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ABREVIATION 
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RESUME 

 

Le tissu adipeux (TA) joue un rôle majeur dans les maladies métaboliques induites par l’obésité. 

L’activation de l’anti-oncogène p53 dans l’adipocyte a été impliquée dans le développement de la 

résistance à l’insuline lors de l’obésité. Cependant, les causes et les conséquences de cette activation 

étaient encore inconnues.  

Nos travaux montrent que, chez des souris obèses, le niveau d'oxydation de l'ADN est plus élevé et la 

longueur des télomères réduite dans le TA épididymaire. Nous observons également une augmentation 

des dommages à l’ADN dans les adipocytes. Ces dommages à l’ADN provoquent l’activation de la voie 

de réponse aux dommages à l’ADN puisque nous avons observé une activation de la voie p53 

(stabilisation de la protéine et expression d’une cible p21). De manière intéressante, nous avons 

démontré que les dommages à l’ADN et l’activation de la voie p53 dans les adipocytes sont des 

événements précoces lors du développement de l’obésité qui pourraient être la conséquence d’une 

augmentation également précoce du stress oxydatif dans le tissu adipeux et les adipocytes. De plus, 

l’augmentation des dommages à l’ADN et l’activation de p53 dans les adipocytes précèdent 

l’inflammation du tissu adipeux et la résistance à l’insuline systémique.  

Nous apportons également des arguments en faveur d’un ROLE CAUSAL DES DOMMAGES A 

L’ADN et de L’ACTIVATION DE P53 DANS L’ADIPOCYTE dans le développement de 

L’INFLAMMATION DU TISSU ADIPEUX ET LA RESISTANCE A L’INSULINE 

ADIPOCYTAIRE. In vitro, nous montrons que la création expérimentale de dommages à l’ADN avec 

de la doxorubicine et l’activation pharmacologique de p53 avec l’inhibiteur de l’ubiquitine ligase Mdm2, 

la nutline3a, dans des adipocytes humains et murins en culture inhibent la signalisation insulinique, le 

transport de glucose et la translocation de Glut4 stimulés par l’insuline. Ils perturbent également 

l’activité sécrétoire des adipocytes. En particulier, le sécrétome de ces adipocytes possède une activité 

chimioattractive pour les neutrophiles et les macrophages. Des résultats préliminaires indiquent qu’il 

pourrait également affecter les préadipocytes en perturbant leur survie et leur différenciation en 
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adipocytes. In vivo, l’injection de doxorubicine à des souris provoque l’infiltration de neutrophiles et de 

macrophages dans le TA, l’inflammation du TA, et la résistance à l’insuline adipocytaire. 

Nous montrons également une induction précoce du locus CDKN2A dans le TA lors de l’obésité. Ce 

locus code pour p16INK4A, un inhibiteur des kinases dépendantes des cyclines CDK4/6, et p19ARF, 

un inhibiteur de Mdm2. Nous confirmons que la surexpression de p19ARF dans des adipocytes en 

culture permet la stabilisation de p53 et étudions actuellement l’impact de l’absence de p19ARF dans 

les adipocytes in vivo dans le développement des maladies métaboliques lors de l’obésité.  

En résumé, nos travaux démontrent que les dommages à l’ADN observés précocement dans les 

adipocytes lors du développement de l’obésité ont le potentiel de déclencher des signaux dépendants de 

p53 impliqués dans l'altération du métabolisme adipocytaire et de sa fonction sécrétoire conduisant à 

une inflammation du TA, un dysfonctionnement des adipocytes, et la résistance à l'insuline. 
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I. L’OBESITE 

a. Définition 

L’obésité est définie comme un développement excessif du tissu adipeux présentant un risque pour la 

santé. En cause, un déséquilibre de la balance énergétique en faveur de l’apport calorique plutôt que de 

la dépense énergétique. 

Chez l’adulte, le moyen le plus simple d’évaluer le niveau d’obésité d’une personne est de se baser sur 

l’IMC ou indice de masse corporelle. 

𝐼𝐼𝐼𝐼𝐼𝐼 =
𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝𝑝 (𝑘𝑘𝑘𝑘)
𝑡𝑡𝑡𝑡𝑝𝑝𝑡𝑡𝑡𝑡𝑒𝑒 (𝑚𝑚)²

 

Un IMC considéré comme normal est compris entre 18,5 et 25. En dessous de 18,5, l’IMC indique une 

minceur excessive alors qu’au-dessus de 25, une personne est en surpoids. On considère une personne 

obèse à partir d’un IMC de 30. L’IMC donne toutefois une indication approximative car il ne correspond 

pas forcément au même degré d’adiposité d’un individu à l’autre. 

b. Prévalence 

La prévalence de l’obésité dans le monde a triplé au court des 30 dernières années passant de 200 

millions d’adultes obèses en 1980 à plus de 600 millions en 2014, soit un adulte sur 11 (Ng et al., 2014; 

ObEpi-Roche, 2012).  L’obésité touche à la fois les adultes et les enfants de pays développés ou non. 

Dès 1997, l’OMS liste l’obésité parmi les maladies chroniques. 

c. Causes environnementales de l’obésité 

Cet accroissement de l’obésité mondiale est principalement dû aux facteurs influençant notre 

comportement alimentaire et notre activité physique tels que des facteurs environnementaux, 

psychologiques, ou génétiques. Nous pouvons citer comme exemple l’augmentation de la 

consommation d’aliments très caloriques riches en glucides et en lipides et le manque d’activité 

physique lié à l’évolution des modes de transports, du travail de plus en plus sédentaire, et de 

l’urbanisation croissante. 
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d. Cause génétique de l’obésité 

Des études portant sur des milliers de jumeaux démontrent que 40 à 70% de la variabilité 

interindividuelle dans la prévalence de l’obésité est génétique (Froguel and Boutin, 2001). Il existe 

plusieurs formes d’obésité, celles liées à une mutation sur un gène (monogénique) ou celles dues à des 

mutations sur plusieurs gènes (polygénique). L’obésité monogénique ne concerne que 5% des cas mais 

est responsable des formes les plus sévères. L’exemple le plus connu est la mutation du gène de la leptine 

(Friedman et al., 1991) dont la protéine du même nom contrôle la satiété. Les obésités polygéniques 

sont des formes plus modérées pour lesquelles l’impact des gènes est grandement dépendant de 

l’environnement. De manière intéressante, les principaux organes exprimant des gènes de prédisposition 

à l’obésité sont le cerveau et le tissu adipeux (Meyre and Froguel, 2012). 

e. Conséquences de l’obésité  

L’obésité cause un réel problème de santé publique à l’échelle mondiale car elle augmente le risque de 

développer des maladies chroniques telles que des pathologies cardiovasculaires, certains cancers, des 

problèmes articulaires, ou les maladies métaboliques dont le diabète de type 2 (World Cancer Research 

Fund and American Institute for Cancer Research, 2007; World Health Organization, 2014).  
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A l’origine des maladies cardio-métaboliques liées à l’obésité se trouve la résistance à l’insuline, c’est-

à-dire un défaut d’action de l’insuline, la seule hormone hypoglycémiante de l’organisme, dans ces tissus 

cibles dont les principaux sont le foie, le tissu adipeux et les muscles, squelettiques, lisses, et cardiaques. 

Les effets métaboliques de l’insuline sur ces différents organes cibles sont schématisés dans la Figure 

1. On observe ainsi une inhibition de la voie de réponse à l’insuline dans ses tissus cibles, dont les 

principaux mécanismes sont résumés dans la Figure 2. Au vu de l’incidence et des conséquences de 

l’obésité, il est donc nécessaire de trouver des solutions à la fois préventives et palliatives pour lutter 

contre l’obésité et ses conséquences sur la santé. 

 

Figure 1. Action métabolique de l’insuline dans ses principaux organes cibles. L’insuline est 
sécrétée dans le sang par les cellules β pancréas en réponse à une hyperglycémie. Les récepteurs à 
l’insuline sont retrouvés sur de nombreux organes tels que le cerveau, le foie, le muscle et les adipocytes. 
L’action de l’insuline étant hypoglycémiante, elle aura pour effet d’activer toutes les voies permettant 
le stockage comme la glycogenèse, le transport de glucose, la lipogenèse, et la glycolyse. A l’inverse 
l’insuline inhibe tous les processus qui conduisent à une hyperglycémie: la satiété qui diminue l’apport 
calorique exogène, le déstockage de glucose (glycogénolyse) et la synthèse de novo de glucose 
(néoglucogenèse) (Grossman, 1986; Sonksen and Sonksen, 2000). 
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Figure 2. Mécanismes responsables des défauts de signalisation insulinique dans l’adipocyte lors 
de l’obésité. L’insuline se fixe sur son récepteur, un hétérodimère formé de deux sous-unités α extracellulaires 
et de deux sous-unités β transmembranaires, et stimule sa phosphorylation sur des résidus de tyrosine. Ceci permet 
la phosphorylation des substrats majeurs du récepteur de l’insuline, IRS1 et IRS2, le recrutement d’une PI3 kinase 
qui produira du PI3P nécessaire à l’activation de la PKB. L’activation de la PKB est requise pour les effets 
métaboliques de l’insuline. L’insuline stimule également la voie des MAP kinases ERKs non représentée sur la 
figure. En violet, les protéines ou facteurs augmentés lors de l’obésité qui perturbent la signalisation insulinique 
(d’après Tanti et al. 2013a).  

f. Traitements de l’obésité 

Pour traiter le surpoids, le meilleur moyen reste de rééquilibrer la balance énergétique : faire plus de 

sport pour augmenter la dépense énergétique, manger mieux (plus de fibres, moins de lipides et de 

glucides) et/ou manger moins afin de diminuer l’apport énergétique. Un soutien psychologique peut être 

conseillé pour accompagner le retour aux bonnes habitudes alimentaires.  

Lorsque l’on parle d’obésité (IMC>30) ou que le surpoids est accompagné de complications cardio-

métaboliques, seules deux solutions médicales peu invasives, en plus des recommandations 

comportementales, peuvent être envisagées via des traitements médicamenteux (Tableau 2). Ces 

traitements, qui restent cependant loin d’être totalement efficaces, doivent être accompagnés d’un 

régime très strict et sont accompagnés d’effets indésirables non négligeables. De nombreux traitements 

ont été mis sur le marché et retirés suite aux effets indésirables bien plus lourds que les effets curatifs. 

On pense par exemple aux « coupe-faim » (anorexigènes) de la famille des amphétamines, qui 

entrainaient une pharmacodépendance et des problèmes cardiaques. De plus, l’obésité étant souvent 
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accompagnée de comorbidité(s), il est aussi important d’accompagner le traitement de l’obésité par un 

traitement de ou des comorbidités (non détaillé ici). 

Médicament Prescription Action Effets indésirables 

Orlistat (Xénical®) Obésité Réduit de 30% l’absorption 
des triglycérides 
alimentaires qui sont 
excrétés dans les selles 

Hépatotoxicité 

 Liraglutide 
(Sadenxa®) 

Obésité ou surpoids 
avec une comorbidité 

Agoniste de GLP-1 : 
Stimule la satiété par action 
analogue à 97% à celle de 
l'incrétine (stimule la 
sécrétion d'insuline et inhibe 
celle du glucagon). 

Nausées, 
vomissements, 
diarrhées, 
hypoglycémie 

Tableau 2. Les traitements médicamenteux de l’obésité et leurs effets indésirables. 

D’autres traitements plus invasifs et plus ou moins réversibles, les chirurgies bariatriques, ont démontré 

leurs effets thérapeutiques sur l’obésité et les maladies métaboliques (Colquitt et al., 2014; Laferrère et 

al., 2007). La chirurgie bariatrique est réservée aux personnes souffrant d’obésité morbide ou souffrant 

d’obésité et présentant une ou plusieurs complications métaboliques. Elle a pour but de diminuer 

l’apport énergétique par restriction de l’absorption alimentaire. Les trois principales chirurgies 

bariatriques sont l’anneau gastrique, la gastrectomie longitudinale, et le court-circuit gastrique (Tableau 

3). De manière intéressante, de nombreuses études récentes démontrent les bienfaits de la chirurgie 

bariatrique non pas engendrés par la perte de poids mais principalement dus à la chirurgie gastro-

intestinale elle-même (Anhê et al., 2017; Rubino and Cummings, 2012). Un des principaux changements 

viendrait des incrétines GLP-1 (glucagon-like peptide-1) et GIP (glucose-dependent insulinotropic 

peptide), hormones gastro-intestinales qui stimulent la sécrétion d'insuline lorsque la glycémie est trop 

élevée (Rubino and Cummings, 2012). Les acides biliaires joueraient aussi un rôle important: une 

augmentation de sécrétion des acides biliaires dans l’intestin est observée après une chirurgie 

bariatrique, entrainant une amélioration de la satiété, du métabolisme du cholestérol et des lipides, du 

métabolisme énergétique et une augmentation de sécrétion des incrétines (Penney et al., 2015). La 

modification de la taille de l’estomac augmente fortement le pH gastrique ainsi que celui du duodénum 
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remodelant le microbiote intestinal (O’May et al., 2005) qui, de pair avec les acides biliaires, améliorent 

la sensibilité à l’insuline (Rubino and Cummings, 2012). Une amélioration nette est observable chez les 

patients atteints de diabète de type 2, de syndrome métabolique, de NASH (« non-alcoholic 

steatohepatitis ») et les patients présentant des risques cardiovasculaires au point de parler parfois de 

« chirurgie métabolique » plutôt que de chirurgie bariatrique. Ces résultats mettent en évidence le rôle 

de l’estomac et de l’intestin sur les maladies cardio-métaboliques et ouvrent des possibilités de 

traitements basés sur le mimétisme des effets de la chirurgie, sans les inconvénients de la chirurgie. 

 Anneau gastrique Gastrectomie 
longitudinale 

Court-circuit gastrique 

Opération Pose d’un anneau autour 
de la jonction entre 
l’œsophage et l’estomac 

Ablation des 2/3 de 
l’estomac 

Réduction du volume de 
l’estomac et 
modification du circuit 
alimentaire 

Mode d’actions Restriction de 
l’absorption et sensation 
de satiété 

Restriction de 
l’absorption et 
diminution du taux de la 
ghréline (hormone 
stimulant l’appétit). 

Restriction de 
l’absorption, 
malabsorption, 
diminution de la 
ghréline  

Effets 
indésirables 

Glissement et migration 
de l’anneau, reflux 
gastrique et œsophagique 

Opération non réversible Forte carence 
alimentaire, opération 
non réversible 

Tableau 3. Les principales chirurgies bariatriques   

 

Mieux comprendre les mécanismes responsables des complications cardio-métaboliques de 

l’obésité permettrait à terme de développer de nouvelles thérapies plus efficaces et d’augmenter 

le niveau de vie des patients.  

Dans la partie introduction de cette thèse, je m’efforcerai de décrire les données de la littérature 

montrant que l’obésité est responsable de perturbations des fonctions physiologiques du tissu 

adipeux (TA), qui se répercutent sur différents organes comme le muscle et le foie, conduisant au 

développement de la résistance à l’insuline.  
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II. LES TISSUS ADIPEUX 

Il existe plusieurs types de tissus adipeux qui diffèrent par leur morphologie, leur localisation, et les 

fonctions des adipocytes qui les constituent : le TA blanc, brun, et beige. En plus de leur rôle dans 

l’homéostasie gluco-lipidique que je vais décrire dans les paragraphes suivants, les tissus adipeux 

participent aussi à l’isolation thermique et à la protection des organes contre les chocs mécaniques. 

a. Le tissu adipeux blanc 

Le TA blanc représente la quasi-totalité du TA et est l’organe principal de stockage des lipides du corps. 

On distingue le TA viscéral et le TA sous-cutané par leur localisation mais aussi par un métabolisme 

différent. Le tissu adipeux viscéral a un métabolisme plus élevé. Il se situe dans la cavité viscérale dans 

trois dépôts principaux, omental, rétropéritonéal et gonadal. Le tissu adipeux sous-cutané se situe dans 

l’ensemble de la peau, dans l’hypoderme, avec des zones plus denses de dépôts au niveau abdominal, 

glutéal et fémoral (Figure 3).  

Les TA sont principalement composés d’adipocytes, mais contiennent également d’autres types 

cellulaires nécessaires à leurs fonctions et à l’homéostasie du tissu dont les pré-adipocytes, les cellules 

immunitaires, et les cellules endothéliales. Cet ensemble de cellules est appelé la Fraction Stroma-

Vasculaire (FSV). 
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Figure 3. Zones de dépôt du tissu adipeux blanc et brun chez l’adulte. Les dépôts de tissu adipeux 
blanc viscéral sont retrouvés au niveau omental, rétropéritonéal et gonadal, alors que les dépôts de tissu adipeux 
sous cutané se trouvent niveau abdominal, glutéal et fémoral. Les dépôts de tissu adipeux brun se trouvent dans la 
nuque, sur la clavicule et tout au long de la colonne vertébrale. D’après (Awada et al., 2013).  

i.  Les adipocytes blancs 

1. Fonctions métaboliques de l’adipocyte blanc 

Les adipocytes blancs ont un diamètre cellulaire généralement compris entre 50 et 180 μm (Lafontan 

and Langin, 2009). L’adipocyte blanc est une cellule différenciée qui, par définition, a perdu sa capacité 

à proliférer (Björntorp et al., 1971). Il est majoritairement constitué d’une unique gouttelette lipidique 

qui occupe la plus grande partie de l’espace cytosolique repoussant le noyau en périphérie. La gouttelette 

lipidique est constituée de triglycérides (TG) entourés par une monocouche membranaire de 

phospholipides. L’adipocyte participe au contrôle de l’homéostasie gluco-lipidique de par ces capacités 

à stocker l’énergie (glucose et lipide) sous forme de TG en situation postprandiale et à libérer cette 

énergie en situation de jeûne grâce à la lipolyse, mais aussi grâce à sa fonction endocrine. L’insuline 

contrôle la plupart des fonctions adipocytaires (Figure 1).  

Dans l’adipocyte, l’insuline provoque la translocation des transporteurs de glucose Glut4 depuis un 

compartiment intracellulaire de séquestration vers la membrane plasmique. Cette étape et le 

métabolisme du glucose sont requis pour permettre la transformation du glucose en acides gras, appelée 
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lipogenèse, car ils permettent l’activation des facteurs de transcriptions ChREBPα et 

ChREBPβ (carbohydrate response element binding protein) nécessaires à la transcription des enzymes 

de la lipogenèse ACC (acetyl CoA carboxylase), FASN (fatty acid synthase), SCD1 (stearoyl Coa 

desaturase 1) (Herman et al., 2012; Kaddai et al., 2007). L’activité de l’ACC est également contrôlée 

positivement par l’insuline et négativement par le glucagon et l’adrénaline mis en jeu lors du jeûne. 

L’insuline favorise également la synthèse des triglycérides à partir de trois acides gras produits lors de 

la lipogenèse ou des acides gras alimentaires, et d’un glycérol. L’insuline contrôle la dernière étape de 

la synthèse de triglycérides en activant la triglycéride synthase mais favorise également la synthèse des 

triglycérides en augmentant la quantité des substrats pour la réaction. Le glycérol est produit lors de la 

glycolyse qui est stimulée par l’insuline grâce à l’augmentation du flux de glucose. Comme déjà vu, des 

acides gras sont produits par la lipogenèse stimulée par l’insuline. L’insuline augmente également le 

flux d’acides gras en d’une part stimulant l’expression et la sécrétion de la LPL (lipoprotéine lipase) qui 

va permettre l’hydrolyse des TG contenus dans les lipoprotéines circulantes et d’autre part en favorisant 

leur transport grâce à l’augmentation d’expression et la translocation de transporteurs d’acides gras 

(Czech, 2002). 

En situation de jeûne, l’adipocyte libère des acides gras grâce à la lipolyse qui consiste en la dégradation 

des triglycérides en successivement diacylglycérol, monoacylglycérol, et acide gras plus glycérol 

(Lafontan and Langin, 2009). La lipolyse nécessite trois enzymes, ATGL (« adipose triglyceride 

lipase »), HSL (« hormone sensitive lipase »), MGL (« monoacylglycerol lipase ») mais également des 

protéines de la surface de la gouttelette lipidique qui participent au contrôle de la fonction des lipases. 

L’activité de HSL est stimulée principalement par les catécholamines présentes lors du jeûne et inhibée 

par l’insuline en situation postprandiale (Figure 4). 
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Figure 4. Représentation schématique du contrôle de la lipolyse en condition physiologique. 
L’accessibilité des enzymes contrôlant la lipolyse aux TG de la gouttelette lipidique est favorisée par 
l’augmentation des concentrations intracellulaires en GMPc et AMPc. Elle est inhibée par des médiateurs 
diminuant les concentrations d’AMP cyclique (AMPc) qui en utilisent des récepteurs à 7 domaines 
transmembranaires (en bleu) inhibant l’adénylate cyclase ou comme l’insuline en stimulant une la 
phosphodiestérase 3B (PDE3B) qui dégrade l’AMPc en AMP. Les protéines de la surface de la gouttelette lipidique 
participent au contrôle de l’accessibilité des enzymes de la lipolyse au TG. La périlipine, PLN1, est ancrée à la 
surface de la gouttelette lipidique grâce à des domaines hydrophobes et réprime ainsi la lipolyse en séquestrant 
d’ABDH5 (« alpha/beta-hydrolase domain-containing protein 5 »). La phosphorylation de PLN1 par la protéine 
kinase A (PKA), stimulée par l’activation des récepteurs b-adrénergique (β-AR) et du récepteur au facteur 
natriurétique (chez l’homme uniquement, NA-R), libère ADBH5 qui peut interagir avec ATGL (« adipose 
triglyceride lipase ») et induire la première étape de la lipolyse. GOS2 (« G0/G1 switch gene 2 »), un autre 
partenaire d’ATGL, participe également à son inhibition. L’interaction de HSL (« hormone sensitive lipase ») et 
MGL (« monoacylglycérol lipase ») avec la surface de la gouttelette est également inhibée par PLN1 et Fps27 
(« fat specific protein 27 »), la phosphorylation de PLN1 participerait à la levée de cette inhibition. Quand HSL 
est phosphorylée, elle interagit avec FABP4 (« fatty acid binding protein 4 ») et le complexe transloque à la surface 
de la gouttelette. FABP4 est impliquée dans le trafic intracellulaire des acides gras (FA) et est nécessaire à la 
lipolyse.  

RI: récepteur de l’insuline; PKB: protéine kinase B; GMPc: GMP cyclique; α-AR: récepteur α adrénergique; A1-
R: récepteur A1 de l’adénosine; EP3-R: récepteur 3 de la prostaglandine E; HM74A: récepteur de l’acide 
nicotinique; PKG: protéine kinase G; DAG: diacylglycérol; TG: triacylglycérol/triglycéride; MAG: 
monoacylglycérol 

 

. 
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2. Fonctions sécrétoires 

Outre les acides gras (dont nous discuterons du rôle plus tard dans le chapitre consacré à la lipotoxicité), 

l’adipocyte est capable de sécréter de nombreuses molécules pouvant avoir un effet autocrine, paracrine 

et/ou endocrine. Ces molécules jouent un rôle important dans l’homéostasie gluco-lipidique (Blüher, 

2014). Le TA a la capacité de sécréter plus de 600 molécules, dont la majorité provient de  l’adipocyte 

(Lehr et al., 2012). 

Les plus étudiées sont la leptine et l’adiponectine. La leptine est majoritairement sécrétée par 

l’adipocyte. Elle est appelée hormone de la satiété car, de manière endocrine, elle agit sur 

l’hypothalamus pour diminuer la prise alimentaire en fonction du statut énergétique (Friedman and 

Halaas, 1998; Morton et al., 2006). De manière autocrine et paracrine, elle est capable d’altérer la 

signalisation de l’insuline dans les adipocytes de souris (Müller et al., 1997; Pérez et al., 2004) et 

d’induire la lipolyse (Wang et al., 1999; Zeng et al., 2015). La leptine joue également un rôle dans 

l’immunité adaptative en favorisant la polarisation des lymphocytes T en Th17 (Reis et al., 2015). 

L’adiponectine est sécrétée par les adipocytes (Scherer et al., 1995) et améliore les effets de l’insuline 

(« effet insulino-sensibilisateur ») en se liant aux récepteurs AdipoR1 principalement exprimés par le 

muscle squelettique et AdipoR2 principalement retrouvés dans le foie (Maeda et al., 2002; Robinson et 

al., 2011). L’adiponectine a également des effets anti-athérogénique en agissant sur les cellules 

endothéliales et les macrophages qui jouent un rôle important dans le développement des plaques 

d’athérome (Guerre-Millo, 2008).   

L’adipocyte sécrète aussi de l’adipsine, de l’apeline, de la visfatine, du RBP4 (« retinol binding protein 

4 »), de la résistine, des œstrogènes, des facteurs angiogéniques, des prostaglandines, des chimiokines, 

et des protéines du complément. Tous participent à leur manière à l’homéostasie gluco-lipidique. Plus 

récemment, le groupe de Barbara Kahn a montré que l’adipocyte produisait une nouvelle classe de 

lipides, des esters d’acides gras ramifiés d’hydroxy-acides gras (FAHFAs) capables d’augmenter le 

transport de glucose induit par l’insuline dans les adipocytes et possédant des propriétés antidiabétiques 

et anti-inflammatoires (Moraes-Vieira et al., 2014, 2016). 
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ii.  Les pré-adipocytes  

Les adipocytes sont issus de cellules souches mésenchymateuses (CSM) multipotentes (Rodriguez et 

al., 2005). Ils existent certainement de nombreux stades intermédiaires entre CSMs et adipocytes qui 

sont cependant difficiles à caractériser sur le plan expérimental et donc on parle classiquement de deux 

phases, la phase de détermination et la phase de différenciation terminale (Figure 5). La phase de 

détermination est celle pendant laquelle les CSMs perdent leur caractère de « multipotence » en 

s’engageant dans le lignage adipocytaire et devenant un pré-adipocyte. Aucune différence 

morphologique permet de distinguer une CSM d’un pré-adipocyte. 

 

Figure 5 : Représentation schématique 
de l’adipogenèse. 

 

L’activation de PPARγ (récepteur activé par les proliférateurs de peroxysomes) et l’inhibition de la voie 

de signalisation dépendante de la GTPase Rho sont des événements importants pour rentrer dans le 

lignage adipocytaire au dépendant des lignages osseux et musculaires (Rosen and MacDougald, 2006).  

Les mécanismes moléculaires impliqués dans la différenciation adipocytaire terminale sont mieux 

compris et mettent en jeu une cascade de régulation transcriptionnelle complexe aboutissant à 

l’expression des gènes nécessaires à la fonction des adipocytes matures permettant la synthèse et le 

transport des lipides, le transport de glucose insulino-dépendant, et la sécrétion des adipokines. Le 

récepteur PPARγ2 joue un rôle central dans la différenciation adipocytaire en induisant à lui seul, 

lorsqu’il est activé chez un pré-adipocyte, l’ensemble du programme de différenciation en adipocyte 

mature (Lefterova and Lazar, 2009; Rosen et al., 1999; Tontonoz et al., 1994; Wang et al., 1995) (Figure 

6). L’expression de PPARγ2 et C/EBPα est augmentée par des facteurs pro-adipogéniques dont les 

principaux sont les protéines de la famille « CCAAT-enhancer-binding proteins » C/EBPα, C/EBPβ, 

C/EBPδ, les protéines KLF5 et KLF15, et SREBP1c. C/EBPα, une fois activée par C/EBPβ et C/EBPγ, 

induit l’expression de PPARγ2 qui a son tour augmente l’expression de C/EBPα afin de conserver un 

haut niveau d’expression de chacun d’eux (Rosen et al., 2002). L’expression de PPARγ2 est également 
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diminuée par des facteurs anti-adipogéniques dont C/EBPγ, CHOP, KLF2, GATA2/3. L’expression de 

l’ensemble de ces facteurs est sous la dépendance de molécules extracellulaires qui en stimulant leur 

cascade de signalisation spécifique conduit au contrôle de l’expression de PPARγ2 et/ou C/EBPα. Par 

exemple WINT10b active la voie des β caténines et inhibe l’expression génique de PPARγ2 et C/EBPα 

(Bennett et al., 2002; Longo et al., 2004). L’insuline/IGF1 en activant la voie PI3K/PKB active CREB 

et inhibe Foxo1 et GATA2/3 induisant ainsi l’expression de PPARγ et C/EBPα. Les BMP (bone 

morphogenic protein) participent à la différenciation adipocytaire en favorisant la localisation nucléaire 

d’un certain nombre de facteurs dont C/EBPα (Rosen and MacDougald, 2006). Le/les ligand(s) 

endogène(s) de PPARγ2 impliqué(s) dans la différenciation adipocytaire ne sont pas définitivement 

identifiés. La nature des ligands endogènes de PPARγ est lipidique (PUFA, eicosanoïdes, 

prostaglandines, endocannabinoïdes, acide nitrolinoleïque…). La production de ligands endogènes de 

PPARγ pourrait être amplifiée pendant la différenciation terminale (Hallenborg et al., 2016).  

 

Figure 6 : Résumé de la cascade de 
signalisation induisant l’adipogenèse 
lors de la phase de différenciation. En 
vert, les intermédiaires induisant 
l’adipogenèse. En orange, les 
intermédiaires inhibant l’adipogénèse. 
L’insuline induit l’adipogénèse par 
l’intermédiaire de SREBP1c. Les 
glucocorticoïdes induisent l’adipogénèse 
via C/EBPδ. Adapté de (Ali et al., 2013).  

 

iii.  Les cellules du système vasculaire 

Le système vasculaire sanguin et lymphatique drainent la plupart des dépôts de tissus adipeux 

(Bouloumié A, 2013). Le système sanguin du TA est très plastique et le développement du réseau 

vasculaire est fonction de l’évolution de la masse adipeuse (Miranville et al., 2004). Le système 

vasculaire sanguin joue un rôle important pour l’oxygénation et l’apport en nutriments aux cellules du 

TA, et permet une communication inter-organe impliquée dans l’homéostasie gluco-lipidique. Après un 

repas et chez des sujets sains, le flux sanguin à travers le tissu adipeux est augmenté dû à l’action 

vasodilatatrice de l’insuline (Bülow et al., 1987) et à une augmentation du volume micro-vasculaire 
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grâce au recrutement de capillaires (Tobin et al., 2010). Ceci contribue à augmenter la densité de la LPL 

dans la lumière des capillaires pour accroître l’hydrolyse des TG transportés par les lipoprotéines et 

augmenter ainsi le flux d’acides gras dans l’adipocyte.  

Le système lymphatique drainant les tissus adipeux est moins étudié. Il ne semble pas exister de réseau 

lymphatique dans le tissu adipeux péri-gonadique. Il pourrait aussi permettre au TA de communiquer 

avec les ganglions lymphatiques qui constituent les réserves de cellules immunitaires, afin de maintenir 

l’homéostasie des cellules immunitaires dans le TA. Il a été démontré qu’un réseau lymphatique 

dysfonctionnel chez la souris induisait une obésité viscérale (Escobedo et al., 2016), suggérant son 

importance dans l’homéostasie du tissu adipeux. 

 

iv. Les cellules immunitaires 

De nombreuses cellules immunitaires du système immunitaire inné et adaptatif sont présentes dans les 

tissus adipeux. L’ensemble des cellules immunitaires du TA joue un rôle important dans le maintien de 

l’homéostasie tissulaire. En situation physiologique (sujet mince), les cellules immunitaires sont de 

nature anti-inflammatoire avec principalement des lymphocytes T Th2 et Treg, des macrophages anti-

inflammatoires, des éosinophiles, et des ILC2 (« innate lymphoid cell 2 ») comme décrit dans la figure 

7. Les ILC2 en produisant de l’IL-5 et de l’IL-13 sont nécessaires à l’homéostasie des éosinophiles et 

des macrophages anti-inflammatoires du TA (Molofsky et al., 2013). Les éosinophiles, source majeure 

d’IL-4, et les lymphocytes Th2, en produisant de l’IL-13 surtout et aussi de l’IL-4, participent à la 

polarisation des macrophages anti-inflammatoires au sein du TA (Kang et al., 2008; Wu et al., 2011). 

Les macrophages anti-inflammatoires exercent leur rôle de phagocytose pour préserver l’intégrité du 

TA. Ils sécrètent des cytokines anti-inflammatoires dont la principale est l’IL-10 nécessaire aux Tregs 

du TA et qui constituent un frein au développement exacerbé d’une réaction inflammatoire (Josefowicz 

et al., 2012). La production d’IL-33 par le TA, peut-être par les cellules adipeuses beiges, a un rôle 

primordial pour le développement et le maintien des Tregs et des ILC-2 dans le TA (Molofsky et al., 

2013; Vasanthakumar et al., 2015). L’homéostasie de ces cellules immunitaires dans le TA est 
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importante pour empêcher le développement de l’inflammation dans le tissu adipeux et pour maintenir 

les fonctions métaboliques et endocrine du TA.  

 

 

Figure 7. Les populations de cellules immunitaires dans 
le tissu adipeux de sujets minces. Les cellules immunitaires 
du tissu adipeux de sujets minces dialoguent pour maintenir un 
environnement anti-inflammatoire. 

 

 

b. Le tissu adipeux brun  

Le TA brun est abondant chez les mammifères hibernants. Chez l’homme, il est présent chez le 

nourrisson et devient bien moins développé à l’âge adulte (Chechi et al., 2014). Les adipocytes du TA 

brun ont une très grande capacité à transporter le glucose et diffèrent des adipocytes blancs sur le plan 

morphologique (ils contiennent de nombreuses gouttelettes lipidiques) et par leur capacité à contrôler la 

thermogenèse (Chechi et al., 2014). C’est la protéine mitochondriale UCP-1, spécifiquement exprimée 

dans ces adipocytes qui lui confère la capacité de découpler la chaine respiratoire mitochondriale vers 

la production de chaleur plutôt que d’énergie (ATP).  Les adipocytes bruns se différencient à partir d’une 

CSM pluripotente des somites exprimant les facteurs de transcription PAX7, Homeobox protein 

engrailed-1, et Myf5. Ces cellules pluripotentes sont communes aux myocytes squelettiques et au derme 

dorsal, mais ne peuvent pas donner des adipocytes blancs et beiges (Pradhan et al., 2017). Un certain 

nombre de facteurs favorise le développement du TA brun ainsi que son activité, le plus étudié étant 

l’exposition au froid qui agit via l’induction de la voie noradrénergique du système nerveux sympathique 

chez le rongeur (Gnad et al., 2014). Chez l’homme, une exposition au froid permet de mettre en évidence 

une augmentation du transport de glucose par imagerie PET scan (« positron emission tomography ») 

dans des dépôts de tissus adipeux localisés dans le coup, sur la clavicule et autour de la colonne 
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vertébrale (Figure 3). La capacité thermogénique de ces tissus chez l’homme (ou expression d’UCP1) 

n’est pas clairement établie.   

c. Tissu adipeux beige  

Une exposition au froid a aussi un effet sur le TA blanc sous-cutané chez le rongeur. On observe 

l’apparition d’adipocytes beiges (« entre blanc et brun ») qui peuvent être vus comme des adipocytes 

aux caractéristiques fonctionnelles et morphologiques similaires aux adipocytes bruns mais qui 

apparaissent dans le TA blanc sous-cutané, principalement autour des ganglions lymphatiques (Barreau 

et al., 2016). Ex vivo dans des explants de tissus adipeux murins et humains, les adipocytes beiges se 

développent à partir du réseau de capillaires en réponse à des facteurs pro-angiogéniques (VEGF, FGF-

B, EGF). Ils expriment UCP1 et sécrètent PCSK1 (proprotein-convertase subtilisin/kexin type-1) et son 

substrat PENK (proenkepalin) ainsi que l’IL-33 (Min et al., 2016). L’IL-33 favorise les adipocytes 

beiges au sein du TA en augmentant la fraction des ILC2, et par conséquences des éosinophiles et 

macrophages anti-inflammatoires (Brestoff et al., 2015). L’exposition au froid en activant le tonus 

sympathique permet d’augmenter l’expression de l’IL-33 et d’augmenter les ILC2 et les éosinophiles 

dans les tissus adipeux sous-cutanés, mais aussi dans le tissu adipeux brun du rongeur (Ding et al., 2016).  

 

III. ALTERATION DES FONCTIONS DES TISSUS ADIPEUX LORS DE 
L’OBESITE ET IMPLICATION DANS LE DEVELOPPEMENT DE LA 
RESISTANCE A L’INSULINE  

a. Pathogenèse de la résistance à l’insuline lors de l’obésité 

i. Défaut d’expansion des tissus adipeux, lipotoxicité, et résistance à l’insuline 

Lors de l’obésité, les tissus adipeux s’adaptent pour tenter de stocker la surcharge calorique sous forme 

de TG, des lipides non délétères pour l’organisme. On observe une hypertrophie et une hyperplasie des 

adipocytes qui sera spécifique à chaque individu et également à chaque dépôt de tissu adipeux blanc. 

Les tissus adipeux sous-cutanés sont plutôt caractérisés par une hypertrophie des adipocytes alors que 

les tissus adipeux viscéraux ont une hypertrophie et une hyperplasie (recrutement de nouveaux 
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adipocytes à partir de progéniteurs adipocytaires) des adipocytes. Quand les tissus adipeux blancs 

atteignent leur capacité maximale d’expansion, les lipides sous forme d’acide gras non estérifiés en 

excès se retrouvent dans la circulation et vont s’infiltrer et s’accumuler dans des tissus importants pour 

le contrôle de l’homéostasie gluco-lipidique tels que le foie, le muscle, et le pancréas. Ces lipides et 

leurs métabolites intracellulaires vont induire des cascades de signalisation conduisant à la résistance à 

l’insuline et peuvent également provoquer un stress du réticulum perturbant la survie cellulaire, et une 

l’inflammation du tissu (Morigny et al., 2016) 

Je ne décrirai pas les mécanismes cellulaires sous-jacents à la lipotoxicité qui sont complexes et, en plus, 

dépendent du type cellulaire considéré. 

Chez un sujet obèse, le développement du TA sous-cutané ne semble pas être associé à la résistance à 

l’insuline alors qu’un excès de TA viscéral est associé au développement des maladies cardio-

métaboliques (Porter et al., 2009; Snijder et al., 2005). Tant que les tissus adipeux blancs sont capables 

de stocker les lipides en excès, les complications métaboliques restent faibles comme chez les obèses 

morbides (Carnethon et al., 2012; Wildman et al., 2008). Par contre, la localisation anatomique du TA 

viscéral, drainé par la veine porte, le relie directement au foie qui va percevoir efficacement les signaux 

envoyés par un TA dysfonctionnel lors de l’obésité (métabolites lipidiques, cytokines inflammatoires, 

Cf paragraphes suivant) qui perturbent les fonctions du foie, notamment l’adaptation métabolique entre 

les conditions de jeûne et d’alimentation (Smith and Kahn, 2016). 

ii. Inflammation des tissus adipeux et résistance à l’insuline 

L’inflammation de bas grade qui se développe au sein des tissus adipeux lors de l’obésité et parfois 

appelée méta-inflammation, que je vais décrire plus en détail dans les paragraphes suivants, joue un rôle 

important dans la pathogenèse de la résistance à l’insuline. D’une part, elle peut contribuer à inhiber 

l’expansion du TA car les cytokines pro-inflammatoires produites inhibent la différenciation 

adipocytaire (Sullivan et al., 2014; Zoller et al., 2016; Zúñiga et al., 2010). D’autre part, les cytokines 

pro-inflammatoires en activant leur voie de signalisation spécifique vont perturber la signalisation 

insulinique dans le foie, le muscle, et les adipocytes eux-mêmes participant ainsi au développement de 

la résistance à l’insuline. Elles peuvent également affecter des fonctions tissulaires indépendamment de 
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l’action de l’insuline. Par exemple dans l’adipocyte, les cytokines pro-inflammatoires inhibent 

l’expression de GLUT4 (Jager et al., 2007) et stimule la lipolyse en inhibant l’expression de la protéine 

de la gouttelette la périlipine (Rydén et al., 2004). La contribution des cytokines pro-inflammatoires IL-

1β et TNFα dans le développement de la résistance à l'insuline lors de l’obésité est maintenant largement 

décrite (Ballak et al., 2015; Guilherme et al., 2008). 

iii. Perte de fonction des tissus adipeux bruns et beiges et résistance à l’insuline 

Lors de l’obésité, une augmentation de l’inflammation et une inhibition de la voie de signalisation de 

l’insuline a été observée dans le tissu adipeux brun de souris soumises à un régime riche en graisses 

(Roberts-Toler et al., 2015). Le transport de glucose et l’expression de UCP1 dans les adipocytes bruns 

est aussi inhibé, suggérant fortement une plus faible activité thermogénique et donc une plus faible 

dépense énergétique. La destruction du tissu adipeux brun à l’aide de l’expression ciblée de la toxine 

diphtérique dans l’adipocyte brun démontre l’importance de tissu adipeux brun dans le développement 

de l’obésité et des pathologies qui en découlent chez le rongeur. D’autres arguments expérimentaux sont 

en faveur d’un rôle bénéfique du tissu adipeux brun contre le développement de l’obésité et la résistance 

à l’insuline, comme l’exposition au froid des rongeurs et l’invalidation de UCP1 toujours chez le rongeur 

(Kusminski et al., 2016; Mattson, 2010; Poekes et al., 2015). Cependant ces approches ne permettent 

pas de distinguer entre le TA brun et le TA beige, également décrit pour être quantitativement diminué 

et fonctionnellement inhibé lors de l’obésité (Poekes et al., 2015). De plus, la preuve expérimentale que 

cibler le tissu adipeux brun chez l’homme pour lutter contre l’obésité et les pathologies cardio-

métaboliques n’existe pas encore. 

b. Altérations des fonctions des tissus adipeux blancs lors de l’obésité 

i.  Dans les adipocytes 

1. 1. Transport de glucose, lipogenèse, et lipolyse 

La stimulation par l’insuline du transport de glucose dans des adipocytes de sujets obèses est fortement 

diminuée. Cette diminution est due à un défaut de signalisation insulinique, à l’inhibition d’expression 

du transporteur de glucose GLUT4, et à des défauts de trafic intracellulaire de GLUT4 (Cormont and 
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Kaddai, 2013). Le défaut de signalisation insulinique dans les adipocytes apparait tardivement lors du 

développement de l’obésité dans des modèles de rongeurs, après la résistance à l’insuline musculaire et 

hépatique (Kim et al., 2008). Par contre, le transport de glucose par le TA (blanc et brun), mesuré lors 

d’un clamp euglycémique-hyperinsulinémique chez le rongeur, est fortement diminué dès le premier 

mois de régime riche en lipides (Turner et al., 2013), suggérant que ce défaut puisse être un événement 

déclenchant des désordres métaboliques engendrés par l’obésité.    

En accord, des études chez la souris montrent que GLUT4 dans l’adipocyte est un acteur clé de 

l’homéostasie gluco-lipidique. L’invalidation de GLUT4 dans les adipocytes induit une intolérance au 

glucose et une résistance à l’insuline systémique, hépatique et musculaire (Abel et al., 2001). Cette 

intolérance au glucose n’est pas due à l’inhibition du transport de glucose par les adipocytes. En effet, 

la majorité du glucose en situation post-prandiale est utilisée par le muscle. Elle est due à une inhibition 

de la lipogenèse. La diminution du transport de glucose entraîne une inhibition des facteurs de 

transcription ChREBP et par conséquence des enzymes de la lipogenèse (Herman et al., 2012). 

L’absence de GLUT4 dans l’adipocyte perturbe aussi sa fonction endocrine. Les adipocytes n’exprimant 

pas GLUT4 expriment plus de RBP4 (serum retinol binding protein 4) qui participe au développement 

de la résistance à l’insuline (Graham et al., 2006; Yang et al., 2005). Les taux de FAHFAs, produits par 

les adipocytes de façon GLUT4-dépendante sont diminués chez les patients obèses et résistants à 

l’insuline. Compte tenu de leur rôle bénéfique sur l’homéostasie gluco-lipidique, cette diminution 

pourrait contribuer aux désordres métaboliques liés à l’obésité (Moraes-Vieira et al., 2016). 

L’activité lipolytique des adipocytes est également perturbée lors de l’obésité. L’effet des 

catécholamines est réduit dans les tissus adipeux sous-cutanés et augmenté dans le tissu adipeux viscéral 

(Morigny et al., 2016).  La lipolyse basale est augmentée chez les sujets obèses. La lipolyse basale est 

corrélée à la résistance à l’insuline indépendamment de l’IMC. Il est clair que les enzymes de la lipolyse 

(ATGL, HSL, MGL) jouent un rôle dans l’homéostasie glucidique grâce aux études de souris 

génétiquement modifiées sur ces enzymes et de mutations chez l’homme (Morigny et al., 2016). 

Cependant, les mécanismes conduisant à l’augmentation de la lipolyse basale lors de l’obésité ne sont 

bien connus. Les études portant sur l’expression des enzymes de la lipolyse ne convergent pas vers les 
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mêmes résultats. Une inhibition de l’expression de la périlipine 1 retrouvée chez des sujets obèses 

pourrait participer à cette augmentation de lipolyse basale (Wang et al., 2003). 

2. Fonction endocrine 

En plus des changements d’expression de RBP4 et des FAHFAs dont les changements de sécrétions 

sont la conséquence des modifications de l’entrée du glucose dans l’adipocyte des sujets obèses, la 

sécrétion d’autres adipokines, cytokines, et chimiokines par le tissu adipeux est fortement perturbée avec 

des conséquences importantes sur l’homéostasie gluco-lipidique (tableau 4). On gardera en mémoire 

que les modifications du sécrétome de tissu adipeux lors de l’obésité sont à la fois dues aux adipocytes 

et aux cellules de la fraction stroma vasculaire, dont les cellules immunitaires.     

 
Expression chez 
les mammifères Conséquences lors de l’obésité : 

mince obèse 

Leptine + +++ Effet pro inflammatoire (Carbone et al., 
2012) 

Perturbent l’homéostasie 
gluco-lipidique en 
inhibant les voies de 
réponse à l’insuline 
(Zhou and Rui, 2013) 

Apeline + +++ pro-angiogénique ((Bouloumié A, 2013) 

Visfatine + +++ Inflammation et augmente la sécrétion d’insuline (Badimon et al., 
2015) 

Thrombospon
dine + ++ Angiogenèse (Badimon et al., 2015) 

IL-1β + ++ Inflammation ; résistance à l’insuline ; athérosclérose (Badimon et 
al., 2015) 

Résistine Variable Inflammation et résistance à l’insuline (Badimon et al., 2015) 

TGF-β + ++ Fibrose (Badimon et al., 2015) 

TNF-α + ++ Inflammation, résistance à l’insuline et athérosclérose (Badimon et 
al., 2015) 

Adiponectine ++++ + Moins de sensibilité à l’insuline du foie et du muscle (Yamauchi et 
al., 2003) 

IL-6 
- 

 
+++ 

Inflammation ; résistance à l’insuline, Athérosclérose, (Badimon et 
al., 2015) 

CCL2 Facteur attractant des macrophages 

RANTES Facteur attractant des lymphocytes T 
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Tableau 4 : Résumé des modifications d’expression des principales adipokines par l’adipocyte 
lors de l’obésité et leurs fonctions (d’après (Badimon et al., 2015)). 

 

ii.  Dans les pré-adipocytes 

L’expression d’un marqueur pré-adipocytaire Pref-1 est inhibée dans le TA des souris obèses (Moon et 

al., 2002; Villena et al., 2008) suggérant une diminution de leur nombre lors de l’obésité. La 

quantification précise du nombre des pré-adipocytes dans les dépôts adipeux est rendu difficile par 

l’absence d’un marqueur unique de cette population cellulaire. Cependant, des défauts intrinsèques aux 

progéniteurs adipocytaires ont été décrits. Les pré-adipocytes de sujets obèses ont une moins grande 

capacité de différenciation en adipocytes (Isakson et al., 2009). Les CSMs du tissu adipeux de sujets 

obèses prolifèrent moins, sont moins clonogéniques, et perdent leur multipotence (De Girolamo et al., 

2013). Ces défauts pourraient empêcher l’hyperplasie du tissu adipeux lors d’un apport calorique accru 

conduisant à son développement pathologique avec uniquement des adipocytes hypertrophiques.  

iii. Dans le compartiment vasculaire 

Lors de l’obésité, la plasticité et la tonicité du réseau vasculaire du TA ne semble plus être aussi efficace. 

Le flux sanguin ne s’adapte plus en situation post-prandiale chez les sujets obèses et résistants à 

l’insuline (Ardilouze et al., 2012). Une diminution de la densité des capillaires sanguins dans le TA a 

également été observée (Pasarica et al., 2009; Ye et al., 2007). De plus, il est possible qu’il puisse y 

avoir un défaut de transfert de l’insuline depuis les vaisseaux vers l’espace interstitiel du tissu adipeux 

lors de l’obésité (Sandqvist et al., 2011). Les mécanismes moléculaires ne sont pas connus mais 

pourraient être reliés, du moins en partie, à l’augmentation d’expression du VEGF-A, le principal facteur 

angiogénique, dans les tissus adipeux de sujets obèses (Loebig et al., 2010; Silha, Tinahones et al., 2012;  

Krsek, Sucharda, & Murphy, 2005). Le VEGF-A en sur-stimulant la croissance des cellules 

endothéliales au sein du TA perturberait leurs fonctions empêchant ainsi la néo-vascularisation (Villaret 

et al., 2010). Les conséquences du défaut de vascularisation peuvent être multiples : une moins bonne 

accessibilité des substrats énergétiques depuis la circulation vers l’adipocytes ; le développement de 

zones hypoxiques qui bien que prouvées chez le rongeur restent débattues chez l’homme obèse 

(Goossens et al., 2011; Hodson, 2014; Hodson et al., 2013; Kabon et al., 2004; Lawler et al., 2016; 
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Virtanen et al., 2002) ; une participation à l’établissement de l’inflammation, les cellules endothéliales 

du sujet obèse exprimant des chimiokines pour des cellules pro-inflammatoires (Villaret et al., 2010).  

iv. Dans le compartiment des cellules immunitaires 

Lors de l’obésité, les modifications des cellules immunitaires des TA contribuent à l’installation de 

l’inflammation de bas grade caractéristique des maladies cardio-métaboliques. On observe dans le TA 

des sujets obèses une diminution des cellules anti-inflammatoires dont les éosinophiles, les Treg, et les 

macrophages anti-inflammatoires (Figure 7) (Feuerer et al., 2009; Huh et al., 2014; Wu et al., 2011).  

En parallèle, le nombre de cellules immunitaires pro-inflammatoires, du système inné et adaptatif, 

augmente dans le tissu adipeux de sujets obèses (Figure 8) (Bertola et al., 2012; Huh et al., 2014; 

Magalhaes et al., 2015; O’Sullivan et al., 2016; Wensveen et al., 2015; Zúñiga et al., 2010). 

 

Figure 8. Les populations de cellules immunitaires 
dans le tissu adipeux de sujets obèses. Les cellules 
immunitaires du tissus adipeux de sujets obèses sont 
pro-inflammatoires contribuant à la sécrétion de 
cytokines pro-inflammatoires participant au 
développement de l’inflammation de bas grade.   

MAIT: mucosal associated invariant T cell 
NK: natural killer 

Tous les dépôts adipeux ne sont pas touchés de la même manière pour des raisons qui restent encore 

incomprises. Le TA viscéral est beaucoup plus inflammatoire que les tissus adipeux sous-cutanés (Dam 

et al., 2016). Cette réaction inflammatoire au sein du TA se développe progressivement lors du 

développement de l’obésité avec une mise en jeu successive de différentes cellules immunitaires avec 

dans l’ordre chronologique augmentation des macrophages anti-inflammatoires, des neutrophiles, des 

lymphocytes B, des changements dans les populations de lymphocytes T, puis polarisation pro-

inflammatoire des macrophages. Aucune donnée sur la chronologie relative d’apparition des autres 

cellules immunitaires n’est disponible. L’ensemble des modifications conduit à la polarisation pro-

inflammatoire des macrophages qui est l’événement le plus tardif. De nombreuses études démontrent 

que la manipulation expérimentale de ces cellules chez la souris, afin de modifier leur nombre ou leurs 



32 
 

fonctions, perturbe l’homéostasie gluco-lipidique. Je ne citerai que les études les plus représentatives 

pour chaque type cellulaire dans la suite de l’introduction. 

1. Les macrophages 

Très précocement après l’initiation d’un régime riche en lipides, on observe une augmentation du 

nombre des macrophages anti-inflammatoires, probablement pour permettre l’expansion du TA 

(Wernstedt Asterholm et al., 2014). CCL2, une des principales chimiokines des macrophages participe 

à l’augmentation des macrophages dans le TA lors de l’obésité, grâce à son pouvoir chimio-attractant 

mais aussi en  induisant leur prolifération (Amano et al., 2014). Des souris n’exprimant pas CCL2 ou 

son récepteur CCR2 accumulent moins de macrophages dans le TA quand on les soumet à un régime 

riche en lipides et sont protégées du développement de la résistance à l’insuline (De Girolamo et al., 

2013; Weisberg et al., 2006). A l’inverse, la surexpression de CCL2 par l’adipocyte suffit à induire le 

recrutement des macrophages et la résistance à l’insuline (Kamei et al., 2006). D’autres signaux 

contribuent à l’augmentation du nombre des macrophages dans le tissu adipeux de souris obèses dont la 

sémaphorine 3E (Shimizu et al., 2013), la nétrine-1 (Ramkhelawon et al., 2014), mais également l’IL-6 

par un mécanisme indépendant de son propre récepteur mais dépendant de gp130 (Kraakman et al., 

2015; Ley et al., 2013). L’expression de toutes ces molécules est augmentée dans le tissu adipeux lors 

de l’obésité. L’adipocyte pourrait fortement contribuer à l’augmentation de la plupart d’entre elles mais 

nous ne savons pas s’il s’agit d’événements précoces lors du développement de l’obésité. Dans mon 

travail de thèse, je montre que l’augmentation d’expression de CCL2 et de l’IL-6 dans le TA est un 

événement précoce lors du développement de l’obésité (Vergoni et al., 2016). Plus tardivement dans le 

développement de l’obésité, on observe une augmentation du nombre de macrophages pro-

inflammatoires en parallèle avec la production de cytokines pro-inflammatoires dont le TNF-α et l’IL1-

β.  

2. Les neutrophiles 

 On observe une augmentation du nombres des neutrophiles avec un pic très précoce, puis un maintien 

à un niveau plus élevé que chez les souris minces, mais variable selon les études (Elgazar-Carmon et 

al., 2008). Les neutrophiles sont connus pour favoriser l’inflammation en permettant le recrutement des 



33 
 

macrophages et en interagissant avec les cellules présentatrices d’antigènes. Les neutrophiles pourraient 

également avoir des effets délétères sur la sensibilité à l’insuline à cause des enzymes qu’ils sécrètent 

pour remplir leur fonction comme par exemple l’élastase qui inhibe la signalisation insulinique dans le 

foie (Talukdar et al., 2012).  

 

3. Les lymphocytes B 

Viennent ensuite les lymphocytes B qui semblent précéder la diminution du nombre des Tregs et 

l’augmentation des lymphocytes T pro-inflammatoires (Th1 et CD8) (Duffaut et al., 2009; Winer et al., 

2011). Les lymphocytes B contribuent au développement de la résistance à l’insuline lors de l’obésité 

(DeFuria et al., 2013; Winer et al., 2011). Winer et al ont proposé comme mécanisme l’implication de 

la production d’IgG par les lymphocytes B.  DeFuria et al favorisent une activation systémique de 

l’inflammation car les cellules B des obèses produisent des cytokines pro-inflammatoires et une 

activation locale de l’inflammation du TA grâce à des mécanismes dépendants de contact cellule-cellule 

conduisant à la diminution des Treg.  

4. Les cellules NK, ILC1 et ILC2, et MAIT 

Les cellules NK du tissu adipeux contribuent au développement de la résistance à l’insuline en induisant 

la polarisation pro-inflammatoire des macrophages (Lee et al., 2016; Wensveen et al., 2015). 

L’adipocyte de souris obèses exprime à sa surface des ligands capables d’activer les récepteurs NCR1 

des cellules NK qui se mettent à proliférer et à produire de l’IFNγ favorisant ainsi la polarisation des 

macrophages (Wensveen et al., 2015). L’augmentation du nombre des ILC1 contribue au 

développement des maladies métaboliques. Cette augmentation est due à l’induction d’IL-12 dans le TA 

des souris obèses qui induit la prolifération des ILC1 résidentes du TA. Les ILC1 produisent de l’INFγ 

qui favorise l’inflammation. La source cellulaire de l’IL-12 n’est pas connue. La production d’IL-33 par 

le TA qui est nécessaire aux ILC2 anti-inflammatoires est inhibée dans le tissu adipeux de souris obèses 

(Ding et al., 2016).  Le rôle des MAIT dans le contrôle de l’homéostasie gluco-lipidique n’est pas encore 

connu. Des études corrélatives suggèrent cependant un fort lien entre les MAIT et la résistance à 
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l’insuline lors de l’obésité, et plus particulièrement avec l’augmentation de cellules MAIT capables de 

sécréter de l’IL-17A dans le TA (Carolan et al., 2015; Magalhaes et al., 2015). 

5. Les lymphocytes T  

La baisse des Treg dans le tissu adipeux constitue un événement important dans le développement de 

l’inflammation qui conduira aux développements des maladies métaboliques (Tableau 5). 

  CELLULES Méthode/modèle EFFETS 
CD4+  Transfert CD4+/Rag1null HFD  poids 

 Résistance insuline 
Th1  STAT4 KO/WT HFD = poids  résistance insuline 

 glucose intolérance  AT inflammation 
CD4+ 

CD8+ 
 
 

KO TCRb HFD  résistance insuline 
 glycémie  AT inflammation 

Th1  Transfert Th1/KO TCRβ HFD  Inflammation  glucose intolérance 
CD8+  Transfert CD8+/Rag1null HFD Pas de phénotype 
CD8+  Anticorps neutralisant/WT HFD = poids  résistance insuline 

 glucose intolérance  AT inflammation 
CD8+  Souris CD8a-/- HFD Pas de phénotype 

 
CD8+  Transfert CD8+ / Souris CD8a-/- 

HFD 
 résistance insuline 

 glucose intolérance  AT inflammation 
Treg 
Th1 

 
 

Anticorps anti-CD3 
ob/ob et WT HFD 

 résistance insuline 
 

Treg  Anti-CD25/db/db  résistance insuline 
Treg  Souris Foxp3-DTR+DT/ 

WT ND 
 AT inflammation  résistance insuline  

Treg  Souris B7 KO (CD80/CD86) 
ND et HFD 

 résistance insuline  AT inflammation 
 

Treg  Transfert CD4+Foxp3+/db/db  résistance insuline 
 AT CD8+ 

Treg  In situ prolifération (complexe 
IL2/anti IL2)/ WT HFD 

 glucose intolérance 

Treg 
Th1 

 
 

Invalidation de STAT3 dans 
CD4+ 

= poids  résistance insuline 
 glucose intolérance  AT inflammation 

 

Tableau 5. Implication des cellules du système immunitaire adaptatif dans le développement de la 
résistance à l’insuline. Dans la colonne « cellules » sont mentionnées les conséquences sur le type 
cellulaire indiqué de la manipulation expérimentale décrite dans la colonne « Méthode/Modèle ».  

ND: régime normal ; HFD: régime riche en graisse ; AT: tissu adipeux ; CD4+: lymphocyte T CD4+; CD8+: 
lymphocyte T CD8+; Th1: lymphocyte T CD4+ Th1 (pro-inflammatoire); Treg : lymphocyte T régulateur 
exprimant Foxp3 : KO: invalidation génique; souris Rag1null : souris sans lymphocytes T et B fonctionnels; db/db: 
souris génétiquement obèses sans récepteur de la leptine fonctionnel; DTR: récepteur de la toxine diphtérique; DT: 
toxine diphtérique. B7: molécules exprimées par les cellules présentatrices d’antigènes reconnaissant CD28 sur 
les lymphocytes T et impliquées dans leur stimulation. (Chatzigeorgiou et al., 2014; Dobrian et al., 2013; Eller et 
al., 2011; Feuerer et al., 2009; Khan et al., 2014a; Nishimura et al., 2009; Priceman et al., 2013; Winer et al., 2009; 
Zhong et al., 2014).  
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L’IL-33 étant, comme pour les ILC-2, cruciale pour le maintien des Treg résidents du TA, sa baisse dans 

le TA lors de l’obésité pourrait contribuer à leur diminution (Ding et al., 2016). La baisse des Tregs 

entraînent une diminution de l’activité immunosuppressive locale en diminuant les concentrations 

locales de cytokines anti-inflammatoires  IL-10 et IL-5 (Pirola and Ferraz, 2017). Chez les rongeurs, 

lorsque les Tregs du TA sont supprimés expérimentalement, il a été observé une augmentation de 

l'inflammation du TA (niveaux élevés de TNFα, IL-6 et RANTES) et une diminution de la sensibilité à 

l'insuline (Feuerer et al., 2009) (tableau 5). 

L’augmentation de nombreux types cellulaires capables de sécréter de l’IL-17A (Th17, γδT, MAIT) 

pourrait également être un événement important dans le développement de la résistance à l’insuline 

(Carolan et al., 2015; Fabbrini et al., 2013; Magalhaes et al., 2015; Mehta et al., 2015). La cause de 

l’augmentation des γδT et des MAITs dans le TA des sujets obèses n’est pas connue. Pour les Th17, il 

a été montré que les cellules dendritiques, dont le nombre est augmenté dans le TA lors de l’obésité 

(Stefanovic-Racic et al., 2012), et les cellules souches des TA des sujets obèses étaient capable d’induire 

une polarisation Th17 ex vivo (Bertola et al., 2012; Eljaafari et al., 2015). L’augmentation de l’IL-17A 

pourrait inhiber l’expansion du TA puisque les souris invalidées pour l’IL-17A ont une masse grasse 

augmentée quel que soit le régime alimentaire. L’absence d’IL-17A pourrait pendant un certain temps 

améliorer la tolérance au glucose et la résistance à l’insuline. Par contre cet effet protecteur ne se 

manifeste plus chez des souris âgées ou alimentées avec un régime gras (Zúñiga et al., 2010).    

IV. CAUSES DES DYSFONCTIONS ET DE L’INFLAMMATION DES TISSUS 
ADIPEUX LORS DE L’OBESITE  

a. Origine intestinale de l’inflammation des tissus adipeux 

L’intestin joue un rôle important dans le développement de l’obésité. 3 à 4x1014 bactéries peuvent 

constituer la flore microbienne (ou le microbiote) intestinale soit approximativement le même nombre 

de cellule qu’un corps humain (Sender et al., 2016). L’importance du microbiote intestinal et son 

influence sur l’ensemble du corps a aussi été mis en évidence en transférant du microbiote de souris 

obèse ou de souris mince vers une souris axénique. Les premières ont pris plus de poids que les secondes 

sous le même régime (Turnbaugh et al., 2006). Le microbiote a été impliqué dans la régulation de 
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l’homéostasie énergétique chez l’humain (Khan et al., 2014b; Rosenbaum et al., 2015). Par exemple, il 

joue un rôle sur la satiété, la dépense d’énergétique, le stockage des graisses et l’extraction des calories 

de l’alimentation. Lors de l’obésité, la flore intestinale est modifiée et ceci entraine le développement 

de la résistance à l’insuline (Caricilli and Saad, 2014; Rescigno, 2014). Ceci pourrait être expliqué par 

une augmentation de la perméabilité intestinale bien que pour l’instant ce phénomène n’a été prouvé 

que chez la souris (Genser et al., 2016). Cette augmentation de la perméabilité intestinale serait la 

conséquence d’une altération de l’immunité innée et adaptative intestinale due aux changements de 

l’alimentation et du microbiote intestinal (Winer et al., 2017). Cette perméabilité accrue expliquerait 

l’augmentation de LPS circulant retrouvé chez les patients obèses (Geurts et al., 2014). Or, une injection 

chronique de LPS chez des souris minces induit l’inflammation du TA, une prise de poids, et la 

résistance à l’insuline (Caesar et al., 2012; Cani et al., 2007), suggérant un lien de causalité entre 

perturbation de la fonction de barrière intestinale, l’inflammation du TA, et résistance à l’insuline. 

b. Origine centrale de l’inflammation tissus adipeux  

Le système nerveux sympathique joue un rôle central dans la régulation du contrôle du métabolisme 

énergétique. Alors que l'activation sympathique aigu peut être souhaitable dans certaines circonstances, 

lors de l’obésité, la stimulation chronique du système nerveux sympathique notamment du système 

vasculaire musculaire et rénal  est susceptible d'augmenter le risque cardiovasculaire (Guarino, 

Nannipieri, Front Physiol 2017). Le tissu adipeux blanc est également innervé par le système 

sympathique qui stimule directement la lipolyse adipocytaire via les récepteurs bêta-adrénergiques et 

augmente le nombre d’adipocytes beiges. Cependant, il semblerait que l’innervation sympathique des 

tissus adipeux soit défectueuse lors de l’obésité chez l’homme (Bartness and Song, 2007). Comme le 

tonus sympathique semble requis pour l’expression de l’IL-33 dans le TA, lui-même nécessaire au 

maintien des cellules anti-inflammatoires ILC-2 et des Tregs (Ding et al., 2016), la baisse du tonus 

sympathique pourrait donc contribuer à l’inflammation. Cependant, il vient d’être montré que dans le 

TA brun la fonction des macrophages résidents conditionne le développement des terminaisons 

nerveuses des neurones sympathiques (Wolf et al., 2017). Si un tel lien existe également dans 
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l’innervation sympathique du TA blanc, ce serait plutôt la dysfonction des macrophages qui conduirait 

aux défauts d’innervation qui amplifieraient ensuite l’inflammation.   

  

c. Origine adipocytaire de l’inflammation des tissus adipeux 

Comme nous l’avons déjà vu, les adipocytes lors de l’obésité sécrètent des chimiokines capables 

d’attirer des macrophages et expriment à leur surface des protéines impliquées dans l’activation des 

neutrophiles. Quand l’invalidation de ces molécules trouvées augmentées dans l’adipocyte de souris 

obèses a été réalisée, elle améliore l’état inflammatoire du tissu adipeux et la résistance à l’insuline des 

animaux.  Ils expriment également rapidement après l’initiation d’un régime riche en lipides plus de 

complexe majeur d’histocompatibilité de classe II à leur surface, événement qui participe au 

développement de l’inflammation du TA et à la résistance à l’insuline (Deng et al., 2013). Il est donc 

concevable que l’alimentation riche en lipide altère les adipocytes, modifie leur profil d’expression 

génique en augmentant l’expression des molécules citées ci-dessus. Dans cette hypothèse, il faut 

comprendre les mécanismes moléculaires qui vont conduire aux perturbations du programme génique 

de l’adipocyte lors de l’obésité. Il a été montré qu’un stress oxydatif, un stress du réticulum 

endoplasmique, et un stress hypoxique se développaient au sein du tissu adipeux lors de l’obésité. Ces 

stress, comme je vais le décrire dans les paragraphes suivants, peuvent modifier les fonctions 

adipocytaires et participer à l’inflammation du TA.  

i. Stress oxydatif dans le TA, inflammation et résistance à l’insuline 

Le stress oxydatif est la résultante d’un déséquilibre dans la balance oxydants/antioxydants en faveur 

des agents oxydants ROS (« Reactive Oxygen Species ») pouvant entraîner des dommages cellulaires 

en induisant la peroxydation des lipides, des protéines, et de l’ADN (Atamer et al.). La cellule gère le 

stress oxydatif en adaptant la synthèse des antioxydants en fonction de leur niveau cellulaire. Le 

complexe protéique clé de la voie de réponse au stress oxydatif est composé de Nrf2 (nuclear factor 

(erythroid-derived 2-like 2), un facteur de transcription, et Keap1 (Kelch-like ECH-associated protein 
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1) comme censeur des ROS. En présence de ROS, Keap1 se dissociera de Nrf2 le laissant libre d’agir 

sur ses promoteurs cibles induisant l’expression d’enzymes antioxydantes. 

Le stress oxydatif se développe précocement dans les TA lors de l’obésité (Furukawa et al., 2004). Après 

8 semaines de régime riche en lipides et sucres, ce stress oxydatif est la conséquence de l’activation de 

la NADPH oxydase Nox4, qui est activée du fait de la production accrue de NADPH par la voie des 

pentoses phosphates. Plus tard, la production de ROS par l’adipocyte est due à la sollicitation des 

mitochondries pour l’oxydation des lipides (Den Hartigh et al., 2017). Un traitement avec un inhibiteur 

de NADPH oxydase corrige le stress oxydatif dans le TA et améliore l’inflammation du TA et la 

résistance à l’insuline (Furukawa et al., 2004). Cependant, l’invalidation de Nox4 dans l’adipocyte ne 

fait que différer le développement de l’inflammation du TA et de la résistance à l’insuline sans affecter 

le développement de l’obésité (Den Hartigh et al., 2017). L’implication du stress oxydatif dans le 

développement de la résistance à l’insuline lors de l’obésité apparaît donc plus complexe. De plus, il 

pourrait être également impliqué dans l’expansion du TA. En effet, l’invalidation de Nrf2 dans les 

adipocytes entraîne une diminution de l’obésité induite par un régime riche en lipides (Chartoumpekis 

et al., 2011). 

Un stress oxydatif dans l’adipocyte contribue au développement de l’inflammation in vivo (Den Hartigh 

et al., 2017) et in vitro en participant à l’activation des facteurs de transcriptions inflammatoires NFκb 

et AP1 (Mazière et al., 2009), augmentant la synthèse de chimiokines pro-inflammatoires (Ryu et al., 

2013), et inhibant l’expression de l’adiponectine (Kamigaki et al., 2006).  L’ajout de peroxyde 

d’hydrogène sur des adipocytes en culture active les MAPKs ERK 1/2, p38MAPK et JNK et de la kinase 

inflammatoire IKKβ induisant la phosphorylation sur les résidus sérine/thréonine d’IRS-1 et en 

conséquence une inhibition de la signalisation insulinique. Les ROS perturbent  aussi la liaison de 

C/EBP avec le promoteur de GLUT4, inhibant son expression (Pessler-Cohen et al., 2006). La 

production de ROS par l’adipocyte peut donc participer à l’inflammation du TA et à perturber ses 

fonctions métaboliques et endocrines. 

ii. Stress du réticulum endoplasmique, dysfonctions et inflammation du TA  
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La membrane réticulum endoplasmique (RE) est en continuité avec la membrane nucléaire et est le lieu 

de synthèse des protéines sécrétées et trans-membranaires, des lipides, et participe à l’homéostasie 

calcique. Toute anormalité dans la synthèse protéique, lipidique, et l’homéostasie calcique sera perçue 

par les voies de réponses aux stress du réticulum (UPR) afin de corriger les défauts existants en 

augmentant transcriptionnellement les gènes cibles de l’UPR. Trois voies sont activées de façon 

coordonnée la voie PERK, IRE-1/XBP1s, et ATF6 (Pagliassotti et al., 2016). 

Lors de l’obésité, il a été démontré que l’augmentation du stress du RE dans les tissus cibles de l’insuline 

-foie et tissu adipeux- est associée à l’augmentation  de la résistance à l’insuline (Ozcan et al., 2004) et 

de l’inflammation (Hotamisligil and Erbay, 2008). A l’inverse, inhiber le stress du RE chez des souris 

obèses avec le TUDCA entraine une diminution de l’inflammation du TA (Kawasaki et al., 2012).  

Le glucose, les acides gras non estérifiés, et le LPS que l’on retrouve augmentés lors de l’obésité, sont 

capables d’induire du stress du RE sur des adipocytes en culture (Gregor and Hotamisligil, 2007). Créer 

expérimentalement un stress du RE dans l’adipocyte a pour conséquence une inhibition de la voie de 

réponse à l’insuline du fait de l’activation des kinases JNK et IKKβ qui phosphorylant IRS-1 sur résidu 

sérine (Gual et al., 2005; Tanti and Jager, 2009). D’autres conséquences ont été observées comme 

l’augmentation de la lipolyse (Bogdanovic et al., 2015;  Deng et al., 2012), et l’induction de la sécrétion 

de cytokines pro-inflammatoires (Hotamisligil and Erbay, 2008; Kawasaki et al., 2012). L’activation de 

l’inflammation par un stress du RE dans l’adipocyte met en jeu les trois voies de l’UPR qui conduisent 

à l’activation des kinases IKKβ, JNK, des facteurs de transcription inflammatoires NFκB et AP1, et de 

l’inflammasome NLRP3 (Gregor and Hotamisligil, 2007; Ng et al., 2014). Un stress du RE dans 

l’adipocyte peut donc perturber les fonctions métaboliques de l’adipocyte et provoquer l’inflammation. 

Le stress du RE peut également engendrer un stress oxydant qui peut augmenter la réponse 

inflammatoire. L’inflammation et le stress oxydant peut aussi induire le stress du RE créant un cercle 

vicieux aggravant les anomalies métaboliques de l’adipocyte (Gregor and Hotamisligil, 2007). 

iii. Hypoxie, dysfonctions et inflammation du TA 



40 
 

L’hypoxie est définie par un manque d’oxygène qu’il soit au niveau cellulaire, tissulaire ou au niveau 

d’un organisme entier. La protéine clé de la réponse à l’hypoxie est HIF-1 (« Hypoxia inducible 

Factor ») (Brahimi-Horn and Pouysségur, 2007). Il s’agit d’un hétérodimère, HIF-1α et HIF1-β où seul 

le niveau de HIF-1α est dépendant de l’état hypoxique, sa dégradation étant inhibée en réponse à un 

manque d’oxygène (Kaelin and Ratcliffe, 2008; Moroz et al., 2009). Une fois stabilisée, HIF-1 induit la 

transcription de gènes cibles qui permettent à la cellule de s’adapter à la faible concentration en oxygène 

pour leur survie. 

L’adipocyte pourrait se retrouver en hypoxie du fait de défaut de vascularisation discuté dans le chapitre 

dédie (III.b.iii). Mais une hypoxie cellulaire a également été montrée à cause d’un problème de 

respiration mitochondriale dû aux acides gras et conduisant à une surconsommation en oxygène. Ceci 

entraîne la stabilisation de HIF-1α dans l'adipocyte (Lee et al., 2014) qui participe au développement de 

l’obésité et de la résistance à l’insuline lors d’un régime riche en graisses (Jiang et al., 2011).  

Mettre des adipocytes en culture en hypoxie inhibent la signalisation de l’insuline et les fonctions 

métaboliques induites par l’hormone de façon HIF-1-dépendante (Regazzetti et al., 2009) via 

l’inhibition de l’expression de Cavin-1 et Cavin-2 induisant la disparition des cavéoles, nécessaires à la 

signalisation insulinique (Regazzetti et al., 2015). L’hypoxie entraine une inhibition de la 

phosphorylation oxydative induisant la production de lactate (Wood et al., 2011). Elle inhibe la captation 

des acides gras et stimule la lipolyse (Yin et al., 2009). Elle inhibe la production d’adiponectine (Hosogai 

et al., 2007) et stimule la production de cytokines pro-inflammatoires en activant le facteur de 

transcription NFκB (Stuart Wood et al., 2009; Taylor et al., 2014). L’hypoxie augmente également 

l’expression de gènes cibles de l’UPR suggérant des interactions entre stress du RE et stress hypoxique. 

L’hypoxie participe également au développement du stress oxydant (Gregor and Hotamisligil, 2007; 

Trayhurn, 2013). 

Nous venons de voir que les stress qui se développent dans l’adipocyte sont interconnectés et conduisent 

à la dysfonction des adipocytes sur le plan métabolique et endocrine et activent les voies inflammatoires 

dans l’adipocyte (Malhotra and Kaufman, 2007; Marseglia et al., 2014). Sans oublier que les autres 
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cellules du tissus adipeux puissent être soumises aux mêmes stress, l’adipocyte en percevant ces stress 

(oxydatif, hypoxique, du RE) de façon précoce a le potentiel de déclencher les dysfonctions 

adipocytaires et l’inflammation du TA. L’ensemble de ces stress sont des stress génotoxiques connus 

pour activer la voie p53. Le chapitre suivant présentera de façon synthétique les connaissances actuelles 

sur cette protéine et de façon plus approfondie son implication dans le contrôle du métabolisme cellulaire 

et dans le développement des maladies métaboliques. 

V. P53   

a. Fonctions de p53 

Le gène TP53 codant pour p53 est connu comme le principal gène suppresseur de tumeur du fait de son 

activité liée à la protection du génome (Baker et al., 1989). P53 est souvent appelée « gardien du 

génome » pour ces mêmes raisons.  La perte de la fonctionnalité de p53 est  très fortement liée à la 

tumorigenèse (Hollstein et al., 1991). P53 fait partie d’une famille de facteurs de transcription composés 

de p53, p63 et p73 codés par trois gènes distincts (Fischer et al., 2014). Ils présentent une forte 

homologie entre eux et sont composés d’un domaine de trans-activation, d’un domaine de liaison à 

l’ADN et d’un domaine d’oligomérisation qui permet la formation d’un tétramère nécessaire à l’activité 

de liaison à l’ADN (Kern et al., 1991). Il existe de nombreuses isoformes de p53 dont on ne connait pas 

encore les fonctions mais qui pourraient agir comme des dominants négatifs de p53 compte tenu de leur 

structure (Marcel and Hainaut, 2009). P53 agit principalement en stimulant la transcription de 

programmes géniques spécifiques qui vont permettre de restaurer l’homéostasie cellulaire compatible 

avec la survie (Figure 9). En cas d’échec, p53 contrôlera l’expression d’autres programmes géniques 

qui causeront l’apoptose ou la sénescence (Figure 9) (Agarwal et al., 1995; Fridman and Lowe, 2003; 

Speidel, 2015; Vousden and Prives, 2009; Xue et al., 2007). De manière indirecte, p53 peut inhiber 

l’expression d’un gène en empêchant la liaison d’autres activateurs de transcription sur un promoteur 

(Ho and Benchimol, 2003). P53 a également un rôle au niveau de la mitochondrie et participe au contrôle 

qualité de ces organelles (Vaseva and Moll, 2009). Dans la suite, nous parlerons uniquement de la 

fonction transcriptionnelle de p53.  
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b. Activation de p53 

P53 est activé par des oncogènes et des stress génotoxiques, c’est-à-dire générant des dommages à 

l’ADN, comme l'hypoxie, le stress oxydatif, et l’inflammation (Vousden and Prives, 2009) (figure 9), 

stress présent dans le TA lors de l’obésité comme décrit dans les paragraphes précédents. Ces stress 

provoquent chacun une cascade de signalisation spécifique conduisant à la stabilisation de p53 et à 

l’augmentation de son activité transcriptionnelle.  

 

 

Figure 9. Causes et conséquences de l’activation de p53 dans l’obésité. 
p53 est activé par de nombreux stress comme les oncogènes, la déplétion en nucléotides, la perturbation 
des nucléoles, l’augmentation de la température, le stress oxydatif, les dommages à l’ADN (comprenant 
les cassures simples et doubles brins, le raccourcissement des télomères…), l’hypoxie, le stress 
ribosomal et l’inflammation. De plus, la plupart des stress sont capables d’engendrer un ou plusieurs 
des autres. Certains de ces liens sont représentés sur le schéma. En orange sont les stress retrouvés dans 
l’adipocyte lors de l’obésité. L’activation de p53 peut engendrer de nombreuses conséquences orientant 
la cellule vers une tentative de réparation des dommages ou à défaut vers la sénescence ou la mort. 
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La principale régulation de p53 est dû à MDM2 (souris double minute 2 homologue) (Haupt et al., 1997; 

Momand et al., 1992) avec lequel ils forment un complexe inhibiteur. La dissociation de ce complexe 

est nécessaire à l’activité de p53 comme décrit dans la figure 10. Le niveau d’expression de MDM2 est 

important car en cas de faible expression, p53 ne sera que mono-ubiquitiné n’induisant qu’une inhibition 

de son activité transcriptionnelle et non sa dégradation (Li et al., 2003). Ainsi les taux d’expression de 

p53 et de MDM2 sont fortement liés.  

En cas de dommage à l’ADN, une cascade de réponse spécifique se déclenche pour aboutir à la 

dissociation entre MDM2 et p53. Elle commençant par la phosphorylation de l’histone H2AX (en γH2AX) 

par la kinase ATM et la liaison de γH2AX au niveau des cassures doubles brins de l’ADN. Les kinases 

ATR et DNA-PK peuvent également remplir cette fonction. La cascade de signalisation induite par ces 

événements et conduisant à la stabilisation de p53 est représentée dans la figure 11. La spécificité de la 

réponse transcriptionnelle dépendra aussi des différentes modifications post-traductionnelles sur p53 ou 

MDM2 (Meek, 2015). 

 

 

Figure 10.  Régulation de p53 par MDM2. P53 et MDM2 sont à la fois effecteur et cible l’un de l’autre. 
P53 comme facteur de transcription activant l’expression de MDM2 et MDM2 comme E3 ubiquitine ligase 
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entrainant la dégradation de p53. P53 est exprimé constitutivement et dégradé dans le protéasome tant qu’il forme 
un complexe avec MDM2. Afin que p53 soit actif, il faut dans un premier temps stabiliser la protéine p53 en 
dissociant le complexe MDM2-p53. 

 

 

   

Figure 11. Cascade de réponse aux dommages à l’ADN et activation de p53. Lors de de l’apparition 
de dommage à l’ADN, 3 phases sont induites : les senseurs (comme Ku70 et K80 et le complexe MRN) vont 
détecter les cassures, induire l’action de traducteurs (comme DNA-PKs, ATM, ATR, CHK1 et 2) qui induisent 
l’action d’effecteurs (ici p53). Les cassures doubles brins sont reconnues par le complexe protéique Ku70-K80, 
recrutant et activant par phosphorylation les DNA-PKs qui phosphorylent à leur tour les histones H2AX en γ H2AX. 
Les DNA-PK activées peuvent aussi induire directement la réparation de l’ADN, indépendamment de γH2AX. 
ATM et ATR s’activent par autophosphorylation en réponse aux dommages à l’ADN et vont aussi phosphoryler 
H2AX en γH2AX. Ils induisent ensuite l’activation par phosphorylation de CHK1 et CHK2, qui vont eux-mêmes 
stabiliser p53 en phosphorylant p53 et MDM2 induisant la séparation du complexe inhibiteur. ATM stabilise et 
active p53 de 3 manières : en rendant inactif MDM2, en stabilisant p53 et en activant p53. ATM inhibe fortement 
l’activité de MDM2 par phosphorylation (MDM2 Ser395), l’empêchant d’interagir avec p53. ATM stabilise la 
protéine p53 en activant l’expression d’USP10 (Ubiquitin Specific Peptidase 10) qui va cliver les ubiquitines sur 
p53. Et enfin ATM active p53 en le phosphorylant sur Ser15 (Ser18 chez la souris) directement ou via CHK2, 
empêchant aussi son interaction avec MDM2. Les cassures doubles brins sont aussi reconnues par le complexe 
protéique (MRN) recrutant un homodimère inactif de kinases ATM et entraînant son activation par 
autophosphorylation. ATM est activé par phosphorylation sur Ser1981 le libérant ainsi de son complexe inhibiteur. 
Figure adaptée d’après (Bakkenist and Kastan, 2003; Meek, 2009; So et al., 2009). 

c. P53 et métabolisme cellulaire 

En situation physiologique, p53 contrôle le métabolisme du glucose, des lipides et le métabolisme 

énergétique de la cellule. P53 joue un rôle sur l’ensemble des étapes de la glycolyse conduisant à son 

inhibition comme résumé dans la figure 12. Par contre, p53 augmente l’efficacité du cycle de Krebs et 
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donc la phosphorylation oxydative en favorisant la création d’intermédiaire du cycle de Krebs et en 

induisant la respiration mitochondriale (figure 13). P53 semble être à la fois capable d’inhiber (Sahin et 

al., 2011; Zhang et al., 2014) et de stimuler (Goldstein et al., 2013; Minamino et al., 2009; Wang et al., 

2013a) la synthèse de novo de glucose. La figure 14 illustre par quel mécanisme p53 peut inhiber la 

néoglucogenèse. 

P53 a été démontré comme inhibant la synthèse des lipides via l’inhibition de SREBP1c, connu pour 

réguler positivement de nombreux gênes clés de la synthèse de lipide. Le facteur de transcription p53 

inhibe SREBP1c de manière directe et par l’augmentation d’expression de la Lipine1 (Berkers et al., 

2013; Gottlieb and Vousden, 2010). TP53 induit aussi des effets anti-lipogéniques en activant la 

synthèse d’œstrogène par l’aromatase (Wang et al., 2013b). De plus, p53 inhibe la glycolyse, productrice 

importante d’Acetyl-CoA, lui-même substrat majeur de la lipogénèse. De même p53 active l'oxydation 

des acides gras par un mécanisme qui pourraient mettre en jeu la guanidinoacétate méthyltransférase 

(GAMT) et la créatine lorsqu’un niveau cellulaire bas en énergie est détecté (Maddocks and Vousden, 

2011). 
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Figure 12. Résumé des actions de p53 sur la 
glycolyse. De manière générale p53 inhibe la 
glycolyse. P53 régule négativement l’expression des 
principales enzymes de la glycolyse directement, 
pour l’Aldolase, ou via le microARN Mir34a les 
hexokinases HK1 et HK2, la glucose 6 phosphate 
isomérase et la PGK (phosphoglycérate kinase) (Kim 
et al., 2013).Dans le but d’orienter la glycolyse vers 
la voie des pentoses phosphates, induit l’expression 
de TIGAR augmentant l’expression de l’hexokinase 
HK2 et des enzymes principales de la voie des 
pentoses phosphates (Cheung et al., 2012).TIGAR 
bloque aussi la glycolyse en aval du carrefour 
métabolique avec la voie des pentoses phosphates par 
l’inhibition d’expression de PFK1(Bensaad et al., 
2006).  
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Figure 13. Effet de p53 sur la phosphorylation oxydative. L’entrée principale du cycle de Krebs se fait 
par l’acétyl-CoA, véritable carrefour métabolique. P53 induit le cycle de Krebs en favorisant d’une part la 
production d’acétyl-CoA et en inhibant son utilisation vers d’autres voies. Ainsi, p53 active la PDH (pyruvate 
déshydrogénase) en inhibant l’expression de PDK1 et PDK2 (Pyruvate Déshydrogénase kinase 1 et 2) dont 
l’activité kinase induit une inhibition de la PDH (Contractor and Harris, 2012; Kim et al., 2013). De même, p53 
induit l’expression de PARK2 (parkine), activateur de la PDH (Zhang et al., 2011). Dans le même temps, p53 
inhibe la voie de synthèse du lactate à partir de pyruvate en diminuant l’expression de la LDH (lactate 
déshydrogénase) (Kim et al., 2013). Pour aider au fonctionnement du cycle de Krebs, p53 augmente l’expression 
de GLS2 (Glutaminase 2) catalysant la réaction de transformation de la glutamine en glutamate, substrat pouvant 
être transformé en a-cetoglutarate (Hu et al., 2010). Enfin, p53 améliore la respiration mitochondriale en 
augmentant l’expression de SCO2 ((synthesis of cytochrome c oxidase 2) qui avec SCO1 forment le complexe 
COX (Cytochrome C oxydase) (Matoba et al., 2006). LDH = Lactate Déhydrogénase ; COX = Complexe 
cytochrome C Oxydase ; SCO1/2 = synthesis of cytochrome c oxidase 1/2 ; GLS2 = Glutaminase 2 ; PARK2 = 
parkine ; PDK1/2 = Pyruvate Déshydrogénase kinase 1/2 

 

Figure 14. Inhibition de la 
néoglucogenèse par p53. P53 
induit l’expression de SIRT6 
(sirtuin 6), qui inhibe la 
translocation du facteur de 
transcription Fox01 vers le noyau. 
FoxO1 (forkhead box protein O1) ne 
peut plus activer la néoglucogenèse 
via l’expression de deux enzymes 
majeures, PCK1 

(phosphoenolpyruvate 
carboxykinase 1) et G6PC (glucose-
6-phosphatase), ni inhiber 
l’expression de la glucokinase 
(Zhang et al., 2014). 
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De manière intéressante p53 a des effets sur le métabolisme cellulaire opposés à ceux de l’insuline 

(figure 15). De plus, P53 et la voie de signalisation à l’insuline sont capables de s’inhiber l’un l’autre 

comme démontré sur la figure 16, suggérant qu’ils jouent l’un pour l’autre un rôle de contrôle négatif 

en condition physiologique. P53 semble être un bon candidat pour expliquer le développement de la 

résistance à l’insuline. 

 

 

 

 

Figure 15 : P53 et l’insuline agissent de manière opposée sur le métabolisme. D’après (Strycharz et al., 2017). 
Les fonctions métaboliques sont représentées en bleu quand elles sont stimulées et en rouge quand elles sont 
inhibées. 
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Figure 16. Autorégulation entre p53 et la voie de réponse à l’insuline. L’insuline active la PKB qui 
phosphoryle MDM2 sur Ser166 et Ser186 (Gottlieb et al., 2002), avec pour conséquence une inhibition de l’auto-
ubiquitination de MDM2 (Feng et al., 2004), sa translocation vers le noyau (Mayo and Donner, 2001) et une 
augmentation de la dégradation de p53. P53 est capable d’inhiber la cascade de réponse à l’insuline en augmentant 
l’expression de PTEN qui déphosphoryle PIP3 en PIP2. 

d. P53 et maladies métaboliques 

L’expression de p53 est augmentée lors de l’obésité dans le TA et le foie. Dans les souris génétiquement 

obèses ob/ob, car déficientes en leptine, la protéine p53 et sa forme active phosphorylée, P-Ser15-p53 

sont retrouvées augmentées dans le foie et dans le TA (Minamino et al., 2009; Yahagi et al., 2003, 2004). 

Chez des souris obèses agouti ou des souris soumises à un régime riche en graisses et en sucres, les 

mêmes résultats sont retrouvés au sein du TA : p53 est surexprimé, stabilisé et activé dans la fraction 
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adipocytaire et dans la fraction stroma-vasculaire (Minamino et al., 2009). L’étude de Tchkonia et al. 

montre que les cellules endothéliales et pré-adipocytaires du TA de rats et de sujets obèses sont plus 

fréquemment en sénescence (Tchkonia et al., 2010), suggérant une activation accrue de p53 au moins 

dans ces cellules de la fraction stroma-vasculaire lors de l’obésité. De plus, l’expression de TP53 est 

également augmentée dans les cellules endothéliales (CD31+/CD45-) isolées à partir de vaisseaux 

sanguins irrigants le poumon et le muscle squelettique de souris soumises à un régime riche en graisses 

et sucres (Yokoyama et al., 2014).  Chez l’Homme une augmentation d’expression de l’ARNm TP53 et 

de la protéine p53 a été décrite dans le tissu adipeux omental de sujets obèses (Ortega et al., 2014). De 

manière intéressante, Homayounfar et al. a mesuré l’expression de p53 dans les tissus périphériques de 

rats soumis à un régime riche en graisse (Homayounfar et al., 2015)  :  p53 a été trouvé fortement 

exprimé à la fois dans les tissus cibles classiques de l'insuline (adipeux, musculaire et hépatique) mais 

aussi dans d'autres (rein et intestin grêle). Il est donc possible que p53 puisse jouer un rôle encore plus 

global dans les pathologies liées à l’obésité. 

1. P53 : protecteur ou inducteur des maladies métaboliques ? 

L’invalidation globale de p53 chez des souris soumises à un régime riche en graisse induit sur le court 

terme une augmentation importante de leur masse grasse sans prise de poids (Molchadsky et al., 2013) 

et sur le long terme une prise de poids et une stéatose hépatique (Wang et al., 2013a). L’expression de 

p53 est donc requise pour limiter la prise de masse grasse et le développement de la stéatose hépatique 

lors de l’obésité.  Cette augmentation de l’adiposité pourrait venir d’une augmentation de l’adipogenèse 

blanche, normalement inhibée par p53 (Huang et al., 2014; Molchadsky et al., 2013; Okita et al., 2014). 

Cette hypothèse est appuyée par l’augmentation du niveau d’expression de PPARγ chez des souris 

invalidées pour p53 et soumises à un régime riche en graisse (Molchadsky et al., 2013). 

L’absence du site de phosphorylation Ser18 sur p53 (modèle de souris KI-TP53 Ser18Ala) qui devrait 

conduire à un faible niveau d’expression de p53 provoque une intolérance au glucose et la résistance à 

l’insuline sous régime normal. A l’inverse, les souris « super p53 » qui expriment une copie 

supplémentaire de p53 ont une meilleure tolérance au glucose et sont plus sensibles à l’insuline (Franck 

et al., 2012). Par contre, dans un contexte d’obésité, la perte d’une copie de TP53 chez les souris 
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génétiquement obèses Agouti améliore leur tolérance au glucose et leur résistance à l’insuline 

(Minamino et al., 2009), suggérant que p53 peut contribuer lors de l’obésité au développement des 

complications métaboliques. 

Il semblerait donc qu’en situation physiologique p53 soit nécessaire à l’homéostasie métabolique. Par 

contre lors de l’obésité, il participerait au développement des maladies métaboliques. Les paragraphes 

suivants décrivent l’implication de l’activation de p53 dans les tissus/organes importants du contrôle du 

métabolisme pour le développement des pathologies métaboliques. 

De façon intéressante, un polymorphisme sur le codon 72 de p53, conduisant au remplacement d’une 

proline par une arginine prédispose au développement du diabète de type 2. Ce polymorphisme 

contribue également à l’association entre IMC et diabète de type 2. La modification génétique de ce 

codon chez la souris (KI P72R) augmente le développement de l’obésité et de la résistance à l’insuline. 

Donc, une perturbation de fonction de p53, peut chez l’homme contribuer aux développements des 

maladies métaboliques (Kung et al., 2016).  

2. P53 et hépatocytes 

La NAFLD (maladie du foie gras non alcoolique) est le terme général définissant des anomalies 

hépatiques telles que la stéatose hépatique et la stéato-hépatite non alcoolique (NASH), ce qui peut 

entraîner une fibrose, une cirrhose et un carcinome hépatocellulaire (Patil and Sood, 2017). Dans des 

souris ob/ob et un modèle de souris génétiquement modifiées développant des NAFLD, p53 est 

surexprimé dans le foie et est responsable des lésions hépatiques observées. P53 est aussi impliqué dans 

l’apoptose des hépatocytes dans le NAFLD (Panasiuk et al., 2006). P53 induit aussi une accumulation 

de ROS dans les cellules du foie aggravant la progression de la stéato-hépatite (Tomita et al., 2012). La 

pifithrin-α (inhibiteur sélectif de l'activité transcriptionnelle de p53) administrée à des souris 

développant une NAFLD sous régime riche en graisse active la β-oxydation des acides gras, diminuant 

le taux d'accumulation de lipide hépatique et donc la stéatose hépatique mais aussi le stress oxydatif et 

l’apoptose des cellules du foie (Derdak et al., 2013). Ces résultats appuient l’idée que p53 joue un rôle 

majeur dans le développement des maladies métaboliques dans le foie. 
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3. P53 et cellule β- pancréatiques 

L’hyperglycémie chronique induit du stress oxydatif et du stress du RE dans les cellules β-pancréatiques 

et l’expression de p53, suggérant fortement un lien entre p53 dans les cellules β  du pancréas et la 

glucotoxicité (Hoshino et al., 2014; Lovis et al., 2008).  De plus, l’inhibition de p53 spécifiquement dans 

ces cellules évite la mort des cellules β soumises à un stress gluco-toxique (Li et al., 2016). Les 

dommages à l’ADN et l’induction de p53 participeraient à l’apoptose des cellules β dans le diabète de 

type 2 (Tornovsky-Babeay et al., 2014). 

4. P53 et cellules endothéliales 

L’étude de Yokayama et al. a démontré que l’activation de p53 dans les cellules endothéliales lors de 

l’obésité participe également au développement de la résistance à l’insuline. Un KO spécifique de p53 

dans les cellules endothéliales protège les souris du développement de l’obésité et de la résistance à 

l’insuline normalement observée lors d’un régime riche en graisse et en sucre. L’effet inverse est 

observé, lorsque p53 est surexprimé dans ces cellules chez des souris soumises cette fois à un régime 

normal. Ces effets seraient médiés par des défauts des mitochondries et de transport de glucose dans le 

muscle squelettique. (Yokoyama et al., 2014). 

5. P53 et tissu adipeux 

L’équipe de Minamino a démontré le rôle majeur de p53 dans le développement de l’insulino résistance. 

Un KO spécifique de TP3 dans l’adipocyte mature protège de la résistance à l’insuline et de l’intolérance 

au glucose induites par un régime riche en graisses et sucres. A l’inverse sa surexpression spécifique 

dans l’adipocyte mature induit une résistance à l’insuline chez des souris sous régime normal sans 

changement de masse maigre ou grasse. De manière intéressante la modulation d’expression de p53 

induit des conséquences sur l’inflammation du TA. En absence de TP53 dans l’adipocyte chez des souris 

obèses, l’état inflammatoire du TA est diminué alors que sa surexpression chez des souris minces induit 

un état inflammatoire, mesuré par une augmentation d’expression de TNFα et de CCL2 (Minamino et 

al., 2009). 
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Une autre étude menée par ce groupe a suggéré que Sema3E (semaphorine 3E) et son récepteur, 

plexinD1, pourraient jouer un rôle dans le développement de la résistance à l’insuline en créant une 

inflammation des tissus adipeux lors de l'activation du p53 dans un modèle d’obésité induite par 

l'alimentation (Shimizu et al., 2013). L’expression de ces deux protéines, semaphorine 3E/plexine D1, 

est augmentée dans le tissu adipeux de souris soumises à un régime riche en sucres et en graisses alors 

qu’elle est diminuée dans les souris ayant un KO spécifique de p53 dans l’adipocyte. Ceci suggérant 

que l’activation de TP53 induise l’expression de la sémaphorine 3E dans les adipocytes de souris obèses. 

Cet axe semaphorine 3E/plexine D1 lors de l’obésité favoriserait l’inflammation en recrutant et activant 

les macrophages dans le tissu adipeux de façon plexin D1 dépendante alors que la perturbation de 

l’interaction entre ces deux protéines contribue à améliorer les paramètres métaboliques des souris 

(Shimizu et al., 2013). Il est donc clair que p53 dans l’adipocyte joue un rôle majeur dans le 

développement de la résistance à l’insuline lors de l’obésité.  

P53 semble aussi jouer un rôle sur les cellules stroma-vasculaire du TA. Une étude démontre que 

l’activité de p53 dans les pré-adipocyte induit leur sénescence en réponse à concentration élevé en acide 

gras estérifié (Chen et al., 2012). Les pré-adipocytes, lorsqu’ils deviennent sénescents, produisent des 

cytokines pro-inflammatoires (Tchkonia et al., 2010). L’activation de p53 dans le préadipocyte, en 

induisant sa sénescence, peut provoquer une inflammation du TA. 

Pour résumer, lors de l’obésité l’expression de p53 est augmentée dans les tissus sensibles à l’insuline 

et peut induire une résistance à l’insuline, voire être responsable de l’hypo-insulinémie observée lors de 

syndrome métabolique.  

e. Rôle de TP63 et TP73 dans le développement des maladies métaboliques. 

P63 et p73, les autres membres de la famille de p53, semblent aussi être impliqués dans le contrôle du 

métabolisme gluco-lipidique mais de manière opposée. Le KO général de p63 dans la souris entraine 

une obésité, une insulino résistance liée à l’âge et une intolérance au glucose (Su et al., 2012). Au 

contraire, les souris p73 KO sont plus tolérantes au glucose et sensible à l’insuline lors d’un régime riche 

en graisse, surement car elles grossissent moins que les contrôles. Cependant, ces souris vieillissent plus 
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vite, probablement à cause d’un dysfonctionnement de la chaine respiratoire entrainant une 

accumulation de ROS (Rufini et al., 2012).  

 

 

Il semble clair que les membres de la famille de p53, et plus particulièrement p53, sont impliqués dans 

le contrôle du métabolisme gluco-lipidique. Une activation de p53 induite par un stress métabolique 

chronique (un régime riche en graisses et/ou sucres) dans certains types cellulaires peut participer au 

développement de la résistance à l’insuline. Peu d’études se sont intéressées aux causes et aux 

conséquences de l’activation de p53 dans les adipocytes matures. L’objectif de mon travail de thèse 

présenté dans l’article ci-après a été de déterminer des causes possibles de l’activation de p53 et de 

m’intéresser aux conséquences de cette activation sur les fonctions adipocytaires et qui pourraient 

participer au développement de la résistance à l’insuline lors de l’obésité. 

  



55 
 

 
 
 
 
 
 
ARTICLE : 
DNA Damage and the activation of the 
p53 Pathway Mediate Alterations in 
Metabolic and Secretory Functions of 
Adipocytes 
  



Bastien Vergoni,1,2 Pierre-Jean Cornejo,1,2 Jérôme Gilleron,1,2 Mansour Djedaini,1,2

Franck Ceppo,1,2 Arnaud Jacquel,2,3 Gwennaelle Bouget,1,2 Clémence Ginet,1,2

Teresa Gonzalez,1,2,4 Julie Maillet,5,6,7 Véronique Dhennin,5,6,7 Marie Verbanck,5,6,7

Patrick Auberger,2,3 Philippe Froguel,5,6,7,8 Jean-François Tanti,1,2 and
Mireille Cormont1,2

DNA Damage and the Activation of the
p53 Pathway Mediate Alterations in
Metabolic and Secretory Functions of
Adipocytes
Diabetes 2016;65:3062–3074 | DOI: 10.2337/db16-0014

Activation of the p53 pathway in adipose tissue contributes
to insulin resistance associated with obesity. However, the
mechanisms of p53 activation and the effect on adipocyte
functions are still elusive. Here we found a higher level of
DNA oxidation and a reduction in telomere length in adipose
tissue of mice fed a high-fat diet and an increase in DNA
damage and activation of the p53 pathway in adipocytes.
Interestingly, hallmarks of chronic DNA damage are visible
at the onset of obesity. Furthermore, injection of lean mice
with doxorubicin, a DNA damage-inducing drug, increased
the expression of chemokines in adipose tissue and pro-
moted its infiltration by proinflammatory macrophages
and neutrophils together with adipocyte insulin resistance.
In vitro, DNA damage in adipocytes increased the expres-
sion of chemokines and triggered the production of che-
motactic factors for macrophages and neutrophils. Insulin
signaling and effect on glucose uptake and Glut4 translo-
cation were decreased, and lipolysis was increased. These
events were prevented by p53 inhibition, whereas its acti-
vation by nutlin-3 reproduced the DNA damage-induced
adverse effects. This study reveals that DNA damage in
obese adipocytes could trigger p53-dependent signals in-
volved in alteration of adipocyte metabolism and secretory
function leading to adipose tissue inflammation, adipocyte
dysfunction, and insulin resistance.

Insulin resistance is associated with obesity and is a major
risk factor for type 2 diabetes. Adipose tissue (AT) plays
an important role in glucose and lipid homeostasis (1,2),
and AT dysfunction associated with obesity has emerged
as a critical event for the development of insulin resis-
tance. Low-grade inflammation and oxidative and hypoxic
stresses both develop in obese AT and are involved in the
alteration of adipocyte functions (3–6). Therefore, activa-
tion of stress-signaling pathways in adipocytes is critically
involved in AT dysfunction and insulin resistance (7–10).

The tumor suppressor p53 has recently emerged as a
novel regulator of metabolic homeostasis and adaptation to
nutritional changes in different organs, including AT (11–13).
A role for the alterations of p53 activation has thus been
proposed in metabolic diseases such as diabetes and obesity.
Indeed, activation of p53 was reported in AT of genetically
and high-fat/high-sugar obese mice (14,15), and invalidation
of p53 in adipocytes was shown to protect obese mice from
insulin resistance and reduce AT inflammation (15). Con-
versely, p53 overexpression in adipocytes triggers insulin re-
sistance and the expression of proinflammatory cytokines in
AT (15). Despite the significance of p53 activation in obese
AT, its role in the alterations of adipocyte functions and the
causes of its activation in obese AT are poorly understood.
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The p53 pathway is a key effector of the DNA damage
response (DDR) and is activated by several stressors that
induce DNA lesions, the most deleterious one being DNA
double-strand breaks (DSBs) (16). The oxidative stress oc-
curring in AT of obese subjects is among the several possible
stressors (4,15). We thus hypothesized that nuclear DNA
damage in adipocytes triggers the activation of the p53 path-
way leading to metabolic and endocrine dysfunctions in ad-
ipocytes and to systemic propagation of deleterious signals
for insulin sensitivity.

RESEARCH DESIGN AND METHODS

Cell Culture
Human visceral preadipocytes from lean subjects without
diabetes (Biopredic, Rennes, France) and 3T3-L1 cells were dif-
ferentiated into adipocytes as previously described (17,18).
Small interfering (si)RNA (Dharmacon) transfection was per-
formed with INTERFERin (Ozyme, St Quentin-en-Yvelines,
France) as previously described (19). RAW 264.7 and RAW-
Blue (InvivoGen) macrophages were maintained in DMEM–
5% heat-inactivated FCS. RAW-Blue expressed secreted
embryonic alkaline phosphatase under the control of nu-
clear factor-kB (NF-kB) and activator protein-1. Human
mononucleated cells were isolated from blood using Ficoll
Hypaque, and monocytes were enriched and differenti-
ated into M0 macrophages, as previously described (20).
Volunteers signed an informed consent according to the
Declaration of Helsinki and recommendations of an in-
dependent scientific review board.

Animal Studies
Male mice were purchased from Charles Rivers Laboratory
(St-Aubin-lès-Elbeuf, France). Mice (ob/ob and ob/+) were used
at 14 weeks of age. C57BL6/J mice were used for high-fat
diets (HFD) experiments (45 or 60 kcal% fat; ssniff Spezial-
diäten GmbH, Soest, Germany) started at 7 weeks of age and
continued for 2, 4, or 18 weeks (Supplementary Table 1). At
age 15 weeks, C57BL/6J mice were injected for 42 h with
doxorubicin (2 mg/kg; Sigma-Aldrich) or 0.9% NaCl for epi-
didymal (epi)AT analysis. An intraperitoneal glucose tolerance
test (IPGTT) was performed after starvation for 6 h, as pre-
viously described (21). The Nice/Sophia-Antipolis University
Animal Care Committee approved all studies.

Measurement of Insulin Signaling and Metabolism in
Adipocytes
Insulin signaling, 2-[3H]deoxyglucose uptake, Glut4 trans-
location, and lipogenesis on isolated adipocytes were deter-
mined as previously described (22). Glycerol content in the
medium was determined as a readout of adipocyte lipolysis
using the GPO-Trinder colorimetric assay (Sigma-Aldrich).

Flow Cytometry Analysis of AT Immune Cells
The stromal vascular fraction (SVF) cells obtained after epiAT
treatment with collagenase (21) were incubated 15 min with
Fc block, resuspended in dedicated buffer, and stained for
30 min at 4°C with fluorochrome-conjugated specific anti-
bodies or control isotypes to quantify macrophages (F4/80
and CD11c), neutrophils (Lys6G and CD11b), and T (CD3) or

B (B220) lymphocytes. The labeling was analyzed by flow
cytometry using a MACSQuant cytometer (Miltenyi) and
FlowJo software (TreeStar).

Immune Cells Chemotaxis and Activation Assays
Chemotaxis of RAW 264.7 and human M0 macrophages
induced by adipocyte-conditioned media (AdCM) was
assessed by Boyden chambers assay (8-mm pores, BD Bio-
science). Cells that were migrated at the filter’s lower face
were labeled with crystal violet and counted in five ran-
domly selected areas. For macrophage activation, secreted
embryonic alkaline phosphatase activity was quantified in
the media of RAW-Blue cells. RNAs were prepared for the
analysis of polarization marker expression. Human M0
polarization was determined by the quantification of the
surface expression of M0, M1, and M2 markers, as pre-
viously described (20).

To quantify neutrophil migration against AdCM, 23 105

white blood cells were plated in the upper chamber of
Boyden chambers (3-mm pores). Cells in the lower cham-
ber were labeled 2 h later with fluorescein isothiocyanate
(FITC)–coupled Lys6G and phycoerythrin-coupled CD11b
antibodies before flow cytometry analysis.

Immunofluorescence Studies
Snap-frozen epiAT was embedded in optimal cutting
temperature medium, and 15-mm sections were fixed in
4% paraformaldehyde, incubated in 10 mmol/L glycine,
washed, and incubated in PBS, 2% BSA, and 0.1% Tween-
20. Adipocytes from epiAT were isolated by collagenase
digestion, as previously described (21), and were fixed as
above. The AT sections or isolated adipocytes were then
incubated with the indicated antibodies and DAPI, washed,
and mounted. Images were quantified using motion-tracking
software (23).

The three-dimensional imaging of solvent-cleared organs
(3DISCO) tissue-clearing method (24) was adapted to AT.
EpiAT was fixed in 3% paraformaldehyde and successively
washed in PBS containing 0.2% Triton X-100, or 0.2% Tri-
ton X-100 and 20% DMSO, or 0.1% Tween-20, 0.1% Triton
X-100, 0.1% deoxycholate, 0.1% NP40, and 20% DMSO
for 24 h each. EpiAT was then incubated overnight in PBS,
0.2% Triton X-100, 10% DMSO, and 0.3 mol/L glycine and
blocked by adding 6% BSA for 2 days. After two washes in
PTwH (PBS, 0.2% Tween-20, and 0.001% heparin), samples
were incubated 2 days with FITC-labeled anti–g-H2AX
antibody, Alexa Fluor 647 phalloidin, and DAPI in PTwH,
5% DMSO, and 3% BSA, and washed in PTwH for 2 extra
days. The clearing was performed by successively using 50%,
75%, and 100% tetrahydrofuran, 3 h each time, and finally,
with dibenzyl ether for 2 h before confocal acquisition and
image analysis with Fiji software.

Microarray Analysis
RNA was isolated from 3T3-L1 adipocytes using RNeasy Lipid
Tissue Kit (Qiagen), quantified by a NanoDrop ND-1000, and
the quality verified with an Agilent 2100. Complementary
RNA was prepared using TargetAmp Nano-g Biotin-aRNA
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labeling for the Illumina System (Epicentre) and hybridized
to Illumina Mouse WG-6 v2.0 BeadArrays. Microarray data
were normalized and analyzed using the R software limma
package (25). We performed a background correction using
negative controls on the raw data, applied a quantile nor-
malization using positive controls, followed by a log2 trans-
formation, and applied a 1% threshold on the detection
P values, which led us to consider 13,314 genes as expressed.
We performed ANOVA using the limma “eBayes” proce-
dure. P values were corrected for multiple testing using
the Benjamini-Hochberg method to control the false dis-
covery rate with a 5% threshold.

Reactive Oxygen Species, DNA Oxidation, and
Telomere Length Determination
Reactive oxygen species (ROS) was quantified in 30-mm
epiAT sections using dihydroethidium, as previously described
(15), or in isolated adipocytes using the ROS probe 29,79-
dichlorodihydrofluorescein diacetate (H2DCFDA; 10mmol/L).
Adipocytes were recovered by centrifugation on dinonyl
phthalate and resuspended in H2O2 before fluorescence
measurement. DNA was prepared from snap-frozen epiAT
(DNeasy Blood & Tissue Kit; Qiagen). Amounts of 8-hydroxy-
2-deoxyguanosine (8-OHdG) were determined using an EIA kit
(StressMarq Biosciences Inc.) following the manufacturer’s rec-
ommendations. Real-time quantitative PCR (qPCR) was used
that compares the telomere repeat sequence copy number
to a single copy albumin gene.

Western Blotting and Real-Time qPCR
Cells were lysed, and immunoblotting was performed, as
previously described (26), using indicated antibodies. RNA
preparation and real-time qPCR were performed as pre-
viously described (26). Primers were from SABiosciences
(Qiagen). The PCR data were analyzed with the compara-
tive cycle threshold (DDCt) quantitation method.

Statistical Analysis
Data are expressed as the mean6 SEM. Differences among
groups were compared using ANOVA with post hoc analy-
sis for multiple comparisons and the Mann-Whitney test or
Student t test when only two groups were compared. Cor-
relation analysis was done by the Spearman test. Statistical
analyses were performed using GraphPad Prism 5 software.
Differences were considered significant at P , 0.05.

RESULTS

The p53 Pathway Is Activated in Adipocytes From
Obese Mice
The p21 mRNA level, a p53-target gene, was higher in
epiAT and in the adipocyte fraction of the obese ob/obmice
and mice fed the HFD compared with their lean counter-
parts (Fig. 1A and B). The p21 mRNA level in the adipocyte
fraction from ob/ob and HFD-fed mice was positively cor-
related to whole-body and fat pad weights and fasting
glycemia (Supplementary Table 2). Expression of p53 and
p21 proteins was higher in adipocytes from HFD-fed mice
compared with their counterparts fed the normal chow diet
(NCD) (Fig. 1C). Moreover, the number of adipocytes with a

p21+ nucleus was higher in HFD-fed mice than in NCD-
fed mice (61.7% 6 5.50% vs. 19.9% 6 4.04%, respec-
tively; P , 0.01) (Fig. 1D). This supports an activation
of the p53 pathway in mature obese adipocytes.

An HFD Causes DNA Damage in Adipocytes That
Occurs Early Upon Obesity Onset
A main cause for p53 activation is DNA damage, such as
telomere shortening and/or DNA DSBs themselves, caused
by ROS-induced DNA oxidation. We found a 1.5-fold
increase in 8-OHdG, a marker of oxidative DNA damage
(27), in the epiAT from mice fed the HFD for 18 weeks
(Fig. 1E), which positively correlated with p21 expression
(Fig. 1F), suggesting a link between DNA oxidation and p53
activation. We quantified the number of adipocytes with
nuclear foci containing phosphorylated histone H2AX
(g-H2AX), which positively correlates with DNA damage.
The proportion of adipocytes with no g-H2AX foci, mean-
ing without DNA damage, was lower in HFD-fed than in
NCD-fed mice (6% vs. 12%, respectively) (Fig. 1I, point 0).
Furthermore, the proportion of adipocytes with high num-
bers of g-H2AX foci per nucleus was increased in adipo-
cytes from HFD-fed mice (representative image in Fig. 1H
and quantification of 80–120 adipocytes per group in Fig.
1I). Moreover, we found shortened telomeres in epiAT
from HFD-fed mice (Fig. 1G), and telomere length was in-
versely correlated with p21 expression, whole-body and fat
pad weights, and fasting glycemia (Supplementary Table 2).

We next asked whether adipocyte DNA damage was an
early event upon the onset of obesity by studying mice
after 2 and 4 weeks of HFD feeding, which increased body
weight gain, epiAT weight, and adipocyte size (Supple-
mentary Fig. 1F–H). Using the 3DISCO method, we im-
aged the whole epiAT and characterized cell types with
DNA damage using g-H2AX labeling. The HFD for 2 or
4 weeks increased by two- to threefold, respectively, the
number of adipocytes with g-H2AX+ nuclei (cyan color in
Fig. 2A and B). ROS amounts were concomitantly in-
creased in epiAT and in adipocytes (Fig. 2C). DNA damage
was also detected in nonadipocyte cells (white color in Fig.
2A). The expression of p53 protein and of p21 mRNA was
increased, together with the expression of p16INK4A and
p19ARF mRNA encoded by the CDKN2A locus, which are
hallmarks of chronic DNA damage (Fig. 2D) (28). Impor-
tantly, after 2 weeks of the HFD, we did not observe
features of insulin resistance of adipocytes because insulin-
induced lipogenesis in isolated adipocytes (Fig. 2E) and
epiAT expression of insulin receptor substrate 1 (IRS1)
and adiponectin mRNA was not different compared
with NCD-fed mice, whereas the Glut4 mRNA level was
increased (Fig. 2F). The leptin mRNA level was increased
in agreement with the increase in epiAT weight and adi-
pocyte diameter (Fig. 2F and Supplementary Fig. 1A and
B). Glucose homeostasis was not markedly altered after
2 weeks of the HFD because the IPGTT indicated similar
glucose tolerance (Fig. 2G), with no difference in insulin
secretion during the IPGTT in HFD-fed mice compared
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with NCD-fed mice (0.89 6 0.13 ng/mL vs. 0.84 6 0.15
ng/mL, respectively). Moreover, 2 weeks of the HFD did
not modify the HOMA of insulin resistance index (Fig. 2H)
or fasting and fed glycemia or insulinemia (Supplementary
Fig. 1C and D). By contrast, mice developed glucose intol-
erance after 4 weeks of HFD feeding, with a further in-
crease in whole-body and epiAT weights and adipocyte size
as well as a trend toward a decrease in IRS1 mRNA (Sup-
plementary Fig. 1A, B, and E–I).

After 2 weeks of the HFD, we found in epiAT a lower
inducible nitric oxide synthase–to–arginase ratio and an
upregulation of the M2 marker CD206 mRNA and the
chemokine (C-C motif) ligand 2 (CCL2), but we did not

detect any significant differences in the number of F4/
80+CD11c2 macrophages or proinflammatory F4/802CD11c+

or F4/80+CD11c+ cells (Fig. 2I), neutrophils, or T and B
lymphocytes (Supplementary Fig. 1K and L). Furthermore,
inflammatory gene expression in epiAT and circulating lev-
els of interleukin 6 (IL-6) and tumor necrosis factor-a
(TNF-a) in HFD-fed mice did not significantly differ com-
pared with NCD-fed mice (Fig. 2I). By contrast, infiltration
of neutrophils in epiAT was observed after 4 weeks of the
HFD and was detectable until 18 weeks (Supplementary
Fig. 1K and L), with a further increase in CCL2 and IL-6
mRNA and a trend toward an increase in CD11c mRNA
(Supplementary Fig. 1J).

Figure 1—Adipocytes of obese mice exhibit activation of the p53 pathway with an increase in DNA damage and a reduction in telomere
length. Level of p21 mRNA in epiAT (AT) and isolated adipocytes (Ad) of ob/ob (A) and HFD-fed mice (18 weeks of 60% kcal from fat) and
their lean control littermates (NCD-fed) (n = 8 per group) (B). p21 mRNA expression was normalized using mouse Rplp0 mRNA level and
expressed in arbitrary units with the control value (ob/+ or NCD-fed mice) taken as 1. C: Western blot analysis of the expression of p53 (anti-
p53 #2524, Cell Signaling) and p21 (anti-p21, clone CP74, P1484, Sigma-Aldrich) in isolated adipocytes from HFD- and NCD-fed mice with
tubulin (anti-tubulin T6199, Sigma-Aldrich) as the loading control. Each lane corresponds to independent preparations of adipocytes. D:
Immunofluorescence analysis of p21 in the nuclei of isolated adipocytes from HFD- and NCD-fed mice. DAPI was used to visualize the
nuclei. Representative images and quantification of nuclei with detectable p21 labeling in 15–20 cells per adipocyte preparation (n = 8) are
shown. E: Amounts of 8-OHdG quantified in total DNA from AT of mice fed the NCD or an HFD (45% or 60% of kcal from fat; n = 8 per
group). Results are expressed in picograms of oxidized 8-OHdG per microgram of AT DNA. F: Correlation between amounts of AT oxidized
DNA and AT p21 mRNA expression (red dots, NCD-fed mice; blue dots, 45% HFD-fed mice; black dots, 60% HFD-fed mice). G: Relative
telomere length was estimated from total DNA prepared from AT of NCD- and HFD-fed mice (n = 8 per group). Results are expressed in
arbitrary units with the NCD-fed mice taken as 1. H and I: Isolated adipocytes from NCD- and HFD-fed mice (60% kcal from fat) were
treated for immunofluorescence as in D. Immunodetection was performed with anti–g-H2AX (Ser139) antibodies (Millipore 05-636), fol-
lowed by anti-mouse antibodies coupled to Alexa Fluor 488. Nuclei were labeled by DAPI. The quantifications of the foci number were
performed on 10–15 cells per preparation of adipocytes (n = 8 per group), and the graph represents the number of cells as a function of the
foci number. Data are means 6 SEM. *P < 0.05; **P < 0.01; and ***P < 0.001.
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Figure 2—DNA damage in the adipocyte is an early event during obesity development. A: Representative images of cleared AT from
mice fed the NCD or HFD for 2 or 4 weeks labeled with g-H2AX antibodies (green), DAPI (blue), and phalloidin (red), together with enlarged
views of the delineated regions. Images were acquired with a NikonA1 confocal microscope with a 320 long-working-distance objective,
allowing for acquisitions up to 3 mm into the tissue. A mosaic of nine images over 1 mm was randomly acquired and blindly quantified.
Z-projections along the z-axis were generated, and the DAPI (blue) and phalloidin (red) images were merged to discriminate nuclei from
small cells that were entirely surrounded by F-actin (purple nuclei) from nuclei of mature adipocytes (Ad) that were not surrounded by
F-actin (blue nuclei). Adipocyte nuclei without DNA damage are blue (only DAPI labeling, arrows). They are cyan when DNA damage was
present (merge of DAPI [blue] and g-H2AX [green], arrowheads). Nuclei from other smaller cells without DNA damage are purple (merge of
DAPI [blue] and phalloidin [red]) and are white with DNA damage (merge of DAPI [blue], g-H2AX antibodies [green], and phalloidin [red]). B:
Quantification of the number of adipocytes presenting DNA damage in their nucleus using the colocalization plug-in of Fiji. Data are
expressed as the percentage of cells with DNA damage and are means 6 SEM. **P < 0.01 and ***P < 0.001 HFD vs. NCD-fed mice;
###P < 0.001 HFD 4 weeks vs. HFD 2 weeks. C: Quantification of ROS using dihydroethidium (DHE) labeling on AT sections from mice fed
the NCD or HFD for 2 weeks and 4 weeks (left panel), and quantification of ROS production by isolated adipocytes from mice fed the NCD
or HFD for 2 weeks using the ROS probe H2DCFDA (right panel). Data are means 6 SEM. *P < 0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.001 vs.
NCD-fed mice. D:Western blot analysis of the expression of p53 (n = 3 representative mice per group) (left panel), quantification of p53 protein
expression in AT after NCD or HFD feeding for 2 weeks (n = 13 per group) or 4 weeks (n = 5 for NCD and n = 6 for HFD) (middle panel), and
quantification of the indicated mRNA in AT after NCD or HFD feeding for 2 weeks (n = 7 mice per group) (right panel). Results are expressed
relative to the NCD-fed mice. Data are means 6 SEM. *P < 0.05 and **P < 0.01. E: Insulin effect on lipogenesis in isolated adipocytes from
mice fed the NCD or HFD for 2 weeks (n = 6 adipocyte preparations from 6 different mice in each of the groups). Data are expressed as the fold
increase over unstimulated cells. F: Quantification of the mRNA levels of the indicated genes in AT from mice fed the NCD or HFD for 2 weeks
(n = 7 mice per group). Data are means 6 SEM. **P < 0.01. AdipoQ, adiponectin. G: IPGTT in mice fed the NCD or HFD for 2 weeks. Area
under the curve (AUC) was calculated from 0 to 120 min. H: HOMA of insulin resistance (IR) index (fasting glucose mmol/L 3 fasting
insulin [mU/mL]/22.5) of the same mice as in G. I: Left panel, quantification by flow cytometry analysis of the numbers of F4/80+ (CD11c+ or
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These observations support that DNA damage and p53
activation occur very early during obesity development
concomitantly to an increase in adipocyte ROS but before
the insulin resistance of adipocytes, the inflammation of
AT, and the glucose intolerance.

DNA Damage Causes AT Inflammation and Adipocyte
Insulin Resistance In Vivo
We next assessed the effect of DNA damage on AT in-
flammation and adipocyte function by short-term ad-
ministration of the DNA-damaging drug doxorubicin in
lean mice. The weight of epiAT did not differ between
control and doxorubicin-administered mice (377.0 6 31.2
mg vs. 348.3 6 19.6 mg, respectively), but doxorubicin in-
creased the amount of F4/80+CD11c2 and F4/80+CD11c+

macrophages as well as F4/802CD11c+ dendritic-like cells
in the epiAT (Fig. 3A). Histological examination revealed an
infiltration of polynuclear cells in epiAT of doxorubicin-
administered mice consisting of 50% of Lys6G+ neutrophils
without a difference in adipocyte size (Fig. 3B). These
changes in immune cells were associated with an increase
in inflammatory markers, such as p65–NF-kB phosphory-
lation in the SVF (Fig. 3C), TNF-a, IL-1b, and IL-6 mRNA
in epiAT, adipocytes, or SVF (Fig. 3D), and with a decrease
in the anti-inflammatory marker CD206 mRNA with a
trend toward a decrease of IL-10 mRNA (Fig. 3D). As ex-
pected, p53 was activated in the epiAT and adipocytes of
mice administered doxorubicin, as indicated by the increase
in p21 (Fig. 3E). Doxorubicin decreased Glut4 mRNA and
protein, IRS1 and adiponectin mRNA (Fig. 3E and F), and
protein kinase B (PKB)/Akt phosphorylation in adipocytes
featuring insulin resistance of adipocytes (Fig. 3F). Accord-
ingly, insulin-induced lipogenesis was decreased in isolated
adipocytes from the mice injected with doxorubicin and
the circulating nonesterified fatty acid level was increased
(Fig. 3F and G). These changes in adipocyte functions and
AT inflammation did not markedly affect whole-body glu-
cose metabolism because the IPGGT and insulin secretion
during this test were unchanged (Fig. 3H and I).

Adipocyte-Mediated Macrophage Chemotaxis Is
Increased by Doxorubicin-Induced DNA Damage and
p53 Activation
From the above findings, we hypothesized that DNA damage
and activation of p53 in adipocytes promote the secretion of
chemotactic factors triggering infiltration of immune cells
in AT. We thus investigated in vitro the chemotaxis activity
of AdCM from adipocytes exposed to doxorubicin to induce
DNA damage or to nutlin-3 to activate the p53 pathway.
Features of DNA damage, such as an increased number
of g-H2AX foci and of p21 expression, stabilization, and

phosphorylation of p53, were observed in 3T3-L1 adipocytes
exposed to doxorubicin (Supplementary Fig. 2A–C). Nutlin-3,
an inhibitor of the ubiquitin-ligase mdm2 involved in p53
degradation (29), also induced the stabilization and phospho-
rylation of p53 and the induction of p21 without inducing
DNA damage (Supplementary Fig. 2A–C). AdCM from 3T3-L1
adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3 did not in-
crease the proinflammatory polarization of mouse RAW mac-
rophages or human monocyte-derived macrophages (Fig. 4A
and Supplementary Fig. 3A and B). Importantly, AdCM from
adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3 exhibited a
higher chemotactic activity toward mouse macrophages or
human monocyte-derived macrophages compared with
AdCM from control adipocytes (Fig. 4B and C). Compared
with control medium or AdCM from control adipocytes,
AdCM from adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3
also exhibited a higher chemotactic activity toward neutro-
phils, an effect that is similar or even greater (for doxoru-
bicin exposure) than the neutrophil chemotactic factor
N-formylmethionyl-leucyl-phenylalanine (Fig. 4D).

Microarray analysis of 3T3-L1 adipocytes exposed to
doxorubicin or nutlin-3 revealed that among the expressed
chemokines, 11 were deregulated in one or both experimental
conditions (Fig. 5A). Analysis by qRT-PCR confirmed that
doxorubicin and nutlin-3 increased the mRNA expression of
CCL9 (a fibroblast and dendritic cells chemotactic protein),
chemokine (C-X-C motif) ligand (CXCL) 1 (a neutrophil che-
motactic protein), and CCL2, whereas the expression of CCL7
mRNA, another monocytic chemotactic protein, was increased
by nutlin-3 only (Fig. 5B and C). Doxorubicin and nutlin-3
also induced the expression of IL-6. The silencing of p53
blocked the induction by nutlin-3 of all of these mRNAs
(Fig. 5B) and partly prevented their upregulation in response to
doxorubicin, except for CXCL1 (Fig. 5C). Because p53 silencing
only partially reduced p53 expression and activation by doxo-
rubicin (Supplementary Fig. 2C), we treated cells with both p53
siRNA and pifithrin-a, an inhibitor of p53 transcriptional ac-
tivity. In this condition, CCL2/9, CXCL1, and IL-6 mRNA in-
duction was prevented (Fig. 5C). Importantly, we found that
the expression of mRNAs coding for CCL2/7/9 and CXCL1 was
increased in epiAT from mice exposed to doxorubicin, both in
the adipocyte and SVF fractions for CCL2/7 and only in the
adipocyte fraction for CCL9 and CXCL1 (Fig. 5D). We also
examined the expression of these chemokines at the onset
of obesity when DNA damage was observed in adipocytes.
The CCL2 mRNA level was increased after 2 weeks of HFD
feeding (Fig. 2I), and a trend toward an increase for CCL9
mRNA was observed (Fig. 5E). The mRNA levels of all of these
chemokines were significantly increased after 4 weeks of HFD
feeding (Fig. 5F and Supplementary Fig. 1J).

CD11c2) and F4/802CD11c+ cells in the SVF frommice fed the NCD or HFD for 2 weeks (n = 6 mice per group). Values represent the number6
SEM of each of the cell subtypes per gram of epididymal fat tissues. Fluorescent-coupled anti-F4/80 and CD11c were from eBioscience. Middle
panel, quantification of the mRNA expression of markers of inflammation in AT of the samemice. Right panel, concentration of IL-6 and TNF-a in
sera of mice fed the NCD or HFD for 2 or 18 weeks (as a positive control). iNOS, inducible nitric oxide synthase. Data are means 6 SEM. *P <
0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.01 HFD vs. NCD 2 weeks, and #P < 0.05 and ##P < 0.01 HFD 18 weeks vs. NCD 18 weeks.
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Figure 3—In vivo administration of doxorubicin induces AT inflammation and adipocyte insulin resistance. Mice were injected with
doxorubicin (doxo) or vehicle (ctrl; n = 6 per group) for 42 h before analysis of the AT, the adipocytes (Ad), and the SVF. A: Quantification
by flow cytometry analysis of the number of F4/80+ (CD11c+ or CD11c2) and F4/802CD11c+ cells in the SVF from control or doxorubicin-
injected mice. Values represent the number6 SEM of each of the cell subtypes per gram of epididymal fat tissues. B: Frozen sections of AT
were subjected to hematoxylin and eosin (H/E) coloration (top) and to immunodetection (bottom) with an FITC-coupled anti-Lys6G antibody
(BioLegend), and nuclei were labeled using DAPI. A representative image from a control and a doxorubicin-injected mouse is shown. For
quantification, five images per mouse were automatically captured, and the percentage of cells positive for Lys6G was determined. C:
Western blot analysis of the level of phosphorylated (p)-p65–NF-kB (anti–p-p65 NF-kB #3033, Cell Signaling) in the SVF from control or
doxorubicin-injected mice with Rho-GDI as the loading control (anti–Rho-GDI A20 sc-360, Santa Cruz Biotechnology). Each lane corre-
sponds to independent mice. D and E: Relative expression of the indicated mRNAs in AT, adipocytes, and the SVF from control and
doxorubicin-injected mice. The mRNA expression was normalized using mouse Rplp0 mRNA level and expressed in arbitrary units with the
control mice taken as 1. AdipoQ, adiponectin. F: Left panel, insulin effect on lipogenesis in isolated adipocytes from control or doxorubicin-
injected mice (n = 4 adipocyte preparations from 4 different mice in each of the groups). Data are expressed as fold over unstimulated cells.
Right panel, Western blot analysis of the expression of phosphorylated PKB (anti–p-PKB Ser473 #4058, Cell Signaling), PKB (anti-PKB
#9272, Cell Signaling), and Glut4 (anti-Glut4 1F8 sc-53566, Santa Cruz Biotechnology) in isolated adipocytes from control and doxorubicin-
injected mice with Rho-GDI as the loading control. G: Quantification of free fatty acids (NEFA) in sera from control and doxorubicin-injected
mice (NEFA FS kit, DiaSys). H: IPGTT in control and doxorubicin-injected mice. The area under the curve (AUC) was calculated from 0 to
120 min. I: Quantification of insulinemia in sera of mice before the injection of glucose and 20 min after glucose injection during the IPGTT
shown in H. Data are means 6 SEM. *P < 0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.001 vs. control mice.
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DNA Damage and p53 Activation Inhibit Insulin
Signaling and Insulin-Induced Glucose Transport and
Increase Lipolysis in Adipocytes
We next assessed whether the insulin resistance of adipo-
cytes from mice injected with doxorubicin (Fig. 3) was
only the consequence of AT inflammation or might also
be caused by an adipocyte cell–autonomous effect of DNA
damage and p53 activation. Treatment of 3T3-L1 adipo-
cytes with doxorubicin or nutlin-3 reduced insulin-induced
glucose uptake (Fig. 6A and B) and Glut4 translocation (Fig.

6E and F) without changing Glut1 and Glut4 expression
(Fig. 6C and D). Similar results were obtained in human
adipocytes (Supplementary Fig. 4A and B). This effect was
associated with a decrease in insulin signaling in 3T3-L1
and human adipocytes (Fig. 7A and B and Supplementary
Fig. 4C and D). The insulin-induced PKB/Akt phosphoryla-
tion in 3T3-L1 adipocytes treated with doxorubicin or
nutlin-3 was improved by p53 silencing, which partially re-
duced p53 expression (Supplementary Fig. 5A), or by treat-
ment with pifithrin-a (not shown) and was fully restored

Figure 4—Effect of adipocytes p53 activation on macrophage activation and macrophage and neutrophil migration. A, B, and D: 3T3-L1
adipocytes were exposed for 48 h to 10 mmol/L nutlin-3 (nutlin) (Enzo Life Sciences) or for 24 h with 0.5 mg/mL doxorubicin (doxo). Then
cells were thoroughly rinsed, fresh medium was added, and the AdCM were collected for the following 24 h. A: RAW-Blue macrophages
were incubated with AdCM or control culture medium (M) for 24 h, and the activity of the alkaline phosphatase released in the media was
quantified as the readout of RAW-Blue activation. Lipopolysaccharide (LPS) (0.5 ng/mL) was added in control medium or AdCM as a
positive control for macrophage activation. Quantification of three independent experiments normalized to cells treated with control
medium is shown and expressed as means 6 SEM. B: Chemotaxis assay was performed with RAW 264.7 macrophages using the
indicated AdCM or control M. The number of macrophages stained by crystal violet having performed chemotaxis was counted by
analyzing 10 fields for each experimental condition. A typical field corresponding to each of the experimental condition is shown. Results
were normalized relative to the number of macrophages attracted by the control M. Data are means 6 SEM of three independent
experiments. **P < 0.01 control M vs. control AdCM (AdCM from untreated adipocytes). #P < 0.05 and ###P < 0.001 AdCM from
adipocytes exposed to drugs vs. control AdCM. C: Human cultured adipocytes were exposed for 48 h to 10 mmol/L nutlin-3 or for 24 h
to 0.75 mg/mL doxorubicin. AdCM were collected as described above. Chemotaxis assay was performed with blood monocyte-derived
macrophages using the indicated AdCM. Results were normalized relative to the number of macrophages attracted by control AdCM. Data
are means 6 SEM of three experiments with three AdCM collected from three independent cultures of human adipocytes with the same
human monocyte-derived macrophage preparation. *P < 0.05 vs. control AdCM. D: The number of neutrophils having performed chemo-
taxis toward media using N-formylmethionyl-leucyl-phenylalanine (fMLP; 0.2 mmol/L), a chemotactic factor for neutrophils. AdCM of
control, nutlin-3–treated, or doxorubicin-treated adipocytes was determined by quantifying the number of CD11b+Lys6G+ cells in the lower
Boyden chamber by flow cytometry analysis. Top, representative flow cytometry plots for CD11b+Lys6G+ cells that migrated toward AdCM
from control, nutlin-3–treated, or doxorubicin-treated cells. Bottom, quantification of the number of migrating neutrophils in chemotaxis
assays performed with four independent AdCM and one white blood cell preparation. The experiment was reproduced twice. *P < 0.05,
**P < 0.01, and ***P < 0.001 vs. control AdCM.
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when p53 expression and activity was reduced by using
both p53 siRNA and pifithrin-a (Fig. 7D and E and Supple-
mentary Fig. 5B). That the deleterious effects of doxorubicin
and nutlin-3 involved secretory factors was unlikely because
treatment of adipocytes with AdCM from 3T3-L1 adipo-
cytes treated with doxorubicin or nutlin-3 did not alter
insulin-induced PKB/Akt phosphorylation (Fig. 7C).

An increase in lipolysis contributes to AT inflammation
and to the alteration in insulin sensitivity (30). We found
that doxorubicin or nutlin-3 increased lipolysis in 3T3-L1
and human adipocytes, as evidenced by an increase in glyc-
erol release (Fig. 8A and B and Supplementary Fig. 4E and
F). The p53 silencing in 3T3-L1 adipocytes decreased by

50% the lipolysis induced by nutlin-3 (Fig. 8A). The lipo-
lytic effect of doxorubicin was modestly but significantly
reduced by p53 silencing and markedly inhibited by using
both p53 siRNA and pifithrin-a (Fig. 8B). Pifithrin-a alone
inhibits by 63.7%6 6.8% and 34.8%6 3.3% nutlin-3– and
doxorubicin-induced lipolysis, respectively.

To further explore the mechanisms of the lipolytic effect
of DNA damage and p53 activation, we examined the ex-
pression of lipolytic enzymes and/or of lipid droplet compo-
nents. Microarray analysis revealed that the genes involved
in the maintenance of lipid droplet integrity and re-
pression of basal lipolysis, such as PLIN1 (coding for
perilipin 1) and CIDEC (31,32), were downregulated in

Figure 5—Effect of DNA damage and p53 activation on mRNA expression of cytokines/chemokines and the implication of p53. A: 3T3-L1
adipocytes were treated with 0.5 mg/mL doxorubicin (doxo) for 24 h or 10 mmol/L nutlin-3 (nutl) for 48 h. Total RNAs were then prepared and
used in gene expression profiling by microarray. The figure represents the changes in the level of expression of cytokines and chemokines
between doxorubicin-treated vs. control (ctrl) adipocytes as a function of the changes in the level of expression between nutlin-treated vs.
control adipocytes. Changes are expressed in log2. Only the cytokines/chemokines with an expression that changed in one or in the two
experimental conditions are shown. Relative mRNA amount of the indicated chemokines/cytokines in 3T3-L1 adipocytes transfected with
control siRNA (si ctrl) or p53 siRNA (si p53) and incubated without (ctrl) or with nutlin-3 (B) or doxorubicin (C). When indicated, adipocytes
transfected with p53 siRNA were also treated with pifithrin-a (pif). Data (n = 3–4 independent experiments) were normalized using mouse
Rplp0 mRNA level and are expressed as arbitrary units with the value of si ctrl untreated cells taken as 1 (dashed line in C). D: Relative
mRNA expression of the indicated chemokines in AT, adipocyte (Ad), and SVF of control mice or doxorubicin-injected mice. The mea-
surements were performed with the same mRNA samples as those used in Fig. 3D and E. Relative mRNA expression of the indicated
chemokines in AT of mice fed the NCD or HFD for 2 weeks (E) or 4 weeks (F ). The measurements were performed with the same mRNA
samples as in Fig. 2F–I and Supplementary Fig. 1I–J. Data are means6 SEM. *P< 0.05, **P< 0.01, and ***P< 0.001 vs. effect in untreated
si ctrl cells or in mice injected with vehicle or in NCD-fed mice. #P < 0.05 and ##P < 0.01 for drug-treated si ctrl cells vs. drug-treated si
p53 cells.
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both doxorubicin- or nutlin-3–treated 3T3-L1 adipocytes
(Fig. 8C). The protein level of perilipin 1 was decreased in
adipocytes treated with doxorubicin or nutlin-3 (Fig. 8D).

DISCUSSION

Previous studies have reported an upregulation of the p53
pathway in AT of obese rodents and patients (14,15,33),
but the causes of p53 activation in obese adipocytes and
its consequences on adipocyte metabolism remain ill defined.

Here, we show with several image-based approaches an
increase in DNA damage in adipocytes not only when
obesity was established but also early after the onset of
obesity, before alterations in adipocyte insulin sensitivity
and whole-body glucose homeostasis. In addition to adi-
pocytes, DNA damage also occurred in other cell types
that remain to be characterized. Some of them aligned
in branched actin-rich structures could be endothelial cells
in which p53 was activated in obesity (34). Taking into
account the high number of g-H2AX foci per nuclei com-
pared with the telomere number in the adipocytes from
mice with installed obesity, it is likely that both DSBs and
telomere shortening occurred. DNA damage may thus
contribute to the p53 stabilization and p21 upregulation
we observed in adipocytes from HFD-fed mice. Of note,
those adipocytes were not apoptotic, possibly because the
induction of p21 protected them from apoptosis (35).

What could be the cause of adipocyte DNA damage?
DNA is sensitive to damage induced by oxidative stress,
and we indeed detected an increase in the 8-OHdG level,
the most common oxidative DNA lesions (36), in AT from
obese mice. These oxidative DNA lesions may contribute
to p53 activation in obese adipocytes because we found a
positive correlation between 8-OHdG amounts and the
expression of the p53-target p21. In installed obesity,
adipocytes and proinflammatory macrophages may both
contribute to the increase in ROS production (37,38) that
could induce DNA damage in adipocytes and other AT
cells. However, we also observed DNA damage and ROS
in adipocytes at the onset of obesity, before any increase
in proinflammatory macrophages or proinflammatory cy-
tokines and before alterations in whole-body glucose ho-
meostasis and adipocyte insulin sensitivity. This increase
in ROS may induce DNA damage and, consequently, acti-
vation of the DDR known to induce the innate inflamma-
tory response (39) and, thus, could be causal factors in
obese AT inflammation and adipocyte dysfunctions.

Such a link between adipocyte DNA damage, AT in-
flammation, and insulin resistance of adipocytes is supported
by the increased amount of proinflammatory immune cells in
the AT and the adipocyte insulin resistance of lean mice
injected with the DNA damage–inducing drug doxorubicin.
Our data argue that these changes in AT immune cells are
the consequence of p53-dependent secretion of chemokines
induced by DNA damage in the adipocytes. Importantly, the
changes in populations of immune cells and in chemokine
expression in AT of doxorubicin-injected mice is at least
qualitatively consistent with those described in obesity
(40,41). Therefore, DNA damage in adipocytes may trigger
recruitment of macrophages and neutrophils within AT
through the p53-dependent production of several chemo-
kines. Because the secretome from adipocytes exposed in
vitro to doxorubicin did not promote macrophage polar-
ization, the increase in proinflammatory macrophages in AT
from mice administered doxorubicin would be caused by
DNA damage in other cell types or by the vicious cycle
that takes place between adipocytes and macrophages leading

Figure 6—Inhibition of insulin-induced glucose transport and Glut4
translocation in adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3. 3T3-
L1 adipocytes were treated with 0.5 mg/mL doxorubicin (doxo) for
24 h or 10 mmol/L nutlin-3 (nutlin) for 48 h and stimulated with the
indicated concentrations of insulin (ins) for 10 min. A and B: Mea-
surement of deoxyglucose (DOG) uptake (n = 3 independent ex-
periments). C and D: Representative Western blot analysis and
quantification (n = 4 independent experiments) of the protein ex-
pression of the glucose transporters Glut4 (anti-Glut4 1F8, Santa
Cruz Biotechnology) and Glut1 (anti-Glut1 ab652, Abcam) with
tubulin (tub) as the loading control. E and F: Glut4 translocation
was determined by the quantification of Glut4 amount in plasma
membrane (PM) lawns. Quantification of 26 fields obtained in 2 in-
dependent experiments (top panels) and representative fields (bot-
tom panels) are shown. Data are means 6 SEM. *P < 0.05, **P <
0.01, and ***P < 0.001 untreated cells stimulated with insulin vs.
drug-treated cells stimulated with insulin.
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Figure 7—Inhibition of insulin signaling in 3T3-L1 adipocytes treated with doxorubicin or nutlin-3. 3T3-L1 adipocytes were treated with 0.5
mg/mL doxorubicin for 24 h (doxo) or 10 mmol/L nutlin-3 (nutlin) for 48 h and incubated without or with 0.5 nmol/L insulin (ins) for 10 min. A
and B: Representative Western blot analysis and quantification (n = 3–4 independent experiments) of the expression of the tyrosine
phosphorylated (p) (anti-PhosphoTyrosine #9411, Cell Signaling) insulin receptor (pY-IR) and IRS (pY-IRS), the pThr308-PKB (p-PKB)
(anti-pThr308-PKB #4056, Cell Signaling), total PKB, and p53. Data are expressed as the percentage of insulin effect in untreated cells
stimulated with insulin. Normalization was performed by quantifying extracellular signal–related kinase (ERK) (anti-ERK1/2 #4695, Cell
Signaling) or HSP90 (anti-HSP90 sc-13119, Santa Cruz Biotechnology) in each of the experiments. C: 3T3-L1 adipocytes were treated for
24 h with 0.5 mg/mL doxorubicin or for 48 h with 10 mmol/L nutlin-3, and the AdCM were collected as described in Fig. 4. 3T3-L1
adipocytes were incubated with AdCM for 24 h, washed, and incubated without or with 0.5 nmol/L insulin for 10 min, before lysis for
Western blot analysis of PKB phosphorylation. Representative immunoblots and quantification of three independent experiments are
shown. The ratios of pThr308-PKB relative to HSP90 are expressed as the percentage of insulin effect in cells treated with control
AdCM. D and E: 3T3-L1 adipocytes were transfected with control siRNA (si Ctrl) or p53 siRNA (si p53). The cells treated with p53 siRNA
were also incubated with 50 mmol/L pifithrin-a (pif). Cells were incubated with 0.5 mg/mL doxorubicin for 24 h (D) or with 10 mmol/L nutlin-3
for 48 h (E ). Adipocytes were then stimulated with 0.5 nmol/L insulin for 10 min. Western blot analysis of p53 and p21 expression (left
panels) and pThr308-PKB and total PKB expression (right panels) with HSP90 as loading control. Representative immunoblots are shown,
and quantifications are presented in Supplementary Fig. 5. Data are means6 SEM. *P < 0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.001 untreated cells
stimulated with insulin vs. drug-treated cells stimulated with insulin.
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to macrophage activation (42). Also, other adipocyte p53-
dependent mechanisms could contribute to AT inflamma-
tion during obesity (43).

Hence, DNA damage by increasing AT inflammation
may promote adipocyte insulin resistance and dysfunc-
tion. However, DNA damage may also trigger adipocyte
insulin resistance independently of AT inflammation
because inducing DNA damage in cultured adipocytes
decreased insulin signaling and uptake of glucose and
increased lipolysis. This is not caused by a paracrine
action of adipocyte-secreted factors. It is thus plausible
that the DDR, mainly through p53 activation, promotes
the transcription of proteins downregulating insulin
signaling that remains to be identified; however, mitogen-
activated protein kinases were not likely involved be-
cause they were not activated in our settings (data not
shown). From our findings it is tempting to speculate that
DNA damage, by altering adipocyte functions, contributes

to systemic insulin resistance. Indeed, by decreasing
glucose flux, DNA damage may reduce de novo lipogenesis,
and such a decrease is associated with reduced insulin
sensitivity (44–46), whereas DNA damage increases lipoly-
sis, which is positively correlated with insulin resistance
(30).

In summary, our study shows that DNA damage
occurs early in the adipocytes at the onset of obesity
and before the development of AT inflammation and
adipocyte insulin resistance. DNA damage in adipocytes
may be thus causal in the dysfunction and inflammation
of AT (Supplementary Fig. 6). Pharmacological or nutri-
tional strategies preventing DNA damage in adipocytes
may thus be beneficial for the metabolic complications of
obesity.
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Figure 8—Doxorubicin and nutlin-3 stimulate lipolysis in adipo-
cytes. Glycerol release was measured as an index of lipolysis in
the medium of 3T3-L1 adipocytes transfected with control siRNA
(si ctrl) or p53 siRNA (si p53) and treated with nutlin-3 (nutlin) (A) or
doxorubicin (doxo) with or without pifithrin-a (pif) (B). Data are
expressed as the fold increase over control cells (untreated cells
transfected with si ctrl) and are presented as means6 SEM (n = 3–4
independent experiments). ***P < 0.001 untreated si ctrl cells vs.
drug-treated si ctrl cells. #P < 0.05 and ##P < 0.01 drug-treated si
ctrl cells vs. drug-treated si p53 cells. C: 3T3-L1 adipocytes were
treated with 0.5 mg/mL doxorubicin for 24 h or with 10 mmol/L
nutlin-3 for 48 h. Total RNA were then prepared and used in gene
expression profiling. The figure represents the changes in the level
of expression of genes involved in lipolysis between doxorubicin-
treated vs. control adipocytes as a function of the changes in the
level of expression between nutlin-3–treated vs. control adipocytes.
Changes are expressed in log2. The name of genes downregulated
in both doxorubicin- and nutlin-3–treated adipocytes are indicated.
D: Representative Western blot and quantification (n = 3 indepen-
dent experiments) of the expression of perilipin 1 (PLN1) gene using
an anti–perilipin 1 antibody (D418, Cell Signaling) with HSP90 as the
loading control. Data are means 6 SEM. *P < 0.05 nutlin-3– or
doxorubicin-treated cells vs. control.
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DISCUSSION 

Comme décrit dans la partie introduction, des études récentes démontrent l’implication du facteur de 

transcription p53 dans le développement des maladies métaboliques lors de l’obésité chez le rongeur. Si 

on se concentre sur le tissu adipeux, plusieurs études ont montré une stabilisation de p53 dans le TA et 

les adipocytes dans plusieurs modèles d’obésité chez la souris (Minamino et al., 2009; Yahagi et al., 

2004), ce que nous confirmons avec des souris soumises à un régime riche en lipide. Notre approche 

expérimentale utilisant l’imagerie confocale sur des adipocytes isolés permet en plus de dire que la voie 

p53 est activée dans la majorité des adipocytes lors de l’obésité. En effet, plus de 60 % des adipocytes 

expriment la cible de p53, p21, lors de l’obésité par rapport à 20 % pour des souris minces. Une 

augmentation de l’ARNm de p53 et une stabilisation de la protéine ont également été observées dans le 

tissu adipeux de sujets obèses (Ortega et al., 2014). 

Minamino et al avait démontré que l’invalidation de p53 dans l’adipocyte protège les souris soumises à 

un régime riche en lipide et fructose du développement d’une intolérance au glucose et d’une résistance 

à l’insuline (Minamino et al., 2009). Ces travaux impliquaient donc l’activation de la voie p53 dans 

l’adipocyte lors de l’obésité dans le développement des désordres métaboliques. Mon travail de thèse a 

permis 1) de démontrer que l’activation de la voie p53 dans le TA était un événement précoce lors du 

développement de l’obésité chez le rongeur; 2) de proposer un mécanisme responsable de l’activation 

de p53 dans l’adipocyte; 3) de proposer des mécanismes reliant activation de la voie p53 et 

développement de la résistance à l’insuline. 

Causes de l’activation de p53 dans les adipocytes lors de l’obésité 

Nous montrons que l’activation de la voie p53 (c’est-à-dire la stabilisation de p53 et la transcription 

d’un gène cible p21) dans le tissu adipeux est détectable dès deux semaines de régime riche en lipide. 

De façon intéressante, on détecte également dans le TA et les adipocytes dès deux semaines de régime 

la présence de ROS, comme décrite dans la littérature (voir le sous-chapitre IV.c.i de l’introduction). 

Ceci précède l’inflammation du tissu adipeux qui n’est donc pas à l’origine de la production de ROS en 

début de régime. Ceci est donc en accord avec la littérature qui avait montré une augmentation Nox4-
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dépendante de la production de ROS par les adipocytes rapidement après le début d’un régime hyper-

lipidique (Den Hartigh et al., 2017). Les ROS, soit le stress oxydant, sont les inducteurs les plus efficaces 

de stress génotoxiques conduisant aux dommages à l’ADN, et donc à la stabilisation de p53. Nous avons 

observé une augmentation du niveau de 8-OHdG dans le TA de souris obèses. Le 8-OHdG correspond 

à une des forme oxydées de désoxyguanosine par des ROS responsables de cassures double brin de 

l’ADN (Cooke et al., 2003). De plus, nous avons observé une corrélation positive entre les quantités de 

8-OHdG et l'expression p21 dans le tissu adipeux de souris, suggérant que le stress oxydant dans le tissu 

adipeux est le principal régulateur de l’activité de p53.   

Nous montrons que très précocement lors du développement de l’obésité, des dommages à l’ADN 

s’accumulent dans presque la moitié des adipocytes (Figure 17). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17. Apparition des dommages à l’ADN aux premiers stades de l’obésité. Des souris ont été 
nourries avec un régime normal (ND) ou un régime riche en lipide (HFD) pendant 2 ou 4 semaines. Le TA est 
prélevé, marqué avec les sondes et anticorps adéquates et rendu transparent. Puis des images sont prises au 
microscope confocal à différents Z. Une projection de toutes les images sur le même plan est opérée. Ces images 
nous permettent de déterminer si les noyaux (marqués en DAPI) ont ou non des dommages à l’ADN (grâce au 
marquage γH2AX). Nous déterminons si un noyau est celui d’un adipocyte ou celui d’une cellule de la fraction 
stroma vasculaire par co-localisation entre le DAPI et la phalloïdine. En effet, les adipocytes étant de grosses 
cellules, contrairement aux autres cellules du TA, le noyau ne sera pas entièrement entouré d’actine corticale 
(marquée par la phalloïdine). Sans dommages à l’ADN, les noyaux des adipocytes seront bleus et en présence de 
dommages à l’ADN ils seront bleu turquoise. Par contre, les noyaux des petites cellules seront entourés d’actine 
corticale et après projection sur un même plan ils seront violet en absence de dommages à l’ADN et blanc en 
présence. Le % d’adipocytes ayant des dommages à l’ADN est ainsi déterminé à 2 et 4 semaines. Adapté de 
(Vergoni et al., 2016). 
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Les dommages à l’ADN dus à l’augmentation des ROS pourraient donc être à l’origine de la stabilisation 

de p53. Il aurait été intéressant de pouvoir étudier la cascade de signalisation entre la relocalisation de 

γH2AX et la stabilisation de p53. Malheureusement, les quelques anticorps que nous avons testés, 

classiquement utilisés dans la littérature pour étudier cette voie, sont vendus comme spécifiques des 

protéines humaines et n’ont donné aucun signal avec nos échantillons de souris. Les dommages à l’ADN 

pourraient être amplifiés par une baisse des taux de NAD+ car les enzymes permettant la réparation de 

l’ADN dépendent du NAD+ (Tummala et al., 2014). Or, les concentrations tissulaires en NAD+ sont 

diminués lors de l’obésité (Yoshino et al., 2011). L’inhibition de la synthèse de novo de NAD+ par 

l’oncogène URI (unconventional prefoldin RPB5 interactor) induit des dommages à l’ADN dans les 

hépatocytes (Tummala et al., 2014). URI est surexprimé dans le foie lors de l’obésité. Cette 

surexpression hépatique de URI, en causant des dommages à l’ADN, a été impliquée dans l’induction 

d’une réponse inflammatoire Th17. Les auteurs suggèrent que l’IL-17A ainsi produit serait à l’origine 

de l’infiltration du TA par les neutrophiles, de la lipolyse adipocytaire, de la stéatose hépatique, et de la 

résistance à l’insuline (Gomes et al., 2016). Des études sont en faveur d’une réponse inflammatoire 

systémique de type Th17 lors de l’obésité (Endo et al., 2017), avec également plus de Th17 dans le tissu 

adipeux. L’ensemble des études disponibles ne permet pas de dire si la réponse Th17 systémique précède 

l’infiltration du TA par les neutrophiles. Par contre, l’apparition des Th17 dans le TA au moins chez la 

souris est plus tardive que celle des neutrophiles. Les dommages à l’ADN hépatiques pourraient 

contribuer aux désordres hépatiques sans besoin d’induire une dysfonction du TA. En effet, ces 

dommages à l’ADN hépatiques pourraient également conduire à l’activation de p53 dans le foie, décrite 

lors de l’obésité (Méniel et al., 2015), et provoquer les réponses métaboliques décrites dans la partie 

V.d.2 de l’introduction. Ainsi les dommages à l’ADN dans le foie et dans les adipocytes pourraient 

contribuer au développement de la résistance à l’insuline lors de l’obésité. Nous sommes en train de 

déterminer la cinétique d’apparition des dommages à l’ADN dans le foie afin de savoir s’ils apparaissent 

avant, en même temps ou après ceux retrouvés dans les adipocytes. On peut également se demander si 

une baisse de NAD+ dans les adipocytes, par un mécanisme dépendant ou non de la surexpression de 

URI, ne pourrait pas contribuer à amplifier les dommages à l’ADN dus au stress oxydatif.    
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Les dommages à l’ADN sont-ils seuls responsables de la stabilisation de p53 dans les adipocytes lors 

de l’obésité ? D’autres mécanismes peuvent être proposés à partir de données de la littérature. Une étude 

récente montre que PTRF, connue également sous le nom de cavin-1 une protéine des cavéoles, est 

impliquée dans le contrôle de la fonction des ribosomes dans les adipocytes. L’inhibition de PTRF dans 

les adipocytes conduit à la dysfonction des ribosomes et à l’activation de la voie p53 et cet effet requiert 

l’intégrité des cavéoles (Liu and Pilch, 2016). De façon intéressante, Regazzetti et al ont démontré que 

l’expression de PTRF était diminuée dans le tissu adipeux viscéral de patients obèses morbides et 

diabétiques par rapport à des sujets obèses morbides ou minces, suggérant que chez ces patients la baisse 

de PTRF puisse participer à l’activation de la voie p53. Il serait intéressant de déterminer si les ribosomes 

sont toujours fonctionnels dans les adipocytes lors de l’obésité et si un défaut existe quand elle se met 

en place.  

Mdm2, l’ubiquitine ligase responsable de l’ubiquitinylation et de la dégradation de p53 est un substrat 

de la PKB, la kinase impliquée dans les réponses métaboliques de l’insuline. La phosphorylation de 

Mdm2 par la PKB est activatrice et conduit donc à la déstabilisation de p53 (Gottlieb et al., 2002; 

Ogawara et al., 2002). Quand l’adipocyte devient résistant à l’insuline lors de l’obésité, p53 pourrait se 

retrouver stabilisé à cause d’une diminution de sa phosphorylation par la PKB. Aucune étude n’est 

cependant disponible sur les niveaux d’expression et de phosphorylation de Mdm2 dans les adipocytes 

lors de l’obésité. Les conséquences d’une inhibition de phosphorylation de Mdm2 pourraient s’étendre 

aux fonctions de Mdm2 indépendantes de p53 nouvellement décrites, comme son rôle dans le contrôle 

du métabolisme des acides aminés et de l’homéostasie redox, grâce à ses propriétés de liaison à la 

chromatine (Riscal et al., 2016).  

Ils existent d’autres régulateurs de la fonction/expression de p53 qui pourraient lors de l’obésité 

participer à sa stabilisation et à son activation. Le microARN miR-34a, transcrit de façon p53-

dépendante, est augmenté dans le tissu adipeux et les adipocytes lors de l’obésité (résultats non publiés 

du laboratoire et (Fu et al., 2014)). Or, miR-34a est connu pour activer p53 dans une boucle de 

rétrocontrôle positif (Lou et al., 2015), même si cela reste à être démontré dans l’adipocyte. 

L’ubiquitine ligase E4F1 induit l’expression d’un programme génique spécifique et dépendant de p53 

conduisant à l’inhibition du cycle cellulaire mais pas à l’apoptose (Le Cam et al., 2006). Les niveaux 
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d’expression de E4F1 serait donc important pour dicter la spécificité de la réponse génique et donc les 

effets biologiques dépendants de p53. Cependant, cette protéine n’a pas encore été étudiée dans le 

contexte de l’obésité ni dans l’adipocyte.  

Enfin, nous avons montré que le locus CDKN2A était induit dans le TA assez rapidement après le début 

du régime riche en lipide. Nous montrons également sa surexpression dans les adipocytes de souris 

soumises à un régime riche en lipides pendant 16 semaines ou dans des souris génétiquement obèses 

ob/ob (Figure 18). Le locus CDKN2A est également surexprimé dans le tissu adipeux de sujets obèses 

(communication personnelle du Pr P Arner). Ce locus fait partie du locus CDKN2A/B schématisé dans 

la figure 19. Il code pour les protéines et p19ARF (p14ARF chez l’homme) et p16INK4A. Il code également 

chez l’homme pour un long ARNm non codant ANRIL (Figure 19). P16INK4 est un inhibiteur de 

CDK4/6 (cyclin-dependent kinase) alors que p19ARF est un inhibiteur de Mdm2. 

 

 
 
Figure 18. Expression du locus CDKN2A dans le tissu adipeux et les adipocytes de souris obèses. 
Les ARNs ont été extraits à partir de tissu adipeux épididymaire et des adipocytes fraichement isolés de souris 
obèses ob/ob à l’âge de e12 semaines ou de souris rendues obèses par un régime hyper-lipidique (HFD) de 16 
semaines. Les souris minces ob/+ et les souris alimentées avec un régime normal (ND) sont utilisées en contrôle. 
Les niveaux d’expression de l’ARNm de p19ARF et de p16INK4A ont été déterminés par RT-qPCR et normalisés 
par les niveaux de RPLP0. Les résultats sont exprimés par rapport à l’expression dans les souris contrôles minces 
et correspondent à la moyenne + SEM (n=6-8 par groupes de souris). *,** indiquent que les résultats sont 
significatifs avec p<0.05 et p<0.01, respectivement. 
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Figure 19. Le locus CDKN2A/B humain. Le locus CDKN2A (cyclin-dependent kinase Inhibitor 2A) code 
pour deux protéines p16INK4 et p14ARF (p19ARF chez la souris). Ces deux protéines agissent comme des suppresseurs 
de tumeur : p16INK4 inhibe les CDK4 et 6 (cyclin depend kinase 4 et 6) induisant l’activation de la protéine Rb 
(retinoblastoma). P14ARF forme un complexe inhibiteur avec MDM2, activant p53. Les 2 protéines partagent les 
exons 2 et 3 du locus, mais diffèrent par l’exon 1β pour p14ARF et l’exon 1α pour p16INK4.  CDKN2B sur le même 
locus code pour un autre inhibiteur de CD/6K. ANRIL. D’après (Hannou et al., 2015)  

 
 
Le locus CDKN2A est normalement réprimé par un complexe « polycomb » et est induit en cas de 

dommages à l’ADN chronique pour permettre la mise en place de la sénescence (Gil and Peters, 2006). 

La surexpression du locus CDKN2A pourrait donc participer à la stabilisation de p53 si les dommages à 

l’ADN deviennent chroniques à cause par exemple des mécanismes de réparation de l’ADN qui ne 

seraient pas assez efficaces par rapport à la chronicité du stress oxydatif. On pourrait également 

envisager des défauts dans le complexe polycomb requis pour inhiber l’expression de CDKN2A. Des 

SNPs sur le locus CDKN2A sont associés au diabète de type 2 et aux maladies cardiovasculaires. Les 

SNPs sont principalement localisées sur ANRIL et pourraient donc contribuer à modifier les niveaux 

d’expression de CDKN2A/B puisque leur principale fonction connue est de contrôler l’expression du 
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locus CDKN2A/B (Hannou et al., 2015) (figure 19). Même si ANRIL n’est pas caractérisé chez la 

souris, la délétion de la région orthologue porteuse des SNPs chez la souris provoque une inhibition de 

l’expression du locus CDKN2A/B (Visel et al., 2010). Il n’est donc pas exclu que ANRIL soit aussi 

exprimé chez la souris et qu’un changement de son expression puisse participer à l’induction de p16INK4A 

et p19ARF dans l’adipocyte lors de l’obésité. 

 

Conséquences de l’activation de la voie p53 dans l’adipocyte 

 

Nous avons donc montré que très tôt après le début d’un régime riche en lipides des dommages à l’ADN 

étaient détectés et associés à l’activation de la voie p53 dans les adipocytes. L’activation de la voie p53 

dans l’adipocyte pouvait donc être proposée comme un événement causal des dysfonctions adipocytaires 

avec des répercussions possibles sur le tissu adipeux voire l’organisme entier. Nous nous sommes donc 

demandés qu’elles pouvaient être les conséquences des dommages à l’ADN sur les adipocytes. Les  

résultats décrits ci-dessous sont résumés dans la figure 20. 

 

 

 Figure 20. Dommages à l’ADN et activation de p53 dans l’adipocyte lors de l’obésité. Selon (Vergoni 
et al., 2016). 

 

In vitro, l’induction de dommages à l’ADN à l’aide de la doxorubicine, un agent intercalant également 

inhibiteur de topoisomérase 2 (Chang et al., 2011) entraîne une inhibition de la signalisation insulinique 
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avec pour conséquence une inhibition de la stimulation du transport de glucose et de la translocation des 

transporteurs de glucose Glut4 par l’insuline. Nous ne connaissons pas les mécanismes impliqués. Nous 

avons cependant exclu la participation de facteurs sécrétés et une augmentation de PTEN (phosphatase 

and Tensin homolog). PTEN est une phosphatase des PIP3, requis pour l’activation de la PKB, et est 

une cible caractérisée de p53. Nous n’avons jamais pu mettre en évidence l’induction de PTEN par les 

dommages à l’ADN ou l’activation pharmacologique de la voie p53 dans les adipocytes, induction de 

PTEN qui aurait pu conduire à l’inhibition de la PKB. Nous n’avons pas exploré plus en détails les 

mécanismes possibles en se focalisant plus particulièrement sur les mécanismes connus entraînant 

l’inhibition de la tyrosine phosphorylation du récepteur de l’insuline (effet sur les cavéoles, expression 

des inhibiteurs comme SOCS3 et Grb14, expression de tyrosine phosphatases…). Les dommages à 

l’ADN et l’activation de la voie p53 stimule la lipolyse basale. Nous n’avons observé aucune 

modification de la lipolyse en réponse à l’isoprotérénol et nous pensons qu’une inhibition d’expression 

de la périlipine 1 pourrait expliquer cet effet. 

Enfin, nous avons montré que les dommages à l’ADN et l’activation de la voie p53 modifiaient les 

capacités sécrétoires des adipocytes. Les milieux conditionnés d’adipocytes porteurs de dommages à 

l’ADN attirent plus efficacement les neutrophiles et les macrophages. Les chimiokines impliquées 

pourraient être CXCL1 pour les neutrophiles et CCL2 et CCL7 pour les macrophages (Ignacio et al., 

2016). L’IL-6 également produite dans ces conditions pourrait permettre l’attraction des macrophages 

(Kraakman et al., 2015; Ley et al., 2013). De façon intéressante et en accord avec notre hypothèse d’un 

rôle causal des dommages à l’ADN dans les adipocytes dans les désordres métaboliques associés à 

l’obésité, les événements décrits ci-dessus sont les premiers détectés après le début du régime riche en 

lipides. Notamment, les milieux conditionnés d’adipocytes porteurs de dommages à l’ADN ne 

participent pas à l’activation des macrophages in vitro, et l’augmentation des macrophages anti-

inflammatoires précède celle des macrophages pro-inflammatoires dans le tissu adipeux de souris 

soumises à un régime riche en lipides. Les modifications des populations de cellules immunitaires, 

notamment via l’augmentation des neutrophiles pourraient engendrer une cascade d’événements 

conduisant à la polarisation et à l’activation des macrophages au sein du tissu adipeux. L’expérience que 

nous avons réalisée in vivo, consistant à injecter une dose de doxorubicine pour induire de façon aigue 
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des dommages à l’ADN montrent que cette unique injection suffit à induire l’inflammation dans le tissu 

adipeux. On ne sait cependant pas si seuls les dommages à l’ADN dans l’adipocyte permettent cette 

inflammation du fait d’un dialogue modifié entre adipocytes et cellules immunitaires, ou si des 

dommages à l’ADN hors adipocytes voire même hors du tissu adipeux en sont responsables. Il s’est 

également avéré que cette inflammation aigue du tissu adipeux n’était pas accompagnée de désordres 

métaboliques majeurs. Nous avons seulement détecté une augmentation des acides gras circulants 

probablement le reflet de la lipolyse accrue à cause des dommages à l’ADN dans les adipocytes. On 

notera cependant, qu’après cette unique injection de doxorubicine et bien que la voie p53 était bien 

activée dans les adipocytes isolés, nous ne pouvions déjà plus mettre en évidence la présence de 

dommages à l’ADN au moment du sacrifice (résultats non publiés). Ceci démontre que l’adipocyte a 

une capacité importante de réparation des dommages à l’ADN et que donc lors de l’obésité le maintien 

des dommages à l’ADN dans les adipocytes est soit dû à un défaut de réparation soit dû à la présence 

en continu de stress génotoxique, ou les deux. 

En plus des effets publiés décrits ci-dessus, des résultats récents que j’ai pu obtenir montrent que les 

milieux conditionnés d’adipocytes porteurs de dommages à l’ADN ou avec la voie p53 activée 

perturbent fortement la différenciation adipocytaire (Figure 21) et la croissance/survie des pré-

adipocytes (Figure 22). Concernant la différenciation adipocytaire, des étapes avant et après l’action de 

PPAR-γ seraient affectées par les milieux conditionnés puisque l’ajout de rosiglitazone (agoniste 

pharmacologique de PPARγ) améliore la différenciation mais sans restaurer un niveau similaire au 

contrôle (résultats non montrés). La recherche des mécanismes est toujours en cours. Concernant la 

diminution du nombre de pré-adipocytes par les milieux conditionnés d’adipocytes porteurs de 

dommages à l’ADN, il semble que ce soit dû au moins en partie à une augmentation de la mort des pré-

adipocytes puisque nous observons une augmentation du clivage caspase 3 et de PARP. Nous allons 

étudier si on observe également une inhibition du cycle cellulaire. En effet, dans une expérience 

préliminaire, nous avons observé que le milieu conditionné d’adipocytes porteurs de dommages à l’ADN 

entraînait la stabilisation de p53 dans les pré-adipocytes et provoquait une augmentation de la proportion 

de pré-adipocytes sénescents (Figure 23). Les médiateurs de cette sénescence ne sont pas connus et il 

nous faudra démontrer si l’activation de p53 fait suite à des dommages à l’ADN et à l’induction du locus 
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CDKN2A dans les préadipocytes. La mort ou sénescence des pré-adipocytes ainsi que l’inhibition de la 

différenciation adipocytaire induite à cause des dommages à l’ADN dans les adipocytes pourraient 

contribuer au défaut d’expansion du tissu adipeux responsable de la lipotoxicité impliquée dans le 

développement de la résistance à l’insuline. 

 

         A                B 

 
 
Figure 21. Les milieux conditionnés d’adipocytes porteurs de dommages à l’ADN inhibent la 
différenciation adipocytaire. Des pré-adipocytes en culture ont été différentiées avec du milieu conditionné 
par des adipocytes matures. Le milieu est conditionné pendant 2 jours et demi, par des adipocytes matures sans 
traitement préalable (AdCM) ou avec 24h de traitement à la doxorubicine 0.5 μg/ml pour induire des dommages à 
l’ADN (AdCM doxo), ou avec 48h de nutline 10µg/mL pour activer p53 (AdCM nutline). Le cocktail de 
différenciation ne contient pas de rosiglytazone, agoniste de PPARγ. A : Les cellules ont été colorées avec de l’oil-
red-o. et de l’hématoxyline puis observées par microscopie. B : niveau d’expression des ARNm d’AP2, PPARγ et 
GluT4 dans des adipocytes différenciés AdCM et AdCM doxo a été mesuré par RT-qPCR. 
 
 
 

 

Figure 22. Les milieux conditionnés d’adipocytes porteurs de dommages à l’ADN induisent 
l’apoptose des préadipocytes.  A : Image de culture de pré-adipocyte pendant 2 et 3 jours avec du milieu 
conditionné d’adipocyte mature sans traitement préalable (AdCM) ou avec 24h de traitement à la doxorubicine 0.5 
μg/ml pour induire des dommages à l’ADN (AdCM doxo), ou avec 48h de nutline 10µg/mL pour activer p53 
(AdCM nutline). Leur nombre est ensuite quantifié à 2 et 3 jours. B : A 3 jours de culture, les proteines sont 
extraites extraites puis analysées par western blot pour observer le clivage de PARP et de la caspase 3. 
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Figure 23. Les milieux conditionnés d’adipocytes porteurs de dommages à l’ADN induisent la 
sénescence des pré-adipocytes. Culture de pré-adipocyte pendant 2 et 3 jours avec du milieu conditionné 
d’adipocyte mature sans traitement préalable (AdCM) ou avec 24h de traitement à la doxorubicine 0.5 μg/ml pour 
induire des dommages à l’ADN (AdCM doxo). A : l’expression de la protéine p53 est mesurée à 2 et 3 jours de 
culture par Western Blot. B : La senescence cellulaire des pré-adipocytes à 3 jours de culture avec des milieux 
conditionnés est mesurée par la détection de la β-galactosidase par un test X-gal. 
 
Comme le nombre de cellules pré-adipocytaires isolées à partir de la fraction stromale du tissu adipeux 

présentant les caractères de sénescence est augmenté lors de l’obésité (Tchkonia et al., 2010), le 

sécrétome des adipocytes porteurs de dommages à l’ADN pourrait être un des mécanismes responsables. 

Nous ne pouvons cependant pas exclure que la sénescence des précurseurs adipocytaires lors de l’obésité 

puisse être la conséquence de dommages chroniques à l’ADN dans les pré-adipocytes eux-mêmes.  

Nous avons vu que des dommages à l’ADN sont détectables très tôt après l’initiation d’un régime riche 

en lipide dans d’autres cellules que les adipocytes (cellules blanches, figure 17). Ces cellules sont le 

plus souvent organisées en réseau ressemblant à des vaisseaux sanguins. Or, les progéniteurs 

adipocytaires blancs et beiges ont cette localisation (Berry et al., 2013; Tang et al., 2008). De plus, il a 

été montré que lors du vieillissement, les progéniteurs d’adipocytes beiges en devenant sénescents 

perdaient leur capacité à se différencier avec une répercussion sur l’efficacité à s’adapter au froid (Berry 

et al., 2017). Un tel mécanisme pourrait également exister lors de l’obésité. Cependant, les cellules du 

tissu adipeux avec des dommages à l’ADN et localisées en forme de réseau pourraient également être 

des cellules endothéliales du tissu adipeux.  Il a été montré que l’expression de p53 était augmentée dans 

les cellules endothéliales - de l’aorte, du poumon, et du muscle squelettique- lors de l’obésité. De plus, 

l’invalidation de p53 dans les cellules endothéliales protège des désordres métaboliques causés par 

l’obésité (Yokoyama et al., 2014). La contribution d’une éventuelle activation de p53 dans les cellules 

endothéliales du tissu adipeux n’est cependant pas connue et reste difficile à appréhender 

expérimentalement. Il est cependant tout à fait plausible que p53 soit également stabilisé dans les cellules 
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endothéliales du tissu adipeux puisque le groupe du Dr A Bouloumié a montré une augmentation de la 

proportion de cellules endothéliales sénescentes dans le tissu adipeux de sujets obèses (Villaret et al., 

2010). 

 

En résumé, l’activation précoce de p53 dans les adipocytes lors de l’obésité pourrait conduire à 

l’inflammation du tissu adipeux, un défaut d’expansion du tissu adipeux, et à la résistance à l’insuline 

adipocytaire. Ensemble, ces mécanismes conduiraient à la résistance à l’insuline systémique. En accord, 

l’invalidation de p53 dans les adipocytes protègent de la résistance à l’insuline chez des souris soumises 

à un régime riche en lipides et fructose (Minamino et al., 2009). Il faut cependant noté que l’invalidation 

de p53 dans les adipocytes a été réalisée en utilisant les souris aP2-Cre. Or, il a été décrit que l’utilisation 

de ces souris pouvait conduire à l’invalidation des gènes floxés dans les macrophages mais aussi dans 

d’autres cellules (Lee et al., 2013). Minamino et al montrent une petite composante myéloïde dans le 

phénotype observé par des approches de transfert de moelle (Minamino et al., 2009). Il serait tout de 

même important de reproduire cette étude en utilisant les souris Adiponectine-Cre pour invalider p53 

spécifiquement dans les adipocytes.  

 

Rôle de la surexpression de p19ARF dans les adipocytes dans le développement des désordres 

métaboliques liés à l’obésité 

 

Comme p14ARF contribue à stabiliser p53 (Figure 24) dans les adipocytes murins et humains et qu’il est 

surexprimé dans les adipocytes de souris obèses, nous nous sommes demandés quelles pouvaient être 

les conséquences de sa surexpression sur les fonctions adipocytaires. Nous montrons que la 

surexpression de p14ARF entraine une inhibition de la phosphorylation de la PKB en réponse à l’insuline 

(Figure 25) et l’expression des chimiokines CCL2, CCL9 et CXCL1 (Figure 26). La surexpression de 

p14ARF mime donc les effets de l’inhibiteur pharmacologique de Mdm2, la nutline 3a. La surexpression 

de p14ARF que nous avons réalisée ne correspond en fait à aucun événement physiopathologique. En 

effet, p14/p19ARF est exprimé dans les cellules avec un stress génotoxique chronique (dommages à 

l’ADN chroniques dont les télomères raccourcis). Les conséquences de la surexpression de p14/19ARF 
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sur la fonction adipocytaire dans un contexte génotoxique pourraient donc être différentes. C’est en fait 

ce que suggère une étude récente dans laquelle p19ARF a été surexprimée dans des adipocytes en culture 

maintenus pendant longtemps en culture (Hasan et al., 2017). Ces « vieux » adipocytes développent un 

stress oxydatif qui pourrait être à l’origine de dommages à l’ADN et sont caractérisés par une 

augmentation de l’expression de p19ARF et p16INK4A, Nox4, de CCL2 et d’IL-6 et d’une inhibition de 

l’expression de PPARγ, Adiponectine, et Glut4 par rapport à des adipocytes « jeunes ». La surexpression 

de p19ARF dans les vieux adipocytes inhibe l’expression des ARNm de l’IL-6 et CCL2, l’inverse donc 

de ce que nous avons observé en surexprimant p14ARF dans des adipocytes « jeunes ». Par contre, dans 

ces deux conditions l’expression de p19/p14ARF, l’activité de la protéine kinase B est inhibée. Ceci 

suggère donc que la surexpression de p19ARF puisse affecter de façon différentielle les événements en 

aval de l’activation de p53 voire également les événements indépendants de p53 quand la cellule se 

trouve en présence de dommages à l’ADN. Les mécanismes moléculaires responsables de ces effets ne 

sont pas connus. Cependant il faut noter que dans l’établissement de la sénescence, l’expression de 

p16INK4A est un médiateur de la sénescence alors que celle de p19ARF est plutôt un frein à la sénescence 

(Baker et al., 2008).  

 

Figure 24. P14ARF stabilise et active p53 dans des adipocytes en culture de souris et des adipocytes 
primaires humains. Des adipocytes 3T3-L1 exprimant le récepteur CAR (Coxsackie and adenovirus receptor) 
des adénovirus (A, B) et des adipocytes humains (C) ont été infectés avec un adénovirus codant pour p14ARF. (A) 
Analyse de l’expression de l’ARNm de p21. (B, C) Analyse de l’expression de p14ARF, p53, p21 et HSP90 en 
contrôle de charge. ** indique que la différence est significative avec p<0,01.  
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Figure 25. L’expression de P14ARF dans des adipocytes 
en culture induit une inhibition de la phosphorylation 
d’AKT en réponse à une stimulation à l’insuline. 
Analyse par western blot de l’expression de la protéine AKT et 
P-AKT. Des adipocytes 3T3-L1 surexprimant le récepteur 
CAR de l’adénovius  à leurs membranes ont été mis en culture 
en présence d’adénovirus codant pour LacZ en contrôle ou 
p14ARF. Les adipocytes sont ensuite stimulés 20 minutes avec 
0,5 nM d’insuline. 
 
 

 
 

Figure 26. L’expression de P14ARF dans des 
adipocytes en culture induit l’expression de 
chemokines pro-inflammatoires. Analyse par RT-qPCR 
de l’expression de CCL2, CCL9 et CxCL1. Des adipocytes 
3T3-L1 sur-exprimant le récepteur CAR à leurs membranes 
ont été mis en culture en présence d’adénovirus codant pour 
LacZ ou de p14ARF. *,** et *** indiquent que les résultats sont 
significatifs avec p<0.05, p<0.01 et p<0.005 respectivement. 
 

 

 
PERSPECTIVES 

Mon travail de thèse permet de proposer que l’activation de p53 dans les adipocytes constitue un 

événement déclenchant une cascade d’effets (inflammation du tissu adipeux, perturbation des capacités 

d’expansion du tissu adipeux, résistance à l’insuline adipocytaire) participant aux dysfonctions du tissu 

adipeux lors de l’obésité et responsables du développement de la résistance à l’insuline. 

Dans cette optique, il semble important de déterminer l’ensemble du programme génique codant et non 

codant contrôlé par p53 en début de régime dans les adipocytes afin de déterminer s’il est possible 

d’interférer avec ce programme pour empêcher l’installation des défauts. Nous envisageons également 

de caractériser les facteurs sécrétés responsables des effets notamment sur les pré-adipocytes afin de 

déterminer s’ils ont une certaine spécificité qui nous permettrait d’envisager de pouvoir les cibler pour 

restaurer l’expansion du tissu adipeux lors de l’obésité. Les chimiokines qui seraient responsables de 

l’infiltration du tissu adipeux par les neutrophiles et les macrophages ne sont en effet pas suffisamment 

spécifiques à l’inflammation du tissu adipeux lors de l’obésité pour pouvoir les cibler. 
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Il serait également intéressant de mieux comprendre la cascade d’événements qui aboutit à la formation 

des dommages à l’ADN. L’augmentation du stress oxydatif et plus particulièrement la surexpression de 

Nox4 dans l’adipocyte observée en début de régime est-elle-responsable des dommages à l’ADN et de 

l’activation de la voie p53 dans les adipocytes ? Y-a-t-il une contribution de la voie p53 mitochondriale 

dans le développement du stress oxydatif dans l’adipocyte ? Un certain nombre d’études suggère que 

des antioxydants préviennent des effets délétères de l’obésité (Den Hartigh et al., 2017). Ces 

antioxydants contrecarrent-ils les dommages à l’ADN et l’activation de la voie p53 dans les adipocytes. 

Compte tenu du fait que le stress lié à la suralimentation est constant, peut-on envisager d’activer les 

systèmes de réparation des dommages à l’ADN afin de diminuer ces dommages et réduire l’activation 

de p53 ? Pour cela, il serait important de caractériser les enzymes impliquées dans la réparation des 

dommages à l’ADN dans les adipocytes lors de l’obésité et de déterminer si leur activité est affectée par 

un régime riche en lipide. In vitro, la kinase DNA-PK semble jouer un rôle important dans la réparation 

des dommages à l’ADN des adipocytes (Meulle et al., 2008). Il n’existe cependant pas d’activateur 

pharmacologique de la DNA-PK. Nous pourrions donc déterminer si son inhibition par des inhibiteurs 

pharmacologiques spécifiques aggrave les dommages à l’ADN dans les adipocytes lors de l’obésité. 

Certaines enzymes de réparations de l’ADN étant dépendantes du NAD+, on pourrait déterminer les 

conséquences d’une supplémentation en précurseurs du NAD+ tel que l’acide nicotinique (Niacine) 

présent dans la vitamine B3 sur la quantité de dommages à l’ADN dans les adipocytes de souris soumises 

à un régime riche en lipides. Est-ce que l’acide nicotinique peut prévenir l’apparition des dommages à 

l’ADN dans les adipocytes ou d’autres cellules du tissu adipeux et à quelle dose ? L’acide nicotinique 

est utilisé en clinique pour baisser les taux de cholestérol, diminuer le risque d’infarctus du myocarde 

chez des sujets avec hypercholestérolémie, et parfois pour traiter l’athérosclérose.  

 

Nous voulons également comprendre le rôle de la surexpression du locus CDKN2A dans l’adipocyte 

lors de l’obésité. Nous avons commencé par l’étude du rôle de la surexpression de p19ARF dans les 

adipocytes sur le développement des désordres métaboliques liés à l’obésité. Nous avons obtenu des 

souris n’exprimant plus p19ARF dans les adipocytes en croisant des souris porteuses de l’allèle floxé de 

p19ARF avec les souris exprimant la Cre-recombinase sous le contrôle de l’adiponectine. Les souris 
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viennent d’être mises sous régime riche en lipides. Les premiers résultats seront présentés le jour de la 

soutenance de la thèse. Nous envisageons ensuite de déterminer le rôle de la surexpression de p16INK4A 

adipocitaire et de la surexpression du locus CDKN2A dans sa globalité par des approches 

expérimentales similaires (les souris p16INK4A et CDKN2A floxées sont disponibles).  

Il serait également intéressant de déterminer les mécanismes moléculaires responsables de 

l’augmentation d’expression du locus CDKN2A dans les adipocytes lors de l’obésité. Le lien 

moléculaire entre dommages à l’ADN chroniques et expression du locus CDKN2A dans l’établissement 

de la sénescence n’est pas entièrement établi. Il ferait intervenir un changement d’activité du complexe 

polycombe que nous étudierons dans l’adipocyte lors de l’obésité. Nous essaierons aussi de déterminer 

si ANRIL est exprimé dans nos modèles murins d’obésité. 

 

En conclusion, l’apparition de dommages à l’ADN dans l’adipocyte est un événement très précoce 

dans le développement de l’obésité et concomitant à l’apparition d’un stress oxydatif, le principal 

inducteur des cassures double brin de l’ADN. Ces dommages à l’ADN déclenchent une cascade de 

signalisation dépendante de p53 qui devrait par analogie à d’autres types cellulaires participer à 

la restauration de l’homéostasie cellulaire. La diminution de la signalisation insulinique et 

l’attraction de cellules immunitaires « réparatrices » de tissus endommagés comme les 

neutrophiles et les macrophages M2 pourraient faire partie de ces mécanismes. Cependant, les 

effets au sein du tissu adipeux de l’activation de la voie p53 dans l’adipocyte conduisent à des effets 

délétères dont l’activation des macrophages  (Minamino et al., 2009). Les mécanismes ne sont pas 

connus mais pourraient impliquer la mise en place d’un cercle vicieux entre les adipocytes et les 

macrophages résidents du TA afin d’installer un état inflammatoire chronique à bas bruit. Il est 

également possible que les effets observés lors du développement de l’obésité soit la résultante de 

dommages à l’ADN dans plusieurs types cellulaires du TA. Le rôle de la dérépression du locus 

CDKN2A et donc de l’expression de p19ARF et p16INK4A, normalement induit en cas de dommage 

à l’ADN chronique, dans les mécanismes causant la résistance à l’insuline reste à être élucidé.     
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