruments chirurgicaux. Ensuite, les trois feuilles valvulaires récupérés de chaque cœur ont 
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été rincées avec du sérum physiologique puis placées dans une boite B100 contenant 

également du sérum pour éviter le sèchement des tissus. Sous hôte stérile, ces valves ont 

ensuite été coupées en plusieurs morceaux à l’aide d’un scalpel. Les morceaux de valves ont 

alors été cultivés dans le  DMEM complété par 10% de SVF, 1% de 

pénicilline/streptomycine et 1% glutamax dans trois plaques 48 puits pour trois destinations 

différentes : la première plaque était destinée au dosage de calcium, la deuxième aux analyses 

histologiques et la dernière à une analyse biochimique. Le lendemain, ces morceaux de 

valves ont été traités, comme pour les hVICs, avec nos différentes conditions de traitement 

pendant 14 Jours. Le milieu de traitement a de même été changé tous les deux jours. 

 

3.1. Dosage du calcium tissulaire 

Après 14 jours de traitement, les différents morceaux de valves ont été incubés toute 

la nuit avec du HCl 0,6 N puis la quantité de calcium tissulaire a été mesurée comme cela a 

été décrit précédemment pour les hVICs (cf. paragraphe 1.5. « Dosage du calcium »). À la fin 

du dosage, les morceaux valvulaires ont été séchés à 37°C pendant toute la nuit pour être 

pesées le lendemain à la  balance de précision.  

Le contenu en calcium de la pièce valvulaire a alors été rapporté à la masse de tissu, 

pour chaque échantillon de chaque condition. 

 

3.2. Analyse histologique 

À partir de la plaque destinée aux analyses histologiques, les morceaux valvulaires 

ont été incubés toute la nuit avec du PFA 4% puis avec du sucrose 20% et 30% les deux jours 

suivants, en suivant le même protocole que celui décrit précédemment permettant 

l’immunomarquage des valves aortiques humaines. Après ces trois jours d’incubation, les 

morceaux valvulaires ont été plongés dans l’isopentane puis conservées à -80°C. Ensuite, ces 

échantillons ont été découpés au cryostat à 12 µm d’épaisseur sur des lames qui ont été 

conservées à -80°C jusqu’à utilisation ultérieure.  

Comme pour les valves aortiques, une coloration au rouge alizarine a été réalisée pour 

comparer la calcification entre les différentes conditions de traitement. Un immunomarquage 

des tissus a été effectué sur les différents coupes des tissus, comme décrit précédemment pour 
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les valves aortiques (cf. paragraphe 2.1.b. « Immunomarquage des tissus ») en utilisant les 

deux anticorps : anti-MMP-12 (ref. SC-390863, Santa Cruz, dilution 1:100) et anti-elastine 

(ref. SC-58756, Santa Cruz, dilution 1:25). 

 

3.3. Analyse biochimique des tissus : Western blot 

Pour la plaque destinée au Western blot, les morceaux valvulaires ont été transférés 

dans des eppendorfs 1,5 ml, plongés dans l’isopentane puis conservés à -80°C jusqu’à 

utilisation. L’extraction des protéines a été réalisée comme décrit précédemment pour les 

valves aortiques humaines (cf. paragraphe 2.2. « Analyse biochimique des tissus »). Ensuite, 

des Westerns blots ont été effectués sur les protéines extraits de ces morceaux valvulaires en 

utilisant des anticorps cités dans le (Tableau 6). 

 

4. Modèle de valves de porc implantées en sous cutané chez le rat 

Afin de tester in vivo l’effet du blocage pharmacologique de CXCR1/2 sur la calcification 

valvulaire, un modèle de calcification ectopique chez le rat a été employé dans le laboratoire 

en reproduisant les modalités décrites par Levy et al. [261]. Ce modèle est largement employé 

depuis les années 1980 dans l’évaluation de la calcification des bioprothèses. 

 

4.1 Description générale du modèle 

Le modèle a consisté en l’implantation par voie sous-cutanée chez des jeunes rats de 

valves aortiques porcines, préalablement incubées ou non au glutaraldéhyde (GA). En effet, 

le GA est un agent chimique de fixation largement employé dans l’industrie des bioprothèses 

valvulaires permettant de dévitaliser les tissus en les rendant imputrescibles pendant leur 

conservation (c’est-à-dire avant implantation) et en les tannant, ce qui renforce leur résistance 

aux contraintes mécaniques pendant et après leur implantation. Toutefois, la fixation au GA a 

été décrite comme un facteur de risque significatif de calcification des bioprothèses pouvant 

compromettre par conséquent leur durabilité à long terme.  
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4.2 Population de rats 

Le protocole global a porté sur une population de vingt-quatre rats mâles de l’espèce 

Sprague Dawley âgés de 3 semaines qui ont été hébergés à l’animalerie agréée du Centre 

Universitaire de Recherche en Santé (CURS) d’Amiens. Dans ce modèle, le jeune âge des 

animaux a été décrit comme un facteur favorisant la calcification induite par la fixation au 

GA [94][262]. Le protocole de cette étude a été validé par le comité d’éthique local puis 

autorisé par le ministère de l’agriculture sous le numéro Apafis #19425 conformément à la 

directive européenne 2010/63/UE relative à la protection des animaux utilisés à des fins 

scientifiques. 

 

4.3. Protocole d’implantation 

Tout d’abord, des cœurs des porcs ont été récupérés de l’abattoir de la société BIGARD de 

Saint Pol sur Ternoise. Ces cœurs ont été placés dans la glace jusqu’à leur arrivée au 

laboratoire (délai maximum 4h entre l’abattage du porc et la dissection). Ces cœurs ont été 

disséqués puis chaque feuillet valvulaire a été par la suite rincé avec du sérum physiologique 

puis coupé en deux et placé dans son milieu d’attribution contenant aussi du sérum afin 

d’éviter le sèchement des valves. Ces pièces valvulaires ont été ensuite traitées pendant une 

nuit au GA (ref. G5882, Sigma Aldrich) dilué à 0,6% dans une solution HEPES (acide 4-(2-

hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique) (ref. c-40020, Promo Cell) et stockées en 

chambre froide à 4°C. Plusieurs pièces supplémentaires ont servi de groupe contrôle «J1» 

pour les analyses biochimiques et histologiques de base avant implantation chez le rat. Le 

lendemain les valves ont été implantées du coté dorsale pour éviter le risque de lésion de 

grattage car les cicatrices sont moins accessibles chez les rats. Deux morceaux valvulaires 

d’environ 25 mm² provenant de 2 porcs différents ont été implantés dans chaque rat.  

 

4.4. Protocole de traitement des rats 

Après implantation des valves en sous cutané chez les rats, nous avons procédé au traitement 

des animaux avec l’antagoniste de CXCR1/2 : le SCH527123 (ref.331-10731-5, RayBiotech) 

à la dose de 1 mg/kg/jour. Pour cela les rats ont été divisés en trois groupes : 

 Un groupe contrôle (non traité avec l’antagoniste) 

 Un groupe traité par injection sous cutanée (SC) (locale) de l’antagoniste (0,5 mg/ml) 
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 Un groupe traité par injection intrapéritonéale (IP) de l’antagoniste (0,2 mg/ml) 

Cette injection a été réalisée tous les jours pendant 14 jours. Ensuite, les rats ont été 

euthanasiés dans une chambre à CO2 selon le protocole en vigueur au sein de l’animalerie et 

une ponction sanguine intracardiaque a été réalisée sur tube EDTA et sur tube sec avec 

activateur de la coagulation pour des analyses sanguines. Les fragments des valves ont été 

récupérés, rincés au PBS et à nouveau découpés en trois parties pour différentes 

analyses biochimiques et histochimiques. 

 

4.5. Dosage du calcium  

Afin de comparer le niveau de calcification entre les différents groupes des rats, le 

dosage du calcium au crésolphtaléine a été réalisé. Pour se faire, et comme décrit 

précédemment pour ce protocole, les fragments valvulaires ont été placés dans l’acide 

chlorhydrique (0,6 N) toute la nuit afin de décalcifier les tissus. Le lendemain, la 

concentration de calcium a été mesurée dans chaque puits en réalisant en parallèle une 

gamme d’étalonnage puis cette concentration a été normalisée par rapport à la masse sèche de 

chaque fragment de valve.  

 

4.6. Analyses histochimiques 

Pour les analyses histologiques, des fragments de valves dédiés ont été déshydratés, 

inclus en OCT puis conservés à -80°C. Ces fragments ont ensuite été coupés au cryostat à une 

épaisseur 12 µm et les lames ont été conservées à -80°C jusqu’à utilisation pour coloration au 

rouge Alizarine ou immunomarquage. Afin de comparer la calcification de valves issues des 

différents groupes des rats, une coloration au rouge d’alizarine, comme décrit précédemment, 

a été réalisée. Afin de comparer l’infiltration cellulaire chez les différents groupes des rats, 

des immunomarquages, comme décrit précédemment, ont été réalisées sur les coupes des 

valves en utilisant les trois anticorps suivants : 

 -Anti-CD-3 (ref. A0452, Dako). Dilution 1/100e 

 -Anti-CD-11b (ref. ab8879, Abcam). Dilution 1/1500e 

 -Anti-CD-68 (ref. MCA341R, AbD Serotec). Dilution 1/300e 
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4.7. Western blot 

Pour comparer l’expression de certaines protéines entre les différents groupes de rats, 

des morceaux des valves dédiés ont été congelés à l’isopentane puis conservées à -80°C 

jusqu’à utilisation. L’extraction des protéines a été réalisée conformément au protocole décrit 

précédent à partir des valves humaines. Les Westerns blots ont été réalisés en incubant les 

membranes avec les anticorps suivants: 

 -Anti-MMP12 (ref. SC-390863, Santa Cruz). Dilution 1/500e  

 -Anti élastine (ref. SC-166543, Santa Cruz). Dilution 1/200e 

 -Anti élastine (ref. SC-58756, Santa Cruz). Dilution 1/500e 

 

4.8. Numération sanguine 

La numération sanguine a été réalisée dans l’heure qui a suivi la ponction 

intracardiaque sur tube EDTA. L’analyse a été effectuée sur automate de diagnostic XN-10 

de Sysmex et a inclus en particulier les numérations leucocytaire (lymphocytes, monocytes, 

polynucléaires neutrophiles, basophiles et éosinophiles) et érythrocytaire. 

 

5. Analyses statistiques 

L'analyse statistique a été réalisée avec GraphPad Prism Édition 6.01. Chaque 

expérience a été réalisée en utilisant un donneur différent de hVICs ou de valves. Les 

résultats sont reproductibles sur au moins trois expériences indépendantes. Les données ont 

été exprimées en moyenne ± SEM. Un test t de Student ou une analyse de variance 

(ANOVA) suivi d’un test de Tukey ont été utilisés pour comparer 2 groupes ou au moins 3 

groupes, respectivement. La valeur de P <0,05, <0,01, <0,001, <0,0001 (*, **, ***, ****, 

respectivement) ont été considérées comme significatives. 
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RÉSULTATS 
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1. Modèle cellulaire : hVICs en culture 

1.1. Les récepteurs d’IL-8 (CXCR1/2) sont exprimés par les hVICs  

L’expression des récepteurs CXCR1 et CXCR2 de l’IL-8 par les hVICs n’était pas 

documentée dans la littérature. Nous avons donc vérifié tout d’abord l’expression de ces 

récepteurs par l es hVICs à l’aide de deux techniques différentes : la cytométrie de flux et le 

Western blot.  

Les données de cytométrie en flux montrent que les deux récepteurs CXCR1 et 2 sont 

fortement exprimés par les cellules sanguines CD15+ humaines utilisées comme cellules 

contrôles (Figure 25A), ainsi que par les hVICs primaires isolées des valves tricuspides 

aortiques humaines. Par ailleurs, CXCR1 et CXCR2 sont exprimés par 94,6 ± 5,9 et 98.7 ± 

2,1 % des hVICs respectivement (n=6 patients différents) (Figure 25B).  
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Figure 25 : Les hVICs expriment les récepteurs CXCR1/2 

A- Analyse par cytométrie en flux montrant l’expression des récepteurs CXCR1/2 de l’IL-8 par des cellules 

sanguines CD15+ de donneurs sains (contrôle positif des récepteurs). B- Analyse par cytométrie en flux 

montrant l’expression des récepteurs CXCR1/2 par les hVICs. Les résultats sont représentatifs de 6 expériences 

indépendantes avec des résultats similaires. 

 

Conformément à ces résultats, l'analyse par Western blot de l’expression de CXCR1/2 

dans les extraits protéiques des hVICs provenant de trois patients différents a confirmé la 

présence de ces récepteurs dans ces cellules avec une bande d’environ 40 kDa pour CXCR1 

et une bande de 41 KDa pour CXCR2. Cette expression est importante en comparaison avec 
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d'autres types cellulaires connus pour exprimer ces deux récepteurs (monocytes et cellules 

musculaires lisses) (Figure 26). 

 

 

Figure 26 :  les hVICs expriment les récepteurs CXCR1/2 

Western blot montrant l’expression de CXCR1 (A) et CXCR2 (B) par les hVICs en comparaison avec d’autres 

cellules exprimant ces récepteurs: monocytes et cellules musculaires lisses aortiques (hASMC). Les cellules 

correspondant à chaque type cellulaire proviennent de 3 patients différents. *p <0,05 

  

1.2. L’IL-8 augmente la calcification des hVICs induite par le Pi et cet effet est 

prévenu par l’ajout de l’antagoniste SCH527123 

Pour tester l’effet de l’IL-8 sur la calcification des hVICs, les hVICs ont été traitées 

avec des concentrations croissantes d'IL-8 (0 à 50 pg/mL) dans des conditions procalcifiantes 

(3,8 mM de phosphate) pendant 14 jours. À la fin du traitement, la coloration au rouge 

d'alizarine et le dosage de calcium ont montré que l'IL-8 augmente significativement la 

calcification des hVICs. Cette calcification était dépendante de la concentration d’IL-8 avec 

un effet maximal obtenu à 15 pg/ml (Figure 27). 
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Figure 27 : L’IL-8 augmente la calcification induite par le Pi des hVICs 

A- Dosage du calcium au créol B- Quantification et coloration au rouge alizarine après 14 jours de traitement 

des hVICs avec les différentes conditions de traitement: condition contrôle (milieu de base), IL-8 seule à 15 

pg/ml, Pi seul à 3,8 mM ou en présence d’IL-8 à concentration croissante: 5, 15, 50 pg/ml. Les résultats 

expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 7 expériences indépendantes. *P < 0,05, **P < 0,01, 

***P < 0,001 en comparaison avec la condition correspondante. 
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Le blocage des récepteurs d’IL-8 par l’ajout de 2 µM de l’antagoniste SCH527123 a réduit 

significativement cette calcification (Figure 28A).  

Les hVICs ont également été traitées avec deux pools distincts de sérums, l'un provenant de 

volontaires sains et l'autre provenant de patients atteints de sténose valvulaire aortique sévère 

(1 % de sérum des patients dans le milieu de culture de base contenant 3,8 mM de phosphate) 

pendant 14 jours. Nous avons constaté que la calcification des hVICs augmente 

significativement avec le sérum des patients atteints de sténose valvulaire par rapport au 

sérum témoin. D’une façon significative, l'ajout de 2 µM de SCH527123 a limité cette 

calcification (Figure 28B). 

 

 

Figure 28 : L’antagoniste des récepteurs de l’IL-8 (SCH527123) prévient la calcification 

des hVICs 

A- Dosage du calcium  pour des hVICs traitées avec: 3,8 mM Pi ; 3,8 mM Pi + 15 pg/ml d’IL-8 ; 3,8 mM Pi + 

15 pg/ml d’IL-8 + 2 µM SCH527123 pendant 14 jours. B- Dosage du calcium  pour des hVICs exposées 

pendant 14 jours au DMEM contenant 3,8 mM du Pi et 1% du sérum témoin ou provenant des patients atteins 

de sténose valvulaire aortique avec ou sans 2 µM de SCH527123. Les résultats expriment la moyenne ± erreur 

type de la moyenne de 5 expériences indépendantes. *P < 0,05, **P < 0,01 en comparaison avec la condition 

correspondante. 
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1.3. Effets de l'IL-8 sur la modulation des marqueurs ostéogéniques, 

myofibroblastiques et des métalloprotéases à activité élastase des hVICs 

Afin de mieux comprendre le mécanisme par lequel l'IL-8 augmente la calcification 

des hVICs, nous avons étudié l'impact de l'IL-8 sur l'expression des transcrits ARN de 

facteurs ostéogéniques, myofibroblastiques et métalloprotéases. 

Les résultats de qRT-PCR réalisés après deux jours de traitement en présence de 15 

pg/ml d'IL-8 et 3,8 mM de Pi montrent une augmentation significative de l’expression 

d'élastine et de la métalloprotéase MMP12 sous l’effet de l’IL-8 par rapport au Pi seul. À 

l’inverse, une diminution significative de l'expression d’ostéopontine a été observée sous 

l’effet de l’IL-8. En revanche, l’IL-8 n’a pas modulé significativement l’expression des autres 

marqueurs testés ostéogéniques (BMP2, OSX, ALP), myofibroblastiques (Alpha SMA, 

Collagène 1 et 3), et des métalloprotéases (MMP2 et MMP9) (Tableau 7). 

 

Tableau 7 : L’IL-8 réduit l’expression d’OPN et favorise celle de MMP12 et d’élastine par 

les hVICs en condition pro-calcifiante 

 

Analyse de RT-qPCR montrant le niveau d’expression de différents gènes par les hVICs traitées pendant deux 

jours en présence de Pi à 3,8 mM  avec ou sans 15 pg/ml d’IL-8. Les valeurs sont exprimées en comparaison 

avec la condition contrôle (milieu de base). Les résultats expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 

7 expériences indépendantes. Un p ≤0,05 est considéré statistiquement significatif. 
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Ces effets significatifs sur l’expression de l’élastine et de MMP12 sont prévenus par l’ajout 

de 2 µM de l’antagoniste SCH527123 (Figure 29).  

 

 

Figure 29 : L’antagoniste des récepteurs de l’IL-8 (SCH527123) prévient l’effet de l’IL-8 

sur l’expression de l’élastine et de la MMP12 par les hVICs 

Analyse RT-qPCR montrant la variation d’expression génique de l’élastine (A) et de MMP12 (B) par les hVICs  

traitées avec: 3,8 mM Pi ; 3,8 mM Pi+ 15 pg/ml d’IL-8 ; 3,8 mM Pi + 15 pg/ml d’IL-8 + 2 µM SCH527123 

(SCH) pendant 2 jours. Les résultats expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 6 expériences 

indépendantes. *P < 0,05, **P < 0,01 en comparaison avec la condition correspondante. 

 

Par ailleurs, une augmentation de l’expression de MMP12 a été confirmée par ELISA 

dans le milieu de culture des hVICs exposées à Pi + IL-8 par rapport au milieu des hVICs 

exposées à Pi seul. Une réduction non statistiquement significative de la sécrétion de MMP12 

a été observée en bloquant CXCR1/2 avec le SCH527123 (Figure 30). 
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Figure 30 : L’IL-8 augmente la libération de MMP12 par les hVICs 

Analyse d’Elisa montrant le niveau de sécrétion de MMP12 dans le milieu extracellulaire des hVICs traitées 

avec: 3,8 mM Pi ; 3,8 mM Pi + 15 pg/ml d’IL-8 ; 3,8 mM Pi + 15 pg/ml d’IL-8 + 2 µM SCH527123 (SCH) 

pendant 2 jours. Les résultats expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 7 expériences 

indépendantes. **P < 0,01 en comparaison avec la condition correspondante, NS : non significant. 

 

   

1.4. Rôle de MMP12 et de l’élastine dans la calcification des hVICs 

Ayant trouvé un rôle d’IL-8 dans la modulation de l’expression d’élastine et de 

MMP12 nous nous sommes intéressés à explorer l’implication de ces deux protéines dans le 

mécanisme de calcification induite par l’IL-8. Le traitement des hVICs avec un inhibiteur de 

l’activité MMP12 (agent MMP-408 à 15 µM) pendant 14 jours a montré une réduction 

importante de l’effet de l’IL-8 sur la calcification des cellules (Figure 31A). À l’inverse, le 

recouvrement préalable des boites de culture (coating) avec de l’élastine aortique humaine 

diluée a été associé à une majoration de l’effet procalcifiant de l’IL-8 sur les hVICs en 

comparaison à la culture sans élastine (Figure 31B).  
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Figure 31 : L’effet de l’IL-8 sur la calcification dépend de MMP12 et de la présence de 

l’élastine 

A- Dosage du calcium  montrant l’effet de l’ajout d’un inhibiteur de l’activité MMP12 (agent MMP-408 à 15 

µM ; MMP) sur des hVICs traitées avec du Pi à 3,8mM avec ou sans 15 pg/ml d’IL-8 pendant 14 jours de 

traitement. B- Dosage du calcium  à partir des hVICs traitées pendant 14 jours par 3,8 mM du Pi avec ou sans 

15 pg/ml d’IL-8 dans des boites préalablement « coatées » ou non avec 2 µg/ml d’élastine. Les résultats 

expriment  la moyenne ± erreur type de la moyenne de 6 expériences indépendantes. *P < 0,05, **P < 0,01 en 

comparaison avec la condition correspondante, NS : non significant. 

 

1.5. L’IL-8 active la voie de signalisation NFkB par les hVICs 

Afin d’explorer la voie de signalisation activée par l’IL-8 dans les hVICs, nous avons 

traité les hVICs pendant 30 min en présence ou non de 15 pg/ml d’IL-8 dans des conditions 

procalcifiantes (3,8 mM de phosphate). Nous nous sommes intéressés tout d’abord à la voie 

ERK qui, d’après la littérature, pourrait être activée par l’IL-8. Cependant, nous n’avons pas 

constaté d’effet significatif de l’IL-8 ou de l’IL-8 associée au Pi par rapport au Pi seul. En 

revanche, l'ajout d'IL-8 au Pi a induit une augmentation significative de l'activation de la voie 

NFkB par rapport au Pi seul. Cette activation a été marquée d’une part par la dégradation 

d’IKβ et d’autre part par la phosphorylation de P65 en présence d’IL-8. Par ailleurs, cette 

activation a été significativement réduite par l’ajout de l’antagoniste SCH527123 (Figure 

32). 
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Figure 32 : L’IL-8 induit une activation de la voie NFkB, effet prévenu par 

l’antagoniste SH527123 de CXCR1/2 

A- Analyse par Western blot montrant le rapport IkB/actine ou B- P-P65/P65 à partir des hVICs traitées 

pendant 30 min dans un milieu de culture de base, avec ou sans 3,8 mM Pi, avec ou sans 15 pg/ml d’IL-8 et 

avec ou sans 2µM de SH527123 (SCH). Les résultats expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 

5 expériences indépendantes. *P < 0,05, **P < 0,01 en comparaison avec la condition correspondante. 

 

1.6. Effet de l’inhibition de la voie NFkB sur les effets de l’IL-8 

Ayant mis en évidence l’activation de la voie NFkB par l’IL-8 dans les hVICs, il nous est 

apparu intéressant de tester l’effet de l’inhibition de cette voie sur les effets de l’IL-8 

notamment sur la calcification et la modulation de l’expression génique de MMP12 et 

d’élastine. Le traitement des hVICs pendant 14 jours avec 15 pg/ml d’IL-8 et 3,8 mM de Pi 

en présence d’un inhibiteur de la voie NFkB (agent JSH-23 à 15 µM) provoque une 

diminution significative de la calcification (Figure 33 A). De même, l’effet stimulant de l’IL-

8 sur l’expression de l’élastine et de MMP12 en qRT-PCR a été réduit après l’ajout de 15 µM 

de JSH-23 pendant deux jours de traitement (Figure 33 B et C). 
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Figure 33 : L’inhibition de la voie NFkB réduit l’effet de l’IL-8 sur la calcification et 

l’expression de MMP12 et d’élastine 

A-Dosage du calcium  montrant l’effet de traitement des hVICs pendant 14 jours avec 15 µM d’un inhibiteur de 

la voie NFkB (JSH 23, JSH) en présence de Pi à 3,8mM et d’IL-8 à 15 pg/ml. B et C-Analyse par qRT-PCR 

montrant l’effet de l’ajout de 15 µM de JSH 23 en présence de Pi à 3,8 mM et d’IL-8 à 15 pg/ml pendant 2 jours 

sur l’expression génique de l’élastine (B) et de MMP12 (C). Les résultats expriment  la moyenne ± erreur type 

de la moyenne de 5 expériences indépendantes. *P < 0,05, **P < 0,01 en comparaison avec la condition 

correspondante. 

 

 

1.7. Effet de l’IL-8 sur la dégradation de l’élastine  

Nos résultats montrent un rôle significatif de l’élastine et de la MMP12 sur la 

calcification des hVICs. Or, la MMP12 est une métalloprotéase à activité élastase et la 

dégradation de l’élastine est un processus déjà décrit comme favorisant les calcifications 

cardiovasculaires. Nous avons donc évalué l’effet de l’ajout d’IL-8 au Pi sur la dégradation 

de l’élastine produite par les hVICs en culture. Pour cela, nous avons cultivé des hVICs 

pendant 48 heures en présence de 3,8 mM de Pi avec ou sans 15 pg/ml d’IL-8 et avec ou sans 

2 µM de l’antagoniste SCH527123. De plus, nous avons évalué l’effet de l’inhibition de la 

métalloprotéase MMP12 et de la voie NFkB par ajout de 15 µM de l’agent MMP-408 et de 

15 µM de l’agent JSH-23 respectivement. Nos résultats montrent que l’IL-8 favorise la 

dégradation de l’élastine. Une augmentation de l’expression d’une forme dégradée de 

l’élastine (45 KDa) par rapport à la forme intacte (65 KDa) est observée en ajoutant l’IL-8 au 

Pi par rapport au Pi seul. Cette dégradation diminue soit en bloquant les récepteurs de l’IL-8 
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par l’ajout du SCH527123, soit en inhibant la métalloprotéase MMP12 ou la voie NFkB 

(Figure 34). 

 

 

Figure 34 :  L’IL-8 induit une dégradation de l’élastine, effet prévenu en bloquant les 

récepteurs CXCR1/2, la voie NFkB ou la métalloprotéase MMP12 

A-Membranes et B- quantification des Westerns blots réalisés à partir de lysats de hVICs après 48h de 

traitement avec 3,8 mM Pi avec ou sans IL-8  à 15 pg/ml, SCH527123 (SCH) à 2 µM, JSH-23 (JSH) à 15 µM ou 

MMP-408 (inhibiteur de MMP12, MMP) à 15 µM. Les membranes ont été incubées avec un mélange de deux 

anticorps reconnaissant une forme d'élastine à 65 KDa (tropoélastine intacte) et une forme d'élastine clivée à 

45 KDa. Les résultats expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 8 expériences indépendantes. *P < 

0,05, **P < 0,01 en comparaison avec la condition correspondante. 
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2.Analyse des valves aortiques de patients atteints de RAC 

L’analyse histologique des valves de patients atteints de RAC ayant subi un RVA 

chirurgical a confirmé l’expression de CXCR1, CXCR2 et de la métalloprotéase MMP12 

dans ces tissus (Figure 35). De plus, nous avons constaté que cette expression de CXCR1/2 

et MMP12 est plus marquée dans les zones calcifiées par rapport aux zones non calcifiées 

identifiées par la coloration au rouge d’alizarine réalisée sur des coupes adjacentes (Figure 

35A, B et C). À l’inverse, l’utilisation d’un anticorps ne reconnaissant que la forme intacte de 

l’élastine a permis de mettre en évidence une expression réduite de celle-ci dans les zones 

calcifiées par rapport aux non calcifiées (Figure 35D).  
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Figure 35 : L’expression de CXCR1, CXCR2 et MMP12 est plus marquée dans les zones 

calcifiées des valves aortiques des patients atteints de RAC et est associée à une moindre 

expression de l’élastine intacte 

Marquage immunohistochimique pour CXCR1, CXCR2, MMP12 et élastine qui montre une colocalisation entre 

les zones colorées par le rouge alizarine et A-CXCR1, B-CXCR2, C-MMP12, et une colocalisation entre les 

zones faiblement colorées avec le rouge alizarine et D-la forme intact d’élastine. Un anticorps isotype control 

(control IgG) est utilisé pour chaque marquage afin de confirmer la spécificité des anticorps. Barres d’échelle : 

100 μm. Les photos sont représentatives de 4 patients différents. 
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Afin de quantifier ces observations histologiques, des Westerns blots ont été réalisés 

en séparant visuellement les parties calcifiées et non calcifiées de chaque valve. Afin de 

vérifier que nous avons bien séparé les parties calcifiées de celles non calcifiées, nous avons 

réalisé un dosage de calcium dans le broyat de ces 2 zones. Ce dosage a confirmé un taux de 

calcium beaucoup plus important dans les parties calcifiées par comparaison avec les parties 

non calcifiées (Figure 36). 

 

Figure 36 : Les zones calcifiées des valves contiennent objectivement plus de calcium que 

les zones non calcifiées 

Contenu en calcium des parties calcifiées et non calcifiées des valves aortiques isolées de patients atteints de 

RAC.  Les résultats expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 5 patients différents. **P < 0,01 en 

comparaison avec la condition correspondante. 

 

Nous avons par la suite réalisé des Westerns blots qui ont montré, conformément aux 

résultats histologiques, des bandes correspondantes aux protéines CXCR1, CXCR2 et 

MMP12 (40, 41 et 47 KDa respectivement) plus intenses dans les extraits protéiques issus 

des zones calcifiées par rapport aux zones non calcifiées des valves (Figure 37A, B et C). 

Par ailleurs, nous observons une augmentation d’une forme dégradée d’élastine (45 KDa) par 

rapport à la forme intacte (67 KDa) dans les zones calcifiées des valves comparativement aux 

zones non calcifiées (Figure 37D). 
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Figure 37 : L’expression de CXCR1, CXCR2, MMP12 et de la forme dégradée d’élastine 

est plus importante dans les zones calcifiées que dans les zones non calcifiées des valves 

des patients atteints de RAC 

Westerns blots montrant une expression plus importante de A-CXCR1, B-CXCR2, C-MMP-12 et d’élastine 

dégradée dans les zones calcifiées des valves par rapport aux zones non calcifiées. D-Les membranes sont 

incubées avec un mix de 2 anticorps, l’un reconnaissant la forme intacte de l’élastine (bande à 67 KDa) et 

l’autre reconnaissant une  forme dégradée (bande 45 KDa). Les valves sont obtenues à partir des cinq patients 

différents. P<0.05, **P<0.01 versus parties non calcifiées des valves. 

 

 



112 
 

3. Modèle de valves de porcs en culture 

Afin de confirmer les effets de l'IL-8 observés sur les hVICs dans un modèle 

tissulaire, nous avons isolé des valves aortiques à partir de cœurs de porcs sains (dont 

l’anatomie présente des similitudes avec les valves humaines) et les avons soumises aux 

conditions de traitement précédemment évaluées en culture cellulaire.  

Les résultats montrent que la calcification des valves de porc en culture induite par 

3,8 mM de Pi a été significativement augmentée après addition de 15 pg/ml d'IL-8 et que 

l’ajout de 2 µM de l’antagoniste de CXCR1/2 (SCH527123), de 15 µM d'inhibiteur de 

MMP12 (MMP-408) ou de 15 µM d'inhibiteur de NFkB (JSH-23) a réduit significativement 

cette calcification (Figure 38). 

L’immunomarquage des coupes de ces valves a montré une augmentation de 

l’expression de la métalloprotéase MMP12 en présence de Pi + IL-8 par rapport à Pi seul. Cet 

effet semblait limité en présence de 2 µM d'antagoniste CXCR1/2 (SCH527123), de 15 µM 

d'inhibiteur de MMP12 (MMP408) ou de 15 µM d'inhibiteur de NFkB (JSH-23). À l’inverse, 

le marquage de la forme intacte de l’élastine a été réduit dans la condition Pi + IL-8 par 

rapport à Pi seul, et rehaussé avec l’ajout de 2 µM d'antagoniste CXCR1/2 (SCH527123), de 

15 µM d'inhibiteur de MMP12 (MMP408) ou de 15 µM d'inhibiteur de NFkB (JSH-23). 
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Figure 38 : L’IL-8 favorise la calcification induite par Pi des valves aortiques porcines en 

culture, l’expression de MMP12 et la dégradation d’élastine et ces effets sont prévenus par 

le blocage de CXCR1/2, l’inhibition de la voie NFkB ou de la métalloprotéase MMP12 

 

A-Teneur en calcium dosée par la méthode o-crésolphtaléine dans des morceaux de valves aortiques porcines 

cultivées pendant 14 jours dans un milieu de base ou contenant 3,8 mM Pi, 15 pg/ml IL-8, 3,8 mM Pi + 15 

pg/ml IL-8, 3,8 mM Pi + 15 pg/ml IL-8+ 2 μM SCH527123,  3,8 mM Pi + 15 pg/ml IL-8+15 μM JSH-23 ou 3,8 

mM Pi + 15 pg/ml IL-8 + 15μM MMP-408. Les résultats expriment la moyenne ± erreur type de la moyenne de 

6 valves aortiques porcines différentes. *P < 0,05, **P < 0,01, ***P < 0,001 en comparaison avec la condition 

correspondante. B-Coloration rouge alizarine représentative des coupes histologiques des valves aortiques 

porcines dans les différentes conditions de traitement. C/D- Immunomarquage de C-MMP-12  et D-élastine 

intacte  sur coupes de valves aortiques porcines montrant l’effet des différentes conditions de traitement sur 

l’expression de chaque protéine. Les photos sont représentatives de 3 porcs différents. Barre d’échelle: 100 μm. 

Grossissement:x10 
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4. Modèle de valves de porc implantées en sous cutané chez le rat 

4.1. Le traitement avec l’antagoniste SCH527123 réduit la calcification des valves 

Afin de vérifier que les valves implantées n’ont pas été déjà calcifiées et que la 

calcification était produite pendant les deux semaines suivant l’implantation, une 

comparaison de la calcification par dosage au crésol et par coloration alizarine a été réalisée 

entre le groupe des valves non implantées à J1 et les valves implantées non traitées (du 

groupe contrôle) après explantation à J14. Cette comparaison montre une augmentation de la 

calcification dans les valves implantées par rapport à celles non implantées du J1 (Figure 

39).  

Par ailleurs, les résultats du dosage et de coloration alizarine des valves explantées 

après 14 jours du traitement avec l’antagoniste SCH527123 montre une réduction importante 

de la calcification chez le groupe des rats traités en IP par rapport au groupe control non traité 

(réduction significative, P=0,043). De même, le groupe des rats traités en SC montre une 

diminution importante de la calcification qui demeure pourtant non significative (P=0,07) 

(Figure 39). 
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Figure 39 : Le traitement avec l’antagoniste SCH527123 réduit la calcification des valves 

 

A- Dosage du calcium B- Coloration au rouge alizarine pour les différents groupes des valves: les valves non 

implantées dont le dosage du crésol a été réalisé à J1, les valves implantées chez le groupe des rats non traitées 

ou traités(en IP ou SC) pendant 14 jours avec l’antagoniste SCH527123. Les résultats sont représentatifs de  la 

moyenne ± erreur type de la moyenne de six rats. *P < 0,05, **P < 0,01, ***P < 0,0001 en comparaison avec 

la condition correspondante. Grossissement :x5. Barre d’échelle :100µm. 

 

4.2. Le traitement avec l’antagoniste SCH527123 réduit l’hyperleucocytose sanguine 

Afin d’étudier la réponse inflammatoire systémique, nous avons analysé la numération 

sanguine chez les différents groupes des rats. L’analyse des tubes contenant le sang prélevé 

par ponction sanguine intracardiaque après l’euthanasie des rats des différents groupes 

montre une réduction de l’infiltration sanguine des lymphocytes et des monocytes circulantes 

après traitement avec l’antagoniste SCH527123 par rapport au groupe contrôle (Figure 40). 
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Figure 40 : Le traitement avec l’antagoniste SCH527123 réduit l’hyperleucocytose 

sanguine 

 

A-Numération sanguine de lymphocytes et de B-monocytes circulants dans le sang récupéré des rats des 

différents groupes : les rats implantés avec les valves non incubées avec du GA(GA-free), les rats non 

traitées ou traités (en IP ou SC) pendant 14 jours avec l’antagoniste SCH527123. Les résultats sont 

représentatifs de  la moyenne ± erreur type de la moyenne de six rats. *P < 0,05, **P < 0,01, ***P < 0,001 

en comparaison avec la condition correspondante. Grossissement :x5. Barre d’échelle :100µm. 

 

4.3. Le traitement avec l’antagoniste SCH527123 réduit l’infiltration dans les 

valves de certaines cellules inflammatoires  

Afin de comprendre le mécanisme favorisant la calcification des valves implantées en 

sous cutanées chez les rats puis sa réduction après traitement avec l’antagoniste SCH527123, 

des immunomarquages des coupes des valves des différents groupes ont été réalisés et 

montrent une augmentation importante d’infiltration de certaines cellules inflammatoires tel 

que les monocytes (marquage du CD-68), les granulocytes (marquage du CD-11b) et des 

lymphocytes (marquage du CD-3) des valves implantées en SC chez les rats par rapport aux 

valves non implantées (du J1). Cette infiltration cellulaire diminue dans les groupes des rats 

traités avec SCH527123 où le marquage de CD-3, CD-11b et CD-68 est fortement réduite 

dans les valves correspondantes à ces groupes (Figure 41). 
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Figure 41 : Le traitement avec l’antagoniste SCH527123 réduit l’infiltration de certaines 

cellules inflammatoires dans les valves implantées en SC 

 

A-Immunomarquage de CD-3 : marquage identifiant les lymphocytes, B-de CD-11b : marquage identifiant les 

granulocytes, et du C-CD-68 : marquage identifiant les monocytes des coupes des valves des différents groupes: 

les valves non implantées de J1, les valves implantées chez le groupe des rats non traitées ou traités (en IP ou 

SC) pendant 14 jours avec l’antagoniste SCH527123. Les résultats sont représentatifs des valves provenant de 

quatre rats différents avec des résultats similaires. Grossissement x5. Barre d’échelle:100µm. 
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L’objectif de notre étude était de montrer le rôle de l’IL-8 dans la calcification 

valvulaire aortique. En résumé, nous avons montré que les hVICs expriment les récepteurs 

CXCR1 et 2 de l’IL-8. Leur traitement avec 15 pg/ml d’IL-8 en présence de 3,8 mM de Pi 

active la voie NFkB, augmente l’expression et la sécrétion de la métalloprotéase MMP12, 

augmente la synthèse et la dégradation de l’élastine et favorise ainsi la calcification. Cette 

calcification est prévenue en bloquant pharmacologiquement CXCR1/2, la voie NFkB, ou la 

métalloprotéase MMP12. En histologie, l’expression de CXCR1 et CXCR2 a été confirmée 

dans les valves des patients atteints de RAC et une expression plus importante de CXCR1, 

CXCR2 et MMP12 a été mise en évidence dans les zones calcifiées en comparaison avec les 

zones non calcifiées. Parallèlement, l’expression de la forme intacte d’élastine est réduite 

dans les zones calcifiées par rapport aux zones non calcifiées suggérant sa dégradation 

observée en Western blot. Dans un modèle de valves de porcs en culture, l’effet amplificateur 

de l’IL-8 sur la calcification induite par le Pi a été confirmé. Cet effet a été prévenu en 

bloquant pharmacologiquement CXCR1/2, NFkB ou la MMP12. L’ensemble de ces résultats 

suggèrent que l’IL-8 et ses récepteurs CXCR1/2 seraient impliqués dans la progression de la 

calcification de la valve aortique par un mécanisme en partie lié à la dégradation de l’élastine 

consécutive de l’activation des hVICs. Par ailleurs, dans un modèle d’implantation sous 

cutanée chez le rat de feuillets valvulaires aortiques issus de porc, nous avons pu mettre en 

évidence un effet préventif significatif de l’administration quotidienne d’un antagoniste de 

CXCR1/2 (SCH52123) par voie intrapéritonéale ou sous-cutanée locale. Cet effet préventif 

était associé à une moindre réaction leucocytaire. Ce modèle, employé notamment dans 

l’évaluation de la durabilité des bioprothèses valvulaires industrielles, suggère que le blocage 

pharmacologique de CXCR1/2 pourrait également agir in vivo en limitant la calcification 

associée au chimiotactisme leucocytaire.  

Jusqu’à ce jour, aucune étude n’avait exploré le rôle de l’IL-8 dans la 

physiopathologie de la calcification valvulaire. Au cours d’un travail précédemment réalisé 

dans notre laboratoire, il a été montré que l’IL-8, sécrétée par les cellules endothéliales 

exposées aux toxines urémiques, favorise la calcification in vitro des cellules musculaires 

lisses aortiques. Le traitement de ces dernières avec un antagoniste des récepteurs de l’IL-8 

(SCH527123) a réduit significativement cette calcification. Un résultat similaire a été 

rapporté dans un modèle d’aortes de rats en culture [155]. Dans notre travail actuel nous 

avons fait l’hypothèse que l’IL-8 amplifierait également la calcification des hVICs aortiques, 

et que le blocage des récepteurs de l’IL-8 pourrait réduire cette calcification.  
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Expression de CXCR1/2 par les hVICs 

Pour valider l’hypothèse d’un effet de l’IL-8 sur la calcification valvulaire aortique, 

nous avons travaillé sur des hVICs isolées à partir des valves humaines des patients ayant 

subi un remplacement valvulaire chirurgical. À notre connaissance, aucune étude, à ce jour, 

n’avait montré l’expression par les hVICs des récepteurs CXCR1 et 2 de l’IL-8. Nous avons 

tout d’abord analysé l’expression de ces récepteurs par Western blot et cytométrie de flux. En 

Western blot, CXCR1 et 2 sont identifiés par des bandes de poids moléculaire similaire à 

environ 42 et 41 KDa respectivement [263–265]. D’après les résultats obtenus, les hVICs 

expriment ces deux récepteurs. Cette expression est importante en comparaison avec d’autres 

types cellulaires analysés exprimant également ces récepteurs : les cellules musculaire lisses 

vasculaires [266] et les monocytes THP1 [174]. En cytométrie de flux, nous avons confirmé 

cette expression en comparaison avec les cellules sanguines CD15+, qui représentent 

majoritairement les polynucléaires neutrophiles, c’est-à-dire les principales cellules connues 

pour exprimer CXCR1 et CXCR2 [159][267][268]. Ainsi, nous avons pu montrer 

l’expression de CXCR1/2 sur les hVICs par deux techniques différentes et l’utilisation de 

plusieurs contrôles positifs. Toutefois, la démonstration aurait pu être complète en comparant 

les bandes de Western blot obtenues à partir des lysats cellulaires avec celles des récepteurs 

recombinants purifiés, ou en analysant l’extinction de cette expression en transfectant au 

préalable dans nos cellules un siRNA spécifique. Ces expérimentations pourront être 

envisagées par la suite.  La présence de ces récepteurs sur les hVICs suggère un rôle possible 

de l’IL-8 (et des autres ligands) sur ces cellules indépendamment de leur rôle déjà décrit dans 

les leucocytes et les cellules endothéliales [203][204][269][211].  

Voies de signalisation intracellulaire 

Nous nous sommes intéressés ensuite à explorer la voie de signalisation déclenchée 

après l’activation de ces récepteurs par l’IL-8. La liaison de l’IL-8 sur les récepteurs couplés 

aux protéines G, CXCR1 ou 2, peut activer plusieurs voies de signalisation comme la voie 

PI3K-Akt-P65, la voie MAP Kinase, la cascade de signalisation RAS-RAF-MEK-ERK [19] 

(Figure15). Nous avons commencé par analyser l’activation de la voie ERK en vérifiant la 

variation de l’expression des protéines ERK1/2 phosphorylées et totales par Western blot 

après stimulation des hVICs pendant 30 min en présence ou non d’IL-8. Les résultats n’ont 

pas montré d’effet de l’IL-8. À noter qu’une très grande variabilité du rapport P-ERK/ERK a 

été observée entre les conditions de traitement et entre les hVICs. Nous avons ensuite exploré 
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la voie NFkB. Normalement, NFkB forme un complexe avec IkB dans le cytoplasme, mais 

des stimuli externes peuvent déclencher la dissociation du complexe NFkB/IkB ce qui 

entraine la translocation de NFkB dans le noyau de la cellule pour activer la transcription de 

certains gènes impliqués dans l’inflammation et la survie cellulaire. D’autre part, IkB est 

dégradé après ubiquitination dans le cytoplasme [270]. L’analyse de cette voie en Western 

blot a montré que son activation augmente par l’ajout d’IL-8 au Pi. Cette stimulation a été 

caractérisée par la phosphorylation de P-65 et la dégradation d’IKB et a été prévenue en 

bloquant pharmacologiquement CXCR1/2. D’après plusieurs études la voie NFkB est 

impliquée dans la calcification des hVICs [271][272][273]. De plus, NFkB est impliquée 

dans la synthèse et sécrétion des cytokines inflammatoires comme le TNF-α et l’IL-6 [274], 

suite à la translocation nucléaire de p65/p50 [275]. Ainsi, cette voie est parmi les voies les 

plus impliquées dans les pathologies impliquant une réaction inflammatoire, comme c’est le 

cas dans la calcification valvulaire [152]. Nos résultats se conforment avec ces données et 

montrent une activation dans les conditions procalcifiantes (3,8 mM de Pi) de la voie NFkB 

qui devient plus importante en présence d’IL-8. Cette activation semble impliquer l’activation 

de CXCR1/2 par l’IL-8 puisque l’effet de celle-ci est prévenu avec le SCH527123. 

Néanmoins, la démonstration aurait pu être complète en réalisant des immunofluorescences 

qui montrent la translocation nucléaire de P-65. De plus, bien que l’activation à 30 min soit 

très claire, une analyse de l’activation au cours du temps (0, 5, 10, 20, 30, 60 min par 

exemple) aurait fourni une idée plus précise de la cinétique d’activation et de désactivation de 

la voie. Par ailleurs, comme nous ne pouvons pas exclure que l’IL-8 ait pu déclencher 

l’activation d’autres voies de signalisation, des expérimentations supplémentaires seront 

nécessaire pour caractériser plus en détail les mécanismes de signalisation intracellulaire 

conduisant à l’effet amplificateur de l’IL-8 sur la calcification induite par le Pi. Il est toutefois 

important de noter que le lien entre NFkB et la calcification a déjà été décrit. En particulier, il 

a été montré que l’activation de NFkB favorise la calcification vasculaire induite par le Pi en 

inhibant en particulier la sécrétion de pyrophosphate ayant normalement un rôle d’inhibiteur 

de la calcification [276][277]. 

Effet de l’IL-8 sur la calcification des  hVICs 

Après avoir vérifié la présence des récepteurs et identifié une voie de signalisation 

impliquée dans la stimulation des hVICs par l’IL8, nous avons testé l’effet de l’ajout de 

concentrations croissantes d’IL-8 sur la calcification de ces cellules dans un milieu 

procacifiant (Pi=3,8 mM). Nous avons trouvé que l’IL-8 induit une augmentation de la 
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calcification des cellules dès 5 pg/ml. Cette calcification a été plus élevée en augmentant la 

concentration à 15 pg/ml. En revanche, l’effet de l’IL-8 à la concentration de 50 pg/ml n’était 

pas significativement différent de celui obtenu à 15 pg/ml et tendait même à diminuer 

légèrement. Ce profil « en cloche » de la relation concentration-effet a été décrit avec les 

récepteurs couplés aux protéines G dont la voie de signalisation implique l’activation de la 

phospholipase C et la formation d’IP3 et DAG [278]. Il pourrait aussi être dû à un mécanisme 

de désensibilisation des récepteurs lorsque les récepteurs sont phosphorylés par des protéines 

kinases et ne réagissent plus aux stimuli extérieurs [19]. Par ailleurs, un mécanisme du type 

« agonisme biaisé » est également possible au-delà d’une certaine concentration d’IL-8 [279]. 

Il faut noter que l’effet de l’IL-8 à 15 pg/ml sur la calcification des hVICs est similaire à celui 

que nous avions observé précédemment à cette concentration avec les hASMCs [155]. En 

revanche, sur les hASMCs, la concentration de 50 pg/ml avait entrainé un effet 

significativement supérieur à celui mesuré à 15 pg/ml. Par conséquent, les hVICs et les 

hASMCs sont deux types cellulaires qui expriment CXCR1/2 et produisent d’avantage de 

calcifications lorsque de l’IL-8 est ajoutée au Pi, mais la réponse à l’IL-8 pourrait varier d’un 

type cellulaire à l’autre selon que la stimulation est faible ou élevée. Pour vérifier que l’effet 

de l’IL-8 sur la calcification des hVICs pourrait passer l’activation de CXCR1/2 et la 

stimulation de la voie NFkB, nous avons testé l’effet de l’ajout d’un antagoniste, le 

SCH527123, ou l’inhibiteur de la voie NFkB, JSH-23, sur la calcification. Le SCH527123, 

appelé également navarixine ou MK-7123 est un inhibiteur allostérique non compétitif 

puissant de CXCR1 et 2 avec une plus grande affinité pour CXCR2 par rapport à CXCR1. 

Cet agent pharmacologique a montré une certaine efficacité thérapeutique dans divers 

pathologies inflammatoires, en particulier la bronchopneumopathie chronique obstructive 

[280,281], mais n’a pas été évalué dans les maladies cardiovasculaires. Dans notre modèle in 

vitro, les hVICs exposées à 3,8 mM de Pi et 15 pg/ml d’IL-8 ont présenté significativement 

moins de calcification en présence de SCH527123 qu’en son absence. Ce résultat avait 

également été observé précédemment dans les hASMCs [155]. La prévention par le 

SCH527123 de l’effet amplificateur de l’IL-8 sur la calcification des hVICs était 

concentration-dépendante avec un effet préventif maximal observé à 2 µM. Ce résultat 

renforce notre observation précédente de la présence de CXCR1/2 dans les hVICs et suggère 

un rôle possible de ces récepteurs dans le mécanisme physiopathologique du RAC. Toutefois, 

malgré plusieurs essais de mise au point technique, nous ne sommes pas parvenus à inhiber 

l’expression séparément de CXCR1 et CXCR2 par siRNA, ce qui aurait permis de vérifier la 

spécificité de l’action de l’IL-8 et de comparer le rôle respectif de l’un et l’autre des 
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récepteurs dans l’effet observé. La poursuite de ces travaux sera nécessaire pour confirmer 

formellement la participation de CXCR1 et/ou CXCR2 dans les effets pro-calcifiants de l’IL-

8.  D’autre part, l’inhibiteur de la voie NFkB ou JSH-23 (4-méthyl-N1-(3-phényl-propyl)-

benzène-1,2-diamine) est un inhibiteur de la translocation nucléaire de NFkB ayant un IC50 

de 7,1μM [282]. L’inhibition de la voie NFkB par l’ajout de 15 µM de JSH-23 a réduit 

également la calcification. Ce résultat associé au résultat précédent suggère que l’effet de 

l’IL-8 sur la calcification des hVICs passe par l’activation de CXCR1/2 et que celle-ci 

stimule la voie NFkB. 

Modulation transcriptomique des hVICs 

Parmi les mécanismes évoqués dans la calcification des hVICS figure la 

différenciation ostéogénique qui implique l’expression de certaines protéines spécifiques de 

la matrice osseuse comme l’ostéocalcine, l’ostéopontine, les bone sialoprotéines, BMP-2/4, le 

collagène, ainsi que l’augmentation de certains facteurs de transcription comme le  RunX2 

[283][284][285][286]. Pour explorer le mécanisme induit par l’IL-8 en faveur de la 

calcification nous avons analysé en PCR l’expression à J3 de plusieurs marqueurs 

ostéogéniques (BMP2, Osx, ALP et OPN), myofibroblastiques (collagène 1-3, αSMA et 

élastine) et des métalloprotéases (MMP-2, -9 et -12) en présence ou non de 15 pg/ml d’IL-8 

et en condition procalcifiante (Pi à 3,8 mM). En ajoutant l’IL-8 au Pi, les résultats ont montré 

une augmentation de l’expression de la métalloprotéase MMP12 et d’élastine et une 

diminution de celle d’ostéopontine par rapport au Pi seul. En revanche, l’expression des 

autres marqueurs n’a pas changé significativement. Il faut noter que l’effet de l’IL-8 sur 

l’expression de ces différents marqueurs a été également analysé à J7 avec des résultats 

similaires non significatifs. Le fait que l’IL-8 ne modifie pas l’expression de certains gènes 

connus pour être impliqués dans la différenciation ostéogénique des cellules indique que 

l’effet de l’IL-8 sur la calcification des hVICs ne passerait probablement pas par ce 

mécanisme de différenciation ostéogénique. En revanche, l’effet de l’IL-8 sur l’expression de 

MMP12, d’élastine et d’OPN suggère un effet de l’IL-8 sur le remodelage de la matrice 

extracellulaire qui pourrait faire le lit de la calcification.  

Remodelage de la MEC in vitro 

Le rôle de l’OPN dans la calcification est un sujet de débat et reste peu clair à ce jour. 

L’OPN  est une protéine de la matrice extracellulaire jouant un rôle d’inhibiteur puissant de 

la calcification en inhibant la croissance des cristaux d’hydroxyapatite [287]. Il a été montré 
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que les valves [288–290] et les prothèses valvulaires calcifiées [291] expriment fortement 

l’OPN. Dans notre travail l’effet obtenu de l’IL-8 sur l’expression d’OPN par les hVICs est 

conforme au résultat observé précédemment dans les hASMCs [155]. Notre équipe avait 

d’ailleurs proposé l’hypothèse selon laquelle l’IL-8 exercerait son effet amplificateur de la 

calcification induite par le Pi en levant l’effet inhibiteur de l’ostéopontine dont l’expression 

est induite par le Pi. L’OPN est en effet un facteur ostéoblastique de contrôle de la 

minéralisation.  

MMP12 possède une activité élastase (MMP12 est également appelée « macrophage 

elastase ») et est impliquée dans le remodelage de la MEC, en particulier au cours de 

certaines pathologies inflammatoires [292,293]. Une étude réalisée par Perrota et al. sur des 

valves humaines de patients atteints de sténose aortique valvulaire montre que la MMP12 se 

localise dans les zones les plus calcifiées des valves et qu’elle est associée à la 

désorganisation de la MEC [294]. En outre, l’expression de MMP12 est beaucoup plus 

importante dans les valves aortiques calcifiées en comparaison avec les valves normales 

[295][296]. Dans les valves calcifiées, il a été démontré que MMP12 induit l'expression de 

certains gènes tels que RUNX-2, BMP-2, ALP ce qui favorise la formation des dépôts 

calciques [296]. Dans une étude récente, la comparaison de valves récupérées chez des 

personnes après leur mort et qui ne présentaient pas cliniquement de sténose aortique avec 

celles des personnes mortes à cause de sténose aortique montre une perte de l’intégrité 

d’élastine et une augmentation de sa fragmentation avec d’autres anomalies de la MEC [297]. 

Par ailleurs, la dégradation de l’élastine par les élastases génère des peptides dérivés de 

l’élastine (PDE) appelés matrikines. Les matrikines augmentent la polarité des fibres 

élastiques, ce qui accroit leur affinité pour le calcium et forme ainsi un nid pour le dépôt et la 

croissance des cristaux. Elles ont de plus un rôle biologique propre, documenté 

essentiellement au niveau vasculaire, qui se manifeste par leur capacité à induire la transition 

ostéogénique des cellules musculaires lisses [142], et à promouvoir le recrutement  des 

cellules inflammatoires [143], une caractéristique essentielle de la progression de la 

calcification valvulaire.  

En se basant sur toutes ces données qui montrent que la dégradation d’élastine de la 

MEC par des métalloprotéases à activité élastase comme la MMP12 pourrait être impliquée 

dans la calcification de la valve aortique, nous avons fait l’hypothèse que l’IL-8, via 

l’activation de CXCR1/2 et la stimulation de la voie NFkB, induirait l’expression de la 

métalloprotéase MMP12 qui, par son activité élastase, pourrait dégrader l’élastine de la MEC 
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et  favoriser ainsi la calcification des hVICs. Nous avons tout d’abord traité les hVICs avec 

un antagoniste des récepteurs de l’IL-8 et un inhibiteur de la voie NFkB afin d’analyser 

l’expression de MMP12 et d’élastine à J3, comme précédemment. Nous avons observé que 

l’effet de l’IL-8 sur l’expression de l’élastine et de la MMP12 est prévenu en bloquant 

CXCR1/2 ou en inhibant NFkB, indiquant que l’effet de l’IL-8 sur l’expression de ces deux 

protéines passe par l’activation de la voie NFkB déclenchée par la liaison d’IL-8 sur ses 

récepteurs. Pour confirmer que MMP12 est impliquée dans la calcification des hVICs, nous 

avons traité les hVICs avec un inhibiteur de la métalloprotéase MMP12. Cette inhibition de 

MMP12 a en effet réduit significativement l’effet de l’IL-8 sur la calcification. De plus, le 

« coating » préalable des boites de culture avec de l’élastine aortique humaine a augmenté 

l’effet de l’IL-8 sur la calcification des hVICs. La présence d’élastine en plus grande quantité 

(élastine préalablement introduite et élastine produite par les hVICs) pourrait conduire à une 

dégradation par conséquent plus importante sous l’effet de l’IL-8 et de la sécrétion de 

MMP12. De façon intéressante, l’analyse par Western blot a montré que l’ajout d’IL-8 au Pi 

a induit une augmentation de la dégradation d’élastine caractérisée par une diminution de la 

forme intacte à 65 KDa et une augmentation de la forme dégradée à 45KDa. Cette 

dégradation a de plus été prévenue en bloquant les récepteurs d’IL-8, la voie NFkB ou en 

inhibant la métalloprotéase MMP12. L’ensemble de ces résultats nous permet de conclure 

que le mécanisme de calcification des hVICs induit par l’IL-8 passerait par l’activation de 

CXCR1/2, la stimulation de la voie NFkB, la sécrétion de MMP12 et la dégradation 

subséquente de l’élastine extracellulaire. L’agent MMP-408 employé dans ce travail est un 

inhibiteur sélectif de l’activité enzymatique de MMP12 [298][299]. Or, comme déjà 

mentionné, MMP12 est une métalloprotéase à activité élastase. Il était donc attendu que son 

inhibition réduise la dégradation de l’élastine. En outre, des travaux précédents ont indiqué 

que MMP12 figure parmi les gènes potentiellement régulés par la voie NFkB. L’inhibition de 

la voie NFkB a inhibé la translocation nucléaire de P-65 et l’activation de l’expression de 

MMP12 [300,301], ce qui corrobore nos résultats. Dans notre modèle cellulaire, le blocage 

des récepteurs de l’IL-8 a induit une inhibition de l’activation de la voie NFkB ce qui a 

entrainé  une inhibition de MMP12 et conduit finalement au même résultat, une diminution 

de la dégradation de l’élastine. Ainsi, le blocage de la signalisation induite par l’IL-8 en 

amont, c’est-à-dire au niveau de CXCR1/2, ou en aval au niveau de la voie NFkB ou même 

au niveau de l’activité de MMP12 aboutit au même effet de prévention de la dégradation 

d’élastine et de la calcification. En outre, l’effet a priori paradoxal de l’IL-8 sur 

l’augmentation de la synthèse d’élastine observée en PCR puis l’augmentation de sa 
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dégradation observée en Western blot pourrait être expliquée par le fait que la synthèse par la 

cellule serait une réponse à sa dégradation par les MMPs. Ce processus pourrait être lié 

notamment à la production des matrikines et permettrait d’expliquer en partie le cercle 

vicieux instauré par l’inflammation qui conduit à la progression du RAC [14]. D’autres 

travaux seront nécessaires pour confirmer cette hypothèse. 

Remodelage de la MEC ex vivo 

Pour donner une relevance clinique aux résultats précédents observés sur le modèle 

cellulaire ou tissulaire, nous avons travaillé sur des valves humaines de patients atteints de 

RAC et ayant subi un remplacement valvulaire chirurgical. L’immunomarquage confirme 

l’expression des récepteurs CXCR1 et CXCR2 dans les valves aortiques humaines. En outre, 

en comparant les zones calcifiées (marquées par le rouge alizarine) et les zones non calcifiées 

de ces valves, nous avons constaté que l’expression de CXCR1, CXCR2 et de la 

métalloprotéase MMP12 est plus importante dans les zones calcifiées par rapport aux zones 

non calcifiées. Ces résultats ont été confirmés par Western blot où on a observé des bandes 

plus intenses de CXCR1, CXCR2 et de MMP12 en comparant les extraits protéiques des 

zones calcifiées par rapport aux zones non calcifiées. En outre le marquage de la forme 

intacte d’élastine est plus important dans les zones non calcifiées des valves et diminue dans 

les zones calcifiées, ce qui coïncide avec l’apparition d’une bande de plus faible poids 

moléculaire  observée en Western blot, suggérant le clivage de l’élastine. La forte présence 

des récepteurs CXCR1 et CXCR2 dans les zones calcifiées des valves des patients atteints de 

RAC suggère leur association avec la pathologie. Toutefois, cette observation ne permet pas 

de relier le rôle de l’IL-8 au RAC puisque ces deux récepteurs peuvent être activés par une 

grande variété de cytokines inflammatoires. De plus, il n’est pas exclu que l’expression de 

CXCR1 et CXCR2 soit le reflet d’une infiltration leucocytaire dans la valve puisque les 

cellules inflammatoires (en particulier les polynucléaires neutrophiles et les 

monocytes/macrophages) sont déjà connues pour exprimer également CXCR1 et CXCR2 et 

que l’inflammation est décrite comme un processus caractéristique de la maladie. Néanmoins, 

nos observations histologiques et en Western blot rapportent une expression importante de 

MMP12 qui coïncide avec celle de CXCR1 et CXCR2 dans les zones calcifiées des valves, 

lieu où l’on constate à l’inverse une moindre expression de la forme intacte d’élastine, et au 

contraire une augmentation de l’expression d’une forme dégradée de plus faible poids 

moléculaire. Malgré plusieurs essais de mises au point nous n’avons pas pu marquer 

l’élastine dégradée en immunohistologie que ce soit par marquage immunologique ou par 
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coloration de « Verhoeff Van Gieson » qui aurait pu objectiver la désorganisation des fibres 

d’élastine. Ces expérimentations seront envisagées pour la suite du travail. L’importance du 

travail sur ces valves récupérées des patients atteints de RAC est de renforcer la pertinence 

clinique de nos  résultats obtenus in vitro en culture cellulaire. Toutefois, l’analyse de ces 

tissus reste uniquement observationnelle et seuls des liens d’associations (et pas de cause à 

effet) peuvent être proposés. Pour évaluer de façon expérimentale l’effet de l’IL-8 et le rôle 

de CXCR1/2,  nous avons travaillé sur un modèle de valves de porc. En effet, ce modèle 

tissulaire offre l’avantage i) de disposer d’un tissu sain pour tester chaque condition de 

traitement, réduisant ainsi la variabilité interindividuelle importante lorsque l’on travaille sur 

des cellules primaires ou des tissus de patients, ii) de présenter des similitudes histologiques 

importantes avec les valves humaines [302], et iii) d’être facilement accessible en grande 

quantité à l’inverse des valves humaines. Ces valves de porc ont été coupées puis exposées 

aux différentes conditions de traitement étudiées dans le modèle cellulaire. De façon 

similaire, l’IL-8 a augmenté leur calcification en condition procalcifiante (Pi=3,8mM) et cet 

effet a été limité en ajoutant l’antagoniste des récepteurs de l’IL-8, l’inhibiteur de la voie 

NFkB ou l’inhibiteur de la métalloprotéase MMP12. En outre, l’immunomarquage des 

coupes montre que l’IL-8 induit une augmentation du marquage MMP12 qui diminue en 

bloquant CXCR1/2 ou la voie NFkB. Conformément aux résultats observés sur les hVICs, 

l’IL-8 peut induire l’expression de la métalloprotéase MMP12 via une voie impliquant 

CXCR1/2 et NFkB. Par ailleurs, le marquage de la forme intacte d’élastine semble avoir 

diminué en présence d’IL-8 puis réaugmenté en bloquant CXCR1/2, ou en inhibant NFkB ou 

MMP12. Ces résultats confirment ceux observés sur les hVICs et nous permettent de 

proposer un mécanisme physiopathologique de la calcification valvulaire aortique dépendant 

de l’IL-8, CXCR1/2, NFkB, MMP12 et l’élastine sans intervention obligatoire des 

leucocytes. En outre, ces résultats mettent en exergue de nouvelles cibles thérapeutiques 

potentielles dans le traitement pharmacologique du RAC (Figure 42). 
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Figure 42 : Proposition de mécanisme induit par l’IL-8 en faveur de la calcification 

valvulaire aortique 

 

Intérêt du blocage de CXCR1/2 dans un modèle de calcification valvulaire 

ectopique 

Comme déjà mentionné, le RVA par voie chirurgicale utilisant des bioprothèses ou le 

TAVI sont les seules approches thérapeutiques actuelles du RAC. Généralement, ces 

bioprothèses sont fixées au GA avant leur implantation. Le problème des bioprothèses après 

implantation est leur calcification qui limite leur durée de vie [303]. Nous nous sommes 

intéressés à tester l’intérêt du blocage de CXCR1/2 dans un modèle de calcification 

valvulaire ectopique. Pour se faire, nous avons implanté en SC chez les rats des valves de 

porc préalablement incubées ou non avec le GA. Les rats ont été traités par SCH527123 

administré par voie sous-cutanée ou intrapéritonéale pendant 14j. Les résultats montrent que 

les valves préalablement fixées au GA présentent une calcification massive comparativement 

aux valves non fixées au GA et comparativement aux valves incubées avec du GA mais non 

implantées chez le rat. Ce résultat montre la réussite de notre modèle de calcification in vivo 

qui reproduit celui déjà réalisé par Levy et al. [261]. En effet, ce modèle d'implantation sous-

cutanée chez le rat est utilisé depuis plusieurs décennies pour étudier la calcification des 

bioprothèses parce qu'il implique une procédure rapide, peu onéreuse et le tissu explanté 

présente une histopathologie similaire à celui observé dans les explants cliniques. 

L'implantation dorsale est préférable à l'abdominale car les sites d’implantation sont 



129 
 

beaucoup moins accessibles, ce qui limite les lésions de grattage des rats. De plus, il 

semblerait que les valves implantées en position dorsale se calcifient plus rapidement que 

celles implantées en position abdominale [304].  

La calcification des bioprothèses serait causée par des mécanismes d’interaction 

chimique entre les groupes aldéhydes libres, les phospholipides et autres composants de la 

bioprothèse fixée au GA avec le calcium présent dans la circulation systémique [305]. Des 

études suggèrent que le système immunitaire serait également impliqué dans la calcification 

[306]. Dans notre modèle, le traitement des rats par SCH527123 en intrapéritonéal a prévenu 

significativement (de l’ordre de 50%) la calcification des valves ectopiques. Cette 

calcification a été réduite également avec le traitement local par voie sous-cutanée mais dans 

une moindre mesure. Dans le même temps, l’analyse sanguine a révélé une élévation du taux 

de leucocytes chez les rats recevant les valves fixées au GA par rapport aux rats recevant les 

valves non fixées et que cet effet est limité avec le SCH527123. Nous avons alors fait 

l’hypothèse que le blocage de CXCR1/2 réduit l’infiltration des cellules inflammatoires ce 

qui réduirait la réaction inflammatoire et la calcification. Par conséquent, nous avons réalisé 

des immunomarquages montrant une expression importante de cellules CD3+, CD11b+ et 

CD68+ dans les valves implantées fixées au GA par rapport aux valves implantées non fixées 

au GA et aux valves non implantées. De façon intéressante, l’immunomarquage des cellules 

semble diminuer dans les valves de rats traités par SCH527123 ; cette diminution est plus 

remarquable dans les valves des rats traités en intrapéritonéal en comparaison avec les valves 

des rats traités par voie sous-cutanée. Ces résultats suggèrent que la calcification des valves 

serait associée à une infiltration des cellules inflammatoires diminuant avec le blocage des 

récepteurs d’IL-8. Cependant, d’autres travaux seront nécessaires pour confirmer ces 

observations. De plus, l’association ne permet pas de conclure sur un éventuel lien de 

causalité. Par ailleurs, le mécanisme par lequel cette infiltration leucocytaire conduirait à la 

calcification reste à élucider. Certains processus consécutifs de la réaction inflammatoire 

peuvent se dérouler au niveau de la valve (comme la dégradation d’élastine par les MMPs 

impliquée dans la dégradation de la valve native), favorisant la progression de la calcification 

de manière similaire aux mécanismes impliqués dans la physiopathologie du RAC. Malgré 

plusieurs essais de mis en point, nous n’avons pas pu extraire des quantités suffisantes de 

protéines pour faire les analyses en Western blot. En effet le GA change la structure de la 

valve et la rigidifie ce qui la rend moins accessible à la manipulation et à l’extraction des 

protéines. Ces expérimentations nécessitent des protocoles spécifiques au GA ; des 
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expérimentations supplémentaires seront envisagées pour la suite du travail afin d’explorer 

les mécanismes impliqués dans la calcification des bioprothèses et le lien entre inflammation 

et calcification dans ce modèle.  
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Le rétrécissement aortique calcifié (RAC) est une pathologie cardiaque grave dont 

l’incidence augmente avec l’âge et du fait du vieillissement de la population. À ce jour il 

n’existe pas un traitement pharmacologique validé pour traiter les patients atteints du RAC.   

Le seul traitement proposé est le RVA par voie chirurgical ou TAVI qui sont des 

interventions lourdes et couteuses. L’inflammation joue un rôle critique dans l’initiation et la 

progression de la calcification valvulaire. L’IL-8, une cytokine inflammatoire dont le rôle a 

déjà été montré par notre laboratoire dans la calcification vasculaire, pourrait également être 

impliquée dans la calcification valvulaire. 

Dans ce travail nous avons étudié le rôle d’IL-8 dans la calcification valvulaire et 

nous avons testé l’effet du blocage pharmacologique des récepteurs CXCR1/2 sur cette 

calcification. Nous avons isolé des hVICs à partir des valves des patients atteints du RAC et 

ayant subi un RVA par voie chirurgicale, puis nous avons vérifié en premier qu’ils expriment 

les récepteurs d’IL-8 CXCR1/2. Ensuite nous avons testé l’effet d’IL-8 sur la calcification et 

nous avons trouvé que l’IL-8 augmente la calcification des hVICs et que cet effet a été 

prévenu en bloquant pharmacologiquement CXCR1/2. D’après nos résultats, la calcification 

des hVICs serait associée à un mécanisme de dégradation d’élastine qui implique l’activation 

de la voie de signalisation NFkB et la métalloprotéase MMP12. En outre le blocage 

pharmacologique des récepteurs d’IL-8, de la voie NFkB ou l’inhibition de MMP12 a réduit 

la calcification. La comparaison des zones calcifiées et non calcifiées des valves récupérées 

des patients atteints du RAC montre une surexpression de CXCR1, CXCR2, MMP12 et une 

dégradation d’élastine dans les zones calcifiées des valves. Ces résultats ont permis de 

renforcer la relevance clinique de nos résultats observés sur les hVICs in vitro. Par ailleurs, 

nous avons travaillé sur des valves de porcs saines afin de reproduire le modèle cellulaire des 

hVICs sur un modèle tissulaire plus complexe. Les résultats obtenus ont confirmé ceux du 

modèle cellulaire et ont montré également que l’IL-8 favorise la calcification des valves 

aortiques ; cet effet a été prévenu également en bloquant CXCR1/2, la voie NFKB ou 

MMP12. Enfin, nous nous sommes intéressés à tester l’effet du blocage pharmacologique de 

CXCR1/2 dans un modèle animal de calcification valvulaire ectopique. Ce modèle a consisté 

à implanter au niveau dorsal chez le rat, par voie sous-cutanée, des feuillets valvulaires 

aortiques de porc préalablement exposés au GA puis à évaluer la calcification de ces tissus 

après 14 jours. Les résultats ont montré un effet préventif de l’administration chez le rat de 

SCH527123 par voie intrapéritonéale sur la calcification de la valve implantée. Cet effet était 

associé à une moindre expression au niveau des valves implantées des marqueurs CD3, CD11 
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et CD68, suggérant une réduction de l’infiltration leucocytaire. Finalement, notre travail a 

montré un rôle important de l’IL-8 dans la calcification valvulaire aortique et a identifié de 

nouvelles cibles thérapeutiques telles que CXCR1/2, NFkB et MMP12. L’IL-8 pourrait 

exercer son effet procalcifiant de façon directe sur les hVICs dans les valves natives mais 

également de façon indirecte via son effet sur le chimiotactisme des leucocytes, notamment 

dans les bioprothèses valvulaires. D’après les différents modèles étudiés dans notre travail, le 

blocage des récepteurs d’IL-8 permettrait de réduire la calcification des valves aortiques 

natives chez les patients atteints du RAC mais également de réduire la calcification des 

bioprothèses valvulaires. D’autres travaux devront être menés pour d’une part confirmer le 

rôle mécanistique des différents acteurs mis en évidence ici grâce par exemple à des modèles 

génétiquement modifiés, et d’autre part pour tester l’effet des antagonistes de CXCR1/2 dans 

des modèles physiopathologiques plus proches du RAC ou de la dégénérescence de 

bioprothèse chez l’homme.  
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RESUME 

     L’inflammation joue un rôle critique dans les mécanismes de calcification de la valve 

aortique. Dans ce travail, nous montrons que la calcification des cellules interstitielles de 

valves aortiques humaines (hVICS) en culture est significativement amplifiée par l’ajout 

d’IL-8 ou de sérum de patients atteints de rétrécissement aortique calcifié (RAC) et que cet 

effet est prévenu en bloquant pharmacologiquement les récepteurs CXCR1/2. L’effet 

procalcifiant de l’IL-8 est associé à une augmentation de la dégradation de l’élastine et 

impliquerait la voie de signalisation NFkB et l’expression de la métalloprotéase MMP12. Ces 

résultats sont renforcés par l’observation que les valves aortiques de patients atteints de RAC 

montrent une surexpression de CXCR1/2 et MMP12 et une dégradation de l’élastine dans les 

zones calcifiées par rapport aux zones non calcifiées. Par ailleurs, dans un modèle de 

calcification de valves de porc implantées en sous-cutané chez le rat, nous montrons un effet 

préventif du blocage pharmacologique de CXCR1/2. L’IL-8 pourrait exercer un effet 

procalcifiant de façon directe sur les hVICs ou indirecte en limitant l’infiltration leucocytaire. 

Mots clés : Cellules Interstitielles Valvulaires,  Rétrécissement Aortique Calcifie, 

Interleukine-8, CXCR1/2, Inflammation. 

ABSTRACT 

Inflammation plays a critical role in the mechanisms of aortic valve calcification. In this 

work, we show that the calcification of human aortic valve interstitial cells (hVICS) in 

culture is significantly amplified by the addition of IL-8 or sera from patients with calcific 

aortic valve stenosis (CAVS) and that this effect is prevented by pharmacologically blocking 

CXCR1/2 receptors. The procalcifying effect of IL-8 is associated with an increase in the 

degradation of elastin and would involve the NFkB signaling pathway and the expression of 

the metalloprotease MMP12. These results are reinforced by the observation that the aortic 

valves of patients with CAVS show an overexpression of CXCR1/2 and MMP12 and a 

degradation of elastin in the calcified areas compared to the non-calcified areas. Moreover, in 

a model of calcification of pig valves implanted subcutaneously in rats, we show a preventive 

effect of the pharmacological blockade of CXCR1/2. IL-8 could exert a procalcifying effect 

directly on hVICs or indirectly by limiting leukocyte infiltration. 

Key words : Interstitial Valve Cells, Aortic Valve Stenosis, Interleukin-8, CXCR1/2, 

Inflammation. 


