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Résumé 
Le tissu adipeux (TA) contient un grand nombre de leucocytes qui jouent un rôle fondamental dans la 
régulation de l’activité métabolique du TA. Chez l’individu sain, les leucocytes du TA ont un profil 
majoritairement anti-inflammatoire (macrophages M2, polynucléaires éosinophiles, lymphocytes T CD4 Th2 et 
T régulateurs). Chez le sujet obèse, on observe une modification des populations immunitaires vers un 
phénotype majoritairement pro-inflammatoire (macrophages M1, polynucléaires neutrophiles, lymphocytes T 
CD8 et T CD4 Th1). Cet état inflammatoire participe au développement du syndrome métabolique. Chez 
l’adulte, les leucocytes circulants sont principalement produits dans la moelle osseuse (MO) par des cellules 
souches hématopoïétiques (CSH). Notre équipe a montré qu’une partie des leucocytes du TA sont produits in 
situ grâce à la présence de CSH tissulaires spécifiques, dont l’activité hématopoïétique diffère selon le dépôt 
adipeux. Ce résultat suggère que les CSH du TA pourraient être contrôlées par leur niche, comme c’est le cas 
dans la MO. 

Considérant le rôle prépondérant des leucocytes dans la physiopathologie du TA et le rôle des CSH dans ce 
tissu, les objectifs de cette thèse ont été les suivants : 1) Caractériser le rôle de l’hématopoïèse du TA dans le 
développement des maladies métaboliques. 2) Caractériser d’un point de vue cellulaire et moléculaire la niche 
des CSH du TA et la régulation de leur activité par cet environnement. 3) Mettre en évidence et caractériser 
l’activité hématopoïétique du TA chez l’homme.  

Concernant le premier objectif, nos résultats montrent que dans un modèle de diabète induit par un régime 
riche en gras, les CSH du TA produisent des macrophages pro-inflammatoires ayant un rôle direct dans le 
développement des altérations de l’homéostasie glucidique. La greffe de CSH du TA issues d’une souris 
diabétique dans une souris maintenue sous régime standard induit le transfert de la pathologie. Inversement, 
la greffe de CSH de TA d’une souris saine dans une souris diabétique améliore le phénotype métabolique. 
Concernant le second objectif, nous montrons que les CSH du TA se localisent préférentiellement dans le cœur 
du TA sous-cutané, région principalement composée d’adipocytes beiges, alors que la périphérie, constituée 
d’adipocytes blancs uniloculaires héberge moins de CSH. L’activation ou l’inhibition des adipocytes beiges 
diminue la quantité de CSH au cœur du tissu, montrant qu’un déséquilibre du métabolisme des adipocytes 
beiges a un impact sur les CSH, suggérant que ces adipocytes pourraient alors faire partie d’une niche 
hématopoïétique. Les approches in vitro ne nous ont pas permis d’aller plus loin dans la caractérisation des 
acteurs cellulaires et/ou moléculaires de cette niche. Concernant le troisième objectif, nous montrons pour la 
première fois la présence de CSH dans le TA chez l’homme. La fonctionnalité de ces CSH a été testée in vitro et 
in vivo. En culture en milieu semi-solide, les CSH de TA humain sont capables de donner des clones myéloïdes, 
comme chez la souris. In vivo, chez des souris immuno-déficientes reconstituées avec des CSH de TA humain, 
on retrouve des cellules immunitaires humaines dans le tissu adipeux, ce qui démontre leur capacité à 
reconstituer une partie du système immunitaire de ce tissu. 

En conclusion, ce travail de thèse a permis de montrer que l’activité hématopoïétique du TA joue un rôle crucial 
dans le maintien de la balance énergétique. Les CSH du TA résideraient préférentiellement dans une niche 
localisée au coeur du tissu, composée d’adipocytes beiges. La caractérisation des signaux moléculaires présents 
dans les différentes zones du TA permettra de proposer de nouvelles hypothèses sur la régulation de l’activité 
des CSH du TA. Chez l’homme, notre travail a permis de mettre en évidence une hématopoïèse tissulaire 
endogène au tissu adipeux, renforçant ainsi l’importance physiopathologique de nos précédents résultats 
obtenus chez la souris.  
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Summary 
The adipose tissue (AT) contains a lot of leukocytes that play a fundamental role in the regulation of AT 
metabolic activity. In a physiological situation, AT-leukocytes mostly display an anti-inflammatory profile (M2 
macrophages, eosinophils, CD4 Th2 T cells and regulatory T cells). Obesity induces a shift in AT immune cells 
towards a pro-inflammatory phenotype (M1 macrophages, neutrophils, CD8 and CD4 Th1 T cells). This 
inflammatory state contributes to the development of the metabolic syndrome. In adults, circulating 
leukocytes are mostly produced in the bone marrow (BM) by hematopoietic stem cells (HSC). A few years ago, 
we have shown AT harbors a specific resident HSC population that can renew innate immune cells and 
especially macrophages in the AT, via in situ differentiation.  This endogenous hematopoietic activity differs 
according to the localization of the fat pad, suggesting that like BM-HSC, AT HSC might be controlled by their 
environment. 

Considering the important role of leukocytes in the AT physiopathology and the role of resident HSC in this 
tissue, the objectives of this work were the followings: 1) To characterize the role of the AT hematopoiesis in 
the onset of metabolic diseases. 2) To characterize the AT HSC niche from a cellular and a molecular point of 
view, and the regulation of their activity by this environment. 3) To demonstrate the presence of an 
endogenous AT-hematopoiesis in humans.  

First, by using transplantation of sorted AT-HSC and gain and loss of function studies we showed that some of 
the inflammatory AT-macrophages inducing metabolic disease originate from resident AT-HSC. Transplantation 
of AT-HSC sorted from high fat diet-fed (HFD) mice is sufficient to induce AT-macrophage accumulation, and to 
transfer metabolic disease in control mice. Conversely, the transplantation of control AT-HSC improves both 
AT-inflammation and glucose homeostasis in HFD mice.  

Second, we showed that AT-HSC are preferentially localized in the core of sub-cutaneous AT that contains beige 
adipocytes, instead of the periphery that mostly harbors unilocular white adipocytes. Activation or inhibition of 
beige adipocytes induces a loss of this preferential localization, suggesting that modifications of the 
subcutaneous AT core region metabolism impact HSC behavior. This suggests that beige adipocytes might be a 
part of a hematopoietic niche in the AT. However, we were unable to characterize the cellular and/or 
molecular constituants of this niche.  

Finally, we showed for the first time that as in mice, human AT contains resident HSC. In methylcellulose semi-
solid medium, human AT-HSC are able to produce myeloid clones. In vivo, after transplantation of human AT-
HSC in immunodeficient mice, human immune cells are observed in the AT. These results show that human AT 
exhibit a functional endogenous hematopoietic activity.  

Altogether, we show in this study that the AT hematopoietic activity plays a crucial role in the control of energy 
balance. Although AT HSC are localized preferentially at the vicinity of beige adipocytes, molecular signals 
controlling this population remain to be characterized. Finally, we demonstrate for the first time an 
endogenous hematopoiesis in human AT, highlighting the physiopathological importance of our previous 
results obtained in mice. 
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Figure 1 : Localisation des différents types de TA blancs et bruns chez la souris. 
D’après Tran et Kahn, Nature Reviews Endocrinology 6, 195-213 
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Chapitre 1 : Des tissus adipeux, des adipocytes 
 

Le tissu adipeux (TA) est un tissu conjonctif présent chez tous les mammifères. Chez 

l’homme, sa masse représente entre 15 et 25% du poids corporel. Il a été traditionnellement 

étudié pour ses rôles d’isolant thermique, de protection contre des chocs mécaniques, mais 

surtout pour son rôle dans la gestion des réserves énergétiques lipidiques1. En effet, ce tissu 

est capable de stocker mais aussi de libérer ou d’oxyder des lipides. Ces propriétés 

métaboliques en font donc un tissu très plastique, capable de s’hypertrophier quand la 

balance énergétique est excédentaire, ou au contraire de régresser en volume en libérant 

des lipides à destination d’autres organes lorsque les dépenses énergétiques de l’organisme 

sont supérieures aux apports2. Depuis une 20aine d’années et l’identification du gène de la 

leptine, le TA est aussi abondemment étudié pour ses nombreuses sécrétions endocrines3,4, 

donnant finalement à ce tissu un rôle central en physiopathologies5.  

Le TA est réparti en plusieurs dépôts au sein de l’organisme, ces différents dépôts n’étant 

pas similaires d’un point de vue morphologique et fonctionnel. Il existe en effet différents 

types de TA classés selon leurs couleurs (blanc ou brun), cette couleur traduisant des 

fonctions et origines différentes6. Au sein même du TA blanc (WAT, White Adipose Tissue), il 

existe des différences fonctionnelles selon la localisation des dépôts (sous-cutanée ou 

viscérale) (fig. 1)7, qui ne seront abordées que d’un point de vue général dans ce manuscrit. 

Le TA brun (BAT, Brown Adipose Tissue) est localisé dans la région inter-scapulaire chez la 

souris (fig. 1). Chez l’homme il est présent en grande quantité durant la période péri-natale, 

avant d’involuer et de n’être présent que dans la région supra-claviculaire et péri-rénale 

chez l’adulte8. Enfin, il existe un TA médullaire, localisé dans la moelle osseuse (MO). 
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Figure 2 : Métabolisme lipidique, stockage et mobilisation dans l’adipocyte. 
En situation d’apport énergétique, les adipocytes synthétisent des triglycérides (TG) à partir des 
acides gras (AG) et du glycérol issue de la glycolyse. La synthèse des AG et l’import de glucose est 
stimulé par l’insuline. A l’inverse, la lipolyse permet de mobiliser les TG en situation de déficit 
énergétique. Les TG sont hydrolysés en réponse aux signaux cataboliques tels que la 
noradrénaline, l’adrénaline, ou le glucagon. Les AG produits et libérés seront oxydés 
principalement dans le muscle, et le glycérol sera utilisé pour la néoglucogenèse et la cétogenèse 
dans le foie.  
IR: récepteur à l’insuline; ACC: acétyl coA carboxylase; LPL: lipoprotéine lipase; FFA: Free Fatty 
Acid = Acide Gras Non Estérifié; DGAT = diglycéride acyl-transférase; ATGL: adipose triglycéride 
lipase; AR: récepteur adrénergique; SNS: système nerveux sympathique; DG: diglycéride; HSL: 
lipase hormono-sensible; MG: monoglycérides 
D’après Luo et Liu, Journal of Endocrinology (2016) 231, R77-R99 
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I. Les adipocytes 

1) Les adipocytes blancs 

Ces adipocytes caractérisent les dépôts de WAT. Ces cellules sont rondes, avec une unique et 

volumineuse vacuole lipidique occupant quasiment tout l’espace intra-cellulaire. Le noyau et 

les organites sont excentrés, collés à la membrane plasmique.  

A- Fonction métabolique 

Le principal rôle des adipocytes blancs est de stocker les substrats énergétiques dans des 

situations où ces derniers sont en excès par rapport aux dépenses (en période postprandiale, 

par exemple, ou lorsque les dépenses énergétiques sont faibles)9. Le stockage des acides 

gras (AG) se fait sous forme de triglycérides (TG). Ces AG proviennent soit des acides gras 

libres circulants, soit de l’hydrolyse des TG contenus dans les lipoprotéines circulantes. Cette 

hydrolyse est alors assurée par la lipoprotéine lipase (LPL), synthétisée par les adipocytes et 

sécrétée dans la lumière des capillaires du TA. Les AG alors transportés dans le cytoplasme 

des adipocytes sont estérifiés avec du glycérol pour former des TG et stockés dans la vacuole 

lipidique de l’adipocyte. Les AG peuvent également être synthétisés par une acétyl-CoA 

carboxylase lors de la lipogenèse de novo à partir de l’acétyl-coA issue de la glycolyse. En 

effet, l’adipocyte blanc est capable d’importer du glucose sous l’effet de l’insuline. Cette 

propriété en fait une des trois cellules dites « insulino-sensibles »9 (fig. 2).  

A l’inverse, dans une situation où les dépenses énergétiques sont supérieures aux apports 

(jeûne, exercice physique prolongé), les adipocytes blancs vont mobiliser ces stocks de TG en 

les hydrolysant (fig.2). Cette hydrolyse, ou lipolyse, se fait en réponse à des signaux 

cataboliques (catécholamines, glucocorticoïdes, hormones thyroïdiennes entre autres) dont 

les voies de signalisation convergent vers la protéine kinase A (PKA)10. La lipolyse est réalisée 

par des réactions enzymatiques successives transformant les TG en diglycérides (DG) puis en 

monoglycérides (MG) dont l’enzyme limitante est la lipase hormono-sensible (LHS) activée 

par la PKA. La monoglycéride lipase hydrolyse ensuite les MG en AG et glycérol. Les AG 

libérés et véhiculés dans la circulation en association avec l’albumine11, sont alors oxydés par 

β-oxydation dans les mitochondries de différents tissus, notamment le foie où ils fourniront 

des corps cétoniques comme substrats énergétiques pour d’autres organes.  
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Tableau 1: Les différents facteur sécrétés par les cellules sécrétrices du TA blanc ainsi que leurs effets 
ASP: Acylating Simulation protein; BMP: Bone Morphogenic Protein, CTRPs: C1q/TNF-related proteins, 
FGF21: Fibroblast Growth Factor 21, MCP-1: Monocyte Chemotactic Protein-1, RBP4: Retinol Binding 
Protein 4, TNF-α: Tumor Necrosis Factor alpha 
Adapté de Fasshauer et Blüher, Trends in Pharmacological Sciences, 2015 

Facteur Cellule(s) sécrétrice(s) Fonction(s)

Leptine Adipocyte
Satiétogène, activité motrice, dépense 

énergétique, fertilité, métabolisme osseux

Adiponectine Adipocyte
Amélioration de la sensibilité à l'insuline, 

physiologie vasculaire

Visfatine Adipocyte Insulino-mimétique

Vaspine Adipocyte Amélioration de la sensibilité à l'insuline

FGF21 Adipocyte
Absorption de glucose par les adipocytes, 

browning, dépense énergétique

BMPs Adipocytes et pré-adipocytes
Métabolisme osseux, prise alimentaire, 

adipogénèse

Cathepsines Indéterminée
Protéase qui clive la leptine et la rend 

inactive

Apeline Adipocytes Inhibe la sécrétion d'insuline

Omentine Adipocytes
Cardiovasculaire, anti-inflammatoire, 

améliore la sensibilité à l'insuline

TNF-α
Monocytes, macrophages et 

adipocytes
Pro-inflammatoire, diminue la réponse à 

l'insuline par les adipocytes

IL-6 Macrophages, adipocytes
Pro-inflammatoire, métabolisme 

énergétique

MCP-1 Adipocytes Chimiokine

Resistine Macrophages et adipocytes
Pro-inflammatoire, associée à l'insulino-

résistance

Progranuline
Cellules immunitaires et 

adipocytes
Pro-inflammatoire, associée à l'insulino-

résistance

Adipsine
Monocytes, macrophages et 

adipocytes

Facteur B du 
complément

Cellules immunitaires et 
adipocytes

ASP
Cellules immunitaires et 

adipocytes

CTRPs
Cellules immunitaires et 

adipocytes

Pro-inflammatoires, développement du 
diabète de type 2 et de pathologies 

vasculaires

Adipokines

Cytokines

Protéines du 
complément
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B- Fonction sécrétoire 

Le WAT a une activité sécrétoire très importante qui intervient dans la régulation de 

nombreux processus physiologiques de l’organisme12. Cette activité sécrétoire est différente 

en fonction de la localisation des dépôts adipeux blancs13. Les revues concernant le 

sécrétome du WAT ne font, malheureusement, pas forcément la différence entre les 

sécrétions adipocytaires et celles des cellules de la fraction stromale (cf § II.2.C de ce 

chapitre).  

Certains de ces facteurs sécrétés ont été appelés adipokines. La leptine fut la première 

découverte en 19943, suivie par l’adiponectine en 199514. De nombreux autres facteurs ainsi 

que leurs effets ont depuis été caractérisés (tableau 1)15,16. Ces nombreuses adipokines 

exercent de multiples effets, de manière endocrine, paracrine et/ou autocrine. Les 

adipocytes sécrètent également des cytokines impliquées dans la régulation des mécanismes 

inflammatoires et des protéines du complément ayant un rôle pro-inflammatoire ; 

l’ensemble de ces molécules est impliqué dans le développement du diabète de type 2 et 

des pathologies vasculaires17 (cf chapitre 2). 

Ces sécrétions varient d’un dépôt à l’autre. Par exemple, le TA sous-cutané sécrète 

davantage de leptine que le TA viscéral qui sécrète, lui, davantage d’adiponectine et de 

cytokines pro-inflammatoires15. La sécrétion de ces facteurs par les adipocytes et/ou les 

cellules de la SVF varie aussi en fonction des situations physiopathologiques, notamment en 

fonction du métabolisme du tissu et de son état inflammatoire18,19. Enfin, ces sécrétions 

peuvent également être contrôlées par la taille de l’adipocyte, comme c’est le cas pour la 

leptine et l’adiponectine20. 

Les sécrétions des adipocytes blancs participent principalement au maintien de la balance 

énergétique en agissant à de multiples niveaux. Par exemple, la leptine, hormone peptidique 

de 16 kDa codée par le gène ob, diminue la prise alimentaire et stimule les dépenses 

énergétiques (via une activation du système nerveux sympathique) en agissant 

principalement sur l’hypothalamus21. Par ailleurs, la leptine exerce des effets en périphérie. 

Ainsi, au niveau pancréatique, elle inhibe la production et la sécrétion d’insuline par les 

cellules β du pancréas22. Au niveau des adipocytes eux-mêmes, l’activation des récepteurs à 

la leptine diminue la sensibilité à l’insuline conduisant ainsi à une diminution de la synthèse 
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des TG23. Ces effets périphériques sont surprenants car allant plutôt à l’inverse de ses effets 

au niveau central. L’adiponectine, elle, n’exerce que des effets périphériques : en effet elle 

stimule la sécrétion d’insuline par les cellules β du pancréas24, et améliore la sensibilité à 

l’insuline des hépatocytes25 et des adipocytes26. 

Les adipokines ont également un effet sur la physiologie vasculaire. La leptine par exemple 

stimule localement l’angiogenèse et protège les cellules endothéliales du stress oxydant27.  

L’adiponectine aurait un effet protecteur dans le développement de l’athérosclérose en 

diminuant l’infiltration de leucocytes circulants dans les plaques d’athérome28. 

Les adipokines sécrétées par les adipocytes blancs contrôlent également l’activité des 

cellules du système immunitaire du TA mais également celle de cellules circulantes29. Cet 

effet peut être différent en fonction des conditions physiopathologiques. Il a été montré par 

exemple que chez l’individu obèse, la leptine avait un effet pro-inflammatoire 30,31, alors que, 

dans une situation de malnutrition, elle joue un rôle immunosuppresseur32. L’adiponectine a 

un rôle suppresseur de l’inflammation : elle diminue l’activité inflammatoire des 

lymphocytes T et B et stimule la production de l’IL-10 (Interleukine-10), cytokine anti-

inflammatoire (cf. Chapitre II)33. Par ailleurs, les adipocytes sécrètent également des 

cytokines pro-inflammatoires (TNF par exemple) et des protéines du complément (telles 

que l’adipsine)34. Ces facteurs sécrétés jouent un rôle paracrine mais également endocrine15. 

D’autres grandes fonctions physiologiques sont également contrôlées au moins en partie, 

par les adipokines comme la fonction de reproduction ainsi que le métabolisme osseux 35–38. 

2) Les adipocytes bruns 

Les adipocytes bruns sont localisés dans le BAT. Contrairement aux adipocytes blancs, ce 

sont des cellules refermant plusieurs petites vacuoles lipidiques et de très nombreuses 

mitochondries39.  

A- Fonction thermogénique 

Les adipocytes bruns stockent les lipides sous forme de TG de la même façon que les 

adipocytes blancs. En réponse à une stimulation β-adrénergique, les TG sont hydrolysés en 

AG et glycérol par la LHS (fig. 2). Les AG produits servent ensuite à la production d’acétyl-
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CoA lors de la β-oxydation dans la matrice mitochondriale. L’acétyl-CoA alimente le cycle de 

Krebs pour produire du NADH,H+ et du FADH2 qui sont ensuite oxydés au niveau de la chaine 

respiratoire localisée au niveau de la membrane interne mitochondriale. Le transport des 

électrons le long de la chaîne respiratoire est associé à un flux de protons de la matrice 

mitochondriale vers l’espace intermembranaire. Dans les adipocytes bruns, l’expression de 

la protéine découplante UCP-1 (Uncoupling Protein-1) permet le retour de ces protons dans 

la matrice mitochondriale et ainsi découple le fonctionnement de la chaîne respiratoire de 

celui de l’ATP synthase. Ceci conduit à une accélération du fonctionnement de la chaîne 

respiratoire associée à une production de chaleur (fig.3). Cette thermogenèse de non frisson 

permet au BAT de contrôler la température corporelle et ainsi de lutter contre 

l’hypothermie40. 

L’activité thermogénique des adipocytes bruns est augmentée dans plusieurs situations 

physiopathologiques, notamment lors d’une exposition au froid associée à une forte 

libération de noradrénaline. La stimulation des récepteurs β-adrénergiques par la 

noradrénaline induit l’expression du gène codant pour UCP-1. Parmi les nombreux acteurs 

moléculaires impliqués dans la régulation transcriptionnelle du gène Ucp-1, les co-

régulateurs PGC-1α (Peroxisome proliferator-activated receptor Gamma Coactivator 1-

alpha), et PRDM-16 (Positive Regulatory Domain-16) ainsi que les facteurs de transcription 

ATF2 (Activating transcription factor 2) et PPARPeroxysome proliferator-Activated 

Receptor gamma) ont été largement étudiés41. La voie de signalisation p38 MAPK est 

fondamentale dans cette régulation42.  

B- Fonction sécrétoire 

A l’instar des adipocytes blancs capables de sécréter des adipokines, les adipocytes bruns 

sécrètent des batokines. Ces batokines ont des effets endocrines et paracrines43.  

Des médiateurs peptidiques comme les protéines de la famille des BMP (Bone Morphogenic 

Proteins)44 contribuent à la différenciation des pré-adipocytes en adipocytes de type brun au 

sein du BAT. Le Fibroblast Growth Factor 21 (FGF 21) induit l’activité thermogénique des 

adipocytes bruns indépendemment du système nerveux sympathique45.  

En condition physiologique les adipocytes bruns sécrètent également des batokines 

impliquées dans la régulation de la réponse inflammatoire. La sécrétion d’IL-6 permet la 
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Figure 3 : Métabolisme mitochondrial des adipocytes bruns 
Les acides gras (AG) sont oxydés dans la matrice mitochondriale pour produire de l’actéyl-coA. Le cycle 

de Krebs (ou TCA) utilise cet acétyl-CoA et produit du NADH, H
+
 et du FADH2 qui seront oxydés sur la 

chaîne de transport des électrons pour produire un gradient de protons de par et d’autre de la 
membrane interne. Ce gradient est utilisé par l’ATP synthase comme force protomotrice pour produire 
de l’ATP.  Le découplage de ce gradient par UCP-1 permet la génération de chaleur. 
FFA : Free Fatty Acid ; ANC : Adenine Nucleotide Carrier ; CC : Carnitine Carrier ; PiC : Phosphate Carrier ; 
PyC : Pyruvate Carrier ; TCA : Tri-Carboxylic Acid ; CoA ; Co-enzyme A ; ADP : Adenosine Tri-Phosphate ; 
ADP : Adenosine Di-Phosphate 
  
D’après Lowell & Spiegelman, Nature. 2000 
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sensibilisation des macrophages anti-inflammatoires de type M2 à l’IL-443. Cette sécrétion 

d’IL-6 par les adipocytes bruns a également un effet endocrine, en stimulant la lipolyse dans 

le WAT et en améliorant la secrétion d’insuline par le pancréas46. D’autres facteurs 

endocrines impliqués dans la régulation du métabolisme énergétique sont également 

sécrétés comme l’hormone tyroïdienne T3 (stimulation de la capacité thermogénique des 

adipocytes bruns), ou l’angiopoiétine-like 8 (inhibition de la LPL)43 47.  

3) Les adipocytes beiges  

Dans le WAT et dans certaines conditions (stimulation -adrénergique, exposition au froid) 

on retrouve des adipocytes ayant des caractéristiques d’adipocytes bruns (plusieurs 

goutelettes lipidiques, nombreuses mitochondries, protéine découplante UCP-1)48–50. Il a 

récemment été démontré que ces adipocytes sont différents des adipocytes bruns classiques 

(présents dans le BAT), et ont été dénommés adipocytes beiges51. Il est toutefois admis que 

leur fonction est semblable à celle des adipocytes bruns classiques, à savoir la production de 

chaleur52. 

Outre la localisation tissulaire, une des différences notables entre adipocytes bruns et 

adipocytes beiges réside dans le caractère inductible des adipocytes beiges après 

stimulation, notamment par le froid. On parle alors de brunissement ou « browning » du 

WAT53. Il faut noter que ce processus n’est pas général à tous les dépôts de WAT, le dépôt 

sous-cutané chez la souris y est particulièrement sensible54. Cette variabilité dans la capacité 

à « brunir » va plus loin. En effet, notre laboratoire a montré chez la souris que le browning 

du TA sous-cutané se limite au cœur du dépôt55. En effet, des adipocytes beiges UCP1-

positifs ne sont jamais observés dans la périphérie de ce tissu55. L’analyse en 3 dimensions 

(3D) de ce tissu a, par ailleurs, révélé une organisation des adipocytes différente entre le 

cœur et la périphérie : ceux-ci sont regroupés en lobules au cœur du dépôt ce qui n’est pas 

le cas en périphérie. Ces deux régions ont ainsi été respectivement dénommées SLA 

(Segmentable Lobule Area) et NSLA (Non Segmentable Lobule Area).  

Outre le froid, d’autres conditions physiopathologiques sont associées à un brunissement du 

WAT, comme l’exercice physique, les brulûres ou la cachexie associée au cancer, ce qui 

suggère que les adipocytes beiges pourraient être impliqués dans d’autres fonctions que la 

thermogenèse39. Enfin, le laboratoire a montré que le browning du WAT peut être induit par 
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des intermédiaires métaboliques comme le lactate ou les corps cétoniques. Des 

modifications de l’état redox intracellulaire sont à l’origine d’une induction de l’expression 

d’UCP-156.  

Il n’a pas été clairement établi de différences entre le sécrétome des adipocytes beiges et 

celui des adipocytes bruns. Il semblerait cependant qu’in vitro, les adipocytes beiges du WAT 

expriment davantage l’adiponectine et le facteur Metrnl (Meteorin-like)57. In vivo, en 

réponse au froid, l’adiponectine sécrétée par les adipocytes beiges agit de façon paracrine et 

active les macrophages résidents du WAT ; ceux-ci stimulent en réponse le browning du 

WAT, à l’origine d’un cercle vertueux57.  

4) Les adipocytes médullaires 

Initialement considérés comme des cellules assurant un simple rôle de remplissage de la 

cavité osseuse, on sait désormais que les adipocytes du TA médullaire (Marrow Adipose 

Tissue ou MAT) jouent un rôle actif dans la régulation du processus hématopoïétique58 (cf. 

Chapitre 2) et dans le contrôle de l’homéostasie osseuse59. 

Ces adipocytes ont des caractéristiques phénotypiques et métaboliques similaires aux 

adipocytes blancs du WAT : ils sont en effet capables de stocker et de libérer des lipides, 

sont sensibles à l’insuline et sécrètent des adipokines comme par exemple la leptine60. 

D’autres auteurs, au contraire, montrent que les adipocytes médullaires ont des 

caractéristiques d’adipocytes bruns en terme d’expression génique (UCP-1, PGC-1α, Dio2, 

PRDM-16, et FoxC2)61. Les adipocytes médullaires constitueraient, en fait, une population 

hétérogène avec des cellules ayant des caractéristiques d’adipocytes blancs, et d’autres, des 

caractéristiques d’adipocytes bruns60. 

En accord avec cette idée, un article publié en 2015 montre que les adipocytes médullaires 

sont divisés en 2 populations distinctes en terme de développement, taille, composition 

lipidique, expression génique et localisation62. En effet, chez la souris et l’homme, les 

adipocytes situés aux extrémités des os longs (fémur et tibia) sont présents dès la naissance 

et sont qualifiés de « constitutifs ». Ils seraient peu actifs d’un point de vue métabolique et 

ne seraient pas impliqués dans la régulation du processus hématopoïétique. A l’inverse, les 

adipocytes situés au centre de l’os, région active d’un point de vue hématopoïétique, 
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apparaissent plus tardivement. Ces adipocytes centraux qualifiés de « régulés » par les 

auteurs disparaissent avec l’âge et lors de lipodystrophies, et pourraient être responsables 

des perturbations hématopoïétiques associées à ces deux situations. En outre, 

contrairement aux adipocytes constitutifs, le nombre et la taille des adipocytes régulés 

diminuent en réponse au froid. Ils sont également phénotypiquement plus proches des 

adipocytes blancs, avec un profil d’expression génique similaire. Ces résultats confirment 

l’hétérogénéité des populations d’adipocytes médullaires. 

Des études histologiques ont montré que le MAT est un TA très plastique, qui change au 

cours de la vie de l’individu et des différentes situations physiopathologiques. Il est peu 

présent à la naissance chez l’homme63 et s’accumule avec l’âge en prenant progressivement 

la place des cellules hématopoïétiques64. Une accumulation accrue d’adipocytes médullaires 

est en outre observée dans des situations pathologiques telles que l’ostéoporose, le diabète 

de type 1 ou l’anorexie65. Ces pathologies sont associées à une atrophie de la moelle rouge, 

suggérant que les adipocytes participent également au remodelage de la MO en assurant un 

rôle de « remplissage » de l’espace médullaire. L’atrophie du MAT chez l’homme n’a été 

observée que dans quelques cas d’anorexie très sévère. Cette atrophie est mieux décrite 

dans des modèles murins de défaut de l’adipogenèse (par exemple, les souris Azip)66. 

Comme l’adipocyte blanc ou brun, l’adipocyte médullaire sécrète des adipokines telles que 

la leptine, l’adiponectine ou d’autres facteurs inflammatoires67. Ces adipokines peuvent agir 

sur les cellules souches hématopoïétiques et les ostéoblastes, et sont donc impliquées dans 

le contrôle de l’hématopoïèse et du remodelage osseux68. Le contrôle de l’hématopoïèse par 

les adipocytes médullaires sera abordé dans le chapitre 3.  

 

II. Développement et renouvellement des TA 

1) Origine des adipocytes ?  

Les adipocytes blancs dérivent principalement du mésoderme à l’exception des adipocytes 

blancs présents au niveau de la face qui se développent à partir de la crête neurale et 

expriment le facteur de transcription Sox1069. Il a récemment été démontré que les 
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adipocytes blancs qui émergent au cours du développement ne proviennent pas du même 

progéniteur que ceux qui apparaissent à l’âge adulte70. Plusieurs études se sont intéressées à 

l’origine des adipocytes sous-cutanés vs viscéraux, sans toutefois permettre l’identification 

de progéniteurs spécifiques. On considère aujourd’hui que les adipocytes blancs ont 

plusieurs origines développementales qui pourraient être fonction de leur localisation. Ceci 

pourrait d’ailleurs expliquer l’atrophie et l’expansion sélective de certains dépôts adipeux au 

cours des lipodystrophies52. Le développement de nouvelles techniques de traçage cellulaire 

in vivo a cependant permis la mise en évidence de marqueurs des progéniteurs adipocytaires 

les plus immatures, tels que le CD2471. Le laboratoire, quant à lui, a montré que la protéine 

CD38 est exprimée par les progéniteurs engagés dans l’adipogenèse72. 

Il existe une controverse concernant l’origine des adipocytes bruns, blancs et beiges. Il a 

d’abord été décrit que les adipocytes bruns dériveraient d’un progéniteur exprimant les 

facteurs de transcription Myf5, Pax7 et/ou Pax3, communs aux progéniteurs des cellules 

musculaires52,69,73. Dans ce modèle, les adipocytes blancs (et beiges) dériveraient d’un 

progéniteur Myf5-. Ce modèle a été remis en cause puisqu’il a été démontré, grâce à des 

études de lignage, que les adipocytes blancs (et beiges) pouvaient aussi émerger de cellules 

Myf5+, et que certains adipocytes bruns dériveraient de progéniteurs Myf5-, en fonction de 

la nature et de la localisation du dépôt adipeux74. Ces études montrent qu’il existe 

probablement différents types de progéniteurs adipocytaires embryonnaires, susceptibles 

donc de générer des populations distinctes d’adipocytes blancs et bruns.  

L’origine des adipocytes beiges reste très controversée à ce jour. Certaines études proposent 

une trans-différenciation (ou interconversion) des adipocytes blancs en adipocytes 

beiges75,76 . D’autres études suggèrent l’existence de progéniteurs bipotents dans le WAT, 

capables de se différencier en adipocytes beiges après exposition au froid ou mise sous 

régime riche en graisse77–79. Enfin d’autres travaux proposent que les adipocytes beiges aient 

une origine similaire aux cellules musculaires lisses80. A l’heure actuelle, les arguments les 

plus forts qui supportent l’idée d’un lignage spécifique pour les adipocytes beiges 

proviennent d’études in vitro. La culture de cellules de SVF provenant de TA sous-cutané en 

conditions clonales, a en effet permis de générer des lignées adipocytaires qui ont, ou non, 

la capacité d’exprimer des marqueurs spécifiques des adipocytes blancs ou beiges au cours 

de leur différenciation51. 
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Enfin, plusieurs équipes proposent une origine hématopoïétique des adipocytes bruns ou 

blancs. Les cellules souches hématopoïétiques (CSH) seraient en effet capables de se 

différencier en adipocytes in vivo et in vitro81. Plus récemment, il a été montré qu’un cocktail 

de cytokines (BMP4, IGF-II, VEGF-A, SCF, Flt-3 ligand et IL-6) induit la différenciation des iPSC 

(induced Pluripotent Stem Cells) et des cellules souches embryonnaires humaines en 

adipocytes bruns fonctionnels82. Très récemment, l’équipe du professeur Klemm a montré 

chez la souris que les macrophages du TA peuvent se transdifférencier en adipocytes via une 

« transition hémato-mésenchymateuse »83. Ces données proposent une nouvelle origine des 

adipocytes, et surtout un nouveau lien entre le système hématopoïétique et le TA. 

Les adipocytes médullaires se développent majoritairement après la naissance à partir de 

progéniteurs présents dans la MO, communs aux adipocytes médullaires et aux 

ostéoblastes84. La différenciation adipocytaire de ces progéniteurs est induite par l’activation 

du facteur de transcription PPARƴ, par la protéine sFRP1 (secreted Frizzled-Related Protein 

1), et par le FGF 2184. 

2) Les ASC  

Les progéniteurs adipocytaires sont classiquement définis comme des cellules 

souches/stromales adipocytaires, aussi appelées ASC (Adipose-derived Stromal Cells), 

localisées dans la fraction stroma-vasculaire (SVF) des TA. Cette fraction est isolée après 

digestion enzymatique du TA et renferme outre les ASC, des cellules endothéliales et des 

cellules immunitaires85. 

Les critères qui caractérisent les ASC ont été définis sur la base de ceux qui caractérisent les 

cellules stromales mésenchymateuses (Mesenchymal Stromal Cells ou MSC) de la moelle 

osseuse86. Parmi ces critères, il faut citer: 1) l’adhérence sur plastique dans des conditions de 

culture standard, 2) l’expression simultanée des marqueurs membranaires CD105, CD73 et 

CD90 avec une absence de marqueurs membranaires hématopoïétiques (CD45, CD11b, 

CD14, CD19), et pour les ASC spécifiquement, l’expression du CD3487, 3) la différenciation en 

adipocytes, chondrocytes et ostéoblastes en réponse à des stimuli spécifiques in vitro88.  
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Phase d’engagement 

Phase de différenciation 

LPL 

PPARδ puis PPARƴ 

C/EBPβ et δ puis C/EBPα 

Gènes du métabolisme lipidique 

ap2, CD36 et périlipine 

LHS et leptine 

Figure 4 : processus de différenciation des ASC 
Durant la phase d’engagement, les ASC se mettent à exprimer la LPL, PPARƴ après avoir 
transitoirement exprimé PPARδ, et C/EBPα après avoir transitoirement exprimé C/EBPβ et δ. Durant 
la phase tardive de différenciation, les cellules expriment les gènes du métabolisme lipidique, les 
transporteurs lipidiques ap2 et CD36, la protéine périlipine qui est associée aux gouttelettes 
lipidiques, ainsi que la LHS et la leptine 
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A- Le processus de différenciation adipocytaire 

La différenciation adipocytaire à partir des ASC s’effectue en 2 grandes étapes (fig. 4). Dans 

la phase précoce de différenciation, les ASC s’engagent dans le lignage adipocytaire, arrêtent 

leur prolifération et se mettent à exprimer la LPL89. Elles expriment ensuite transitoirement 

le facteur de transcription PPARδ, avant d’exprimer PPARƴ de façon définitive90. Cette phase 

précoce de différenciation se termine par les expressions transitoires de C/EBP 

(CCAAT/Enhancer-Binding Protein) β et δ, qui sont ensuite remplacés par C/EBPα91. Dans un 

deuxième temps, les préadipocytes engagés entrent en phase tardive de différenciation et 

se différencient en adipocytes matures. Cette phase de différenciation est marquée par 

l’expression des gènes du métabolisme lipidique92. L’expression des transporteurs aux 

lipides ap2 et CD36 ainsi que celle de la périlipine permettent l’accumulation des lipides dans 

la gouttelette lipidique93–95. Enfin, les adipocytes expriment des gènes spécifiques des 

adipocytes matures tels que la LHS et la leptine96,97. L’ensemble de ce processus est sous le 

contrôle de protéines de la voie Wnt, des facteurs de croissance BMP (Bone Morphogenic 

Protein) et des facteurs de transcription de la famille des PPAR, S/REBP (Sterol/Regulatory 

Element Binding Protein) et C/EBP 98. 

B- Autres potentiels de différenciation  

Comme les MSC, les ASC murines et humaines sont capables de se différencier en 

ostéoblastes en réponse à une stimulation par de la dexamethasone, du β-

glycerophosphate, de la vitamine D3 et du BMP299. Elles se différencient également en 

chondrocytes en réponse à l’Insulin Growth Factor (IGF) et au TGF-β99. 

In vitro et in vivo, les ASC murines et humaines sont également capables de se différencier 

en d’autres cellules du lignage cellulaire mésodermique : cellules endothéliales100, myocytes 

et cardiomyocytes, cellules qui semblent être fonctionnelles101.  

Quelques études, exclusivement réalisées in vitro, montrent que les ASC humaines sont 

également capables de se différencier dans des lignages ectodermiques sous certaines 

conditions : Des ASC cultivées en présence d’acide rétinoïque ou d’une matrice de fibrine et 

traitées avec de l’EGF (Epithelial Growth Factor) expriment en effet des marqueurs géniques 

de cellules épithéliales102,103. Un traitement des ASC en culture avec du peptide vasoactif 

intestinal induit la différenciation des ASC en cellules épithéliales rétiniennes 
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pigmentaires104. Dans des conditions de culture appropriées, les ASC murines seraient 

également capables de se différencier en cellules neuronales et gliales105. 

Il a aussi été montré que les ASC seraient capables de se différencier en cellules du lignage 

endodermique. Elles auraient le potentiel de se différencier en hépatocytes in vitro106 et en 

cellules endocrines pancréatiques capables de sécréter de l’insuline, du glucagon et de la 

somatostatine107.  

Il faut cependant noter que ces potentiels de différenciation ont été démontrés 

exclusivement in vitro avec des cocktails de différenciation très spécifiques. De plus, dans la 

plupart de ces études, les cellules matures n’ont été caractérisées que sur la base de leur 

phénotype (morphologie, expression génique et synthèse protéique). La seule étude 

fonctionnelle concerne la différenciation pancréatique. Après différenciation des ASC in 

vitro, leur greffe dans une souris atteinte de diabète de type 1 restaure la glycémie de 

l’animal grâce à la sécrétion d’insuline. Toutes ces différenciations n’ont été démontrées 

qu’in vitro et il n’existe, néanmoins, à ce jour aucun argument in vivo permettant de penser 

que les ASC pourraient être des cellules réellement pluripotentes. 

C- Activité sécrétoire 

A côté de leur potentialité de différenciation, les ASCs sécrètent de multiples molécules que 

l’on peut classer en trois grandes familles d’interêt thérapeutique : molécules pro-

angiogéniques, facteurs immunomodulateurs et molécules de remodelage tissulaire. 

Les études in vitro et l’utilisation d’ASC murines ou humaines dans des modèles d’ischémie 

du membre inférieur a permis de montrer un effet pro-angiogénique de ces cellules, qui 

passe en partie par la sécrétion de facteurs tels que le HGF (Hepatic Growth Factor) et le 

VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor)108 109. Le VEGF agit sur les cellules endothéliales 

et permet la néoangiogenèse110. Le laboratoire a également montré que la sécrétion de ces 

facteurs angiogéniques diminue avec l’âge, mais cette diminution peut être réversée par un 

mécanisme dépendant des espèces actives de l’oxygène111,112.  

Les ASC murines et humaines sont également capables de sécréter des facteurs impliqués 

dans l’immuno-modulation113. In vivo et en situation physiologique, ces cellules sécrètent, en 

effet, des facteurs paracrines permettant la suppression de la réponse immunitaire, via 
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notamment l’activation des lymphocytes T régulateurs anti-inflammatoires et l’inhibition des 

lymphocytes T CD4 Th1 pro-inflammatoires. Ces facteurs paracrines incluent l’indoleamine 

2,3 dioxygenase (IDO), la prostaglandine E2 (PGE2) l’IL-10 et le TGF-β (Transforming Growth 

Factor-beta)114. A l’inverse, in vitro et en réponse à une stimulation pro-inflammatoire, ces 

cellules sont capables de sécréter des facteurs pro-inflammatoires tels que l’IL-6, l’IL-8, l’IL-7, 

l’IL-11 et le TNF-α115.  

Enfin, les ASC jouent un rôle important dans la remodelage tissulaire via la sécrétion de 

molécules de la matrice extracellulaire (comme par exemple la tenascine C, du collagène et 

la fibronectine)116, ainsi que des facteurs de croissance (HGF, FGF-1)116 ou des protéases 

(cathepsine, metalloprotéases)117. Chez l’homme, ces sécrétions sont notamment induites 

par le TNF-α. La sécrétion de cathepsines par les ASC permet de plus de favoriser la 

transition épithélio-mésenchymateuse et la revascularisation, et par conséquent la 

cicatrisation de la peau118. 

Par ailleurs, les propriétés pro-angiogéniques et immuno-modularices des ASC participent à 

leur effet sur le remodelage tissulaire. Le milieu conditionné d’ASC est en effet capable 

d’attirer les macrophages sur les sites lésionnels grâce à la présence dans ce milieu de MCP-1 

(Monocyte Chemoattractant Protein-1), d’IL-6 et d’IL-8117. Il a également été montré que du 

milieu conditionné d’ASC stimule la prolifération et la migration des kératinocytes humains, 

via la sécrétion de CTGF (Connective Tissue Growth Factor), de PAI-1 (Plasminogen Activator 

Inhibitor-1), de G-CSF (Granulocyte-Colony Stimulating Factor), d’IL-6, de VEGF et de TGF-

β119. Ces données montrent le rôle clé des ASC lors de la phase inflammatoire et du 

remodelage tissulaire associé à une lésion. 

D- Support de l’hématopoïèse 

Comme les MSC médullaires, les ASC sont capables de contrôler l’activité hématopoïétique. 

Le mécanisme par lequel les ASC soutiennent l’hématopoïèse n’est à l’heure actuelle pas 

bien décrit. Chez l’homme ce support de l’hématopoïèse passerait par une sécrétion de 

facteurs solubles tels que l’IL-6, l’IL-7, le M-CSF (Monocyte-Colony Stimulating Factor), le G-

CSF (Granulocyte-Colony Stimulating Factor), le GM-CSF (Granulocyte Monocyte-Colony 

Stimulating Factor), le SDF-1 (Stromal Derived Factor-1 ou CXCL12) et le SCF (Stem Cell 
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Factor ou Kit-Ligand)113. La sécrétion de ces facteurs, décrite qu’in vitro, stimulerait à la fois 

la survie et la différenciation des CSH. 

In vitro, dans des expériences de co-culture, les ASC murines et humaines induisent la 

différenciation des CSH médullaires vers les lignages myéloïdes et lymphoïdes115,120–122. In 

vivo, la co-injection d’ASC et de CSH de MO humaines dans des souris NSG immuno-

déficientes accélère la reconstitution hématopoïétique, et donc limite la période d’aplasie. Il 

a ainsi été proposé qu’in vivo, les ASC forment une niche hématopoïétique propice à la 

prolifération et à la différenciation des CSH humaines123. 
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Tableau 2 : Rôle général des cellules immunitaires présentes dans le TA 
Mph: Macrophages ; LT: Lymphocytes T ; LB: Lymphocytes B ;  
ILC2: Cellules innées lymphoïdes de type 2 

Cellules Rôle général Rôle dans le TA

Phagocytose des adipocytes apoptotiques

Sécrétion de cytokines anti-inflammatoires 
(IL-10, TGF-B) 

Remodelage de la matrice extra-cellulaire

Bénéfiques sur le métabolisme énergétique

Entretien de la réponse inflammatoire

Sécrétion de cytokines pro-inflammatoires (IL-
1B, TNF-a, IL-6)

Délétère sur le métabolisme énergétique

Polynucléaires 
éosinophiles

Réponse anti-parasitaire Anti-inflammatoire (IL4, IL13)

Polynucléaires 
neutrophiles

Pro-inflammatoire Initiation de l'inflammation

Mastocytes Réponse allergique
Indéterminée 

(Population qui augmente avec l'obésité)

Cellules NK
Réponse immunitaire 

cytotoxique
Pro-inflammatoire

LT CD8
Réponse immunitaire 

cytotoxique
Pro-inflammatoire (IFNƴ) 

activent les macrophages M1

LT CD4 Th1
Activent la réponse 

immunitaire cytotoxique
Pro-inflammatoire (IFNƴ, IL-2) 

activent les mph M1

LT CD4 Th2
Activent la réponse 

immunitaire humorale
Anti-inflammatoire (IL-4, IL-5, IL-13) 

activent les macrophages M2

LB
Réponse immunitaire 

humorale
Indéterminée 

(Population qui augmentent avec l'obésité)

Anti-inflammatoire (sécrètent de l'IL-5 et IL-
13)

Activation des éosinophiles et des 
macrophages M2

Stimulation du browning

Anti-inflammatoireMph M2

Pro-inflammatoireMph M1

Anti-inflammatoireILC2
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Chapitre 2 : Composante immunitaire des TA 
 

I. Les Cellules immunitaires 

Les cellules immunitaires, caractérisées par l’expression du marqueur de surface CD45, 

représentent 30 à 40% des cellules de la SVF du TA blanc, chez la souris et l’homme, soit 

environ 20% des cellules totales du dépôt adipeux124. Peu d’études se sont intéressées aux 

différences possibles des populations de cellules immunitaires entre les dépôts blancs sous-

cutanés et viscéraux, la plupart utilisant indistinctement les TA viscéral et/ou sous-cutané. La 

littérature concernant les cellules immunitaires du BAT est, elle, beaucoup moins fournie et 

beaucoup plus récente. 

Les cellules immunitaires du TA peuvent être classées en deux catégories : des cellules anti-

inflammatoires (macrophages M2, polynucléaires éosinophiles, lymphocytes T régulateurs et 

innate lymphoid cells), et des cellules pro-inflammatoires (macrophages M1, polynucléaires 

neutrophiles et basophiles, mastocytes, lymphocytes T CD8 et CD4 Th1). La balance entre 

ces deux catégories de cellules est un élément crucial dans le contrôle de l’homéostasie de 

ce tissu125.  

Dans ce chapitre, nous allons dans un premier temps décrire les populations immunitaires 

présentes dans le TA en conditions physiologiques, puis nous aborderons le rôle 

physiopathologique de ces cellules dans des contextes où le métabolisme du TA est modifié. 

Le rôle général des cellules immunitaires ainsi que leurs rôles dans le TA sont détaillés dans 

le tableau 2. 

1) Les macrophages 

Les macrophages représentent la population immunitaire la plus abondante au sein du TA 

(40-50% des cellules immunitaires du TA) et sont caractérisés par l’immuno-phénotype 

CD45+/CD11b+/F4/80+ 126. Il est classiquement admis que les macrophages peuvent 

présenter deux phénotypes distincts : un phénotype pro-inflammatoire (ou M1) et un 

phénotype anti-inflammatoire (ou M2). Ces deux phénotypes se caractérisent par des 

marqueurs de surface et des fonctions différentes127. Dans le TA blanc chez la souris et  
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Figure 5 : rôle des macrophages M2 dans le TA 
Les cytokines IL-4 et 13 produites par les polynucléaires éosinophiles, l’IL-10 produite par les 
lymphocytes Tregs, ainsi que les AG insaturés activent la polarisation des macrophages de type M2. Ces 
macrophages M2 limitent l’inflammation au niveau local, phagocytent les adipocytes apoptotiques et 
favorisent le remodelage et la vascularisation du TA 
AAMs: Alternatively Activated Macrophages (= macrophages M2) ; CAMs: Classically Activated 
Macrophages (= macrophages M1) 
  
D’après Odegaard et Chawla, Annu. Rev. Pathol. Mech. Dis. 2011. 6:275–97 
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l’homme, en condition physiologique, les macrophages sont majoritairement de type M2128. 

Ils exercent un effet plutôt bénéfique dans le contrôle de l’homéostasie du TA et du 

métabolisme énergétique en général129. Ils sont notamment impliqués dans l’adipogenèse 

en stimulant la prolifération et la différenciation des ASC via la sécrétion d’ostéopontine130 

et participent à la clairance des adipocytes apoptotiques via la formation de crown-like 

structures (CLS)131. Ils sécrètent également de l’IL 10 et des protéases comme l’arginase 

permettant notamment le remodelage de la matrice extra-cellulaire et l’angiogenèse132 (fig. 

5). Il a été montré chez des animaux normopondérés que la quantité de macrophages et de 

CLS est supérieure dans le dépôt périgonadique (PGAT) par rapport au dépôt sous-cutané 

(SCAT)131. Ces données suggèrent un renouvellement des adipocytes plus rapide dans le 

PGAT que dans le SCAT, même si cela n’a jamais été démontré. 

Jusqu’à récemment, la communauté scientifique considérait que la population de 

macrophages du TA résultait, uniquement, de l’infiltration de monocytes circulants133–135. 

Cela a été en partie remis en cause par la mise en évidence d’une prolifération des 

macrophages in situ pour maintenir le pool de macrophages locaux indépendemment d’une 

activation de l’hématopoïèse médullaire136.  D’autres données suggèrent que les ASC 

pourraient acquérir des caractéristiques (phénotype et fonction) de macrophages en 

réponse à des signaux appropriés137–139. Enfin, des résultats obtenus au laboratoire 

démontrent qu’il existe une production endogène de macrophages à partir de CSH 

résidentes dans le TA (cf chapitre 3). 

2) Les autres cellules du lignage myéloïde 

Parmi les autres cellules myéloïdes présentes dans le WAT en conditions physiologiques, on 

retrouve des polynucléaires, les plus abondants étant les éosinophiles. Les polynucléaires 

éosinophiles participent au recrutement de cellules immunitaires anti-inflammatoires par la 

sécrétion d’IL-4, d’IL-10 et d’IL-13140 et à la polarisation des macrophages M2 par la sécrétion 

d’IL-4141. In vivo, le nombre de polynucléaires éosinophiles dans le TA est corrélé 

positivement à une bonne sensibilité à l’insuline142. Ils semblent, cependant, ne pas avoir 

d’effet direct sur l’adipocyte143.  

On retrouve également des mastocytes dans le TA. Ces mastocytes connus principalement 

pour leur rôle dans la réponse allergique sont peu nombreux dans le WAT en situation 
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physiologique. Le laboratoire a cependant montré que le WAT constituait un réservoir de 

progéniteurs mastocytaires144. Leur rôle dans le TA reste peu étudié et les résultats de la 

littérature prêtent encore à controverse.  

3) Les Lymphocytes T 

Après les macrophages, les lymphocytes T (LT) CD3+ constituent la population de leucocytes 

la plus abondante dans le TA (environ 20% des cellules immunitaires dans la SVF), chez la 

souris comme chez l’homme. En condition normale, les LT du TA sont principalement anti-

inflammatoires : CD4+ Th2 et T régulateurs (Tregs)145. Les LT CD4+ Th2 ont une action 

immuno-suppressive en induisant la polarisation des macrophages vers un type M2 et 

contribuent ainsi à une meilleure sensibilité à l’insuline du TA146. On peut noter que 2% des 

LT CD4+ Th2 du TA portent un TCR (T Cell Receptor) particulier de type γδ qui serait impliqué 

dans la reconnaissance des motifs lipidiques147 ; cette population serait davantage présente 

dans le PGAT que dans le SCAT145. 

 Les Tregs constituent une population de lymphocytes de phénotype Foxp3+/CD4+/CD25+ 

dont la sécrétion de cytokines permet le maintien d’un phénotype anti-inflammatoire pour 

les cellules immunitaires du TA147. Les Tregs sont ainsi associés à une meilleure sensibilité à 

l’insuline grâce à leur rôle inhibiteur de la réponse inflammatoire148. Leur action anti-

inflammatoire et bénéfique au niveau métabolique passerait probablement par des 

molécules de contact149. Le lien entre les LT CD4+ Th2 et les Treg, tous deux 

immunosuppresseurs n’est pas clairement établi, certains auteurs ayant même suggéré que 

ces différents lymphocytes ne seraient en fait qu’un seul et même type de cellule150.  

4) Les autres cellules lymphoïdes 

On retrouve également des cellules NK (Natural Killer) et NKT (Natural Killer T Cell) ainsi que 

des lymphocytes B, en faible nombre, dans le TA chez la souris 145. Le rôle des ces cellules en 

situation physiologique n’est pas très clair. Il a été proposé que les cellules NK limitent 

l’apparition de nouveaux adipocytes, via une inhibition de la différenciation des ASC151.  

Enfin, la présence de cellules ILC2 (Type 2 Innate Lymphoid Cells) de phénotype Lin-

/CD45+/CD25+/CD127+/IL33R+ a été récemment démontrée dans le TA blanc152. Ces cellules 
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jouent un rôle inhibiteur de la réponse inflammatoire par les cellules de l’immunité innée153, 

via la sécrétion d’IL-5 et d’IL-13 qui activeraient, respectivement, les éosinophiles et les 

macrophages M2154. 

 

II. Rôle physiopathologique des cellules immunitaires du TA  

1) Le browning. 

Comme indiqué précédemment (cf Chapitre 1, partie I. 3), le browning correspond à 

l’apparition d’adipocytes beiges au sein du TA blanc. L’implication des cellules immunitaires 

dans ce processus n’a été étudiée que de façon très récente, et reste peu décrite. 

Il a cependant été montré chez la souris que les éosinophiles sont impliqués dans le 

processus de browning du WAT via la production d’IL-4 activatrice des macrophages 

M2140,155. Ces macrophages M2 sont capables de synthétiser et sécréter des catécholamines 

comme la noradrénaline qui active directement l’expression d’UCP-1 dans les adipocytes par 

l’intermédiaire des récepteurs 3 adrénergiques156. Cette synthèse a cependant été remise 

en cause très récemment. Des expériences ont en effet montré que la délétion du gène de la 

tyrosine hydroxylase (enzyme clé dans la voie de synthèse des cathécholamines), 

spécifiquement dans les cellules immunitaires, ne perturbe en aucun cas le browning du TA 

chez les souris exposées au froid157. Les auteurs proposent que les catécholamines sécrétées 

par les macrophages M2 proviennent non pas d’une synthèse de novo mais d’une 

phagocytose par ces cellules immunitaires. Un autre acteur a aussi été récemment impliqué 

dans le browning du TA chez la souris. Il s’agit des ILC2 qui auraient, à la fois, un rôle direct 

et indirect sur l’émergence d’adipocytes beiges : d’une part via la sécrétion d’enképhalines 

qui stimulerait l’expression d’UCP-1, et d’autre part via la sécrétion d’IL-5 et d’IL-13 qui 

activeraient respectivement les éosinophiles et les macrophages M2. Cette activation des 

ILC2 aurait lieu en réponse à une stimulation par l’IL-33158 (fig. 6). 

Chez l’homme, les mastocytes pourraient, eux aussi, être impliqués dans le browning du TA 

lors de l’exposition au froid159. Néanmoins, les conclusions de cette étude reposent sur des 
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corrélations d’expression génique avec un faible nombre de sujets et des modèles in vitro 

sans démontrer le rôle causal des mastocytes sur le browning. 

  

Figure 6 : Régulation du browning du TA par les ILC-2 en réponse à l’IL-33 
L’IL-33 active la sécrétion d’enképhalines par les ILC-2, stimulant le browning des adipocytes, ainsi que la 
sécrétion d’IL-5 et d’IL-13 activant les éosinophiles et les macrophages M2. Les éosinophiles sécrètent 
également de l’IL-4 activant les macrophages M2 et leur sécrétion de catécholamines inductrices elles-
aussi du browning. 
  
D’après Brestoff et al., Nature, 2015 
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2) Obésité/Diabète 

L’obésité est une maladie qui s’accompagne d’une inflammation chronique à bas bruit. Le 

déséquilibre de l’homéostasie immuno-métabolique qui caractérise cette situation 

pathologique est entretenue à la fois par les sécrétions adipocytaires mais aussi par le 

recrutement et l’activation de cellules immunitaires inflammatoires160. Chez la souris et 

l’homme obèses, on observe au niveau du TA, une augmentation du nombre de cellules 

immunitaires de phénotype pro-inflammatoire au détriment des cellules immunitaires de 

phénotype anti-inflammatoire. Une corrélation positive a en effet été montrée entre la 

masse grasse et le nombre de macrophages, préférentiellement M1, dans le tissu adipeux 

chez la souris et l’homme161,162. A l’inverse, une diminution du nombre de cellules anti-

inflammatoires telles que les LT CD4+, les macrophages M2, les éosinophiles ou les ILC2 a été 

décrite dans le TA de sujets obèses (fig.7)125,158,163. Plusieurs mécanismes ont été proposés 

pour expliquer l’accumulation de macrophages dans le TA chez la souris obèses tels que le 

recrutement de monocytes circulants ou la prolifération des macrophages résidents164–167. 

Ces modifications peuvent être très rapides puisque, dès 3 jours de régime riche en gras, le 

nombre de neutrophiles dans le TA abdominal augmente d’un facteur 20 chez la souris168. 

Ces cellules sécrètent alors des facteurs pro-inflammatoires comme le TNF-α, l’IL-1β, l’IL-8 et 

MIP-1α induisant l’activation des lymphocytes T CD8 et des macrophages de type M1 

caractérisés par un phénotype membranaire CD45+/CD11b+/F4/80+/CD11c+163,169 (fig. 8). Les 

lymphocytes T CD8 activés sécrètent de l’INFγ, qui stimule l’accumulation des macrophages 

dans le TA et participe à leur polarisation M1170–172 (fig. 8). Les lymphocytes T 

CD8 s’infiltreraient avant les macrophages et participeraient ainsi au recrutement des 

macrophages dans le TA, sans que le mécanisme soit clairement établi173. Ces macrophages 

M1 organisés en crown-like structures (CLS) contribuent au recrutement de pré-adipocytes 

par la sécrétion d’ostéopontine174,175. Il faut cependant noter que la distinction entre 

phénotype M1 et M2 des macrophages n’est pas aussi évidente in vivo. Ces deux 

phénotypes correspondent à deux extrêmes ayant été décrits pour faciliter la 

compréhension et l’étude de ces cellules. Dans le TA, les macrophages se répartiraient ainsi 

dans un continuum allant d’un phénotype M1 à M2 ; leur proportion relative serait fonction 

des signaux de l’environnement176.  
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Figure 7 : populations immunitaires dans le TA blanc en situation physiologique et en situation 
pathologique 
En situation physiologique, les cellules sont majoritairement de phénotype anti-inflammatoire avec une 
majorité de macrophages de type M2, d’éosinophiles, de cellules lymphoïdes innées (ILCs) et de 
lymphocytes T régulateurs et une minorité de cellules pro-inflammatoires comme les macrophages de 
type M1, les mastocytes, les neutrophiles et les lympchoytes T CD4 Th1 et CD8. En situation d’obésité, ce 
rapport de force s’inverse avec une majorité de cellules à caractère pro-inflammatoire. 
  
D’après Mathis, Cell Metabolism, 2013  

Figure 8 : Modification de l’état inflammatoire du TA en réponse à l’obésité 
En situation physiologique, les macrophages de type M2, les éosinophiles, les lymphocytes T CD4 Th2 et 
les Tregs maintiennent un environnement anti-inflammatoire. Chez l’obèse, la transition vers des 
populations immunitaires inflammatoires produit un environnement pro-inflammatoire responsable 
d’une insulino-résistance dans les adipocytes. 
  
D’après Apostolopoulos et al., Mol. Nutr. Food. Res., 2016 
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Parmi les autres cellules immunitaires impliqués dans la réponse inflammatoire du TA chez la 

souris obèse, figurent les mastocytes, via une augmentation de leur nombre et de la 

sécrétion de cytokines pro-inflammatoires177, mais leur rôle est moins bien décrit et prête à 

controverse178,179. Il existe également une augmentation du nombre de lymphocytes B et de 

cellules NKT dans le TA viscéral au cours de l’obésité. Ces cellules stimulent l’activation des 

macrophages M1 ainsi que celle des lymphocytes T CD4+ Th1 180,181. 

Cet état inflammatoire chronique dans le TA a des effets délétères sur le métabolisme de ce 

tissu et de l’organisme en général, en diminuant la sensibilité à l’insuline182. Bien avant la 

mise en évidence du rôle des macrophages dans l’inflammation du TA, il avait été observé 

qu’un traitement des adipocytes blancs par le TNFα (une cytokine produite par les 

macrophages pro-inflammatoires M1) induit une diminution de la translocation du 

transporteur GLUT-4 à la membrane plasmique en réponse à l’insuline183, conduisant à une 

moindre utilisation du glucose et donc à une hyperglycémie, caractéristique d’un diabète de 

type 2. Il est intéressant de noter qu’il existe des interconnexions entre la voie de 

signalisation à l’insuline et les cascades de signalisation de certaines cytokines, ce qui permet 

d’expliquer comment un état inflammatoire peut altérer la réponse à l’insuline notamment 

dans l’adipocyte132 (fig. 9).  

Le rôle des macrophages M1 dans le développement des maladies métaboliques a été 

démontré dans plusieurs modèles murins. La délétion de gènes de l’inflammation (Jnk, Ikk) 

spécifiquement dans les macrophages protège les souris d’un diabète secondaire à la mise 

en place d’une obésité184,185. L’invalidation de gènes impliqués dans la fonction des 

macrophages tels que Sorbs1186 ou codant pour des protéines d’adhésion impliquées dans 

l’infiltration des macrophages187 inhibe également le développement du diabète chez la 

souris obèse.  Enfin, le rôle spécifique des macrophages pro-inflammatoires CD11c+ dans le 

développement du diabète a été démontré par l’utilisation de souris CD11c-DTR. Dans ce 

modèle, la déplétion des macrophages CD11c+  (alors que les souris sont sous régime riche 

en gras obésogène) par un traitement avec la toxine diphtérique induit une amélioration de 

la signalisation à l’insuline dans les adipocytes et une meilleure tolérance au glucose188. Ces 

résultats confirment le rôle crucial des macrophages M1 dans l’initiation de l’inflammation 

du TA et la mise en place de l’insulino-résistance.  
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Plusieurs études se sont intéressées aux différences entre le WAT et le BAT en termes de de 

contenu en macrophages et de signalisation inflammatoire189. Le contenu en macrophages 

du BAT est inférieur à celui du WAT189. La production de cytokines pro-inflammatoires par le 

BAT est aussi moins importante que dans le WAT, ce qui est cohérent avec le rôle bénéfique 

du BAT sur la « santé métabolique » de l’organisme.  

 

  

Figure 9 : Inhibition de la signalisation à l’insuline par les cytokines inflammatoires 
En réponse à des cytokines pro-inflammatoires, des acides gras saturés ou un stress 
nutritionnel, l’activation de la Jun-Kinase (JNK) et de l’inhibitor of nuclear factor kappa-B kinase 
(IKK) va phosphoryler les complexes protéiques IRS-1 et IRS-2 (Insulin Receptor Signal) et 
inhiber la voie de signalisation de l’insuline. 
  
D’après Odegaard et Chawla, Annu. Rev. Pathol. Mech. Dis. 2011. 6:275–97 
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III. Contrôle de la réponse inflammatoire du TA par l’adipocyte 

La réponse inflammatoire dans le TA peut être contrôlée par les adipocytes eux-mêmes, ce 

qui contribue à former une boucle de régulation qui entretient l’inflammation chez l’obèse. 

Ce contrôle s’effectue au niveau du recrutement des cellules inflammatoires dans le tissu 

mais également au niveau de leur activation. 

Chez le sujet obèse, les adipocytes sécrètent des facteurs chimiotactiques (MCP-1 et dans 

une moindre mesure, CX3CL1 et chémérine) qui contribuent au recrutement de monocytes 

circulants181,190,191. Le CX3CL1 et la chémérine seraient également impliquées dans le 

recrutement et l’adhérence vasculaire des lymphocytes T190,191. La leptine permet aussi le 

recrutement et l’activation des polynucléaires neutrophiles192,193. 

Les adipocytes peuvent également activer directement ou indirectement les cellules 

immunitaires pro-inflammatoires résidentes du TA via leurs sécrétions ou par des 

mécanismes de contact. Les sécrétions d’IL-6 et de TNF-α (tableau 1) par l’adipocyte 

induisent la différenciation des monocytes en macrophages de type M1, pro-

inflammatoires160. La sécrétion de leptine peut, elle-aussi, activer la sécrétion d’IL-6 et de 

TNF-α par les monocytes et les macrophages, ainsi que d’IL-2 et d’INF-γ par les lymphocytes 

T194 et contribuer ainsi à amplifier leurs effets pro-inflammatoires.  

Enfin, les AG libérés par les adipocytes participent également au contrôle de l’activité des 

cellules immunitaires. La présence d’AG saturés tels que le palmitate et l’oléate dans le TA 

permet le « switch » des macrophages M2 vers un phénotype M1195. Le rôle des AG sur les 

macrophages a également été suggéré dans une étude qui compare l’effet des adipocytes 

bruns à celui des adipocytes blancs sur le profil inflammatoire des macrophages in vitro. En 

présence d’adipocytes bruns, les macrophages synthétisent et sécrètent moins de cytokines 

inflammatoires par rapport à une co-culture avec des adipocytes blancs196. Les auteurs 

proposent que cette différence soit due à une libération moins importante d’AG dans le 

milieu de culture par les adipocytes bruns que par les adipocytes blancs. 

De manière très intéressante, il a également été récemment suggéré que les adipocytes 

peuvent se comporter comme des cellules présentatrices d’antigènes160. Les adipocytes 

exprimeraient un Complexe Majeur d’Histocompatibilité de classe I (CMH I) qui permettrait 

l’activation des lymphocytes T CD8, mais il n’a cependant pas été montré d’interraction  
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Figure 10 : L’adipocyte, cellule présentatrice d’antigène 
Les adipocytes pourraient activer les lymphocytes T CD8 via leur CMH de classe I et les 
lymphocytes T CD4 via leur CMH de classe II, ils peuvent également activer les lymphocytes NKT 
grâce au CD1d. 
  
D’après Huh et al., Molecules and Cells, 2014. 
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directe entre les adipocytes et ces lymphocytes197. Les adipocytes exprimeraient également 

le CMH de classe II, permettant l’activation des lymphocytes T CD4198, ainsi qu’un CD1d 

permettant la présentation d’un antigène lipidique et l’activation des lymphocytes NKT 

invariants199 (fig.10). En dépit de ces découvertes, la contribution de ces interactions dans la 

réponse inflammatoire du TA chez l’obèse n’a jamais été étudiée. 

Ces données permettent de proposer un véritable rôle immuno-modulateur des adipocytes, 

capables de réguler localement la réponse inflammatoire à la fois par des mécanismes de 

sécrétion mais également par des mécanismes d’interaction cellulaire directe. 

En conclusion, le maintien de l’homéostasie du TA est un équilibre subtil entre différents 

types cellulaires, régulé par une combinaison complexe de signaux qui ne sont pas encore 

complètement caractérisés. Il est à noter que lors de la mise en place d’une inflammation, 

cet équilibre est perturbé et mène à des modifications à la fois qualitatives et quantitatives 

des populations immunitaires du TA. Normalement, ces modifications sont contre-balancées 

par les cellules immunitaires anti-inflammatoires, permettant ainsi une résolution de 

l’inflammation et un retour à l’équilibre homéostasique du tissu. On peut supposer que 

l’intérêt évolutif de cette réponse inflammatoireest la mise en compétition de deux 

systèmes pour l’accès aux substrats énergétiques : d’un côté le TA stockerait les substrats 

énergétiques, assurant la survie de l’organisme en situation de jeûne. De l’autre le système 

immunitaire, en cas d’inflammation, bloquerait ce stockage pour fournir de l’énergie aux 

cellules immunitaires afin de lutter contre les infections. L’activation au niveau des 

adipocytes de mécanismes pro-inflammatoires, par les cellules immunitaires (polynucléaires 

neutrophiles, macrophages M1, lymphocytes T CD8 et CD4 Th1) du TA induit un recrutement 

de ces mêmes cellules immunitaires pro-inflammatoires et auto-entretient cette réponse 

inflammatoire. Chez l’obèse, cet équilibre est dérégulé du fait d’une inflammation chronique 

au niveau du TA. In fine, l’emballement du système et l’auto-entretient de la réponse 

inflammatoire dépasserait un seuil à partir duquel la résolution de l’inflammation ne serait 

plus possible. Il est donc crucial de comprendre quels sont les mécanismes responsables de 

la mise en place de ce cercle vicieux, et d’agir avant le point de non-retour, dans un but 

thérapeutique des maladies métaboliques.  



48 
 

Le métabolisme énergétique et le système immunitaire font partie des exigences les plus 

fondamentales pour la survie des organismes vivants. Le premier permet la conservation de 

l’énergie pour assurer la survie et la fonction des organes vitaux, le second permet la lutte 

contre les organismes pathogènes. Beaucoup de voies de signalisation métabolique et 

immunitaire ont ainsi été conservées à travers l’évolution des espèces et sont inter-

connectées. Cette interface peut être envisagée comme un mécanisme central de 

l’homéostasie de l’organisme, dont le dysfonctionnement peut mener à des désordres 

métaboliques200 et immunitaires. Il est en effet de plus en plus connu que l’obésité et/ou le 

diabète de type 2 sont associés à une perturbation du système immunitaire201. 
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Chapitre 3 : L’hématopoïèse 
 

L’hématopoïèse est le processus permettant la production des cellules sanguines de 

l’organisme tout au long de la vie de l’individu. Ce processus permet la production de 1000 

milliards de cellules par jour, dont 70 milliards de globules rouges ou érythrocytes, à partir 

d’une population de Cellules Souches Hématopoïétiques (ou CSH) localisée dans la moelle 

osseuse (MO)202.  

 

I.  Ontogénie de l’hématopoïèse 

Au cours du développement embryonnaire, le système hématopoïétique se développe en 

plusieurs vagues successives et dans différents organes avant la mise en place de 

l’hématopoïèse définitive dans la MO. Dans cette partie, j’ai choisi de développer 

l’hématoïèse embryonnaire chez la souris et l’homme, qui sont les deux modèles que j’ai 

utilisés pendant ma thèse, avant d’évoquer les autres espèces animales utilisées dans ce 

domaine de recherche.  

Chez la souris, l’hématopoïèse embryonnaire a été étudiée par la purification de populations 

cellulaires dans différents tissus de l’embryon et la caractérisation de leur capacité à 

reconstituer à long terme l’hématopoïèse chez des animaux adultes irradiés203. Une activité 

hématopoïétique est observée dès 7 JPC (Jours Post-Coït) dans la région extra-embryonnaire 

du sac vitellin. Cette activité hématopoïétique est assurée par une population cellulaire 

exprimant les facteurs de transcription Scl/Tal1 et Gata-1, des gènes caractéristiques des 

CSH. Elle génère uniquement des érythrocytes et des macrophages et disparait à partir de 9 

JPC204,205. Néanmoins, récemment, il a été montré que des progéniteurs hématopoïétiques 

produits dans le sac vitellin sont retrouvés dans les tissus à l’âge adulte et participent au 

renouvellement d’une partie des macrophages tissulaires206. Chez l’adulte, les macrophages 

tissulaires sont ainsi un mélange de macrophages d’origine embryonnaire vitelline et de 

macrophages d’origine médullaire207. A l’heure actuelle on ne connait pas précisément les 

proportions, les caractéristiques et les rôles de ces macrophages d’origine embryonnaire. 
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Figure 11 : Cinétique d’apparition de l’activité hématopoïétique dans les différents tissus 
durant l’embryogenèse chez (A) la souris et (B) l’homme 
  
Adapté de Galloway et Zon, Develomental Biology, 2003 
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Toujours chez la souris, à partir de 9 JPC, des CSH apparaissent à partir de cellules souches 

appelées hémangioblastes dans la région dorsale de l’aorte ou p-Sp/AGM (Para-aortic 

Splanchnopleure/Aorte Gonade Mésonéphros)208. Il a été montré que les CSH dérivant de la 

zone p-Sp/AGM sont en fait produites à partir d’un endothélium hémogénique. 

L’endothélium hémogénique correspond à une population de l’aorte dorsale embryonnaire 

ayant un potentiel à la fois angiogénique et hématopoïétique209,210. Cette activité 

hématopoïétique persiste jusqu’à 13 JPC grâce à des CSH de phénotype c-Kit+/CD34+211.  

En parallèle de l’activité hématopoïétique dans la zone p-Sp/AGM, une activité 

hématopoïétique embryonnaire au niveau du placenta se met en place. Cette activité a été 

mise en évidence dès 1961 par Till et McCulloch, grâce à l’identification de CFU dans la rate 

de souris greffées avec des tissus placentaires212. In vitro, la co-culture de CSH d’origine 

placentaire avec une lignée de cellules stromales médullaire OP9 montre qu’elles sont 

multipotentes et ont des capacités de différenciation vers les lignages myéloïde, érythroïde, 

mais surtout lymphoïde. Ces cellules diffèrent des populations transitoires de progéniteurs 

hématopoïétiques présentes dans le sac vitellin qui ne produisent que des cellules myéloïdes 

et des érythocytes213. Ces CSH placentaires sont générées de novo en même temps que 

celles de la zone p-Sp/AGM214. Elles proviendraient d’un endothélium hémogénique présent 

dans le placenta mais ne contribueraient pas à l’hématopoïèse de l’embryon215. Il a été 

proposé que le placenta soit en fait un site d’amplification des CSH embryonnaires avant la 

colonisation du foie fœtal216. 

A partir de 10 JPC, le foie fœtal est colonisé par des CSH provenant à la fois du sac vitellin et 

de la région p-Sp/AGM 217. Cette colonisation engendre une activité hématopoïétique 

hépatique essentiellement érythroblastique pendant quelques jours avant de disparaître. La 

transition entre l’hématopoïèse embryonnaire et l’hématopoïèse définitive est assurée par 

une colonisation de la rate des embryons à 12 JPC, bien que cette hématopoïèse splénique 

ne démarre qu’à partir de 16 JPC218. L’hématopoïèse définitive dans la MO est observée à 18 

JPC grâce à la présence de CSH médullaires218. Cependant, des précurseurs de lymphocytes B 

et T sont observés dans la MO à 15 et 17 JPC respectivement, suggérant que des 

progéniteurs produits précocément dans d’autres organes peuvent coloniser la MO pour y 

terminer leur maturation219. La cinétique de la mise en place de l’hématopoïèse chez la 

souris est schématisée en figure 11A. 
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Chez l’homme, la caractérisation de l’HEM embryonnaire a été réalisée par immunohisto-

chimie sur des tissus embryonnaires à différents stades de développement. Le schéma est 

relativement similaire à celui de la souris, avec une hématopoïèse primitive érythroblastique 

débutant dans le sac vitellin à 18,5 jours de développement220. Cette activité disparaît à 24 

jours de développement221 et est remplacée par une hématopoïèse dans la région p-Sp/AGM 

entre 24 et 34 jours. Cette hématopoïèse est assurée par des CSH ayant un potentiel de 

différenciation myéloïde et lymphoïde222. Comme chez la souris, le placenta humain est 

également un organe hématopoïétique durant la vie embryonnaire, servant de réservoir 

permettant la prolifération des CSH, sans que celles-ci ne s’engagent dans une 

différenciation215. Le foie est ensuite colonisé par des CSH CD34+ actives, à partir du 30ème 

jour de développement. Ces CSH prolifèrent et leur nombre augmente jusqu’au 45ème jour. 

Le foie reste alors le principal site hématopoïétique de l’embryon jusqu’à la naissance où son 

activité hématopoïétique cesse221. Il n’y a pas d’hématopoïèse dans la rate lors du 

développement embryonnaire humain. L’hématopoïèse médullaire, quand à elle, apparaît à 

la dixième semaine de développement et persiste durant toute la vie de l’organisme. La 

cinétique de mise en place de l’hématopoïèse chez l’homme est schématisée en figure 11B. 

L’ontogenèse du système hématopoïétique est un processus très conservé au cours de 

l’évolution chez les vertébrées, et différentes espèces animales ont servi de modèles 

d’études afin de mieux comprendre le développement de l’hématopoïèse chez l’homme.  

Du fait de la facilité à le manipuler, l’embryon de poulet est le plus ancien modèle utilisé 

dans la compréhension de la biologie du développement. Le développement de chimères 

caille-poulet en 1969 par Nicole Le Douarin a permis de réaliser des expériences de traçage 

cellulaire in vivo223. Ces chimères permirent de découvrir que comme chez les mammifères, 

l’hématopoïèse embryonnaire démarre dans le sac vitellin224. Il y a ensuite une génération 

de CSH de novo au niveau au niveau de la zone aortique à partir de cellules endothéliales, 

avec la formation de foyers hématopoïétiques intra-aortiques (équivalent de la zone p-

Sp/AGM des mammifères)225. L’activité hématopoïétique se poursuit enfin jusqu’à la 

naissance dans l’allantoïde, un appendice se formant dans la partie caudale de l’embryon à 

partir de l’intestin226. Chez le poulet, l’allantoïde produit également des CSH grâce à une 

population d’hémangioblastes, ces CSH iront ensuite coloniser la MO peu avant la naissance 

lors de la mise en place de l’hématopoïèse définitive227. Cet appendice est également 
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présent chez la souris et contient des progéniteurs hématopoïétiques, mais la présence de 

CSH dans l’allantoïde chez la souris n’a pas été observé228. L’utilisation d’embryon de poulet 

a également permis de mettre en évidence l’existence des lymphocytes B229. Depuis 2004, 

les modèles aviaires sont entrés dans l’ère de la génétique avec le séquençage du génome 

de poulet, des modèles transgéniques de cailles sont maintenant développées afin de 

réaliser de l’imagerie in vivo230. 

Depuis une dizaine d’année, le poisson zèbre est devenu un modèle de choix dans l’étude de 

l’hématopoïèse au niveau embryonnaire. Bien qu’éloigné phylogénétiquement des 

mammifères ou des oiseaux, le développement embryonnaire de l’hématopoïèse y est assez 

similaire : les CSH apparaissent dans le mésoderme ventral dérivé de la masse cellulaire 

interne, elle-même dérivée du mésoderme latéro-postérieur231. Des CSH sont ensuites 

générées au niveau de la région ventrale de l’aorte dorsale, aussi appelé AGM232. Ces CSH 

migrent ensuite vers le tissu hématopoïétique caudal (CHT)233. Les CSH des zones AGM et 

CHT vont ensuite migrer vers la moelle rénale, l’équivalent de la moelle osseuse des 

mammifères, et donner l’hématopoïèse définitive larvaire et adulte233. Bien que les sites 

hématopoiétiques chez le poisson diffèrent d’avec les mammifères, ces modèles partagent 

les différents lignages de cellules hématopoïétiques matures, rendant les découvertes faites 

chez le poisson transposables aux mammifères234. L’avantage du poisson zèbre comme 

modèle réside dans sa facilité d’utilisation en terme d’élevage, de manipulation génétique, 

de screening pharmacologique, d’imagerie ainsi que de transplantation et a permis de 

nombreuses avancées dans la compréhension du contrôle moléculaire de l’hématopoïèse235–

237. 

 

II. Les CSH de la moelle osseuse 

Les CSH sont des cellules souches adultes multipotentes et capables d’auto-

renouvellement238. La multipotence des CSH a été mise en évidence in vitro par la 

production de clones des différents lignages, aussi appelée Colony Forming Unit (CFU)239. 

Plus tard, cette caractéristique a été mieux étudiée par la capacité des CSH à reconstituer les 

différents lignages hématopoïétiques après transplantation dans des souris irradiées240. 

L’auto-renouvellement permet la formation de deux cellules filles identiques et confère la  
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Tableau 3 : Phénotypes utilisés pour la caractérisation et la purification de populations cellulaires 
hétérogènes enrichies en CSH dans la MO chez la souris (A) et l’homme (B)  
  
D’après Warr et al., WIREs. Systems Biology and Medicine, 2011 
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capacité d’une seule cellule à reconstituer à long-terme l’hématopoïèse d’un animal irradié à 

dose létale. Cela permet donc le maintien du processus hématopoïétique tout au long de la 

vie de l’organisme. L’auto-renouvellement des CSH est évalué lors de transplantations 

secondaires par la survie d’animaux irradiés et transplantés avec les CSH d’un animal issu 

d’une première transplantation. 

Les CSH sont les cellules souches adultes multipotentes les plus étudiées. Ce sont cependant 

des cellules rares puisqu’elles représentent, dans la MO chez la souris, 1 cellule sur 20 000. 

Les différents phénotypes membranaires utilisés lors de l’identification des CSH permettent 

en fait l’obtention d’une population cellulaire hétérogène plus ou moins enrichie en CSH 

(tableau 3). De manière générale, ces populations sont définies par l’absence du panel de 

marquage Lin (Lineage Panel) qui est un cocktail d’anticorps détectant les antigènes de 

surface exprimés par les cellules hématopoïétiques matures (monocytes, granulocytes, 

érythrocytes, LB et LT), ainsi que par l’expression, chez la souris, des marqueurs de surface 

Sca-1 et c-Kit. Ce phénotype Lin-/c-Kit+/Sca-1+, appelé KLS, est couramment utilisé pour 

purifier et/ou identifier une population de cellules souches/progénitrices enrichie en CSH. Ce 

phénotype permet un bon compromis entre simplicité d’identification et fréquence de CSH 

dans la population KLS (tableau 3A). L’utilisation du phénotype membranaire Lin-/c-kit+/Sca-

1+/Flk2-/CD150+/CD48- conduit à la détection et la purification d’une population de cellules 

immatures très enrichie en CSH dans la MO241. Dans cette population de CSH, environ 30% 

des cellules sont CD34-/CD135-242. Chez l’homme, le phénotype standard des CSH dans la MO 

est Lin-/CD34+/CD38-/CD90+/CD45RA- mais les populations CD34+, Lin-/CD34+/CD90+, 

CD34+/CD38- et Lin-/CD34+/CD38-/Rholow sont également utilisées dans les expériences de 

transplantation dans des souris immuno-déficientes243 (tableau 3B). Chez l’homme comme 

chez la souris, l’expression ou pas du marqueur CD34 permet la distinction, respectivement, 

entre des CSH dites « à court-terme » (ST-CSH, CD34+), et des CSH « à long-terme » (LT-CSH,       

CD34-)244. 

L’activité proliférative des LT-CSH est décrite comme faible par rapport à celle des ST-CSH. 

Les LT-CSH resteraient majoritairement dans un état de quiescence, les protégeant des 

dommages à l’ADN, ce qui en fait une population cellulaire relativement stable d’un point de 

vue génétique245. Jusqu’à récemment, les LT-CSH étaient considérées comme des cellules qui 

produisaient néanmoins régulièrement des progéniteurs se différenciant ensuite 
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immédiatement dans les différentes lignées cellulaires du système hématopoïétique. 

Cependant, le développement de techniques de marquage et de traçage très spécifiques in 

vivo (grâce à des recombinaisons aléatoires de l’ADN permettant un marquage génétique au 

niveau clonal) et permettant un suivi de l’hématopoïèse dans des situations plus 

physiologiques que des animaux irradiés, a remis en cause cette notion. Une étude 

récente246 montre, en effet, que les LT-CSH sont bien plus quiescentes que ce que l’on 

pensait, avec un taux de prolifération inférieur à 1 cycle cellulaire par an). Elles 

prolifèreraient en fait beaucoup moins qu’attendu, et se différencieraient très peu en 

progéniteurs hématopoïétiques multipotents (MPP). Les MPP correspondraient, eux, aux ST-

CSH, avec un taux de prolifération bien supérieur mais aussi une durée de vie plus longue 

que ce qui était jusqu’à présent envisagé. Ce sont eux qui permettraient le maintien de 

l’activité hématopoïétique en situation physiologique, au contraire des LT-CSH qui 

interviendraient en cas de besoin d’une production massive de cellules immunitaires 

(situation pathologique). Les auteurs expliquent que c’est ce système qui permettrait aux LT-

CSH de conserver leur capacité de reconstitution hématopoïétique durant toute la vie de 

l’individu. 

Ainsi, les CSH constituent une population cellulaire hétérogène. Bien que classiquement 

décrite sur la base de son phénotype membranaire, l’identification d’une CSH repose sur la 

mise en évidence, expérimentalement, de ses fonctions (multipotence, auto-

renouvellement). La plupart des études se base sur des expériences de reconstitution du 

système hématopoïétique de souris préalablement irradiées et une analyse, a posteriori, de 

la descendance. L’association de ces « fonctions souches » avec des phénotypes 

membranaires a permis de mettre au point des techniques d’étude du système 

hématopoïétique et de proposer différents modèles de différenciation des cellules 

immunitaires.  

 

III. Modèles de l’hématopoïèse 

De manière générale, le modèle hiérarchique de l’hématopoïèse inclut une CSH au sommet 

de l’arbre de différenciation. Cette CSH va ensuite générer des progéniteurs des lignages 

lymphoïde et myéloïde. Les progéniteurs lymphoïdes produisent les lymphocytes T, B et NK. 
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Les progéniteurs myéloïdes produisent les cellules sanguines anucléées (érythrocytes et 

thrombocytes), ainsi que les monocytes/macrophages et les granulocytes212 (fig. 12A). La 

différenciation des cellules myéloïdes à partir des progéniteurs myéloïdes a été étudiée in 

vitro par la production de clones des différents lignages, aussi appelée Colony Forming Unit 

(CFU). Cette différenciation passe par plusieurs étapes mettant en jeu des progéniteurs 

unipotents ou bipotents de chaque type cellulaire239 (fig. 12B). Ces deux modèles 

permettent de rendre compte de la multipotence des CSH mais demeurent tout de même 

assez simples.   

Un autre modèle (fig. 12C) plus complexe complète ces modèles et propose que les CSH 

soient réparties en CSH à long-terme (LT-CSH) quiescentes et rares et en CSH à court-terme 

(ST-CSH) plus prolifératives, plus fréquentes et provenant des LT-CSH. Les cellules myéloïdes 

auraient un progéniteur commun, CMP (Common Myeloïd Progenitor), de même pour les 

cellules lymphoïdes avec un CLP (Common Lymphoid Progenitors). Dans ce modèle, les CMP 

produisent des progéniteurs multipotents et non unipotents des différents lignages 

myéloïdes. Les érythrocytes et les thrombocytes partageraient ainsi un progéniteur commun 

issu du CMP, mais distinct du progéniteur commun des granulocytes et des monocytes. Les 

CLP produiraient, eux, des progéniteurs unipotents des lymphocytes240 (fig. 12C).  

Plus récemment, il a été montré que les différents progéniteurs de chaque lignage 

conserveraient la capacité à se différencier en monocytes247 (fig. 12D). La CSH aurait la 

capacité de se différencier, en plus d’une différenciation monocytaire directe, en 

progéniteur commun monocyte-erythrocyte (CMEP) et en progéniteur commun monocyte-

lymphocyte (Common Monocyte Lymphocyte Progenitor ou CMLP), ce progéniteur commun 

donnerait des précurseurs lymphocytaires bipotents (Monocytes et lymphocytes T ou 

Monocytes et lymphocytes B) (fig. 12D).  

Parmi les cellules granuleuses, l’origine du progéniteur mastocytaire reste sujet à 

controverse (fig. 13). Il a été proposé qu’il soit produit directement à partir des MPP (Multi 

Potent Progenitors) commun aux CMP et CLP248, ou alors uniquement à partir des CMP249. 

D’autres proposent que les progéniteurs mastocytaires proviennent d’un progéniteur 

commun avec les polynucléaires basophiles présents dans la rate250 ou dans la MO251.  
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Figure 12 : Différents modèles hiérarchiques de l’hématopoïèse 
A : premier modèle proposé (Till et Mc Culloch, 1961), la CSH donne des progéniteurs myéloïdes 
produisant les globules rouges, les monocytes, les granulocytes et les plaquettes, et des progéniteurs 
lymphoides donnant les lymphocytes T et B. B : Kondo et al. en 2003 proposent à partir des études in 
vitro, que les progéniteurs myéloïdes initiaux multipotents (CFU-GEMM) donnent des progéniteurs 
unipotents (BFU-E et BFU-Mk) ou bipotents (CFU-GM). C : modèle plus complexe (Seita et Weissman, 
2010) proposé à partir des études in vivo : les CSH à long-terme donnent des CSH à court-terme qui 
produisent les progéniteurs communs lymphoïdes (CLP) et les progéniteurs communs myéloïdes (CMP). 
D : dernier modèle proposé Kawamoto et al., 2010 où les progéniteurs de chaque lignage 
conserveraient néanmoins un potentiel à la différenciation monocytaire  
BFU-E = Burst Forming Unit-Erythrocyte ; BFU-Mk = Burst Forming Unit-Megakaryocyte ; CMEP = 
Common Monocyte Erythrocyte Progenitor ; CFU-E = Colony Forming Unit-Erythrocyte ; CFU-G = Colony 
Forming Unit-Granulocyte ; CFU-M = Colony Forming Unit-Monocyte ; CFU-Mk = Colony Forming Unit-
Megakaryocyte ; CCMLP = Common Monocyte Lymphocyte Progenitor ; ME = Monocyte Erythrocyte ; 
METB = Monocyte Erythrocyte lymphocyte T et B ; MT = Monocyte et lymphocyte T ; MB = Monocyte et 
lymphocyte B ; MTB = Monocyte lymphocyte T et B. 
D’après Eaves et al., Blood, 2015 



59 
 

  

Figure 13 : Origine des progéniteurs mastocytaires (MCP) circulant 
Dans le modèle classique, les MCP proviennent soit des progéniteurs multipotents (MPP), soit des 
progéniteurs myéloïde communs (CMP) (flèches grises). Il a également été proposé qu’ils puissent partager un 
progéniteur commun avec les basophiles (BMCP) présent dans la rate et provenant des progéniteurs 
multipotents granuleux (GMP) ou alors d’un pré-progéniteur commun résidant dans la MO et donnant les 
basophiles et les MCP (flèches vertes). 
  
D’après Schmetzer et al., European Journal of Pharmacology ; 2016  
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Figure 14 : Modèle composite de l’hématopoïèse selon Drissen et al. 
Les CSH produisent des progéniteurs multipotents donnant les lignages myéloïdes et lymphoïdes et 
exprimant des facteurs de transcriptions spécifiques. Contrairement aux précédents modèles, les 
macrophages et les neutrophiles dérivent d’un progéniteur commun issue des CMP et des CLP, alors 
que les éosinophiles, basophiles et mastocytes dérivent d’un progéniteur commun aux érythrocytes 
et thrombocytes. 
CLP : Common Lymphoid Progenitor ; CMP : Common Myeloid Progenitor ; EoMP : Eosinophil-Mast 
cell  Progenitor ; EMkMPP : Erythroid-Megakaryocyte primed Multipotent Progenitor ; HSC : 
Hematopoietic Stem Cells ; LMPP : Lymphoid Multipotent Progenitor ; MegE : megakaryocte Erythroid 
; MkP : Megakaryocte Progenitor ; MPP : Multipotent Progenitor ; NMP : Neutrophil Monocyte 
Progenitor ; PreE : Pre-Erythrocyte ; preNM : pre-Neutrophil Monocyte 
  
D’après Drissen et al., Nature Immunology, 2016 

Figure 15 : Nouveau modèle de l’hématopoïèse après analyse PCR sur cellule unique 
Contrairement au modèle classique de l’hématopoïèse décrit avec différentes vagues successives de 
progéniteurs multipotents, ce modèle propose une distinction entre un compartiment souche 
multipotent et un compartiment de progéniteurs unipotents 
CLP : Common Lymphoid Progenitor ; CMP : Common Myeloid Progenitor ; Er : Erythrocyte ; HSC : 
Hematopoietic Stem Cells ; GMP : Granulocyte Monocyte Progenitor ; Gran : Ganulocytes ; Ly : 
Lymphocytes MEP : Megakaryocyte Erythroid Progenitor ; Mk : Megakaryocyte ; Mono : Monocytes  
  
D’après Notta et al., Science, 2016 
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Finalement, l’analyse transcriptomique à l’échelle d’une cellule a permis de proposer des 

modèles hiérarchiques de l’hématopoïèse différents des précédents (fig. 14). Contrairement 

aux hypothèses décrites précédemment d’une séparation précoce des lignages lymphoïde et 

myéloïde et d’un progéniteur commun à toutes les cellules myéloïdes, il a été proposé que 

les monocytes et les neutrophiles puissent provenir du lignage myéloïde comme du lignage 

lymphoïde252. Encore plus récemment, il a été proposé un dernier modèle qui remet en 

question le modèle hiérarchique (fig. 15). Au lieu d’un modèle par branchements successifs, 

restriction du potentiel de différenciation et points de non-retour, les auteurs proposent 

l’existence de deux compartiments: un compartiment souche multipotent, et un 

compartiment de progéniteurs unipotents253. Ce modèle permet de définir une fonction 

souche de plus en plus restreinte au fur et à mesure de la différenciation des CSH lors du 

processus hématopoïétique. Grâce à l’analyse transcriptomique sur cellule unique, les 

données récentes de la littérature montrent que d’un point de vue hiérarchique, ce modèle 

redéfini de l’hématopoïèse est similaire à l’hématopoïèse embryonnaire, avec des 

progéniteurs multipotents et des progéniteurs unipotents. Le processus d’hématopoïèse 

embryonnaire correspond aussi à la différenciation de plusieurs vagues de progéniteurs 

multipotents dont le potentiel est de plus en plus restreint253. 

En conclusion, les modèles hiérarchiques de l’hématopoïèse impliquent une différenciation 

d’un compartiment cellulaire très immature vers les différents lignages lymphoïde et 

myéloïde. Les données récentes suggèrent qu’il existe néanmoins au sein de chaque lignage 

des cellules plastiques capables de se différencier en cellules d’un lignage différent.  

Chaque étape de différenciation est contrôlée par des facteurs de croissance 

hématopoïétiques et des cytokines spécifiques à chaque lignage. Le détail de ces facteurs est 

représenté dans la figure 16254. Initialement, la sélection vers le lignage myéloïde se fait en 

réponse au Stem Cell Factor (SCF) et à la Thrombopoïétine (TPO), le GM-CSF oriente ensuite 

les CMP vers le lignage granuleux/monocytaire alors que la persistance du signal SCF/TPO 

additionné à l’IL-3 les oriente vers les lignages mégacaryocytaire/érythrocytaire. 

L’orientation initiale vers le lignage lymphoïde se fait par la signalisation à l’IL-7. L’IL-7 est 

ensuite impliquée dans la différenciation des CLP en LT, l’IL-15 dans la différenciation en 

cellules NK et l’IL-4 dans la différenciation en LB. Il a également été montré que le M-CSF 
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permet une différenciation directe des CSH en monocytes, ce mécanisme permettrait une 

réponse hématopoïétique rapide en réponse à un stress de l’organisme255. 

Chez la souris, en réponse au LPS, les CSH peuvent également proliférer via l’activation du 

récepteur TLR4 (Toll-Like Receptor 4) et la mise en jeu d’une voie de signalisation 

dépendante des ROS (Reactive Oxygen Species) et des MAPK256. 

 

  

Figure 16 : Facteurs de croissances contrôlant la différenciation des CSH dans les différents lignages 
hématopoïétiques 
HSC = Hematopoietic Stem Cells ; CMP = Common Myeloid Progenitor ; CLP = Common Lymphoid 
Progenitor ; MEP = Megakaryocyte Erythrocyte Progenitor ; GM = Granulocyte Monocyte ; TNK = T 
and Natural Killer ; BCP = B Cell Progenitor ; MkP = Megakaryocyte Progenitor ; EP = Erythrocyte 
Progenitor ; MP = Monocyte Progenitor ; GP = Granulocyte Progenitor ; TCP = T Cell Progenitor ; NKP 
= Natural Killer Progenitor 
  
D’après Kaushansky, N. Engl. J. Med. 354;19. 2006 
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IV. Les niches hématopoïétiques 

Historiquement, les premières expériences de reconstitution hématopoïétique d’animaux 

irradiés, avec des CSH isolées à partir de MO ont permis la mise en évidence de nodules dans 

la rate des animaux receveurs. La transplantation secondaire de ces nodules induit un taux 

de reconstitution hématopoïétique dans la souris receveuse, inférieur à celui obtenu après 

une transplantation primaire, suggérant un rôle joué par l’environnement splénique sur les 

propriétés des CSH. Cette observation est à l’origine de la notion de niche. 

En 1975, Lord observe une localisation préférentielle des CSH au contact de l’os dans la 

MO257. Peu après, l’équipe du Dr Dexter observe qu’in vitro les CSH de MO ne peuvent 

survivre qu’en co-culture avec des cellules stromales de MO. Ce résultat confirme ainsi la 

nécessité de la présence de cellules nourricières pour la survie des CSH258. Schofield théorise 

alors en 1978, le concept de la niche hématopoïétique. Cette niche serait un environnement 

limité dans l’espace dans lequel résideraient les CSH et qui régulerait l’activité de ces cellules 

(auto-renouvellement, quiescence, différenciation) via une combinaison de signaux solubles 

et d’adhérence259. Cette niche permettrait le maintien des cellules à l’état quiescent, et donc 

leur potentiel de cellules souches, et limiterait ainsi l’apparition de mutations génétiques. La 

mise en place du concept de la niche, associé à la localisation de ces cellules au contact de 

l’os permirent alors aux chercheurs de faire l’hypothèse d’une niche hématopoïétique au 

contact de l’os dans la MO, dénommée niche endostéale. 

1) Techniques de caractérisation de la niche hématopoïétique 

Il a fallu attendre une trentaine d’années après l’hypothèse de l’existence d’une niche 

endostéale pour les CSH pour que les progrès technologiques permettent l’étude de cette 

niche. Les premières démonstrations d’un contrôle de l’activité des CSH par la niche ont été 

réalisées en modifiant le nombre des populations cellulaires à priori présentes dans la niche 

hématopoïétique, et en évaluant les conséquences sur l’activité des CSH260–262. 

L’identification de la niche a également été réalisée par la localisation des CSH in situ et 

l’identification des cellules au voisinage. Cette localisation a été abordée par des méthodes 

de transplantation et de tracking de CSH marquées par des colorants membranaires263,264,  
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Figure 17 : Schéma de la niche endostéale et des voies de signalisation régulant la quiescence des 
CSH dans la niche 
  
D’après Adams et Scadden, Nature Immunology, 2006 
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ou de CSH exprimant une protéine fluorescente265–267. La localisation des CSH in situ sans 

transplantation a été faite par immuno-fluorescence grâce à des marquages membranaires 

multiples et l’identification de cellules de phénotype CD150+/CD48-/CD41- dans la MO241,268. 

Enfin, plus récemment, le marquage de tranches de MO par des anticorps fluorescents, 

l’imagerie de toute la longueur de ces tranches et la localisation des CSH ont été permises 

par des techniques de cytométrie à scan laser. Cette technique de microscopie est basée sur 

l’utilisation d’anticorps et de lasers de cytométrie pour analyser rapidement un grand 

nombre d’échantillons avec de multiples marquages, de visualiser un grand nombre de CSH 

simultanément et de caractériser leurs différents micro-environnements269,270. 

2) La niche endostéale 

La validation de l’importance de la niche hématopoïétique endostéale dans le contrôle des 

CSH ne fut possible que grâce au développement de souris transgéniques exprimant un 

récepteur à la parathormone spécifiquement dans les ostéoblastes. Chez ces souris, le 

nombre d’ostéoblastes est modifié et ces modifications d’accompagnent d’une modification 

du nombre de CSH260. De plus, l’utilisation de ces souris a permis de montrer que les 

ostéoblastes permettent le maintien des CSH à proximité de l’os par une interaction 

dépendante de la voie Notch260. La présence d’une niche endostéale au niveau des 

ostéoblastes de la MO a été confirmée la même année par une étude montrant que les CSH 

sont associées aux ostéoblastes par les molécules d’adhérence N-cadhérine et β-caténine, 

localisées de façon asymétrique sur la membrane cellulaire entre les CSH et les 

ostéoblastes261 (fig. 17). 

La niche endostéale permet le maintien des CSH dans un état quiescent : les CSH seraient 

ancrées dans la niche endostéale grâce aux molécules d’adhérence déjà citées 

précédemment (N-cadhérine, , β-caténine), à la glycoprotéine de surface CD44 exprimée par 

les CSH271 et au récepteur à l’ion calcium (CaR). En effet, une délétion totale de ce récepteur 

diminue en effet fortement la localisation des CSH dans l’os et augmente le nombre de CSH 

circulantes et spléniques chez l’embryon272. Leur quiescence serait maintenue par des 

facteurs solubles sécrétés par les ostéoblastes tels que l’angiopoïétine-1, le CXCL12, le SCF et 

les protéines Wnt271 (fig. 17). Il est intéressant de noter que la sécrétion de CXCL12 est sous  
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Figure 18 : Schéma récapitulatif des différentes niches hématopoïétiques médullaires 
Les CSH sont attirés vers les ostéoblastes via leur récepteurs CaR à l’ion calcium, un récepteur à 7 domaines 
transmembranaire permettant lelocalisation des CSH vers la niche endostéale en fonction de la concentration 
en calcium. Elles sont localisées au niveau endostéal à proximité des ostéoblastes et des MSC qui régulent leur 
quiescence via des molécules d’adhérences et des facteurs solubles. Les artérioles maintiennent également la 
quiescence des CSH grâce à leurs cellules périvasculaires. Les CSH en cours de prolifération sont retrouvées au 
niveau des vaisseaux sinusoïdes où elles sont attirées par des CAR cells. Des adipocytes sécrétant des 
adipokines sont également présents dans la MO. 
  
D’après Adler et al., Nature Reviews Endocrinology, 2014. 
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le contrôle de l’innervation sympathique. Les oscillations circadiennes de libération de 

noradrénaline dans la MO induisent une diminution rythmique de cette sécrétion, 

conduisant à une mobilisation circadienne des CSH273.  

Du fait de sa faible vascularisation, la zone endostéale de l’os est majoritairement une zone 

hypoxique, dans laquelle les CSH se localiseraient préférentiellement274. In vivo, les CSH sont, 

en effet, positives à un marquage au pimonidazole, spécifique de cellules en hypoxie275. De 

plus, la prolifération et la différenciation des CSH sont régulées négativement par Hif-1α, le 

facteur de transcription impliqué dans la réponse transcriptionnelle à un environnement 

hypoxique276. La localisation des CSH dans des zones hypoxiques de la niche endostéale 

expliquerait leur caractère quiescent. En effet, le lactate issu du métabolisme anaérobie des 

cellules présentes dans ces zones hypoxiques stabilise le facteur de transcription Hif-1α, 

permettant le maintien de la quiescence des CSH en régulant l’expression de gènes du cycle 

cellulaire277. 

Le rôle de la niche endostéale sur le maintien des CSH à l’état quiescent et la régulation de 

leur prolifération et leur différenciation est fondamental. Il a notamment été montré que 

des perturbations de l’homéostasie osseuse peuvent déréguler la prolifération des CSH et 

augmenter le risque de tumorigenèse et ainsi l’apparition de leucémie aigüe myéloïde278. 

Une étude récente a également montré que la perte de l’expression de la β-caténine par les 

ostéoblastes est suffisante pour déréguler le maintien de la quiescence des CSH, entraînant 

leur prolifération et augmentant ainsi le risque de mutation à l’origine de cancers279. 

3) La niche vasculaire 

Avec l’amélioration des techniques de localisation in situ des CSH, il a été montré que les 

CSH se localisent, également, à proximité de vaisseaux sanguins dans la MO241. Une 

perturbation de la vascularisation est associée à une diminution du nombre de CSH dans la 

MO après reconstitution hématopoïétique262. Les CSH résideraient ainsi dans deux niches de 

la MO : une niche endostéale composée d’ostéoblastes et une niche vasculaire composée de 

cellules endothéliales et périvasculaires (fig. 18). 

Le rôle de la niche vasculaire sur l’activité des CSH est resté assez longtemps controversé. 

Certains auteurs montrent que les CSH localisées près des vaisseaux sont, en fait, en cours 
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de différenciation suggérant que la niche vasculaire ne soit qu’un environnement transitoire 

permettant la différenciation des CSH en progéniteurs hématopoïétiques280–282. Au 

contraire, d’autres auteurs montrent que les CSH localisées à proximité des vaisseaux 

restent à l’état quiescent et que la niche vasculaire aurait par conséquent un rôle dans le 

maintien de la quiescence des CSH270.  

Cette ambiguïté du rôle de la niche vasculaire a été levée par la caractérisation plus précise 

de la vascularisation de la MO. Il a en effet été montré que les vaisseaux médullaires sont 

organisés en sinusoïdes et en artérioles qui sont des vaisseaux plus petits et plus 

difficilement identifiables. Les CSH quiescentes seraient localisées à proximité des artérioles 

dans des zones hypoxiques, alors que les CSH en cours de différenciation seraient localisées 

à proximité des vaisseaux sinusoïdes (fig. 18). Cette localisation différente des CSH est 

associée à différents types de péricytes associés aux cellules endothéliales (péricytes NG2+ 

au voisinage des artérioles vs péricytes exprimant le récepteur à la leptine à proximité des 

sinusoïdes)270. De plus il a été montré que la niche vasculaire sinusoïdale représente 

quantitativement le plus grand réservoir de CSH dans la MO : 85% des CSH (toutes niches 

confondues) résideraient en effet à proximité des vaisseaux sinusoïdaux. Cette localisation 

préférentielle pourrait être due à une sécrétion plus importante de CXCL12 par les péricytes 

exprimant le récepteur à la leptine281,283,284. Ces péricytes sont aussi appelés CAR-cells pour 

CXCL12 Abundant Reticular Cells268,285. 

Ces études révèlent qu’en plus de la dichotomie entre niche endostéale et niche vasculaire, 

la niche vasculaire est hétérogène et qu’il existe différents micro-environnements 

vasculaires avec des rôles différents sur le fonctionnement des CSH (fig. 18). Cette 

hétérogénéité est probablement due à la présence d’autres types cellulaires dans les 

différentes niches. 

4) Autres types cellulaires dans les niches endostéales et vasculaires 

A côté des ostéoblastes, cellules endothéliales et péricytes, d’autres cellules sont présentes, 

parmi lesquelles les cellules stromales mésenchymateuses (MSC)286. Le rôle de ces cellules 

dans la niche hématopoïétique est abondamment décrit287. Ces MSC, localisées à la fois dans 

la niche endostéale et dans la niche vasculaire, participeraient au maintien des CSH à l’état 

quiescent par la sécrétion de CXCL12288. Certaines études suggèrent que les CAR-cells 
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seraient, en fait, une sous-population de MSC résidant près des cellules endothéliales des 

vaisseaux sinusoïdes de la niche vasculaire, mais aussi près des ostéoblastes de la niche 

endostéales268,285. Les MSC participeraient également à l’ancrage des CSH dans la niche par 

des molécules d’adhérence comme la nestine286. En plus du rôle direct dans la régulation de 

l’activité des CSH, les MSC participent également au renouvellement des autres cellules de la 

niche289,290. Les MSC, notamment celles exprimant le récepteur à la leptine, sont capables de 

se différencier en d’ostéoblastes291, cellule faisant partie de la niche endostéale décrite par 

Schofield, mais aussi en adipocytes, une autre population cellulaire dont on parlera au 

paragraphe suivant. 

Il existe de plus en plus d’acteurs cellulaires impliqués dans le contrôle de la 

quiescence/prolifération des CSH. Il a notamment été montré que les mégacaryocytes  via 

l’expression du protein-C type lectin-like receptor 2 (CLEC2) permettent le maintien de la 

quiescence des CSH292–294. Des macrophages CD169+ sont également retrouvés  dans la MO 

et contribueraient à l’ancrage et au maintien de la quiescence des CSH dans leur niche295,296. 

Les auteurs ne précisent pas dans quelle niche se trouvent les CSH régulées par ces 

macrophages. Ils montrent cependant que les macrophages agiraient directement sur les 

MSC nestine+. Les macrophages auraient également un rôle au cours de l’hématopoïèse 

embryonnaire en formant une niche permettant la différenciation des CSH embryonnaires, 

cependant cela n’a été démontré que chez le poisson-zèbre297.  

Enfin, l’équipe du professeur Frenette a démontré un role joué par les cellules de Schwann 

non myélinisantes associées aux terminaisons nerveuses sympathiques de la MO : ces 

cellules sont capables de maintenir les CSH dans un état quiescent grâce à l’activation du 

TGF-β par clivages des formes latentes et inactives présentes dans la matrice extra-

cellulaire298. 

5) Les adipocytes : une niche oubliée ?  

La présence d’adipocytes médullaires a été caractérisée dans les années 1960 au niveau de 

la moelle jaune, qui est faiblement active d’un point de vue hématopoïétique7,299. Chez 

l’adulte (souris et homme), le nombre d’adipocytes est corrélé négativement avec l’activité 

hématopoïétique dans la MO300–302, ce qui a longtemps été interprété comme le reflet d’un 

rôle plutôt délétère de ces adipocytes sur le processus hématopoïétique. Il a pourtant été 
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montré que des adipocytes médullaires réapparaissent dans la MO après irradiation au 

moment où commence la prolifération hématopoïétique303. Ces différentes observations 

apparemment contradictoires ont amené de nombreuses équipes à étudier le rôle des 

adipocytes médullaires dans le contrôle de l’hématopoïèse. Des effets positifs comme 

négatifs ont été rapportés à à la suite d’études in vitro ou in vivo, chez la souris ou l’homme.  

Plusieurs études se sont intéressées aux sécrétions des adipocytes médullaires et à leurs 

effets sur les CSH. L’adipocyte médullaire sécrète par exemple de l’adiponectine qui, chez la 

souris, stimule la prolifération des CSH tout en maintenant leur multipotence in vitro304. De 

plus, la transplantation de CSH pré-traitées avec de l’adiponectine chez une souris irradiée 

permet une meilleure reconstitution hématopoïétique304. A l’inverse, les souris déficientes 

en adiponectine présentent un défaut de reconstitution hématopoïétique après traitement 

par chimiothérapie305. Chez l’homme, toujours in vitro, l’adiponectine inhibe la 

différenciation myéloïde et lymphoïde306,307. 

Les adipocytes médullaires sécrètent en outre des cytokines hématopoïétiques telles le TNF-

α308. Ce dernier inhibe la prolifération des CSH murines in vitro, en induisant l’arrêt du cycle 

cellulaire309. Chez l’homme, des effets stimulateurs et inhibiteurs de la proliferation des CSH 

par le TNF-α ont été décrits310–312, de même qu’un effet inhibiteur de leur différenciation313. 

D’autres cytokines sécrétées par les adipocytes médullaires comme l’IL-6 et l’IL-8 stimulent 

au contraire la différenciation des progéniteurs hématopoïétiques humains314–316. 

Enfin, la leptine est sécrétée par les adipocytes médullaires317 et stimule la prolifération des 

progéniteurs myéloïdes et lymphoïdes murins et leur différenciation in vitro318–320.  

Outre leurs effets sécrétoires, les adipocytes médullaires semblent également contrôler les 

CSH via des mécanismes contact-dépendants, bien que ceux-ci ne soient pas clairement 

identifiés. En co-culture avec des CSH, les adipocytes médullaires augmentent en effet la 

prolifération et/ou la survie des CSH de souris, cet effet n’étant cependant pas observé in 

vivo321. Chez l’homme, les résultats sont plus contradictoires puisque des effets inhibiteurs 

et activateurs sur la différenciation des CSH ont été rapportés322–324.    

L’ensemble de ces données montre clairement que les adipocytes médullaires régulent le 

processus hématopoïétique, mais de façon très diverse. Cette diversité peut peut-être 
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s’expliquer par l’hétérogénéité des adipocytes médullaires (cf. Chapitre 1, partie I. 4). Une 

autre explication pourrait être le contexte physiopathologique. En effet une étude très 

récente montre que dans des conditions physiologiques les adipocytes médullaires, 

contrairement à ceux du tissu adipeux blanc périgonadique (PGAT), sécrètent du SCF, 

stimulant la prolifération des CSH325. Les auteurs montrent également qu’il existe un 

processus d’adipogenèse médullaire après irradiation, participant probablement à la 

stimulation de l’hématopoïèse dans ces conditions. Ils proposent ainsi que l’adipogenèse 

médullaire constitue une réponse d’urgence favorisant une récupération rapide de 

l’hématopoïèse en réponse à une perturbation de l’intégrité de la MO. L’adipogenèse serait 

le moyen le plus rapide pour augmenter la production de facteurs de stimulation pour des 

CSH. Cependant, ce rôle positif des adipocytes médullaires dépendrait de l’os dans lequel ils 

se trouvent, avec un effet positif dans les os longs et un effet négatif dans les vertèbres325.  

6) La niche est-elle si importante ? 

La multipotentialité des CSH et des progéniteurs les plus immatures correspond à un état 

d’équilibre entre quiescence et différenciation des CSH, régi par les taux intra-cellulaires de 

facteurs de transcription impliqués dans le contrôle de la différenciation vers les différents 

lignages hématopoïétiques. Par exemple, la co-expression en faible quantité de PU.1 et 

CEBPα (impliqués respectivement dans les différenciations monocytaire et granulocytaire) 

assure le maintien de progéniteurs bipotents des deux lignages326. En fonction des signaux 

de la niche, le niveau d’expression de chacun des facteurs de transcription est modifié (le M-

CSF induit par exemple une augmentation de l’expression de PU.1 aux dépens de C/EPB), 

ce qui induit alors une différenciation spécifique dans un des deux lignages cellulaires.  

Le modèle de contrôle des CSH essentiellement par la niche a été remis en cause par le 

développement de techniques permettant le traçage in vivo des CSH et de leur descendance 

au niveau clonal327. Cette étude révèle qu’individuellement, chaque CSH produit des 

proportions définies et spécifiques des différentes cellules immunitaires matures 

(lymphocytes, monocytes, polynucléaires…), ce qui renforce l’idée d’une hétérogénéité au 

sein de la population de CSH. La caractérisation génomique de cellules individuelles a 

montré que les cellules qui se différencient spécifiquement dans un lignage particulier sont 

« pilotées » par un épigénome unique. Cet épigénome bloque l’expression de gènes 
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spécifiques de la différenciation vers un ou plusieurs lignages donnés. La différenciation des 

CSH se fait donc vers le ou les lignages « non verrouillés ». La niche n’aurait alors qu’un rôle 

déclencheur ou pas du programme de différenciation de chaque CSH328. 

Ces conclusions remettent en question la prépondérance du rôle de la niche puisque les 

propriétés de différenciation pourraient être définies au moins en partie, de manière 

intrinsèque à chaque cellule.  

 

V. L’hématopoïèse extra-médullaire 

L’hématopoïèse extra-médullaire (HEM) correspond à l’existence d’une activité 

hématopoïétique hors de la MO. L’HEM est présente durant le développement 

embryonnaire, avant la mise en place de l’hématopoïèse médullaire définitive. Elle peut 

également être présente à l’âge adulte dans certaines situations particulières, et plus 

récemment encore, des données de la littérature montrent que certains organes présentent 

une activité hématopoïétique intrinsèque en situation physiologique. 

1) L’hématopoïèse extra-médullaire en situation pathologique 

A l’âge adulte, une insuffisance de l’hématopoïèse médullaire peut donner lieu à la 

réactivation de foyers hématopoïétiques embryonnaires inactifs afin de compenser l’activité 

hématopoïétique médullaire insuffisante. Cette activité hématopoïétique peut apparaître 

dans une multitude d’organes et de tissus, hématopoïétiques et non hématopoïétiques : 

rate, foie, ganglions lymphatiques, thymus, cœur, sein, prostate, ligament large, reins, 

glandes surrénales, plèvre, rétro-péritoine, peau et système nerveux329. C’est une 

complication fréquente des anémies hémolytiques telles que la β-thalassémie et la 

drépanocytose. Dans les formes légères de ces anémies, l’HEM compense suffisamment 

l’hématopoïèse médullaire déficiente et les patients n’ont pas besoin d’être transfusés. 

Cependant cela a pour conséquence une HEM très active et des symptômes dus à la 

compression des tissus par les foyers hématopoïétiques peuvent apparaitre330. Un modèle 

d’étude de cette HEM chez la souris consiste en un traitement à la phénylhydrazine. Ce 

traitement induit en effet une réactivation de l’hématopoïèse hépatique avec la production 

d’érythrocytes et de macrophages 331.  
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Chez l’homme et la souris, lors d’un syndrome myéloprolifératif, la myélofibrose primaire 

touchant la MO altère la capacité de la niche à réguler correctement l’hématopoïèse332. Une 

HEM se met alors en place dans le foie et la rate, sans toutefois pouvoir remplacer 

efficacement l’hématopoïèse médullaire333. 

Enfin, lors de situations d’infection, alors que l’hématopoïèse médullaire fonctionne 

correctement, il est connu que des CSH de la MO peuvent être mobilisées dans la circulation 

et attirées sur les sites infectieux via les axes de signalisation SDF-1/CXCR4 et MCP-1/CCR2. 

Les CSH produisent alors, localement, des cellules immunitaires pro-inflammatoires334.  

2) L’hématopoïèse extra-médullaire en situation physiologique 

Jusqu’à récemment, la recherche en hématologie considérait de manière dogmatique que 

l’hématopoïèse définitive adulte se produisait exclusivement dans la MO chez le mammifère. 

L’hématopoïèse extra-médullaire était un phénomène marginal n’apparaissant qu’en 

situation de défaut de l’hématopoïèse médullaire, ou dans des situations particulières 

associées à une inflammation tissulaire.  

Or des résultats très originaux, obtenus dans notre équipe suggèrent qu’une hématopoïèse 

pourrait avoir lieu dans d’autres organes, dans des conditions physiologiques. Notre équipe 

a en effet montré, dans un premier temps, que l’injection de cellules de la SVF permet la 

survie d’animaux irradiés à dose létale335. Dans ces expériences, les cellules du TA sont 

capables d’assurer la survie des animaux en reconstituant au moins partiellement 

l’hématopoïèse. La caractérisation, dans le TA, de cellules de phénotype CD34+/CD45+ 

capables de produire des clones hématopoïétiques en culture en milieu semi-solide a permis 

de montrer pour la première fois que le TA renferme une population de cellules 

progénitrices hématopoïétiques.  

Notre équipe a ensuite montré que le TA contient une population de progéniteurs 

mastocytaires capables de produire des mastocytes retrouvés dans la peau et l’intestin144. 

Cette population de progéniteurs mastocytaires dériverait en fait d’une population de CSH 

présentes dans le TA murin sous-cutané de phénotype KLS Lin-/c-kit+/Sca-1+336.  

Dans le TA, les CSH n’expriment pas le marqueur membranaire CD150, et l’expression du 

CD34 par ces cellules est hétérogène. In vitro, les CSH du TA sont capables de se différencier 
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en cellules lymphoïdes et myéloïdes. In vivo, en revanche, elles se différencient 

majoritairement en cellules myéloïdes. En effet, dans le TA, les CSH participent au 

renouvellement à 100 % des mastocytes, 80 % des macrophages et 70% des cellules NK du 

TA, mais ont une faible activité de lymphopoïèse. Des expériences de transplantation 

secondaire ont permis de montrer qu’elles sont également douées d’auto-renouvellement. 

Enfin, lors de ces expériences de reconstitution hématopoïétique, les CSH du TA ne 

colonisent pas les organes hématopoïétiques336. On retrouve en revanche leur descendance 

dans les différents TA, mais également dans la peau et l’intestin144, le poumon, le foie et le 

muscle (données du laboratoire). L’ensemble de ces données montre que les CSH du TA 

constituent une population différente des CSH de la MO d’un point de vue fonctionnel et 

phénotypique.  

Notre équipe a ensuite démontré que cette activité hématopoïétique du TA n’est pas 

restreinte au TA sous-cutané (SCAT), mais est également retrouvée dans le TA péri-

gonadique (PGAT), suggérant que tous les TA de l’organisme sont potentiellement capables 

d’exercer une activité hématopoïétique locale337. De manière intéressante, l’activité 

hématopoïétique diffère entre les deux dépôts étudiés. In vitro, la SVF de SCAT produit plus 

de clones hématopoïétiques que celle du PGAT. In vivo, la transplantation de CSH de TA 

produit un plus grand nombre de cellules dans le SCAT que dans le PGAT, quelle que soit le 

TA dont sont issues les CSH. Notre équipe a également montré que les ASC du SCAT et du 

PGAT expriment différemment des molécules impliquées dans le contrôle de la prolifération 

et la différenciation des CSH. Les ASC du SCAT expriment par exemple plus fortement les 

gènes codant pour Spp1, le GM-CSF et l’IL-15. A l’inverse, les ASC du PGAT expriment plus 

fortement le LIF que les ASC du SCAT337. Ces données montrent que l’activité des CSH diffère 

lorsqu’elles résident dans des environnements différents, suggérant un contrôle de ces 

cellules par leur environnement. 

En collaboration avec une équipe parisienne, notre équipe a également montré que les 

mastocytes produits spécifiquement par les CSH du TA peuvent être mobilisés vers le cœur 

en réponse à un infarctus du myocarde, sans contribution majeure de l’hématopoïèse 

médullaire. Cette mobilisation est associée à une meilleure récupération de la fonction 

cardiaque post-infarctus338.  
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Ces résultats montrent pour la première fois que le TA est doté d’une fonction 

hématopoïétique spécifique permettant de renouveler directement une partie de ses 

cellules immunitaires résidentes, contrairement au modèle dogmatique d’une hématopoïèse 

adulte restreinte à la MO. Les CSH des différents dépôts adipeux semblent avoir des activités 

différentes, suggérant un contrôle de cette activité hématopoïétique par un micro-

environnement particulier. Cette hématopoïèse est, de plus, capable de produire au moins 

des mastocytes à destination d’autres organes comme l’intestin, la peau ou le cœur après 

infarctus. Ces résultats permettent de proposer un rôle nouveau pour le TA dans la 

production de cellules immunitaires suceptibles de coloniser différents organes. 

L’existence d’une HEM chez l’adulte dans des conditions physiologiques a été confirmée par 

des travaux récents qui montrent une production locale de plaquettes à partir de 

mégacaryocytes résidents dans le poumon 339. De manière très surprenante, les auteurs 

montrent que cette thrombopoïèse participe à hauteur de 50% à la production de 

plaquettes par l’organisme avec 10 millions de cellules produites par heure. De plus, en cas 

de déficience du nombre de CSH dans la MO, les auteurs montrent que ces progéniteurs 

hématopoïétiques pulmonaires peuvent recoloniser la MO et normaliser le taux de 

plaquettes circulantes. 

Il semble donc que l’hématopoïèse dans l’organisme adulte ne soit pas un processus 

exclusivement médullaire. Nos données montrent que l’activité hématopoïétique du TA 

permet le renouvellement d’une partie des cellules immunitaires résidentes du TA, et est 

capable de produire des cellules à destination d’autres organes, en condition physiologique 

mais également en contexte lésionnel. Compte tenu de la quantité de TA dans l’organisme, 

cette activité hématopoïétique représente une source non négligeable de cellules 

immunitaires potentiellement impliquées dans de nombreux processus physiologiques et 

pathologiques de l’organisme.  
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Objectifs Scientifiques 
 

Compte tenu de l’importance des cellules immunitaires du TA sur la physiologie de ce tissu 

et de l’organisme, et de l’importance de l’activité hématopoïétique locale du TA dans le 

renouvellement de ces cellules, les objectifs scientifiques de cette thèse ont été les suivants : 

 

1) Caractériser le rôle de l’hématopoïèse du TA dans le développement du syndrome 

métabolique. Compte tenu de l’activité de myélopoïèse des CSH du TA et du rôle des cellules 

immunitaires myéloïdes dans l’inflammation associée à l’obésité, nous avons fait l’hypothèse 

que l’activité hématopoïétique du TA contribuait à cette inflammation et au déclenchement 

du syndrome métabolique. 

 

2) Caractériser l’environnement des CSH du TA et la régulation de leur prolifération et 

de leur différenciation par cet environnement. La prolifération et la différenciation des CSH 

de la MO sont en effet finement régulées par leur niche. Les CSH de différents dépôts 

adipeux ayant des propriétés différentes in vitro et in vivo, nous avons fait l’hypothèse qu’il 

existait une niche hématopoïétique au sein du TA. Nous avons abordé la caractérisation de 

cette niche par deux approches parallèles : une approche d’imagerie afin de localiser les CSH 

et d’identifier les cellules constituant leur micro-environnement, et une approche 

fonctionnelle afin de caractériser le rôle de cette niche dans la régulation de la prolifération 

et la différenciation des CSH du TA. 

 

 

3) Caractériser l’activité hématopoïétique du TA chez l’homme. Nous avons fait 

l’hypothèse que le TA humain, comme chez la souris, était le siège d’une activité 

hématopoïétique locale. Nous avons donc cherché à caractériser cette activité par des 

expériences in vitro et in vivo. 

 



78 
 

  



79 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

MATERIELS ET 

METHODES 
  



80 
 

Animaux 

Les souris utilisées sont des souris mâles des lignées C57Bl/6J Ly5.1 (Charles River), C57Bl/6J 

Ly5.2 (Envigo), C57Bl/6J Gt(ROSA)26Sortm4(ACTB-tdTomato,-EGFP)Luo (mT/mG) (The Jackson 

Laboratory, lignée 007676), ou des souris NOD.Cg-Prkdcscid Il2rgtm1Wjl/SzJ (NSG) (The 

Jackson Laboratory, lignée 005557). Les animaux sont hébergés dans le service de 

zootechnie (UMS006/INSERM) par cage de 6 maximum, sur portoir ventilé, à une 

température contrôlée de 22°C et avec un cycle lumière/obscurité de 12h. Les souris mT/mG 

et NSG sont élevées dans le service de production de l’UMS006 (ENI-CREFRE Oncopole, 

Toulouse). Les animaux ont un accès ad libitum à l’eau et la nourriture. Les souris sont 

sacrifiées par dislocation cervicale.  

Pour les expériences d’immunofluorescence, les souris subissent une anesthésie 

médicamenteuse profonde non létale par un mélange de kétamine (100 mg/kg) et de 

xylazine (10 mg/kg). Dans le cas où un marquage de la vascularisation est envisagé, les souris 

sont alors maintenues en plus de l’anesthésie médicamenteuse dans une boîte à anesthésie 

gazeuse à isoflurane. Lorsque l’anesthésie profonde est atteinte (vérifiée par un pincement 

de la région interdigitale) une injection rétro-orbitale de 200 µL de lectine biotinylée est 

réalisée. 20 minutes après, une injection de 200 µL de streptavidine couplée à un Alexa 488 

est réalisée. Dans tous les cas, une perfusion intra-cardiaque de formaldéhyde 4% est 

réalisée. Les tissus sont ensuite prélevés puis post-fixés pendant 4h. Les protocoles 

d’expérimentation ont été approuvés par le comité d’éthique. 

Récupération des échantillons de tissu adipeux humains 

Le TA sous-cutané (10g) est obtenu à partir de patients subissant une dermolipectomie 

abdominale (patients âgés de 20 à 60 ans avec un indice de masse corporelle inférieur à 28, 

n = 12). Le TA profond est prélevé à l’occasion de chirurgies viscérales. Aucun refus à 

l’utilisation des tissus à des fins de recherche n’a été exprimé par les patients en accord avec 

la loi de bioéthique numéro 2004-800 du 6 août 2004. 

Expériences de reconstitution hématopoïétique. 

Les souris receveuses exprimant l’allèle Ly5.2 du marqueur membranaire CD45 (CD45.2) sont 

irradiées à dose létale (10Gy) par une source de 137Cs sur un irradiateur BioBeam (service 
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ENI-UMS006 Rangueil). Le lendemain 2.103 CSH triées à partir de TA de souris C57Bl/6J 

exprimant l’allèle Ly5.1 du marqueur membranaire CD45 (CD45.1) ou de souris mT/mG sont 

co-injectées avec 2.105 cellules de MO totale provenant de souris Ly5.2 dans le plexus 

vasculaire rétro-orbital des souris irradiées. Une surveillance particulière des animaux est 

réalisée durant le temps de la reconstitution. Deux mois après la greffe, le TA est prélevé et 

utilisé pour des expériences d’immuno-fluorescence ou de cytométrie. Pour les expériences 

de « tracking cellulaire », 5.103 CSH de TA mT/mG sont injectés seules directement dans le 

TA sous-cutané après laparotomie et mise à nue du SCAT sous anesthésie gazuse. La 

présence de cellules fluorescentes est évaluée dans la SVF de SCAT 6, 12 ou 48h après.  

Pour les expériences de transplantations de CSH de TA humain, le protocole est similaire à 

celui utilisé dans les expériences de reconstitutions hématopoïétiques avec des CSH de TA 

murin : les souris receveuses NSG sont traitées avec du Busulfan 20mg/kg (Busilvex, Pierre 

Fabre, France) 24h avant la greffe. 2.103 CSH triées à partir de TA humain sont co-injectées 

en intra-veineux dans le signus rétro-orbital avec 2.105 cellules de MO totale de souris NSG. 

Prépration des cellules pour la culture ou la cytométrie 

Les dépôts adipeux sous-cutanés (SCAT), périgonadiques (PGAT) ou brun interscapulaire 

(BAT) sont prélevés chez la souris. Pour le SCAT, le ganglion lymphatique est 

systématiquement retiré. Le TA est dissocié mécaniquement et digéré à 37°C sous agitation 

et en présence de collagénase NB4 (0,4 U/mL, SERVA) pendant 30 minutes. Le digestat est 

ensuite filtré sur filtre de 25µm et l’action de la collagénase est arrêtée par l’ajout de DMEM 

(Gibco Life Technologies) contenant 10% de NCS (Newborn Calf Serum, Gibco Life 

Technologies). Les cellules de MO sont récupérées à partir de fémurs flushés avec du PBS, 

puis filtrées sur filtre de 100µm. Les cellules sont ensuite centrifugées à 600g pendant 10 

minutes, le culot est récupéré dans du PBS et incubé dans du tampon de lyse des 

érythrocytes (140mM NH4Cl, 20mM Tris, pH 7.6) pendant 5 minutes à 4°C. Les cellules sont à 

nouveau centrifugées à 600g pendant 5 minutes, le culot est alors repris dans un tampon 

pour la cytométrie (PBS, 5% NCS, 2mM EDTA) pour la cytométrie, ou du milieu DMEM-F12 

(Gibco Life Technologies) pour la culture. 
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Tableau 4 : anticorps utilisés pour la cytométrie en flux 

Nom Couplage Réactivité Clone Fournisseur
Lin V450 Polyclonal BD
Lin APC Polyclonal BD

CD34 FITC RAM34 eBioscience
Sca-1 FITC E13-161.7 BD
Sca-1 PE E13-161.7 BD
CD117 PE-Cy7 2B8 BD
CD45.1 PE A20 BD
CD45.1 PE-Cy7 A20 BD
FcεRI APC MAR-I eBioscience
CD45 APC-Cy7 30-F11 BD

CD45.2 Alexa 700 104 BD
Lin1 FITC polyclonal BD

CD11b FITC BEAR1 Beckman Coulter
CD38 PE HIT2 BD
CD14 PerCP MOP9 BD
CD3 PE-Cy7 SK7 BD

CD34 PE-Cy7 581 BD
CD19 APC HIB19 BD
CD45 APC HI30 BD
CD45 APC-vio770 5B1 Miltenyi

Souris

Humain
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Pour les échantillons humains, les 10g de TA sont dissociés mécaniquement et digérés à 37°C 

sous agitation en présence de collagénase NB4 (0,4U/mL), pendant 45 minutes. Le digestat 

est ensuite filtré sur filtre de 40 µm et l’action de la collagénase arrêtée par de l’α-MEM 

(Gibco, Life Technologies) additionné de 10% de FBS (Fetal Bovine Serum, Gibco Life 

Technologies). De la même manière que pour les cellules de TA murin, la suspension 

cellulaire est ensuite centrifugée 300g pendant 10 minutes. Une fois les érythrocytes lysés, 

les cellules sont de nouveau centrifugées 300g pendant 5 minutes et reprises dans du PBS 

5% FBS 2mM EDTA pour la cytométrie.  

Cytométrie 

Les cellules de la SVF ou de la MO sont incubées 20min à 4°C avec du FcR Block (anticorps 

monoclonaux de rat anti-CD16 et CD32, BD), de manière à bloquer l’accrochage non 

spécifique des anticorps par leur fragment Fc. Les cellules sont ensuite incubées 30min à 4°C, 

à l’abri de la lumière, avec différents mélanges d’anticorps couplés à différents 

fluorochromes (tableau 5). Les contrôles négatifs sont réalisés avec des isotypes de chaque 

anticorps. Les cellules sont ensuite lavées avec du PBS. Un marquage nucléaire est réalisé 

extemporanément avec du DAPI (5 min à 4°C) et les différents marquages sont quantifiés sur 

un cytomètre LSR Fortessa (BD). Les résultats sont analysés sur le logiciel Kaluza (Beckman 

Coulter). Pour le tri cellulaire, les cellules de la SVF de TA ou de MO sont marquées selon le 

même protocole mais de façon stérile avec des anticorps anti-CD117 couplé PE-Cy7, anti-

Sca1 couplé FITC, un cocktail Lineage Panel couplé APC et triées avec un cytomètre trieur 

cellulaire (Influx ou Aria, BD, Plateau de Cytométrie, Toulouse Réseau Imagerie ; Plateau E 

Cell France, STROMALab). Pour les cellules humaines, les protocoles sont identiques à ceux 

utilisés pour les cellules murines. Les anticorps utilisés pour les tris sont les suivants : Lin1-

FITC (BD), CD38-PE (BD), CD34-PECy7 (BD), CD45-APC (BD). Les analyses du chimérisme 

après transplantations dans les souris NSG sont réalisées avec les anticorps listés dans le 

tableau 2. 

Co-cultures 

Les stromas de co-cultures sont préparés à partir de cellules de la SVF ensemencées à 20.103 

cellules/puit en plaques 12 puits dans du DMEM-F12 (Gibco) contenant 18µM d’acide 

penthoténique, 100µM d’acide ascorbique, 16µM de biotine, 0.25µg/mL d’amphotericine B,  
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Cible Hôte Fournisseur Clone Couplage Dilution

Sca1 Rat BD D7 1/100

c-kit Chèvre R & D 1/100

Lineage Panel Rat BioLegend FITC 1/20

IgG Rat Chèvre Molecular Probes Alexa 488 1/200

IgG Rat Poulet Molecular Probes Alexa 647 1/100

IgG Chèvre Âne Molecular Probes Alexa 594 1/200

Produit Cible Fournisseur Couplage Emission Dilution

Lectine Endothélium AbCys Biotine 1/100

Streptavidine Biotine Invitrogen Alexa 647 665 nm 1/100

DAPI Noyaux Sigma 450-490 nm 1/10000

Polyclonal

Tableau 5 : Anticorps et produits utilisés pour les expériences d’immuno-fluorescence 
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0.05µg/mL de streptomycine, 0.05U/mL de pénicilline, et 10% de NCS. Les cultures sont 

rincées au PBS 6h plus tard afin d’éliminer les cellules non adhérentes. Les co-cultures sont 

réalisées lorsque le stroma atteint la pré-confluence, environ 6 jours après 

l’ensemencement. Les CSH triées à partir de SVF de TA ou de MO sont ensemencées sur les 

stromas dans du Myélocult M5300 (StemCell Technologies) supplémenté en hydrocortisone 

1µM. Les co-cultures sont maintenues dans un incubateur à 33°C, 5% CO2 et 20% O2. La 

moitié du milieu est changée tous les 3 jours. Après 5 semaines de co-culture, les cellules du 

surnageant sont récupérées, centrifugées et ensemencées en milieu clonogénique semi-

solide de méthylcellulose M3434 (StemCell Technologies).  

Expériences de clonogénie à partir de SVF 

Le potentiel clonogénique de la SVF a été étudié en ensemençant de la SVF totale dans 

1,5mL de méthylcellulose M3434 pour la SVF de souris ou H4435 pour la SVF humaine dans 

des boites de petri P30 à une densité de 20.103 cellules par mL. La méthylcellulose a été 

supplémentée ou non en i) lactate à 5, 10 ou 25 mM, ii) LDL modérément oxydées, ii) 

palmitate (10µg/mL, collaboration avec le Dr Negre-Salavayre I2MC équipe 10, Toulouse) ou 

iv) oléate à une concentration de 10µg/mL (Collaboration avec le Dr Negre-Salvayre, I2MC 

équipe 10, Toulouse). Après deux semaines, les clones hématopoïétiques formés sont 

quantifiés et analysés par cytométrie en flux selon le même protocole que les cellules de la 

SVF.  

Immuno-fluorescence 

Les différents produits et anticorps utilisés pour ces expériences sont listés dans le tableau 5. 

Les TA adultes fixés sont inclus dans l’agarose 2% pour réaliser des coupes de 300µm 

d’épaisseur à l’aide d’un vibratome340 . Les sites d’accrochage des anticorps par leur 

fragment Fc sont bloqués avec du PBS contenant 0.2% de triton et 2% de NHS (Normal Horse 

Serum) pendant 3h à température ambiante. Les tissus sont ensuite incubés avec les 

anticorps primaires et la lectine toute la nuit à température ambiante dans du PBS 0.2% 

triton 2% NHS et rincés le lendemain avec du PBS triton. Dans certains cas la lectine a été 

injecté en rétro-orbital aux animaux avant le prélèvement des TA. Les tissus sont ensuite 

incubés avec les anticorps secondaires. Dans le cas d’anticorps secondaires couplés à des 

fluorochromes, l’incubation se fait toute la nuit à 4°C dans du PBS 0.2% triton. Dans le cas 
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d’anticorps secondairs biotinylés, la révélation se fait avec de la streptavidine couplée à un 

fluorochrome dans du PBS 0.2% triton. Aprés rinçage, les noyaux sont marqués par du DAPI 

(fluorescence dans l’UV) à 1/10000 dans du PBS pendant 30 minutes. Les contrôles négatifs 

sont réalisés en incubant les tissus avec les anticorps secondaires en omettant les anticorps 

primaires. Les acquisitions sont effectuées sur un microscope confocal sur la plateforme 

d’imagerie Rangueil IFR150 (microscopes Zeiss LSM 780).  

Pour les expériences de microscopie sur TA entier. Le TA prélevé après fixation par perfusion 

intra-cardiaque est transparisé par une solution de Benzyl-Alcool Benzyl Benzoate (BABB) et 

imagés grâce à un microscope SPIM à feuille de lumière (Selective Plane Illumination 

Microscopy) afin d’imager le TA dans sa globalité et en profondeur sans perte du signal55 

Tests statistiques 

Les tests statistiques ont été réalisés avec le logiciel GraphPad Prism : test de Student pour 

les données paramétriques et test Wilcoxon pour les données non paramétriques ; tests 

ANOVA pour les comparaisons multiples de données paramétriques et Kruskal-Wallis pour 

les comparaisons multiples de données non paramétriques. Dans les deux derniers cas, le 

test post-hoc de Dunnet a été utilisé. Les données sont exprimées en moyenne ± écart type. 

Les résultats, présentés sous la forme de nuages de points ou d’histogrammes sont 

considérés significatifs lorsque p < 0.05 (*) ; p < 0.01 (**) et p < 0.001 (***). 
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Chapitre 1 : Rôle physio(patho)logique de 

l’hématopoïèse du TA chez la souris 

Article  

Corrupted adipose tissue endogenous myelopoiesis initiates diet-induced metabolic 

disease.  

Elodie Luche, Virginie Robert, Vincent Cuminetti, Celine Pomié, Quentin Sastourné-Arrey, 

Aurélie Waget, Emmanuelle Arnaud, Audrey Varin, Elodie Labit, Patrick Laharrague, Remy 

Burcelin, Louis Casteilla and Beatrice Cousin. Elife. 2017 Jun 28;6. pii: e23194. doi: 
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Abstract Activation and increased numbers of inflammatory macrophages, in adipose tissue (AT)

are deleterious in metabolic diseases. Up to now, AT macrophages (ATM) accumulation was

considered to be due to blood infiltration or local proliferation, although the presence of resident

hematopoietic stem/progenitor cells (Lin-/Sca+/c-Kit+; LSK phenotype) in the AT (AT-LSK) has been

reported. By using transplantation of sorted AT-LSK and gain and loss of function studies we show

that some of the inflammatory ATM inducing metabolic disease, originate from resident AT-LSK.

Transplantation of AT-LSK sorted from high fat diet-fed (HFD) mice is sufficient to induce ATM

accumulation, and to transfer metabolic disease in control mice. Conversely, the transplantation of

control AT-LSK improves both AT-inflammation and glucose homeostasis in HFD mice. Our results

clearly demonstrate that resident AT-LSK are one of the key point of metabolic disease, and could

thus constitute a new promising therapeutic target to fight against metabolic disease.

DOI: 10.7554/eLife.23194.001

Introduction
Over the last two decades a critical role of adipose tissue macrophages (ATM) in the initiation of the

metabolic inflammation, commonly found in highly prevalent chronic diseases such as obesity, has

been largely documented (Chawla et al., 2011). At the onset of high-fat diet (HFD)-induced meta-

bolic disease, accumulating ATM exhibit an inflammatory phenotype characterized by CD11c

expression and this contributes to adipocyte dysfunction and insulin resistance (Lumeng et al.,

2007; Lumeng et al., 2008). In addition, an increased number of ATM worsens features of metabolic

disease (Hirasaka et al., 2007; Kamei et al., 2006), whereas a reduced number of ATM is associ-

ated with a reduced metabolic inflammation and an improved metabolic status (Kanda et al., 2006).

Although most of the literature supports the idea that ATM cause disease, accumulating evidences

recently show that these ATM also have beneficial effects in obesity. Different molecular tools such

as lipid storage (Aouadi et al., 2014), autophagy (Fitzgibbons and Czech, 2016), or program of

lysosomal metabolism (Xu et al., 2013) are used by the ATM to buffer and process excessive

amounts of lipids and maintain adipose tissue (AT) homeostasis, in the context of metabolic disease.

In addition, an acute inflammatory response in the AT would be essential for adipose remodeling

and adipocyte differentiation, and thus for a healthy AT expansion (Cinti et al., 2005;

Wernstedt Asterholm et al., 2014; Ye and McGuinness, 2013).
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It is of common knowledge that macrophages invading the AT originate from the bone marrow

(BM) via blood circulation (Weisberg et al., 2003) notably in response to AT inflammation which has

been shown to trigger the proliferation of BM hematopoietic progenitors and myelopoiesis, that in

turn perpetuate local maladaptive inflammatory response (Nagareddy et al., 2014,

2013; Singer et al., 2014, 2015). In addition to monocyte recruitment, recent studies suggest a

local regulation and proliferation of ATM, independently of BM precursors. Reduced apoptosis, local

proliferation, as well as reduced migration capacity of resident ATM may also lead to their accumula-

tion in obesity (Amano et al., 2014; Hill et al., 2015; Ramkhelawon et al., 2014).

In physiological state, we and others recently demonstrated the presence of a peculiar functional

resident hematopoietic stem/progenitor cells (LSK) population in the AT (Han et al., 2010;

Poglio et al., 2012, 2010) that can renew innate immune cells and especially macrophages in the

AT, via in situ differentiation. We thus hypothesized that accumulating ATM in metabolic disease

could partly originate from AT-endogenous hematopoietic activity. To study the role of AT-LSK in

the initiation of metabolic inflammation, we transplanted the corresponding cells from diabetic or

control mice to their counterpart recipient mice, exploring therefore their capacity to transfer the

metabolic phenotype and demonstrate their causal role. We show here that some of the inflamma-

tory ATM that induce metabolic disease development, originate from resident AT-LSK, demonstrat-

ing that AT-LSK are one of the key point of metabolic disease. Altogether our results provide a new

mechanism for the increase in pro-inflammatory ATM in metabolic diseases and point out AT-LSK as

novel regulator of these pathologies.

Results

Inflammatory ATM derived from subcutaneous (sc) AT-LSK
differentiation accumulate in HFD mice
To investigate whether some of the inflammatory macrophages in the AT could originate from AT-

LSK during metabolic disease, chimeric mice were generated by using standard repopulation assays

as previously described (Poglio et al., 2012) by injecting 2.103 sorted scAT-LSK mixed with 2.105

congenic BM cells isolated from congenic CD45 variants. Injection of BM cells ensure the survival of

the recipient, as previously described (Miller et al., 2008). Two months after transplantation, chime-

ric mice were fed either a normal chow (NC) or a HFD during 12 weeks (Figure 1a). This diet has

been previously described to induce insulin resistance and dysglycemia in mice (Burcelin et al.,

2002; Fernández-Real et al., 2011).

We first characterized the metabolic and inflammatory profiles of these chimeric mice. As

expected, after 12 weeks on HFD, body weight (Figure 1b) and scAT weight (Figure 1c) were

slightly increased. Chimeric mice became glucose intolerant as revealed by intraperitoneal glucose

tolerance test (ipGTT) (Figure 1d), their fasting glucose and insulin levels were significantly higher

from that of normal chow fed mice (Figure 1d and e), and their scAT exhibited insulin resistance as

shown by reduced glucose utilization in response to insulin (Figure 1f). In HFD chimeric mice, the

ATM number (identified as F4/80+/MHCII+) significantly increased in the scAT (Figure 1g), and was

associated with a higher expression of inflammatory cytokines (Il-1b, PAI1 and CCL2) (Figure 1h),

confirming that HFD induces a metabolic inflammation in the scAT of chimeric mice.

To assess the reconstitution efficiency, the chimerism (percentage of CD45.1+ donor cells among

total CD45+ cells) was determined by flow cytometry in the scAT (Figure 1i) and the BM (Figure 1j),

as well as in other metabolic tissues such as visceral AT (pgAT), liver and muscles. The chimerism

was similar in the scAT in both control and HFD chimeric mice, whereas in the pgAT it was slightly

decreased in HFD group compared to NC (Figure 1k). In the liver and muscles, the chimerism was

very low (Figure 1k), suggesting no significant impact of CD45.1+ cells in these organs. As expected

and previously described (Poglio et al., 2012), no CD45.1+ cells were identified in the BM

(Figure 1k). To validate however the animal model of hematopoietic reconstitution, chimerism was

also quantified in chimeric mice obtained after transplantation of 2.103 sorted BM-LSK mixed with

2.105 congenic BM cells isolated from congenic CD45 variants. In these mice, CD45.1+ cells were

observed in both the scAT and the BM as expected (Poglio et al., 2012), and the chimerism was not

significantly modified by the diet (Figure 1—figure supplement 1).
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Figure 1. Accumulating subcutaneous Adipose Tissue Macrophages (scATM) in HFD-chimeric mice originate from scAT-LSK. (a) Schematic

representation of experimental procedure: lethally irradiated CD45.2+ recipients mice were co-injected with sorted scAT-LSK and total BM cells isolated

respectively from CD45.1 and CD45.2 expressing donor mice, and were then fed a normal Chow (NC) or a high fat diet (HFD) for 12 weeks. Metabolic

profile was investigated in chimeric mice by (b) body weight, (c) scAT weight, (d and insert) IPGTT and AUC, (e) quantification of fasted insulin and (f)

Figure 1 continued on next page
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The origin and the nature of ATM were then determined by analysis of F4/80, MHCII, CD11c and

CD206 expression in CD45.1 population (Figure 1l). After 12 weeks of HFD, the population of ATM

deriving from scAT-LSK (CD45.1+) significantly increased in the scAT, accounting for 56 ± 6% of total

scAT-ATM. This accumulation of ATM in the scAT was mainly and specifically due to an increase in

inflammatory CD45.1+/CD11c+ macrophage number without any change in anti-inflammatory

CD45.1+/CD206+ ATM content (Figure 1m). In addition, no change in pro- and anti-inflammatory

ATM originating from the BM, was observed in the scAT of HFD fed chimeric mice (Figure 1n). In

the pgAT, both CD11c+ and CD206+ ATM numbers originating from donor mice were similar in NC

and HFD mice (Figure 1—figure supplement 2a). Accordingly, the expression of pro-inflammatory

cytokines in pgAT was not significantly modified by the HFD (Figure 1—figure supplement 2b).

Finally a significant positive correlation between scAT CD45.1+ ATM content (derived from scAT-

LSK) and glucose intolerance was drawn (Figure 1o) suggesting a relationship between scAT-LSK

hematopoietic activity and metabolic disease.

These results showed that HFD-induced diabetes is associated with an over production of inflam-

matory ATM in the scAT, originating in part from scAT-LSK differentiation.

ATM derived from scAT-LSK accumulate in AT of HFD mice due to early
proliferation of progenitor cells
The increase in donor ATM in HFD chimeric mice could be due to increased proliferation and/or dif-

ferentiation of progenitor cells, and/or to proliferation of mature macrophages. LSK and myeloid

progenitors were therefore quantified in SVF cells from NC and HFD chimeric mice, based on the

phenotype described previously (van Galen et al., 2014) and macrophage proliferation was

assessed by staining with an antibody against the proliferation marker Ki67 (Amano et al., 2014).

The numbers of CD45.1+ LSK cells (Figure 2—figure supplement 1a), CD45.1+Multipotent Progeni-

tors (MPP) (Figure 2—figure supplement 1b), and CD45.1+ Common Myeloid Progenitors (CMP)

(Figure 2—figure supplement 1c), and the percentage of proliferating (Ki67+) ATM (Figure 2—fig-

ure supplement 1d) were similar in chimeric mice fed a HFD for 3 months, compared to NC. These

results suggest that the dynamic phase of the scAT ATM accumulation occurred earlier in the patho-

genesis. CD45.1+ LSK cells and myeloid progenitors were therefore quantified in chimeric mice fed a

HFD for 3†7 days. As shown in Figure 2, a few days of HFD were sufficient to induce an increase in

CD45.1+ LSK (Figure 2a), MPP (Figure 2b) and CMP (Figure 2c) numbers, whereas the number

CD45.1+ scATM was not yet significantly modified (Figure 2d). This accumulation of CD45.1+ LSK

and myeloid progenitor cells in the scAT of HFD mice was due to an enhanced proliferation as

revealed by Ki67 staining (Figure 2e).In contrast, the proliferation of CD45.1+ ATM was low and

unchanged by the diet (Figure 2f).

These results demonstrate that accumulation of ATM deriving from scAT-LSK in the scAT of HFD

mice is due to an increase in myeloid progenitor proliferation that occurs very early in the diabetes

development.

Figure 1 continued

scAT-glucose uptake (ng/mg.min). (g) Quantification of ATM identified as F4/80+/MHCII+ in the scAT. (h) Expression of genes encoding for

inflammatory cytokines analyzed by qRT-PCR in the scAT and expressed as a percent of control values obtained in NC mice. (i–n) Flow cytometry was

performed on SVF and BM cells from NC and HFD mice to identify CD45.1+ populations. Representative histograms of CD45.1+ cells in the scAT (i),

and the BM (j). (k) Total chimerism in the scAT, pgAT, liver, muscles and BM expressed as percent of total CD45+ cells. (l) Representative dot plots of

flow cytometry analysis showing CD11c+/F4/80+/MHCII+ cells in a CD45.1+ cell population gated on singlet live cells. Quantification of scAT-LSK-

derived (m) and BM-derived (n) pro-inflammatory (MHCII+/F4/80+/CD11c+) and anti-inflammatory scATM populations (MHCII+/F4/80+/CD206+)

expressed in absolute numbers. (o) Correlation between CD45.1+ ATM content (expressed in % of SVF) and AUC. Results are expressed as mean ± sem

of 4 to 26 individual animals in control (white symbols) and HFD (grey symbols) groups. Comparisons between groups were made with the

nonparametric Mann-Whitney test. *p<0.05; **p<0.01; ***p<0.001.

DOI: 10.7554/eLife.23194.002

The following figure supplements are available for figure 1:

Figure supplement 1. Validation of the animal model of hematopoietic reconstitution.

DOI: 10.7554/eLife.23194.003

Figure supplement 2. Absence of accumulation of LSK-derived ATM in the pgAT of chimeric HFD mice.

DOI: 10.7554/eLife.23194.004
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Specific depletion of ATM derived from scAT-LSK improves glucose
metabolism
To confirm the role of inflammatory scATM derived from scAT-LSK in metabolic inflammation, an

hematopoietic repopulation assay was performed, using scAT-LSK isolated from CD45.2+ mice

expressing the diphtheria toxin receptor (DTR) under control of the full CD11c promoter

(Patsouris et al., 2008), and transplanted into lethally irradiated CD45.1+ recipient mice. After 12

weeks of HFD, chimeric mice received diphtheria toxin (DT) in order to specifically remove CD11c+

ATM deriving from scAT-LSK (Figure 3a).

Treatment with DT did not significantly modify body- and scAT weights (Figure 3b and c). Recon-

stitution efficiency was measured by flow cytometry in the scAT (Figure 3d). As expected, a signifi-

cant decrease in CD45.2+ cell number was observed after DT-treatment due to removal of CD45.2+

ATM. Indeed, chimerism reached 67.8 ± 1% in the scAT of HFD mice versus 42.3 ± 3.5% of total

CD45+ cells in the scAT of HFD mice treated with DT (p=0.015, nonparametric Mann-Whitney test).

No CD45.2+ cells were detected in the BM (Figure 3e). DT treatment induced a specific and drastic

depletion in inflammatory scATM derived from scAT-LSK (CD11c+/F4/80+/MHCII+/CD45.2+)

(Figure 3f and g),but not in those derived from the BM (Figure 3h). This was associated with a sig-

nificant decrease in the expression of inflammatory cytokines compared to HFD non treated mice

(Figure 3i). CD11c is also highly expressed in dendritic cells. A slight decrease in DC number origi-

nating from scAT-LSK was observed after DT treatment in the scAT whereas BM-derived DC number

remained unchanged (Figure 3j and k). Since HFD did not modify donor-derived DC number in the

scAT (9.2 ± 2.6 103 in NC vs 11.5 ± 2.1 103 in HFD group), it is however unlikely that the decrease

observed after DT treatment plays a key role in the pathogenesis.

Figure 2. ATM accumulation in the scAT of HFD mice is due to enhanced proliferation of myeloid progenitors at the onset of the disease. Flow

cytometry was performed on SVF cells from mice fed a NC or a HFD for 3 to 6 days, to identify myeloid progenitors and ATM. Quantification of LSK

cells (a); Lin�/Sca-1+/c-Kit+), Multipotent Progenitors (b); MPP; Lin�/Sca-1+/c-Kit+/CD34+); Common Myeloid Progenitors (c); CMP; Lin-/Sca-1�/c-Kit+/

CD34+) and ATM (d); MHCII+/F4/80+) within the CD45.1+ population, expressed in absolute numbers. Proliferation was assessed by Ki67 staining in

CD45.1+ LSK and myeloid progenitors (e) as well as in CD45.1+ ATM (f), and expressed as percent of each CD45.1+ population. Results are expressed

as mean ± sem of 4 to 8 individual animals in control (white symbols) and HFD (grey symbols) groups. Comparisons between groups were made with

the nonparametric Mann-Whitney test. *p<0.05.

DOI: 10.7554/eLife.23194.005

The following figure supplement is available for figure 2:

Figure supplement 1. Differentiation and proliferation of ATM are unchanged in the scAT of chimeric mice after 3 months of HFD.

DOI: 10.7554/eLife.23194.006
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Figure 3. Specific depletion in inflammatory macrophages derived from scAT-LSK improves glucose metabolism in HFD mice. (a) Schematic

representation of experimental procedure: lethally irradiated CD45.1+ recipient mice were co-injected with sorted scAT-LSK and total BM cells isolated

respectively from CD45.2+ CD11c-DTR and CD45.1+ donor mice, and were then fed a high fat diet (HFD) for 12 weeks, before treatment with diphtheria

toxin (DT) for 1 week. (b) Body weight and (c) scAT weight of chimeric mice measured at the end of the DT treatment. (d, e) Representative histograms

of CD45.2 expression in the scAT and the BM of chimeric mice. (f–h) Representative histogram (f) and quantification of the numbers of inflammatory

Figure 3 continued on next page

Luche et al. eLife 2017;6:e23194. DOI: 10.7554/eLife.23194 6 of 15

Research article Developmental Biology and Stem Cells Epidemiology and Global Health

http://dx.doi.org/10.7554/eLife.23194


The DT treatment slightly but significantly improved glucose tolerance (Figure 3l), without any

change in fasting glucose and insulin levels (Figure 3l and m).

Altogether this in vivo approach demonstrates that the depletion of scAT-LSK–derived inflamma-

tory ATM improves both inflammatory and metabolic status in HFD mice. This suggested that a

modification of scAT-LSK hematopoietic activity may be one of the regulatory mechanism in this

pathogenesis.

Adoptive transfer of metabolic disease by transplantation of scAT-LSK
sorted from HFD mice
To test whether scAT-LSK may play a causal role in the development of metabolic disease, repopula-

tion assays were performed with scAT-LSK sorted from either HFD or control CD45.1+ mice and

transplanted in control CD45.2+ recipients. Both groups of chimeric mice were then maintained on

normal diet after reconstitution (Figure 4a).

Body and scAT weights were similar in mice transplanted with control or HFD-primed scAT-LSK

(Figure 4b and c). Total chimerism was similar in the scAT of both groups of mice (Figure 4d). No

CD45.1+ cell was observed in the BM (Figure 4e).

Transplantation of scAT-LSK sorted from HFD mice induced a significant increase in scAT-LSK

derived ATM in the scAT (Figure 4f and g), and this increased was due to an increase in CD11c+

ATM number, without any change in CD206+ ATM (Figure 4g). An increased expression of inflam-

matory cytokines such as IL-6, PAI-1 and CCL2 in the scAT was associated with changes in scATM

content (Figure 4h). Mice transplanted with scAT-LSK sorted from HFD mice were glucose intolerant

(Figure 4i), with increased fasted plasmatic glucose (Figure 4i) and insulin (Figure 4j) levels com-

pared to mice transplanted with control scAT-LSK. A 2–3 fold decrease in glucose utilization was

observed in the scAT (Figure 4k), demonstrating that these chimeric mice tend to be insulin resistant

and corroborates the glucose tolerance data.

Altogether these data demonstrate that scAT-LSK sorted from HFD mice are able to induce the

onset of metabolic disease when transplanted in vivo in control mice maintained on normal diet, via

their sustained potential to generate inflammatory ATM.

Beneficial effect of healthy AT-LSK transplantation in HFD mice
Finally, to test whether transplantation of control AT-LSK could improve the metabolic profile of

HFD mice, we performed repopulation assays with scAT-LSK sorted from HFD or control donor mice

grafted in HFD recipient mice. The chimeric mice were then maintained on HFD for 2 additional

weeks (Figure 5a). No difference in body (Figure 5b) and scAT weights (Figure 5c) was observed

between both groups of chimeric HFD mice. Transplantation of scAT-LSK sorted from control mice

into HFD mice induced an improvement in glucose tolerance (Figure 5d), a decrease in fasting insu-

lin levels (Figure 5e), as well as an improvement of scAT-glucose utilization rate (Figure 5f). These

data demonstrated that transplantation of control scAT-LSK in HFD mice improves significantly scAT

insulin resistance and glucose tolerance.

Discussion
We have previously demonstrated the presence in AT of an endogenous functional hematopoietic

process, based on the presence of a peculiar resident LSK population (Poglio et al., 2012;

Luche et al., 2015). In steady state, AT-LSK are able to reconstitute a part of the immune cell com-

partment in AT or other organs except classic hematopoietic ones (Poglio et al., 2012, 2010). Here

we show the crucial role of AT-LSK in the development of metabolic disease. Indeed, the transfer of

Figure 3 continued

ATM derived from scAT-LSK (g) or BM (h) identified as CD45.2+ or CD45.1+ F4/80+/MHCII+/CD11c+ cells respectively in HFD untreated (grey

histogram) and DT-treated (white histogram) mice. (i) Expression of genes encoding for inflammatory cytokines analyzed by qRT-PCR in the scAT and

expressed as a percent of control values obtained in untreated mice (dotted line). (j, k) Quantification of dendritic cells (F4/80-/CD11c+/MHCII+) derived

from scAT-LSK (j) or the BM (k). Metabolic phenotype determined with (l) GTT and AUC and (m) insulin levels. Results are expressed in mean ± sem of 4

to 8 individual animals in HFD untreated (grey symbols) or DT treated (white symbols) groups. *p<0.05; **p<0.01, nonparametric Mann-Whitney test.

DOI: 10.7554/eLife.23194.007
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Figure 4. Adoptive transfer of metabolic disease with injection of scAT-LSK sorted from HFD mice into control animals. (a) Schematic representation of

experimental procedure: lethally irradiated CD45.2+ recipient mice were co-injected with sorted scAT-LSK isolated from control or HFD CD45.1+ donor

mice and total BM cells isolated from control CD45.2+ mice. Chimeric mice were then maintained on normal chow for 8 weeks. Body (b) and scAT

Figure 4 continued on next page
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scAT-LSK sorted from HFD mice into control mice induces AT inflammation and metabolic disease,

demonstrating that alteration of endogenous myelopoiesis in the AT controls, at least in part, glu-

cose homeostasis and insulin resistance.

Figure 4 continued

weights (c) measured in chimeric mice. (d) chimerism was quantified in the scAT and expressed as percent of total CD45+ cells. (e) Representative

histogram showing the absence of CD45.1+ cells in the BM. (f) Representative dot plots showing scATM identified as CD11c+/F4/80+/MHCII+ cells in a

CD45.1+ cell population gated on singlet live cells. (g) Quantification of CD45.1+ pro-inflammatory (CD11c+) or anti-inflammatory (CD206+) ATM

expressed in absolute numbers. (h) Expression of genes encoding for inflammatory cytokines analyzed by qRT-PCR in the scAT, and expressed as a

percent of values obtained in mice reconstituted with control scAT-LSK (dotted line). Metabolic phenotype was determined with (i) GTT and AUC, (j)

fasted insulin level and (k) scAT-glucose uptake. Results are expressed in mean ± sem of 5–8 individual mice transplanted with scAT-LSK sorted from

either control (white symbols) or HFD (grey symbols) mice. *p<0.05, **p<0.01; nonparametric Mann-Whitney test.

DOI: 10.7554/eLife.23194.008

Figure 5. Beneficial effect of scAT-LSK transplantation in HFD mice. (a) Schematic representation of experimental procedure: HFD lethally irradiated

CD45.2+ recipients mice were co-injected with sorted scAT-LSK isolated from HFD or control CD45.1+ donor mice and total BM cells from NC CD45.2+

mice, and maintained on HFD for 2 additional weeks. (b) Body weight and (c) scAT weight were measured in chimeric mice at the end of the diet

period. Metabolic phenotype was determined with (d) GTT and AUC, (e) fasted insulin levels and (f) scAT-glucose uptake. Results are expressed in

mean ± sem of 4–14 individual animals transplanted with scAT-LSK sorted from either HFD (grey symbols) or control (white symbols) mice. *p<0.05,

**p<0.01; Comparisons between groups were made with the unpaired two-sided Student’s t-test (b, d–f) or the nonparametric Mann-Whitney test.

DOI: 10.7554/eLife.23194.009
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Measurement of reconstitution efficiency in all chimeric mice transplanted with scAT-LSK con-

firmed our previous study (Poglio et al., 2012). Indeed, by showing no chimerism in the BM, we con-

firmed that the progeny of scAT-LSK in the AT did not arise from the BM.

In diabetic context, scAT-LSK generates pro-inflammatory ATM that exhibit deleterious effects on

metabolism. The induction of AT inflammation and glucose intolerance has already been described

after transfer of activated antigen-presenting cells into normal mice (Moraes-Vieira et al., 2014).

However we underline here the specific role of scAT-LSK derived-ATM, since their specific depletion

in diabetic mice ameliorates metabolic features. In chimeric mice transplanted with CD11c-DTR

scAT-LSK and treated with DT, the improvement of glucose tolerance was not associated with a

decrease in fasting blood glucose and insulin concentrations. This set of data is in line regarding the

etiology and kinetic of insulin resistance since both features are the consequences of a highly inte-

grated set of mechanisms. Indeed, over the time course of HFD-induced hyperglycemia and insulin

resistance, absorptive hyperglycemia develops first after one week then followed by fasting hyper-

glycemia 4 weeks later (Garidou et al., 2015). Fasting hyperinsulinemia follows the same kinetic.

Therefore, the improvement of glucose tolerance after only one week of DT treatment was

expected, while the improvement of fasting glycemia and insulinemia should require a longer period

of treatment.

Our results demonstrate that the accumulation of ATM in HFD mice, which is a largely described

hallmark of obesity and diabetes (Lumeng et al., 2007, 2008; Weisberg et al., 2003; Cani et al.,

2007; Fujisaka et al., 2009) originates at least in part from resident AT-LSK and occurs very early in

the disease development and is mainly due to enhanced progenitor proliferation. Although our data

point out an important role for these ATM derived from endogenous AT-hematopoieis, they do not

rule out a possible role for other cell/macrophages subsets originating from the medullar hemato-

poiesis, or other cell processes. Indeed, in HFD chimeric mice, ATM derived from AT-LSK account

for approximately 50% of total ATM, showing that in the AT, macrophages arise from different sour-

ces. This is in line with the recent literature showing that beside the contribution of circulating mye-

loid progenitors originating from the BM, in situ ATM proliferation can be responsible at least in

part, for accumulating ATM in obesity (Amano et al., 2014). Other evidences suggest the possible

involvement of preadipocytes that exhibit characteristics of macrophages (Charrière et al., 2003;

Cousin et al., 1999) and that upon appropriate signals may efficiently and rapidly adapt to function

as macrophages (Boutens and Stienstra, 2016). The specific contribution of these heterogeneous

AT-immune cell subsets to development of glucose intolerance and insulin resistance will need fur-

ther study.

In conclusion our data demonstrate the pivotal role of resident AT-LSK in the induction of meta-

bolic disease, and underline the importance of ATM originating from endogenous AT hematopoietic

activity. These data add thus new insights in the actual debate around macrophage ontogeny, and

the contribution of different macrophage populations in tissue homoestasis (Ginhoux and Guilliams,

2016). Considering the abundance of AT in the body, and the generalized presence of AT-LSK in all

deposits (Luche et al., 2015), close to most of the major vital organs, the involvement of endoge-

nous AT hematopoietic process in disease needs further investigation.

Materials and methods

Animal models and dietary treatments
Experiments were performed on 6- to 8- week-old male C57BL/6J CD45.2 mice and congenic male

C57BL/6J CD45.1 mice. Animals were housed in a controlled environment (12 hr light/dark cycles at

21˚C) with unrestricted access to water and diet. Mice were fed with a normal chow diet (NC; 12%

fat, 28% protein, and 60% carbohydrate) or a high-fat diet (HFD, 72% fat, 28% protein, and <1% car-

bohydrate) for 3 days to 12 weeks. For AT-CD11c+ cell depletion, mice transplanted with scAT-LSK

sorted from CD11c-DTR transgenic mice were injected i.p. with diphtheria toxin at a dose of 10 ng/

g body weight at day �4, –2 and 0 before the GTT and flow cytometry analyses. Before removal of

tissues, mice were killed by cervical dislocation.
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Isolation of AT, BM liver and muscle cells
Bone Marrow (BM) cells were flushed from the femurs with a-MEM medium (Life Technologies). Sub-

cutaneous inguinal adipose tissue (scAT), perigonadal adipose tissue (pgAT), and liver were dis-

sected and mechanically dissociated. scAT, pgAT and liver fragments were digested with

collagenase NB4 (Serva Electrophoresis) for 30 min at 37˚C under agitation. Cells from liver and AT-

stroma-vascular fraction (SVF) were collected by centrifugation after elimination of undigested frag-

ments by filtration as described previously (Poglio et al., 2010). Red blood cells were removed by

incubation in hemolysis buffer. The quadriceps was excised and bones and tendons were removed.

The muscle tissue was thoroughly minced and then digested at 37˚C with 0.5 U/mL of collagenase B

(Sigma) and 2.4 U/mL of Dispase II (Roche) for 30 min at 37˚C under agitation. The tissue was tritu-

rated briefly by using a 18G needle. The digestion round was repeated and cell suspension was then

passed through a 34 mM filter. Cells were then collected by centrifugation. Cells were counted and

used for flow cytometric analysis or LSK sorting.

Competitive repopulation assays
Competitive repopulation assays were conducted as described previously (Poglio et al., 2012,

2010). Briefly, 2 � 103 Lin�/Sca-1+/ c-Kit+ (LSK) cells sorted from the scAT or the BM of donor mice

were mixed with 2 � 105 competitor BM total cells. In all the experiments, control and experimental

LSK were sorted from animals of equal age. The mixed population was intra-venously injected into

lethally irradiated (10Gy, 137Cs source) recipient mice of equal age. Reconstituted mice were then

allowed to recover during 2 months unless otherwise indicated. To allow monitoring of the LSK

progeny, we used the CD45.1/CD45.2 mismatch system. scAT- or BM-LSK expressing either CD45.1

or CD45.2 were transplanted respectively in CD45.2 or CD45.1 expressing mice together with BM

cells that have the same genotype that the recipient mice. Chimerism was assessed by quantifying

CD45.1+ or CD45.2+ cells among total CD45+ cells in the SVF.

Flow cytometry analysis and cell sorting
Flow cytometry was used to characterize adipose tissue macrophages (ATM) as described previously

(Poglio et al., 2010). Freshly isolated SVF cells were stained in PBS containing FcR-blocking reagent.

Phenotyping was performed by immunostaining with conjugated rat anti–mouse mAbs and compar-

ing with isotype-matched control mAb (Supplementary file 1a). For Ki67 staining, cells were fixed

and permeabilized with Cytofix/Cytoperm Fixation/Permeabilization Solution Kit (BD Bioscience)

according the manufacturer’s instructions. Cells were then incubated with FITC-conjugated Ki67 (Mil-

tenyi) or isotype control mAbs for 45 min. Cells were washed in PBS and analyzed on a FACS Canto

II or Fortessa flow cytometer. Data acquisition and analysis were performed using Kalusa Version 1.2

software.

For LSK cell-sorting experiments, SVF cells were stained with FITC-conjugated Ly-6A/E (Sca-1),

PE-Cy7–conjugated CD117 (c-Kit) antibodies, and APC-conjugated Lineage Panel. Cells negative for

lineage markers were gated, and Sca-1 and CD117 double-positive cells were sorted. The degree of

the enrichment of HSC determined by flow cytometry was between 92% and 97%.

Monitoring metabolic parameters
For the intraperitoneal glucose tolerance test (ipGTT) mice fasted for overnight or 6 hr were injected

with a 20% glucose solution at a dose of 1 g glucose/kg body weight. Glycemia was determined by

the use of a glucose meter on samples of blood collected from the tip of the tail vein. The aire under

the curve (AUC) was determined. Plasma insulin concentration was assessed from blood collected

from fasted (for 6 hr) mice by ELISA according to the manufacturer’s instructions. Euglycemic hyper-

insulinemic clamps were performed (Burcelin et al., 2004). Briefly, the mice were fasted for 6 hr and

were infused at a rate of 18 or 4 mU.kg-1.min-1 of insulin for 3 hr. Simultaneously, a 20% glucose

solution was infused to maintain a steady glycemia. To determine an index for the individual glucose

use rate, a flash injection through the femoral vein of 30 mCi per mouse of D-2- [3 hr]deoxyglucose

was performed 60 min before the end of the infusions. Individual tissue glucose uptake measure-

ment in scAT and pgAT was determined as previously described (Kamohara et al., 1997).
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RNA extraction and Real-Time PCR
Total RNA from mouse tissues was isolated by Qiazol extraction and purification was done using

RNeasy minicolumns. For quantitative real-time PCR analysis, RNA was reverse transcribed using a

cDNA Reverse Transcription kit, SYBR Green PCR Master Mix, and 300 nmol/L primers on an

Applied Biosystem StepOne instrument. Relative gene expression was calculated by the DDCT

method, normalized to 36B4, and expressed in percent of control values. Primers are listed in

Supplementary file 1b.

Statistical analyses
Experiments done previously were used to determine animal sample size with adequate statistical

power. The number of animals used in each study is indicated in the figure legends. Studies were

not randomized, and analyses were blinded to investigators. Chimeric mice exhibiting a chime-

rism <1% were excluded from the analysis. All results are given as means +/� sem. Normality was

checked using the D’Agostino and Pearson omnibus normality test. Variance between groups was

compared. Statistical differences were measured using an unpaired two-sided Student’s t-test, or a

nonparametric test (Mann–Whitney) when data did not pass the normality test, or when variances

between groups were different. All statiscical analyses were performed in GraphPad Prism 5.0 soft-

ware and a two-tailed P value with 95% confidence interval was acquired. p<0.05 was considered as

significant. The following symbols for statistical significance were used throughout the manuscript:

*p<0.05; **p<0.01; ***p<0.001.
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L’augmentation du nombre de macrophages et leur activation dans le tissu adipeux (TA) ont 

un effet délétère sur l’homéostasie énergétique de l’organisme et sont positivement 

corrélées au développement de maladies métaboliques162. Il est classiquement décrit que 

ces macrophages proviennent d’une infiltration de cellules circulantes produites dans la 

moelle osseuse (MO). D’autres études plus récentes ont mis en évidence que les 

macrophages tissulaires, et notamment ceux du TA, se renouvellent grâce à une 

prolifération locale167,175,341.  

Il a été démontré par notre équipe qu’il existe au sein du TA un processus d’hématopoïèse 

grâce à des cellules souches hématopoïétiques (CSH) résidentes de phénotype c-Kit+ /Sca-1+ 

/Lin- 336. Ce processus d’hématopoïèse in situ produit essentiellement des cellules myéloïdes, 

dont des macrophages. 

Nous avons émis l’hypothèse selon laquelle l’activité hématopoïétique du TA est modifiée au 

cours du développement des maladies métaboliques, au profit d’une production accrue de 

macrophages pro-inflammatoires, contribuant ainsi à la mise en place de l’inflammation.  

Pour tester cette hypothèse, notre stratégie a consisté à réaliser des expériences de 

reconstitution hématopoïétique dans lesquelles les CSH injectées sont issues du TA de souris 

donneuses CD45.1, et sont co-injectées avec des cellules de MO totale de souris CD45.2 dans 

des receveuses CD45.2 irradiées à dose létale. Les cellules CD45.1 présentes dans le TA 

correspondent alors aux cellules produites spécifiquement par les CSH du TA, alors que les 

cellules CD45.2 correspondent aux cellules de l’hôte. 8 semaines après la greffe, les souris 

chimères ont été nourries avec un régime standard Normal Chow (NC) ou un régime gras 

(HFD) contenant 72% de lipides. Ce régime est connu pour induire un diabète caractérisé par 

une hyperglycémie à jeun et une intolérance au glucose après 3 mois de régime, sans 

toutefois augmenter significativement le poids des souris comparé à des souris contrôles342.  

Nous montrons par cytométrie en flux que les macrophages pro-inflammatoires CD11c+ qui 

s’accumulent dans le TA en réponse à un régime diabétogène riche en lipides proviennent en 

partie de l’activité hématopoïétique des CSH du TA (fig. 1). Cette accumulation est due à une 

prolifération plus importante de progéniteurs myéloïdes (fig. 2). 
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Nous avons reproduit ces expériences en utilisant des CSH issues de TA de souris CD11c-DTR. 

Dans ce modèle, la descendance des CSH injectées exprime le récepteur à la toxine 

diphtérique sous contrôle de l’expression du marqueur CD11c. Les macrophages pro-

inflammatoires CD11c+ produits spécifiquement dans le TA peuvent donc être supprimés par 

la toxine diphtérique chez la souris diabétique.  

Dans cette expérience, les souris sous HFD traitées avec la toxine présentent une réduction 

significative du nombre de macrophages pro-inflammatoires provenant de l’hématopoïèse 

du TA (fig. 3g), associée à une diminution de l’expression de cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires dans le TA en comparaison avec les souris sous HFD non traitées par la toxine 

(fig. 3h). En outre, sous HFD, les souris traitées à la toxine présentent une amélioration de la 

tolérance au glucose en comparaison avec des souris non traitées (fig. 3i). Ces résultats 

montrent le rôle spécifique des macrophages pro-inflammatoires produits par les CSH du TA 

dans le développement de l’intolérance au glucose. 

Afin de déterminer si une dysfonction des CSH du TA peut être à l’origine du développement 

des maladies métaboliques, nous avons transplanté des CSH issues de TA de souris sous 

régime NC ou HFD à des souris receveuses maintenues sur régime normal (fig. 4a). 8 

semaines après la greffe, le nombre de macrophages pro-inflammatoires produits in situ est 

augmenté chez les souris ayant reçu des CSH de souris sous HFD (fig. 4g). Cette 

augmentation s’accompagne d’une augmentation de l’expression de cytokines et 

chimiokines pro-inflammatoires dans le TA (fig. 4h), d’une hyperinsulinémie à jeun et d’une 

intolérance au glucose (fig. 4j). Ces résultats indiquent que des CSH dont l’activité est 

modifiée par un régime gras peuvent transférer le désordre métabolique de la souris 

donneuse à la souris receveuse sous régime normal par une production locale de 

macrophages pro-inflammatoires. 

Nous avons donc fait l’hypothèse qu’inversement, la restauration d’une hématopoïèse 

normale dans une souris diabétique permettrait l’amélioration des paramètres 

métaboliques. Nous avons donc transplanté des CSH issues de souris sous régime normal 

dans des souris receveuses sous HFD (fig. 5a). 2 semaines après la transplantation, et bien 

que les souris receveuses soient maintenues sur un régime HFD nous observons une 

amélioration de la tolérance au glucose (fig. 5d), de l’insulinémie à jeun (fig. 5e) et de 
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l’utilisation de glucose par le TA (fig.5f). En conclusion, ces données montrent le rôle clé des 

CSH du TA dans le déclenchement des désordres métaboliques via une augmentation de la 

production endogène de macrophages pro-inflammatoires dans le TA en réponse à un 

régime gras.  

En conclusion, des expériences de gain de fonction en transplantant des CSH de TA issues de 

souris diabétiques dans des souris saines, et inversement des expériences de transplantation 

de CSH issues de souris saines dans des souris diabétiques induisent respectivement un 

transfert de la maladie ou une amélioration des paramètres métaboliques. Le transfert de la 

maladie est du à une production plus importante de macrophages pro-inflammatoires par 

les CSH issues de souris diabétiques par rapport à des CSH issus d’animaux sains. Cette 

production plus importante résulte d’une prolifération des progéniteurs myéloïdes. Ces 

données permettent de proposer pour la première fois un rôle direct de l’hématopoïèse du 

TA dans le développement du diabète. De plus, les expériences de transplantation de de CSH 

de TA de souris diabétiques sont suffisantes pour transférer la maladie, suggérant un effet 

des CSH transplantées indépendamment d’une régulation de ces CSH par la niche. 
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Chapitre 2 : Caractérisation du micro-
environnement des CSH au sein du TA 

 

En cherchant à comparer l’activité hématopoïétique du SCAT et du PGAT, notre équipe a 

montré que la transplantation de CSH issues de dépôts sous-cutanés (SCAT) ou profond 

périgonadique (PGAT) reconstitue plus fortement le compartiment hématopoïétique du 

SCAT que du PGAT, quelle que soit l’origine des CSH337. Le contenu en ASC qui sont des 

cellules capables de supporter l’hématopoïèse médullaire, est supérieur dans le SCAT par 

rapport au PGAT. De plus, ces ASC expriment différemment plusieurs facteurs connus pour 

réguler l’activité des CSH. L’ostéopontine, le GM-CSG et l’IL-15 sont exprimés plus fortement 

dans le SCAT que dans le PGAT, alors que le Leukemia Inhibitory Factor (LIF) est exprimé plus 

fortement dans le PGAT337. Ces résultats suggèrent que les activités hématopoïétiques des 

SCAT et PGAT sont différentes, et ces différences pourraient être dues à des micro-

environnements différents. Compte tenu de l’importance du micro-environnement dans la 

régulation de l’activité des CSH de la MO, nous avons fait l’hypothèse que les CSH du TA 

résident dans un micro-environnement particulier qui contrôlerait leur activité. 

Pour caractériser ce micro-environnement, nous avons réalisé deux approches en parallèle : 

une approche de localisation des CSH in situ afin d’identifier le micro-environnement local au 

niveau cellulaire, et une approche in vitro afin de déterminer les acteurs cellulaires et 

moléculaires capables de contrôler leur activité hématopoïétique. 

 

I. Localisation in situ des CSH du TA. 

1) Approche par tracking cellulaire 

Afin de localiser les CSH du TA in situ, nous avons réalisé des expériences de tracking 

cellulaire. Pour cela, nous avons utilisé des CSH triées à partir du TA d’une lignée de souris 

transgénique mT/mG. Ces souris expriment constitutivement et de manière ubiquitaire la 

protéine fluorescente rouge tdTomato à la membrane de leurs cellules sous le contrôle d’un 

promoteur Rosa 26. Les cellules Lin-/Sca-1+/c-Kit+ ont été triées suivant la stratégie de gating  
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Figure 19 : stratégie de gating pour le tri par FACS des CSH dans la SVF de TA sous-cutané 
des souris mT/mG 

Figure 20 : Tests de greffes de CSH tdTomato
+ 

en intra-veineux et analyse par cytométrie en flux de leur 
présence à court-terme dans le TA. 
Analyse de la fluorescence tdTomato dans la SVF des TA sous-cutanés et péri-gonadiques 6h et 48h après 
injection de solvant (A) ou de 20 000 CSH (B) en intra-veineux dans le plexus rétro-orbital à des souris 
irradiées léthalement.  
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présentée en Figure 19. Ces cellules expriment quasiment à 100% la protéine fluorescente 

rouge tdTomato (fig. 19). L’objectif initial était d’injecter ces CSH fluorescentes par voie 

intra-veineuse pour ensuite les localiser par microscopie confocale dans le TA et ainsi 

identifier les cellules de leur micro-environnement proche. Nous avons dans un premier 

temps injecté 20.103 CSH fluorescentes en i.v. dans des souris irradiées à dose létale, et nous 

avons recherché les CSH par cytométrie en flux dans la SVF des TA, et dans les organes 

hématopoïétiques 6h et 48h après l’injection, afin de valider la quantité de cellules et la 

cinétique d’observation. A ces deux temps, la fluorescence tdTomato basale retrouvée dans 

le TA des souris contrôles injectées avec le solvant (fig. 20A) n’est pas différente de celle 

quantifiée dans le TA des souris injectées avec les CSH fluorescentes (fig. 20B). La 

fluorescence tdTomato mesurée dans les tissus hématopoïétiques (MO, rate, ganglion, sang) 

des souris injectées avec des CSH fluorescentes n’est pas non plus différente de celle 

mesurée dans les organes hématopoïétiques des souris injectées avec le solvant (données 

non montrées). Ces résultats indiquent que dans ces conditions, nous ne sommes pas en 

mesure de détecter les CSH fluorescentes dans le TA 6h et 48h après injection dans la 

circulation. 

Nous avons alors injecté les CSH fluorescentes directement dans le TA sous-cutané des 

souris. Là encore, nous n’avons pas été en mesure de détecter des cellules fluorescentes 

dans le TA injecté ou le dépôt contro-latéral 12h après l’injection (données non montrées).  

Les différentes conditions testées et les résultats de ces expériences de mise au point du 

tracking cellulaire des CSH après injection sont résumées dans le tableau 6. 

Cette approche par tracking cellulaire consistant à localiser des CSH fluorescentes peu après 

leur injection n’a pas fonctionné. Il est possible que cet échec soit dû à un nombre de CSH 

injectées trop faible, à une cinétique inadaptée, ou encore à une dilution trop importante 

des CSH dans la circulation.  Afin de localiser directement ces cellules in situ, nous avons mis 

alors en place une stratégie de localisation des CSH par des techniques 

d’immunofluorescence.  

2) Approche par immunofluorescence 

Les travaux de la littérature portant sur la niche des CSH médullaires se basent généralement 

sur une détection des CSH par leur phénotype. Les LT-CSH sont identifiées grâce au  
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Site d'injection Nombre injecté Temps d'analyse Site analysé

Fluorescence 
tdTomato

IV 20 000 6h et 48h

SCAT, PGAT, 
MO, Rate, 
Ganglion 

inguinal, Sang

Non

Intra-SCAT 5 000 12h
SCAT injecté, 
SCAT contro-

latéral, PG
Non

Tableau 6 : Résumé des différentes conditions testées pour le tracking des CSH fluorescentes 

Figure 21 : Mise au point du triple marquage Lin/c-kit/Sca-1 par immuno-fluorescence sur tranches de 
TA inguinal 
Le tissu adipeux inguinal a été fixé après prélèvement, des tranches de 300 µm d’épaisseur ont été 
réalisées. Après marquage les acquisitions ont été réalisées sur un microscope confocal Zeiss LSM 780. Les 
flèches représentent les cellules simple-positives Sca-1, les astérisques représentent les doubles positives 

c-Kit
+
/Sca-1

+
 Photos représentatives de 3 expériences.  



100 
 

phénotype CD48-/CD150+ 287,343  alors que les ST-CSH expriment le CD34343. Les ST-CSH. Dans 

le TA, les CSH n’expriment pas le CD150336 et une partie d’entre elles sont CD34+ mais ce 

marqueur est également exprimé par les ASC, ce qui rend impossible son utilisation pour la 

localisation des CSH in situ dans le TA.  

Nous avons dans un premier temps cherché à mettre au point un triple marquage c-Kit/Sca-

1/Lin afin de localiser les CSH in situ sur la base de leur phénotype. Le marquage c-Kit est 

visualisé avec un anticorps secondaire couplé à un alexa594, le marquage Sca-1 avec un 

anticorps secondaire couplé à un fluorochrome alexa647. Le marquage Lin est réalisé avec 

un cocktail d’anticorps de cytométrie (anti-B220, anti-Gr1, anti-CD3, anti-CD11b et anti-

Ter119) couplés à du FITC. Nous avons réalisé ces différents marquages sur des tranches de 

300µm de TA inguinal de souris. La figure 21 montre des photos représentatives 

d’acquisitions prises en microscopie confocale. Nous avons identifié des cellules c-Kit+ bien 

rondes, certaines d’entre elles étant Sca-1+ (astérisques sur la figure 21). Ces cellules doubles 

positives d’environ 20µm de diamètre sont disséminées un peu partout dans le tissu, 

souvent en contact avec une ou deux cellules c-Kit-/Sca-1+ qui pourraient être des ASC 

(flèches sur la figure 21). Elles ne s’organisent cependant pas en amas cellulaires comme on 

pourrait s’y attendre pour des cellules localisées dans une niche. Malheureusement, nous 

n’avons pas réussi à identifier des cellules Lin+ dans le TA malgré les différentes conditions 

testées (concentration d’anticorps, temps d’incubation ; données non montrées).  

En parallèle, compte tenu de l’existence d’une niche vasculaire dans la MO270, nous avons 

cherché à localiser ces cellules Lin-/c-Kit+/Sca-1+ par rapport à la vascularisation. L’utilisation 

d’une lectine biotinylée, révélée par une streptavidine couplée à un fluorochrome permet 

une visualisation de la vascularisation, grâce à sa fixation aux glucides des cellules 

endothéliales. Nous avons pu observer certaines cellules c-kit+/Sca-1+ à proximité de 

capillaires (encadrées dans la figure 22D et zoomées en figure 22E), d’autres étaient localisés 

à distance des vaisseaux. Nous n’avons donc pas pu mettre en évidence une localisation 

préférentielle de ces cellules au contact de la vascularisation.  

Nous ne sommes donc pas en mesure de conclure sur l’identité des cellules double-positives 

c-kit+/Sca-1+ compte tenu de leur taille et d’un marquage Lin inefficace. En effet, les 

mastocytes et certaines cellules stromales présentent également ce phénotype. 
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Figure 22 : Immuno-fluorescences Sca-1/c-kit/lectine sur tranches de TA inguinal. 
Le tissu adipeux inguinal a été fixé après prélèvement, des tranches de 300 µm d’épaisseur ont été 
réalisées, après marquage les acquisitions ont été réalisées sur un microscope confocal Zeiss LSM 780. 
A : Simple marquage Sca-1; B: simple marquage c-kit; C: superposition Sca-1/c-kit; D: superposition 
double marquage Sca-1/c-kit avec un marquage lectine;  E: zoom sur la zone encadrée dans la photo D 
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3) Approche par microdissection et cytométrie 

La stratégie de localisation des CSH sur tranches de TA par immunofluorescence n’ayant pas 

apporté les résultats escomptés, nous avons décidé d’utiliser une stratégie d’analyse par 

cytométrie en flux après microdissection de différentes zones du TA. Le laboratoire a 

récemment montré que le TA sous-cutané murin est divisé en deux zones : une zone 

centrale structurée en unités fonctionnelles appelées lobules, contenant notamment des 

adipocytes beiges ayant une activité thermogénique, et une zone périphérique ne contenant 

que des adipocytes blancs. Ces deux zones ont été respectivement appelées SLA et NSLA55 

(fig. 23A). La SVF de la SLA contient une proportion plus importante de CSH que la SVF de la 

NSLA (0,56% ± 0.09 vs. 0,24% ± 0,03 ; fig. 23B). Afin d’éviter un biais du résultat en 

pourcentage par de possibles différences des autres populations cellulaires, nous avons 

également quantifié les CSH en nombre de cellules par gramme de tissu. Nous observons 

également un plus grand nombre de CSH dans la SLA par rapport à la NSLA (9.5.103 ± 1.3.103 

vs 4,2.103 ± 0,4.103 ; fig.23C).  

Ces résultats suggèrent que les CSH ne sont pas réparties de manière homogène au sein du 

dépôt sous-cutané mais seraient localisées préférentiellement dans la région SLA au centre 

du TA.  Nous avons alors fait l’hypothèse que le nombre de CSH dans la SLA pourrait être 

modifié dans des situations physiologiques dans lesquelles l’homéostasie de la SLA serait 

perturbée.  

La SLA est une zone composée majoritairement d’adipocytes de type beige. L’expression 

d’UCP-1 dans ces adipocytes peut être activée en réponse à une exposition au froid des 

animaux55. Cette induction d’UCP-1 peut également être induite par une stimulation β3-

adrénergique, et est corrélé à une activité thermogénique grâce à une induction de la 

lipolyse48. La NSLA quant à elle est une région riche en adipocytes blancs, spécialisée dans le 

stockage des lipides sous forme de triglycérides et leur libération sous forme d’AG après 

stimulation adrénergique. Le browning de la SLA a été induit par une exposition des souris 

au froid pendant 7 jours ou par des injections intra-péritonéales quotidiennes d’un agoniste 

β3-adrénergique pendant 10 jours344.  L’inhibition de l’expression d’UCP-1 dans la SLA a été 

induite par une exposition des souris pendant 21 jours à thermoneutralité (33°C). Nous 

avons également utilisé des souris UCP-1 KO qui ne présentent pas d’adipocytes beiges dans  
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Figure 23 : Quantification des CSH dans les zones NSLA et SLA 
Schéma des zones NSLA et SLA prélevées par microdissection sur le TA sous-cutané, la SLA est 
prélevée de part et d’autre du ganglion, la NSLA est prélevée à la périphérie du tissu (A). 
Pourcentage et nombre par gramme de CSH dans la NSLA (B) et dans la SLA (C).  
* : p < 0,05 ; ** : p < 0,01 
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la SLA. Enfin, nous avons également étudié des souris mises sur régime gras pendant 12 

semaines, qui présentent une inhibition du browning du WAT39 ainsi qu’une hypertrophie 

des adipocytes de la SLA et de la NSLA (données internes du laboratoires).  

L’activation de la SLA par le froid ou l’agoniste β3-adrénergique induit diminution 

significative du nombre de CSH par gramme de tissu dans la SLA (fig. 24A). L’inhibition des 

adipocytes beiges induit également une diminution significative du nombre de CSH par 

gramme dans la SLA. En revanche, dans ces situations, aucune modification significative du 

nombre de CSH par gramme de tissu n’est observée dans la NSLA (fig. 24B). En résumé, le 

nombre de CSH par gramme de tissu ne varie que dans la SLA, mais ces variations ne sont 

pas corrélées au niveau d’expression d’UCP-1 (fig. 24C). Chez la souris obèse en revanche, le 

nombre de CSH par gramme de TA est diminué dans la SLA et dans la NSLA (fig. 24D). 

Ces résultats suggèrent qu’en situation d’homéostasie, le tissu adipeux beige de la SLA est 

un environnement favorable à la présence de CSH, ce qui pourrait s’expliquer par une 

meilleure survie, une plus grande prolifération ou un meilleur ancrage de ces cellules. Quelle 

que soit la situation activatrice ou inhibitrice de l’activité des adipocytes beiges, le nombre 

de CSH est diminué dans la SLA. Cela suggère qu’il existe des mécanismes complexes de 

régulation de l’activité des CSH dans la SLA. De plus, l’hypertrophie des adipocytes diminue 

le nombre de CSH dans les deux zones, suggérant que les adipocytes hypertrophiés 

constituent un environnement défavorable pour les CSH. 

 

Discussion 

Nos différentes approches pour localiser les CSH dans le TA, que ce soit directement in situ 

par immuno-fluorescence ou par tracking cellulaire n’ont pas permis de localiser ces cellules.  

La localisation des CSH médullaires marquées ex vivo puis ré-injectées est une approche 

expérimentale couramment utilisée dans la littérature. Ce marquage est généralement 

réalisé à l’aide de colorants fluorescents comme le CFSE263 ou le DiR264. De tels protocoles 

ont été envisagés par le laboratoire mais les expériences préliminaires réalisées n’ont pas 

été concluantes car nous n’avons pas pu localiser les CSH dans le TA après injection. Nous 

avons donc développé un élevage de souris mT/mG, pour réaliser des expériences de  
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Figure 24 : Effet de l’activation/inhibition du browning sur les quantités de CSH dans les zones NSLA/SLA 
Quantification par cytométrie du nombre de CSH par gramme de TA dans les zones SLA (A) et NSLA (B) en 
réponse à des stimulations activatrices et inhibitrices du browning. Résumé des variations de CSH dans les deux 
zones en réponse aux différentes stimulations activatrices et inhibitrices de l’expression d’UCP-1 dans les 
adipocytes beiges (C). Quantification des CSH dans la SLA et la NSLA du SCAT après 12 semaines de régime NC ou 
HFD 45% (D) 
* : p < 0,05 ; $$ : p < 0,01 vs RT ; $$$ : p < 0,001 vs RT 
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tracking cellulaire comme cela avait été fait dans la MO267. Nous n’avons pas réussi à 

retrouver de CSH fluorescentes par cytométrie en flux dans les TA, ce qui suggère qu’il aurait 

ensuite été difficile de les localiser directement par microscopie.  

Notre approche de triple marquage Lin / Sca-1 / c-Kit s’est confronté à un échec de la mise 

au point du marquage Lin. Ce marquage a souvent été utilisé en cytométrie en flux, mais n’a 

jamais été développé pour de la microscopie. Nous avons cherché à utiliser un anticorps de 

FACS couplé au FITC, mais malgré différentes conditions testées nous n’avons pas été en 

mesure de valider sa fonctionnalité. De nouvelles méthodes de détection de cet ensemble 

d’antigènes exprimé par les cellules matures devront être mises au point pour localiser les 

CSH in situ dans le TA. 

Notre approche de cytométrie en flux après micro-dissection de la SLA et de la NSLA du TA 

sous-cutané a permis de caractériser une localisation préférentielle des CSH dans la région 

SLA du TA comportant des adipocytes beiges suggérant que ceux-ci puissent jouer un rôle 

dans le contrôle des CSH du TA. Les résultats obtenus ne nous permettent cependant pas de 

confirmer ou d’infirmer cette hypothèse.  

Nous avons également observé une diminution du nombre de CSH dans la SLA et dans la 

NSLA chez des souris obèses sous régime HFD. Ces résultats suggèrent que des adipocytes 

hypertrophiés ont un effet délétère sur le nombre de CSH. Dans la MO, il a en été montré 

que les adipocytes médullaires peuvent stimuler la différenciation myéloïde des CSH (cf. 

introduction, Chapitre I, partie I. 4). On peut alors faire l’hypothèse que la diminution du 

nombre de CSH observé dans la SLA et dans la NSLA du SCAT lorsque les adipocytes sont 

hypertrophiés résulte d’une augmentation de la différenciation des CSH. Il est intéressant de 

noter qu’en conditions physiologiques et à température ambiante, la taille des adipocytes de 

la NSLA est supérieure à celle de la SLA55. La localisation préférentielle des CSH dans la SLA 

pourrait être due soit à un effet délétère des adipocytes hypertrophiés de la NSLA sur la 

quiescence ou la survie des CSH, soit à la stimulation de la différenciation des CSH, 

diminuant par conséquent le nombre de CSH dans cette zone. 
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Figure 25 : Mise au point du double marquage CD45.1/CD45.2 
Marquage CD45.2 : contrôle avec anticorps secondaire FITC seul sur le tissu adipeux (A) et le ganglion 
lymphatique (B) et marquage avec anticorps primaire et secondaire sur le ganglion (C). Marquage 
CD45.1 : Contrôles avec streptavidine alexa 647 (D) et marquage avec anticorps biotinylé et 
streptavidine (E)  
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II. Localisation in situ de la descendance des CSH du TA. 

Dans la MO, il a été montré que les macrophages CD168+ produits localement participent à 

la niche hématopoïétique. Ils sont notamment retrouvés sous forme d’amas et collaborent 

avec les CSM Nestin+ pour maintenir les CSH dans leur niche295. Devant l’échec de nos 

tentatives de localisation des CSH dans le TA, nous avons émis l’hypothèse que localiser leur 

descendance nous permettrait éventuellement d’identifier des zones où ces cellules sont 

majoritairement produites. Ces zones correspondraient alors à des foyers hématopoïétiques 

dans lesquels les CSH du TA se logeraient. Pour tester cette hypothèse, nous avons utilisé du 

TA sous-cutané issus de souris chimères 2 mois après la transplantation de CSH de TA, ce qui 

permet après reconstitution hématopoïétique d’étudier la descendance des CSH greffées. 

Dans ce modèle, les CSH de TA de souris CD45.1 sont co-injectées avec des cellules totales 

de MO de souris CD45.2. L’expression du CD45.1 ou du CD45.2 par les cellules immunitaires 

permet de connaitre l’origine de ces cellules (respectivement du TA ou de la MO). Nous 

avons cherché à développer un double marquage CD45.1/CD45.2 sur les TA de ces souris 

chimères. Les anticorps commercialisés pour ces marqueurs membranaires sont développés 

uniquement pour la cytométrie en flux à partir de splénocytes de souris immunisées, et 

possèdent donc tous deux des fragments constants de souris, empêchant la réalisation de 

marquages secondaires simultanés avec des anticorps secondaires. Dans le but de réaliser 

les deux marquages de manière séquentielle, nous avons développé dans un premier temps 

le marquage avec un anticorps anti-CD45.2 purifié, révélé par un anticorps anti-IgG de souris 

couplé à un fluorochrome alexa 488, puis dans un second temps le marquage avec un 

anticorps anti-CD45.1 couplé à une biotine, révélé par une streptavidine couplée à un 

fluorochrome alexa 594. 

Nous avons initialement mis au point les conditions d’utilisation des anticorps sur des 

cytospins de cellules de MO de souris CD45.2 et CD45.1 (données non montrées). Les 

marquages CD45.2 et CD45.1 ont ensuite été testés respectivement sur des TA de souris 

CD45.2 et CD45.1. Pour le marquage CD45.2, l’anticorps secondaire seul montre qu’il y a très 

peu de marquage non spécifique dans le tissu (fig. 25A-B). Avec l’anticorps primaire et 

l’anticorps secondaire, on observe un marquage CD45.2 dans le ganglion lymphatique de 

souris CD45.2 (fig. 25C). Cependant de façon surprenante, la majorité des cellules du 

ganglion n’est pas marquée alors que les ganglions lymphatiques sont des organes  
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Figure 26 : Validation de la prise de greffe des CSH de TA mT/mG  
Les souris WT irradiées à dose létale ont été co-injectées avec 2.103 CSH de TA de souris mT/mG, et 2.106 
cellules de MO totale. 2 mois après transplantation, la fluorescence tomato et l’expression du marqueur CD45 
dans la SVF ont été quantifié par cytométrie en flux afin de valider la prise de greffe. Histogrammes 
représentatifs de cytométrie en flux de la SVF de TA sous-cutané. A: fluorescence tdTomato totale dans la SVF 
et B: marquage CD45 dans les cellules tdTomatos+. 
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lymphoïdes secondaires composés essentiellement de cellules immunitaires CD45+. Ces 

résultats suggèrent que si le marquage CD45.2 semble spécifique, son efficacité dans les 

différentes conditions que nous avons testées n’est pas optimale.  

Pour le marquage CD45.1, nous avons observé un très fort marquage non spécifique dans le 

TA avec la streptavidine seule (fig. 25D). Avec l’anticorps CD45.1 biotinylé et la streptavidine 

nous observons également un très fort marquage non spécifique et aucun signal détectable 

dans le ganglion lymphatique (fig. 25E). Cela suggère que le marquage CD45.1 dans le TA 

n’est ni fonctionnel ni spécifique dans nos conditions. Le marquage non spécifique de la 

streptavidine pourrait s’expliquer par la présence de biotines endogènes dans le TA345. Nous 

avons testé différentes méthodes de blocage des biotines endogènes du TA afin d’améliorer 

la spécificité du marquage CD45.1 dans le TA de souris CD45.1. Le marquage non spécifique 

de la streptavidine seule a pu être réduit mais nous n’avons cependant pas réussi à obtenir 

de marquage de cellules CD45.1+ dans le ganglion lymphatique des souris CD45.1 (données 

non montrées). 

Nous avons alors cherché à localiser la descendance des CSH du TA après reconstitution 

hématopoïétique en utilisant des CSH provenant du TA de souris mT/mG précédemment 

décrites. L’analyse en cytométrie en flux montre qu’on retrouve des cellules tdTomato+ dans 

la SVF des souris receveuses 2 mois après la greffe (fig. 26A). Conformément aux résultats 

attendus, ces cellules tdTomato+ sont en grande majorité CD45+ (fig. 26B) et correspondent 

donc à la descendance des CSH de TA injectées. 

Le TA sous-cutané de ces souris chimères a ensuite été utilisé pour réaliser des expériences 

d’imagerie. Avant sacrifice, les souris ont reçu une injection intraveineuse de lectine 

biotinylée suivie de streptavidine couplée à un alexa488 afin de marquer la vascularisation et 

de visualiser les structures lobulaires de la SLA. La streptavidine est ici injectée dans la 

circulation et s’accroche à la lectine biotinylée fixée aux cellules endothéliales, elle n’a donc 

pas accès aux biotines endogènes du TA et ne produit pas de marquage non spécifique. La 

figure 27A montre un plan large de ce tissu. Grâce au marquage de la vascularisation on peut 

notamment discerner les structures caractéristiques en lobules de la SLA (astérisques) et 

l’absence de lobules caractéristique de la NSLA (étoiles). La figure 27B montre un zoom sur 

une structure caractéristique des vaisseaux lymphatiques. Des cellules fluorescentes rouges  
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Figure 28 : Chimérisme dans la NSLA et la SLA 
Des souris CD45.2 irradiées létalement ont été co-transplantées avec des CSH de TA et des 
cellules de MO provenant respectivement de souris CD45.1 et CD45.2. Le chimérisme 
CD45.1/CD45 total a été quantifié dans la SLA et la NSLA des souris chimères 2 mois après leur 
reconstitution hématopoïétique.  

Figure 27 : Images de tissu adipeux sous-cutané après transparisation de souris receveuses de CSH mT/mG 2 
mois après greffe obtenus avec un microscope confocal macro-SPIM 
Avant sacrifice, les souris ont été injectées en intra-veineux avec de la lectine biotinylé, puis de la streptavidine 
couplé alexa 488 afin de marquer la circulation.  
  
Vert: cellules endothéliales ; rouge : descendance des CSH mT/mG injectées. 
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sont retrouvées à proximité de ce vaisseau lymphatique. Les figures 27C et 27D sont des 

zooms sur les régions SLA et NSLA respectivement. Bien qu’on puisse observer quelques 

cellules dans la région SLA (figure 27C), il semblerait que la densité cellulaire soit bien plus 

importante dans la région NSLA (figure 27D). Ces résultats suggèrent que la descendance des 

CSH du TA se localiserait préférentiellement dans la région NSLA non lobulisable du TA sous-

cutané. Devant la faible résolution de l’objectif 4x utilisé, il est difficile d’identifier des 

clusters de cellules pouvant participer à une niche hématopoïétique, l’utilisation d’un 

objectif 10x sur le miscroscope SPIM permettrait éventuellement de mieux caractériser la 

répartition de la descendance des CSH dans la NSLA. Cette expérience n’a pu être réalisée 

qu’une fois sur deux animaux, ces résultats doivent donc être reproduits pour valider ces 

conclusions. Néanmoins, nous avons également réalisé des expériences de microdissection 

suivies d’une analyse en cytométrie en flux afin de valider la localisation préférentielle dans 

la NSLA de la descendance des CSH. Les résultats montrent une tendance à un chimérisme 

plus important dans la NSLA comparé à la SLA (fig. 28), ce qui semble confirmer les résultats 

obtenus en imagerie.  

  

Discussion 

En conclusion, les cellules immunitaires dérivées des CSH de TA semblent se localiser plutôt 

dans la NSLA, contrairement aux CSH qui semblent être localisées préférentiellement dans la 

SLA (cf. partie 1 du présent chapitre). Nous pouvons envisager plusieurs explications à ces 

résultats : 1) contrairement à la niche hématopoïétique de la MO, les cellules immunitaires 

produites par les CSH de la SLA ne font pas partie de la niche hématopoïétique des CSH et ne 

permettraient pas de localiser les CSH, 2) La SLA constituerait un environnement permettant 

la quiescence des CSH, au contraire de la NSLA qui favoriserait leur différenciation. En accord 

avec cette hypothèse le laboratoire a montré que l’expression de la leptine est supérieure 

dans la NSLA par rapport à la SLA55, et qu’elle induit une différenciation myéloïde des CSH de 

MO346. 3) Les cellules produites par les CSH de la SLA migreraient vers la NSLA, mais il n’y a 

pour l’instant aucune étude ayant montré une production supérieure de facteurs 

chimiotactiques dans la NSLA qui pourraient attirer les cellules immunitaires du TA produites 

dans la SLA. Dans la MO, il existe différentes niches vasculaires selon le type de péricytes  
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Figure 29 : Co-culture de CSH de MO sur ASC 
A : cobblestones formés par les CSH médullaires dans le stroma d’ASC après 1 semaine de co-
culture. B et C : photos représentatives de clones CFU-GM formés en milieu semi-solide par les 
progéniteurs produits par les CSH en co-culture 
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associés aux cellules endothéliales (cf Introduction, Chapitre 2, partie II. 3). Dans le TA, 

l’organisation structurelle des vaisseaux est différente entre la SLA et la NSLA (données 

internes du laboratoire). Nous pouvons donc émettre l’hypothèse qu’il existerait également 

une niche vasculaire différente entre la SLA et la NSLA. La caractérisation d’éventuelles 

différences au niveau sécrétoire entre les vaisseaux de la SLA et ceux de la NSLA sera 

nécessaire afin de valider cette hypothèse. 

En parallèle de cette approche par immuno-fluorescence, nous avons mené une approche in 

vitro afin d’étudier les acteurs cellulaires, et moléculaires du TA qui seraient capables de 

soutenir l’activité hématopoïétique des CSH du TA. 

 

III. Caractérisation in vitro de la fonctionnalité de la niche  

Afin d’étudier la fonctionnalité de la niche, nous avons utilisé la technique de co-culture 

selon la méthode de Dexter258. Brièvement, cette technique consiste à ensemencer des CSH 

non-adhérentes sur une couche de cellules nourricières adhérentes, souvent une lignée de 

cellules stromales médullaires. La culture est maintenue durant 5 semaines à 33°C. Dans ces 

conditions, les CSH se nichent dans la couche de cellules stromales pour produire des 

progéniteurs hématopoïétiques. Après 5 semaines de culture, les progéniteurs présents dans 

le surnageant sont récupérés puis ensemencés en milieu clonogénique semi-solide de 

méthylcellulose et vont former des colonies. L’analyse des clones 2 semaines plus tard 

permet d’analyser à posteriori l’activité hématopoïétique des CSH ensemencées initialement 

dans la co-culture. 

Il a été montré par le laboratoire que les cellules stromales du TA (ASC) humain sont 

capables de supporter l’activité hématopoïétique des CSH de MO in vitro en induisant leur 

prolifération, leur différenciation et leur capacité de reconstitution de l’hématopoïèse à 

long-terme122. Nous avons donc testé la capacité de support de l’activité hématopoïétique 

des CSH du TA par les ASC. Nous avons dans un premier temps validé notre modèle de 

culture avec des CSH triées à partir de MO. Après une semaine de co-culture à 33°C, nous 

avons observé des clusters de cellules au sein du tapis d’ASC (fig. 29A). Ces structures 

pavimenteuses appelées cobblestone sont caractéristiques de cellules souches/progénitrices 
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en co-culture in vitro. Après 5 semaines de culture à 33°C, les progéniteurs présents dans le 

surnageant ont été ensemencés en milieu semi-solide. Conformément aux résultats 

attendus, après deux semaines en methyl-cellulose nous avons détecté des clones 

hématopoïétiques de morphologie caractéristique des CFU-GM (Colony Froming Unit – 

Granulocyte/Monocyte) (rond, noirs au centre avec des cellules périphériques bien rondes 

et réfringentes, et de tailles variables selon leurs stades de développement) (fig. 29B-C). 

Notre système de co-culture avec un stroma d’ASC fonctionne donc bien dans les conditions 

standards avec des CSH de MO. Les tentatives de co-cultures réalisées dans les mêmes 

conditions avec des CSH triées à partir de TA ne nous ont pas permis d’observer de 

cobblestones au sein du tapis d’ASC, ni de clones hématopoïétiques en méthylcellulose. 

Nous avons testé différentes densités d’ensemencement de CSH (5.103, 10.103, 20.103 et 

40.103 cellules/mL), la durée des cultures a été augmentée (jusqu’à 7 semaines) et la 

température de culture modifiée, de 33°C à 37°C. Ces tentatives se sont soldées par des 

échecs (données non montrées) malgré les différentes conditions testées. Néanmoins, ces 

résultats confirment l’idée selon laquelle les CSH de TA sont différentes de celles de la 

MO336. 

Nous avons alors utilisé un système de culture à court terme, permettant d’obtenir des 

clones hématopoïétiques à partir de SVF de TA, déjà utilisé au laboratoire144. Brièvement, ce 

système consiste à ensemencer directement 30.103 cellules de SVF totale par mL de 

méthylcellulose, un milieu semi-solide supplémenté en facteurs de croissance et cytokines 

hématopoïétiques (SCF, IL-3, IL-6, EPO). Après 2 semaines, l’analyse du nombre et du type de 

clones produits permet de quantifier le potentiel clonogénique hématopoïétique de la SVF 

du TA. Nous avons voulu alors tester l’effet d’intermédiaires métaboliques qui pourraient a 

priori être présents en quantités différentes dans la SLA et dans la NSLA. 

La SLA est en effet une zone avec des adipocytes beiges ayant une forte activité oxydative, 

cette activité permet notamment l’épuration de du lactate en le consommant56. Nous avons 

donc testé l’effet de concentrations croissantes de lactate. De plus, nos données de 

transcriptomique montrent que les CSH du TA expriment le CD36, un récepteur scavenger 

présent à la surface des macrophages et permettant la phagocytose des LDL (Low Density 

Lipoprotein) modérément oxydées. L’effet de ces LDL oxydées a donc été envisagé. Enfin, 
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compte tenu des résultats obtenus avec le régime HFD, nous avons envisagé un rôle possible 

des AG. 

Les traitements avec du lactate, des LDL modérément oxydées ou des AG (palmitate ou 

oléate) ont été réalisés dès l’ensemencement des cellules dans la methylcellulose.  Après 

deux semaines, nous avons observé la présence de clones hématopoïétiques dans la SVF de 

TA (fig. 30A). Les traitements au lactate, aux LDL modérément oxydées ou aux AG ne 

semblent pas modifier le potentiel clonogénique de la SVF de TA in vitro (fig. 30B). Ces 

molécules ne semblent donc pas être impliquées dans le contrôle de l’activité des CSH du TA 

par leur environnement. 

 

  

Figure 30 : Caractérisation et quantification des clones hématopoïétiques produits par la SVF en milieu 
semi solide en réponse à différents traitements. 
A : photos représentatives de clones hématopoïétiques en méthylcellulose ; B: potentiel clonogénique 
(nombre de clone / cellule) en réponse à des doses croissantes de lactate après ensemencement de 

30.10
3
  ;  C : potentiel clonogénique en réponse à un traitement avec des LDL oxydées ou des AG. 
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Conclusion/Perspectives 

L’ensemble de ce travail nous a permis de montrer que les CSH du TA sont majoritairement 

localisées dans la SLA, tandis que leur descendance est majoritairement localisée dans la 

NSLA. Ces résultats suggèrent que la SLA serait une zone favorable aux CSH, en agissant par 

exemple sur leur survie, leur quiescence ou leur ancrage dans le TA sous-cutané, et/ou que 

la NSLA favoriserait leur différenciation. Nous montrons également que les adipocytes 

beiges pourraient participer au maintien de la quiescence des CSH dans la SLA par un 

mécanisme complexe que nous n’avons pas été en mesure de caractériser. En revanche nous 

n’avons pas réussi à caractériser la niche des CSH du TA ni au niveau cellulaire par 

immunofluorescence, ni au niveau moléculaire par différentes stratégies de culture 

cellulaire. 

En se basant sur les différences caractérisées par le laboratoire entre SLA et NSLA55, nous 

pouvons cependant faire l’hypothèse que la SLA et la NSLA sont deux environnements 

radicalement différents. Ces deux zones pourraient alors être envisagées comme deux 

niches potentielles qui exerceraient des effets très différents sur les CSH. Il serait intéressant 

d’étudier plus précisément ces deux zones en s’intéressant à d’éventuelles différences de 

productions de facteurs de croissance hématopoïétiques entre les deux zones. Des ASC ont 

été triées à partir de SVF de NSLA et de SLA. Des analyses transcriptomiques réalisées au 

laboratoire sur ces ASC montrent que les ASC de la SLA expriment plus fortement la 

molécule d’adhérence VCAM-1 que les ASC de la NSLA. A l’inverse, les ASC de la NSLA 

expriment plus fortement le Leukemia inhibitory Factor (LIF) (données non montrées). 

VCAM-1 est impliqué dans le homing et le maintien de la quiescence des CSH de la MO dans 

la niche vasculaire347, LIF est un facteur soluble impliqué dans les étapes de différenciation 

précoce des CSH de la MO202. Ces données suggèrent que les ASC de la SLA et de la NSLA 

pourraient contrôler les CSH du TA de façon différente. Les ASC de la SLA favoriseraient la 

quiescence des CSH alors que les ASC de la NSLA favoriseraient la différenciation des CSH. 

Les ASC participeraient alors avec les adipocytes à la formation de niches hématopoïétiques 

distinctes entre la SLA et la NSLA. 
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Figure 31 : Identification des cellules souches/progénitrices hématopoïétiques dans la SVF de TA humain 
Dots plots représentatif de l’identification et quantification par cytométrie en flux de la population Lin1-

/CD45+/CD34+/CD38- dans la SVF de TA humain sous-cutané et profond(A). Potentiel clonogénique de la SVF de 
TA en milieu semi-solide de méthylcellulose, photos prises 2 semaines après l’ensemencement de 20 000 
cellules de SVF totales par mL de méthylcellulose (B). 
  
PR : Profond 
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Chapitre 3 : Caractérisation de l’activité 
hématopoïétique du TA humain 

 

Compte tenu de l’importance des cellules immunitaires dans la physiologie du TA et de nos 

résultats obtenus chez la souris, nous avons fait l’hypothèse que le TA humain était 

également le siège d’une hématopoïèse tissulaire.  

Nous avons cherché à détecter la présence de CSH dans la TA humain en utilisant les 

marqueurs Lin-/CD34+/CD38- (cf. Introduction Chapitre 2). Dans le TA, ce phénotype 

correspond également à une sous-population d’ASC, nous avons donc ajouté l’expression du 

marqueur CD45 au phénotype utilisé afin de caractériser spécifiquement des CSH. Ces 

expériences ont été réalisées à partir de SVF de TA humain obtenu après opérations 

chirurgicales de dermo-lipectomies abdominales (service de chirurgie plastique et des brûlés 

du Pr. GROLLEAU-RAOUX, Hôpital Rangueil, Toulouse). Les dépôts auxquels nous avons eu 

accès étaient donc soit des TA sous-cutanés, soit viscéraux. 

Nos résultats montrent la présence d’une population rare de CSH de phénotype Lin-

/CD34+/CD45+/CD38- (fig. 31A) dans la SVF qui représente environ 1% de la population CD45 

totale du TA (fig. 31B). Cette population de CSH a été retrouvée dans les deux types de 

dépôts adipeux (sous-cutanés et viscéraux), dans les mêmes proportions. Les TA humains 

peuvent donc être le siège d’une activité hématopoïétique extra-médullaire, comme chez la 

souris336.  

 Afin de valider la fonctionnalité de cette population de CSH in vitro, nous avons réalisé des 

expériences de clonogénie en méthylcellulose à partir de la SVF de TA sous-cutané humain. 

Après deux semaines la présence de clones hématopoïétiques a été caractérisée. Nous avons 

observé la présence de progéniteurs érythrocytaires BFU-E et monocytaires CFU-M (fig. 

31C).  

Nous avons alors voulu valider la fonctionnalité in vivo de ces cellules en réalisant des 

transplantations de CSH triées à partir de TA sous-cutané humain. L’étude de l’activité 

hématopoïétique des CSH chez l’homme repose sur l’humanisation de souris immuno- 
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Figure 32 : Mise au point des greffes in vivo des CSH de TA humain et analyse quantitative et 
qualitative de leur descendance  
Quantification par cytométrie en flux du chimérisme CD45 humain dans la population totale de 
cellules CD45  isolées à partir de la SVF de SCAT et de PGAT, de la rate et de la MO de souris NSG, 
après injection en intra-TA (A), en intra-TA après traitement au busulfan (B) ou en IV selon le 
protocole utilisé en routine au laboratoire (C). Dots plots représentatif de la caractérisation par 
cytométrie en flux du phénotype des cellules CD45+ humaines dans le SCAT (D). 
SCAT = TA sous-cutané ; PGAT = TA péri-gonadique  ; BM = Moelle Osseuse ;  
CL = Contro-Latéral 
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déficientes avec des CSH humaines isolées à partir de sang périphérique, de cordon ombilical 

ou de MO humaine. Le modèle de référence consiste à injecter des CSH dans la circulation 

de souris immunodéficientes NOD/SCID/IL2rγKO (NSG)348.  

Nous avons préalablement effectué des expériences de mise au point de greffe de CSH triées 

dans des souris NSG. Une première série d’expériences avec injection de CSH triées à partir 

de TA humain directement dans la circulation via la veine caudale des souris et sans 

compétition s’est révélée infructueuse (données non montrées). Nous avons alors greffé les 

CSH de TA directement dans le TA des souris NSG. Après laparotomie et décollement du TA, 

nous avons injecté 15.103 CSH triées (deux injections d’un volume de 15µL de part et d’autre 

du TA) dans un des deux TA sous-cutanés des souris. Deux mois après, nous avons quantifié 

le chimérisme (pourcentage de cellules CD45+ humaines dans la population totale de cellules 

CD45+). Le chimérisme est de 0,3% ± 0,1% dans la SVF du TA injecté (fig. 32A). De manière 

inattendue, nous avons retrouvé du chimérisme dans le TA contro-latéral non injecté (0,5% ± 

0,1%). En revanche, aucune cellule humaine n’est retouvée dans le TA péri-gonadique de la 

souris NSG. Ces résultats suggèrent que ces CSH semblent migrer depuis le TA injecté vers 

l’autre dépôt sous-cutané sans se diriger vers le dépôt péri-gonadique.  

Afin d’améliorer la prise de greffe, nous avons reproduit ces expériences en traitant 

préalablement les souris avec du busulfan à 20mg/kg 24h avant la greffe. Le busulfan est une 

molécule utilisée dans le conditionnement préalable à une greffe de CSH médullaires chez 

l’homme,  mais qui induit également une aplasie médullaire et favorise la prise de greffe des 

CSH humaines dans les souris349. Dans cette condition, le chimérisme quantifié dans le dépôt 

injecté et le dépôt contro-latéral est supérieur à celui mesuré dans ces dépôts lorsque la 

souris n’est pas pré-conditionnée au busulfan, mais reste toutefois faible (2,4% ± 0,7% dans 

le TA injecté et 1,4% ± 0,3% dans le TA contro-latéral) (fig. 32B).  Nous avons comparé la 

prise de greffe de CSH fraîchement triées et directement injectées à celle de CSH ayant subi 

un cycle de congélation/décongélation entre le tri et l’injection. Nos résultats doivent être 

confirmés mais il semblerait que la prise de greffe soit meilleure avec des CSH congelées 

après le tri puis décongelées avant l’injection, qu’avec des CSH fraîchement triées (données 

non montrées). 



123 
 

Enfin, nous avons réalisé une série d’expériences en injectant les CSH humaines dans le sinus 

rétro-orbital en compétition avec des cellules de MO totale de souris, selon le protocole que 

nous utilisons en routine au laboratoire pour les reconstitutions hématopoïétiques avec des 

CSH de TA. Brièvement, 2x103 CSH de TA humain sont injectées en intraveineux dans des 

souris NSG en compétition avec 2x105 cellules de MO totale de souris NSG. Les souris 

receveuses ne sont pas irradiées mais sont traitées avec du busulfan à 20mg/kg 24h comme 

précédemment. 2 mois après la greffe, nous avons observé environ 10% (± 4,5%) de cellules 

CD45+ humaines dans la population totale de cellules CD45+ dans le TA sous-cutané (SCAT) 

(fig.32C). Il est à noter que ce chimérisme est très hétérogène selon les lots d’animaux. Les 

lots de CSH injectées viennent de plusieurs donneurs, et cette hétérogénéité pourrait être 

due à des différences entre les patients. Cependant nous n’avons pas été en mesure de 

mettre en lumière de différences avec les informations dont nous disposions (âge, sexe et 

indice de masse corporelle). Lors des expériences de transplantation directement dans le TA, 

aucun chimérisme n’est retrouvé dans le TA périgonadique (PGAT) ou les organes 

hématopoïétiques (rate et MO) de la souris. L’analyse phénotypique de ces cellules 

humaines montre que 100% de ces cellules humaines sont de phénotype CD3+/CD19-

/CD11b-/CD14- (fig. 32D). 

 

Discussion 

Nous montrons ici, pour la première fois, la présence de CSH dans le TA chez l’homme. 

Compte tenu de la quantité de TA dans l’organisme, ces données suggèrent que le TA 

humain pourrait être un réservoir important de CSH. Comme chez la souris, le TA pourrait 

donc avoir un rôle non négligeable dans la production de cellules immunitaires en situation 

physiologique et pathologique. Contrairement à nos résultats obtenus chez la souris, la 

descendance des CSH de TA humain sous-cutané après transplantation n’est retrouvée que 

dans le SCAT des souris NSG. Ce tropisme particulier pourrait être dû i) à des 

environnements ou des niches très différents entre le SCAT et le PGAT des souris NSG ou ii) à 

des propriétés particulières des CSH humaines transplantées. Nous avons montré que le TA 

viscéral chez l’homme contient également une population de CSH de phénotype Lin-

/CD34+/CD45+/CD38-. Nous n’avons pas pu avoir accès à du TA viscéral humain pour les 
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expériences de reconstitution hématopoïétique mais il serait intéressant d’étudier si les CSH 

de TA viscéral chez l’homme ont un tropisme spécifique vers les dépôts adipeux viscéraux 

après injection chez la souris.  

Nous avons montré qu’après injection dans des souris NSG, les CSH de TA se différencient 

majoritairement en lymphocytes T (CD3+) dans le SCAT. Chez la souris, les CSH du TA se 

différencient majoritairement en cellules myéloïdes336. Cette différence entre l’homme et la 

souris pourrait s’expliquer soit par des propriétés intrinsèques des CSH différentes d’un 

organisme à l’autre, soit par un environnement propice à la différenciation lymphoïde dans 

le SCAT des souris NSG. Il a en effet été montré que les CSH médullaires humaines greffées 

dans des souris NSG se différencient majoritairement en lymphocytes350.  

Pour tester ces deux hypothèses, 2 stratégies devront être adoptées, d’une part, comparer 

le potentiel de différenciation in vivo des CSH issues de TA humain ou de TA murin dans des 

souris receveuses NSG, et d’autre part, transplanter des CSH de TA humain dans des souris 

Receveuses NSG-Tg (hu-mSCF). En effet, ces souris, génétiquement modifiées pour exprimer 

le Stem Cell Factor (SCF) humain, peuvent supporter la différenciation myéloïde351. Si les CSH 

de TA murin se différencient en cellules myéloïdes dans des receveuses NSG, nous pourrons 

conclure à des différences intrinsèques entre les CSH de TA, murines et humaines. La 

capacité des CSH de TA humain à se différencier en cellules myéloïdes in vivo sera évaluée 

par des transplantations de CSH de TA humain dans les souris NSG-Tg (hu-mSCF). 

L’acquisition de ces souris est en cours, et nous permettra éventuellement de développer un 

modèle de souris dont l’activité hématopoïétique du TA est humanisée et productrice de 

cellules myéloïdes humaines. 
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Figure 33 : Schéma du protocole expérimental d’humanisation des souris NSG avec des cellules 
mononucléées de sang périphérique de patients leucémiques 

Les PBMC sont isolés à partir de sang périphérique de patients leucémiques. 6.10
6
 de ces PBMC sont 

injectées à des souris NSG préalablement traitées au Busulfan. 16 semaines après, les souris sont 
traitées ou non quotidiennement avec de la cytarabine pendant une semaine. La chimiorésistance est 
ensuite évaluée par cytométrie par en flux. 
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Annexe : Le TA, un réservoir de cellules 
leucémiques ? 

 

Parmi les pathologies de l’hématopoïèse médullaire, la Leucémie Aigüe Myéloïde (LAM) est 

le cancer sanguin le plus fréquent caractérisé par une expansion clonale de myéloblastes 

immatures, initié par une cellule souche ou progénitrice, leucémique. Malgré un bon taux de 

rémission, c’est une maladie avec un taux de récidive assez important et une survie à 5 ans 

d’environ 30 à 40% pour les patients de moins de 60 ans et 20% pour les plus de 60 ans352. La 

chimiothérapie est efficace pour l’ablation des cellules leucémiques, mais les récidives 

proviennent de clones leucémiques, appelés blastes, ayant résisté à la chimiothérapie353. Ces 

blastes leucémiques sont des cellules leucémiques immatures capables de proliférer et de 

produire des cellules myéloïdes leucémiques matures. 

 

En collaboration avec l’équipe de JE Sarry (CRCT, Toulouse), nous avons cherché à 

déterminer si le TA pouvait constituer un réservoir de blastes leucémiques résistants à la 

chimiothérapie. Cette résistance à la chimiothérapie pourrait être due à la présence d’une 

niche cancéreuse dans le TA. Il a en effet été montré que les cellules cancéreuses peuvent 

être protégées des traitements chimiothérapeutiques par une niche cancéreuse, permettant 

notamment une coopération métabolique, ou effet Warburg. Dans cette situation, les 

cellules leucémiques fonctionnent sur un métabolisme anaérobique en situation d’hypoxie, 

et produisent du lactate utilisé par les cellules environnantes comme substrat énergétique. 

Cette niche peut notamment être composé de CSM354.  

Nous avons utilisé un modèle de xénogreffe de PBMC (Peripheral Blood Mononuclear Cells) 

de patients leucémiques dans des souris NSG immunodéficientes (fig. 33) développé par 

cette équipe et permettant de mesurer la chimiorésistance de cellules leucémiques355. Dans 

ce modèle, les souris développent une LAM à partir des cellules humaines. Après un 

traitement d’une semaine avec une chimiothérapie à la cytarabine (AraC), l’analyse en 

cytométrie des populations de blastes leucémiques dans les organes permet d’évaluer la 

présence et la chimiorésistance des cellules tumorales.   
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Figure 34 : Analyse de la chimiorésistance dans le TA des souris NSG. 
16 semaines après la greffe, les souris ont été traitées quotidiennement à la cytarabine (ARAC), pendant sept 
jours. A la fin du traitement, les cellules leucémiques humaines ont été quantifiées par cytométrie en flux. Dots 
plots représentatifs de l’humanisation des souris NSG (A) et analyse de la présence de blastes leucémiques 
CD33+/CD44+ dans la population CD45+ 

humaine (B). Quantification des cellules CD45+ 
humaines (C) et des 

blastes leucémiques CD33+/CD44+ (D) dans la SVF des TA périgonadiques et sous-cutanés des souris traitées ou 
non à l’ARAC ainsi que le coefficient de division des nombres de cellules en réponse au traitement à l’AraC 
*: p < 0,05 
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L’analyse de la SVF de SCAT et de PGAT en cytométrie montre que, chez ces souris greffées 

avec des cellules de LAM humaine, on retrouve des cellules CD45+ humaines leucémiques 

dans les dépôts adipeux (fig. 34A). On retrouve également des blastes leucémiques de 

phénotype CD44+/CD33+ (fig. 34B).  

Après traitement à l’AraC, nous avons observé une diminution du nombre de cellules 

leucémiques humaines, par un facteur 6 dans le TA péri-gonadique, et par un facteur 15 

dans le TA sous-cutané (fig. 34C). Les nombres de blastes leucémiques dans le PGAT et le 

SCAT sont réduits de 5 et 6 fois respectivement (fig. 34D). La réduction du nombre de 

cellules par la chimiothérapie est plus importante dans le TA sous-cutané que dans le péri-

gonadique, suggérant une certaine protection des cellules leucémiques dans le TA péri-

gonadique par rapport au TA sous-cutané vis-à-vis de la chimiothérapie. Il y a cependant des 

blastes qui persistent après la chimiothérapie, suggérant une chimio-résistance d’une partie 

des blastes dans le TA. 

 

Discussion 

Nos expériences de cytométrie en flux sur les dépôts SCAT et PGAT après injection de PBMC 

de patients leucémiques montrent que des cellules leucémiques matures, ainsi que des 

blastes leucémiques, sont présents dans le TA et sont capables de résister à une 

chimiothérapie. Dans la MO, les cellules leucémiques sont capables de modifier la niche 

hématopoïétique, pour permettre leur survie et leur prolifération356. Les cellules stromales 

vont notamment produire des cytokines pro-inflammatoires (IL-6 et IL-8). Les cellules 

endothéliales expriment VCAM-1 et ICAM-1 permettant l’adhérence des cellules 

leucémiques et leur migration, et les adipocytes fournissent des substrats énergétiques 

comme les AG357. Il serait intéressant d’étudier dans le TA quels changements 

morphologiques et fonctionnels sont associés à la présence et à la survie des blastes 

leucémiques grâce à des expériences de microscopie ainsi qu’à l’étude du métabolisme des 

animaux. Il serait alors intéressant de regarder si des modifications de la morphologie des 

adipocytes, ou de la vascularisation, sont associées à une résistance plus ou moins 

prononcée des cellules leucémiques à la chimiothérapie et si à long terme ces blastes 

peuvent provoquer des récidives de la maladie. Une étude a montré que dans la MO, la 
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résistance des cellules leucémiques à la chimiothérapie était améliorée dans les zones 

hypoxiques, grâce à l’inhibition de voie de signalisation de mort cellulaire par l’hypoxie358. Il 

serait intéressant de regarder si la résistance à la chimiothérapie des cellules leucémiques 

dans le TA est assurée par un environnement hypoxique. 

Nos résultats sont également en accord avec des données récentes de la littérature, qui 

montrent dans la leucémie chronique myéloïde que le TA est un réservoir de cellules 

souches leucémiques capables de résister à une chimiothérapie grâce à l’expression du 

CD36, un transporteur des AG359, suggérant que cette résistance peut être induite par une 

modification du métabolisme cellulaire. Les auteurs proposent que les adipokines sécrétées 

par le TA peuvent également participer à la survie des blastes leucémiques dans le TA. Il a en 

effet été montré que la leptine induit la prolifération des cellules cancéreuses dans des 

modèles animaux, et qu’elle est corrélée avec un plus fort taux de cancer chez l’homme360. 

Dans le SCAT murin, la NSLA exprime plus fortement la leptine que la SLA55, il serait 

intéressant d’étudier si les blastes chimio-résistants se localisent principalement dans la 

NSLA du SCAT. Une localisation préférentielle de ces blastes permettrait ensuite de 

déterminer si ces blastes résident dans une niche particulière qui les protègerait de la 

chimiothérapie. Ces résultats ouvriraient alors de nouvelles perspectives thérapeutiques 

dans le traitement des leucémies. 
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Les résultats de cette thèse montrent que l’activité hématopoïétique des CSH est modifiée 

dans un modèle de diabète de type II via une production locale de macrophages pro-

inflammatoires. Chez la souris et dans le TA sous-cutané, ces CSH seraient localisées 

préférentiellement dans la région centrale de ce dépôt. Cette région héberge des adipocytes 

beiges ce qui lui confère la capacité à brunir. Des stimuli connus pour induire l’activation ou 

l’inhibition de ces adipocytes beiges entrainent une diminution du nombre de CSH dans cette 

région. Chez l’homme, nous montrons pour la première fois la présence de CSH fonctionnelles 

in vitro et in vivo dans le TA. Contrairement aux CSH de TA murin, les CSH du TA humain 

sembleraient orientées vers une différenciation lymphoïde mais ces résultats restent à 

confirmer. Enfin, nous montrons que le TA pourrait constituer un réservoir de cellules 

leucémiques, dont des blastes leucémiques résistants à la chimiothérapie. 

 

Le rôle physiologique des CSH du TA et leurs mécanismes de régulation 

Nos résultats montrent que la transplantation de CSH de TA de souris diabétiques est 

suffisante pour transférer la maladie dans les souris receveuses saines. Inversement, la 

transplantation de CSH de TA souris saines dans des souris diabétiques restaure en partie le 

métabolisme glucidique des souris receveuses. 

Concernant les CSH de la MO, il a été montré que l’hyperglycémie associée à un diabète de 

type I est corrélée à une augmentation de la myélopoïèse médullaire in vivo361. Cet effet est 

dû à une perturbation de la niche des CSH, avec une diminution de l’expression de molécules 

permettant le maintien des CSH dans la niche endostéale telles que le CXCL12 et l’intégrine-

β1, ce qui induit la différenciation des CSH362. Les diabètes de type I ou de type II sont 

également associés à des micro-angiopathies, induisant des perturbations de la niche 

vasculaire des CSH dans la MO363. La perturbation de l’intégrité vasculaire de la MO induit 

des modifications du gradient d’oxygène entre le centre de la MO, et la niche endostéale 

hypoxique. Cette perturbation est responsable d’une production plus importante d’espèces 

réactives de l’oxygène364. Ces perturbations des différentes niches hématopoïétiques dans la 

MO conduisent à une mobilisation accrue des CSH. Des modifications structurelles du TA 

n’ont été étudiées que dans des modèles de diabète de type II induit par l’obésité. L’obésité 

induit chez la souris une hypertrophie des adipocytes, la présence de zones hypoxiques dans 
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le TA ainsi la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires172. De telles modifications de 

l’environnement du TA ont très certainement un impact sur la niche des CSH dans le TA. On 

peut donc faire l’hypothèse que ces modifications peuvent modifier la prolifération et/ou la 

différenciation des CSH du TA. 

Toujours sur la MO il a été montré que la transplantation de CSH de MO issues de souris 

diabétiques dans des souris saines, induit un transfert de la pathologie, et inversement des 

CSH de souris saines restaurent le phénotype de souris diabétiques 365–368. Ces données sont 

issues de modèles de diabètes de type I induits par la streptozotocine. Nous avons montré 

que les CSH du TA de souris diabétiques de type II sont capables de transférer la pathologie, 

cependant dans notre modèle la transplantation de CSH de MO de souris diabétiques 

n’induit pas la pathologie. Nous pouvons imaginer que les diabètes de type I ou de type II 

induisent des modifications différentes de l’hématopoïèse, le diabète de type I modifierait 

l’hématopoïèse médullaire alors que le diabète de type II modifierait l’hématopoïèse du TA. 

Il serait intéressant d’étudier l’impact d’un diabète de type I sur l’hématopoïèse du TA. 

Dans notre étude, nous avons utilisé un modèle de diabète induit par un régime composé à 

72% de lipides. Si l’on s’intéresse aux différents régimes utilisés dans la littérature, on 

constate qu’ils induisent des perturbations métaboliques différentes. La plupart des modèles 

utilisent un régime composé à 45% de lipides, qui induit une obésité et un diabète. Chez les 

souris obèses, la perturbation de l’activité hématopoïétique médullaire serait due à une 

hypertrophie des adipocytes médullaires369. Ces adipocytes participent à la régulation de 

l’activité des CSH dans la MO grâce à la sécrétion de leptine et d’adiponectine304,318,346. Le 

régime que nous avons utilisé induit un diabète sans induire d’obésité342, ce qui suggère qu’il 

modifierait peu ou pas le tissu adipeux médullaire, et aurait un impact moins fort sur 

l’hématopoïèse médullaire.  

Afin de tester cette hypothèse, nous avons commencé un travail de caractérisation du 

phénotype métabolique et des compartiments immunitaires de la MO et des TA chez des 

souris chimères nourries soit avec un régime à 72% de lipide soit avec un régime à 45% de 

lipides. Nous allons également comparer ces données avec des souris non irradiées et non 

transplantées avec des CSH. Nos premiers résultats montrent que le régime contenant 45% 

de lipides induit une obésité et un diabète, alors que le régime composé à 72% de lipides 
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n’induit qu’un diabète. Le régime obésogène et diabétogène induit une modification des 

compartiments myéloïdes et lymphoïdes dans le SCAT, alors que le régime diabétogène 

modifie seulement le compartiment myéloïde du SCAT. L’analyse du chimérisme de ces 

cellules montrent que les cellules lymphoïdes sont originaires de la MO, alors que les cellules 

myéloïdes sont produites dans le SCAT (données non montrées). De manière inattendue, les 

populations immunitaires du PGAT ne sont pas modifiées, contrairement à ce qui est 

observé chez des souris non reconstituées. Ces résultats suggèrent que le régime obésogène 

et diabétogène induit une modification de l’activité hématopoïétique dans la MO et du TA, 

alors qu’un régime seulement diabétogène modifie l’activité hématopoïétique uniquement 

dans le TA. La fin de la caractérisation des effets de ces deux régimes sur les compartiments 

immunitaires de la MO et des TA ainsi que des phénotypes métaboliques chez des souris non 

reconstitués est en cours. Les prochains résultats nous permettront de comparer l’effet des 

régimes entre des souris chimères et des souris non reconstituées. Si nous montrons que le 

régime diabétogène modifie uniquement l’hématopoïèse du TA sans modifier celle de la 

MO, nous pourrons alors proposer un modèle d’étude de l’hématopoïèse du TA en situation 

pathologique sans passer par des expériences de transplantation hématopoïétiques. 

 

Rôle de la niche hématopoïétique dans le TA 

Contrairement aux effets observés dans la MO où la niche hématopoïétique est modifiée 

nous montrons que les CSH du TA sont capables d’initier le développement de pathologies 

métaboliques indépendamment de la niche. En effet la transplantation de CSH de TA 

modifiées dans une niche « normale » va modifier pendant au moins 8 semaines le 

métabolisme de l’organisme receveur. Ces conclusions sont contraires à l’idée que les CSH 

sont en grande partie contrôlées par leur niche287. En situation physiologique, il a été montré 

que la prolifération et la différenciation des CSH de MO étaient régulées par des mécanismes 

épigénétique capables de perdurer dans le temps328. Nous pouvons faire l’hypothèse que le 

régime riche en lipides induit une modification durable de la régulation des CSH au niveau 

épigénétique. Les CSH modifiées par un tel régime échapperaient alors au moins 

transitoirement au contrôle du micro-environnement dans les souris receveuses.  
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Cette hypothèse est d’autant plus probable que, comme toutes les autres équipes, nous 

utilisons un modèle de reconstitution hématopoïétique. Ce modèle présente des limites 

certaines puisqu’il nécessite une irradiation à dose létale, préalable à la greffe. Cette 

irradiation s’accompagne, chez la souris, d’une perte de l’homéostasie de la MO caractérisée 

par une mort cellulaire des MSC et des vaisseaux, et une augmentation du nombre 

d’adipocytes médullaires303.  

Concernant le TA, notre équipe a montré qu’une irradiation à dose létale induit une 

diminution du nombre et de la taille des adipocytes, ainsi qu’une diminution des capacités 

de différenciation et de prolifération des ASC 7 jours après l’irradiation370. Il est donc 

possible que dans le TA l’environnement des CSH injectées ne soit plus en mesure de réguler 

l’activité des CSH.  

Dans des situations plus physiologiques sans irradiation, nous montrons que les CSH du TA 

sont localisées préférentiellement dans la zone centrale du TA sous-cutanée. Les adipocytes 

de cette zone sont principalement de type beige. De plus, la modulation de l’activité de ces 

adipocytes par différents stimuli induit une diminution du nombre de CSH dans cette zone. 

Ces résultats suggèrent que les CSH de cette zone sont bien régulées par des signaux de leur 

environnement. Cependant la complexité de ces signaux générés probablement par 

plusieurs types cellulaires dans la SLA ne nous a pas permis de caractériser précisément 

cette niche hématopoïétique. En revanche, la NSLA contient moins de CSH et nos résultats 

de microdissection montrent une descendance des CSH du TA dans la NSLA. La NSLA pourrait 

donc être une zone favorable à leur différenciation. En cohérence avec nos résultats, les 

données de la littérature montrent que adipocytes de cette zone expriment plus fortement 

la leptine que ceux de la NSLA55 Au niveau médullaire la sécrétion de leptine par les 

adipocytes médullaires induit une différenciation myéloïde des CSH346. De plus les ASC de la 

NSLA expriment plus fortement le LIF, un facteur soluble induisant la différenciation des 

CSH, que les ASC de la SLA. A l’inverse, les ASC de la SLA expriment plus fortement la 

molécule d’adhérence VCAM-1, induisant la quiescence des CSH, que les ASC de la NSLA 

(données internes du laboratoire). Nous pouvons donc conclure que la SLA et la NSLA 

correspondent à deux niche hématopoïétiques différentes, la niche de la SLA maintiendrait 

les CSH dans un état quiescent alors que la niche de la NSLA induirait leur différenciation. 
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Dans un TA irradié, les CSH pourraient échapper à une régulation par ces niches et maintenir 

une activité de prolifération et de différenciation induite par leur TA d’origine. Afin d’étudier 

le rôle des CSH du TA dans les maladies métaboliques sans réaliser d’irradiation préalable, et 

si elles sont contrôlées par la niche, il faudrait pouvoir distinguer les cellules immunitaires 

produites in situ dans le TA des cellules immunitaires produites dans la MO. Deux stratégies 

pourraient alors être envisagées : I) nous disposons de souris mT/mG, ces souris expriment 

de manière ubiquitaire la protéine fluorescente tdTomato dont le gène est suivi par une 

séquence stop, puis par la séquence de gène de la GFP. Le gène de la tdTomato et sa 

séquence stop sont flanqués de séquences flox. L’excision de ces séquences par l’expression 

d’une Cre-recombinase permet alors l’expression de la protéine GFP. Le croisement de souris 

mT/mG avec des souris exprimant une Cre-recombinase spécifiquement dans les CSH du TA 

et pas dans celles de la MO permettrait l’expression de la GFP seulement dans les cellules 

immunitaires produites dans le TA. Les cellules immunitaires issues de la MO exprimeraient 

toujours la protéine tdTomato. Cependant, à l’heure actuelle, nous n’avons pas réussi à 

identifier un ou plusieurs gènes spécifiquement exprimés dans les CSH du TA. II) L’utilisation 

de techniques permettant un marquage clonal in situ des CSH par des techniques de génie 

génétique246 permettrait un tracking spécifique des CSH et de leur descendance au niveau 

clonal. L’intérêt de cette technique réside dans la puissance d’analyse cellule par cellule, de 

l’effet d’une modification de l’hématopoïèse du TA dans le développement des pathologies 

métaboliques. 

 

L’activité hématopoïétique du TA humain 

Nos résultats chez l’homme montrent pour la première fois la présence de CSH dans le TA 

humain sous cutané et profond. Ces CSH constituent une population rare de la SVF de TA 

humain (environ 0,3% ± 0,14%), ce qui est légèrement inférieur à ce qui est observé chez la 

souris336. In vitro, ces cellules ont une activité clonogénique principalement myéloïde, ce qui 

n’est pas étonnant compte tenu du fait que la méthylcellulose utilisée contient des facteurs 

de croissance pro-myéloïdes (IL-3, IL-6, SCF, EPO, GM-CSF et G-CSF). L’étude du potentiel 

colonégique lymphoïde in vitro dans ce système de culture à court-terme n’est pas possible. 

Nous montrons en revanche que la transplantation de ces CSH dans des souris NSG produit 
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des cellules de phénotypes CD3+, marqueur classiquement exprimé par les lymphocytes T. 

Ces CSH sont donc fonctionnelles in vitro et in vivo. Néanmoins, la caractérisation de ces 

cellules doit être complétée, tant in vitro qu’in vivo.  

De manière intéressante, lorsqu’on transplante des CSH provenant de TA sous-cutané, leur 

descendance n’est retrouvée que dans le SCAT des souris NSG. Aucune cellule n’est 

retrouvée dans le PGAT. Ces résultats sont différents de ce que nous observons dans le 

modèle de transplantation de CSH de TA murin dans lequel la descendance des CSH de SCAT 

et de PGAT est retrouvée dans les deux dépôts. Néanmoins, dans le modèle murin, le 

chimérisme reste plus important dans le SCAT que dans le PGAT quelle que soit l’origine des 

CSH. Une explication à cette différence peut être le contenu en ASCs, tant par leur nombre 

que par leur expression de facteurs de croissance hématopoïétiques337. De plus, les cellules 

endothéliales du PGAT expriment davantage de molécule d’adhérence telle que ICAM-1 

permettant le recrutement des cellules circulantes371. Il serait intéressant d’étudier les 

différences entre SCAT et PGAT chez les souris NSG afin d’expliquer pourquoi le PGAT n’est 

pas reconstitué. Il serait également intéressant de déterminer si les CSH issues de TA 

profonds ont un tropisme préférentiel pour le PGAT des souris NSG. Chez l’homme, les 

différences entre TA profond et sous-cutané ont surtout été caractérisées d’un point de vue 

métabolique lors de l’obésité. Au niveau cellulaire, il a été montré que les adipocytes du TA 

profond sont plus petits que ceux du TA sous-cutané. Cette différence entraîne une plus 

forte activité lipolytique des adipocytes du TA profond que ceux du TA sous-cutané, ainsi 

qu’une pré-disposition des adipocytes du TA profond à l’insulino-résistance372. Le TA profond 

est également plus vascularisé que le TA sous-cutané, ce qui permet une infiltration de 

cellules immunitaires circulantes plus importante13. Au niveau sécrétoire, il a été montré que 

le TA profond chez l’homme sécrète en plus grande quantité des cytokines pro-

inflammatoires telles que la C-Réactive protéine (CRP), l’IL-6, et MCP-1373. Des différences de 

contenu en ASC ne sont pas évoquées dans la littérature, néanmoins les différences décrites 

ci-dessus suggèrent que comme chez la souris, les TA profonds et sous-cutanés chez 

l’homme constituent des micro-environnements hématopoïétiques différents, qui 

pourraient expliquer le tropisme spécifique des CSH du TA sous-cutané que nous avons 

observé vers le SCAT après injection chez la souris. 
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Dans le modèle murin, nous avons montré que les macrophages pro-inflammatoires produits 

par les CSH du TA participent en partie au développement d’un diabète de type II. Chez 

l’homme, une augmentation de macrophages pro-inflammatoires dans le TA sous-cutané est 

corrélée à une insulino-résistance374. Nos données soulèvent donc la question suivante : est-

ce que les CSH du TA humain sont capables de produire des cellules myéloïdes pro-

inflammatoires et est-ce que cette production est augmentée chez des patients développant 

un diabète de type II ? A moyen terme, nous greffer dans des souris NSG des CSH issues de 

TA de patients diabétiques. Un protocole d’essai clinique a été déposé au Comité de 

Protection des Personnes en collaboration avec le Dr P. Gourdy et les prochains résultats sur 

la caractérisation de l’activité hématopoïétique du TA nous permettront de démarrer cet 

essai. Ces expériences nous permettront de déterminer si l’activité des CSH du TA est 

modifiée chez les patients diabétiques, et si ces cellules sont capables de transférer la 

pathologie dans un modèle murin. Si ces résultats sont positifs, ils permettront pour la 

première fois de proposer l’hématopoïèse du TA comme un nouvel acteur dans le 

développement des pathologies métaboliques chez l’homme, ouvrant alors de nouvelles 

perspectives dans le développement de nouvelles thérapies. 

Nous avons également montré que chez la souris, le TA peut-être un réservoir de cellules 

leucémiques humaines, et notamment de blastes résistant à la chimiothérapie. Compte tenu 

de la quantité de TA dans l’organisme, il serait intéressant de regarder si ces blastes 

résistants sont retrouvés directement dans le TA chez l’homme. Ces blastes pourraient alors 

être à l’origine de récidives chez des patients leucémiques en rémission.  
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a b s t r a c t

The field of immunometabolism has come a long way in the past decade, leading to the emergence of a
new role for white adipose tissue (WAT) that is now recognized to stand at the junction of immune and
metabolic regulations. Interestingly, a crucial role of the abundant and heterogeneous immune popu-
lation present in WAT has been proposed in the induction and development of metabolic diseases.
Although a large body of data focused on mature immune cells, only few scattered studies are dedicated
to leukocyte production, and the activity of hematopoietic stem cells (HSC) in these pathological states.
Considering that blood cell production and the differentiation of HSCs and their progeny is orchestrated,
in part, by complex interacting signals emanating from their microenvironment, it thus seems worth to
better understand the relationships between metabolism and HSC. This review discusses the alterations
of hematopoietic process described in metabolic diseases and focused on the emerging data concerning
HSC present in WAT.

© 2015 Published by Elsevier B.V.

1. Introduction

The last decades have challenged the traditional concept of
white adipose tissue (WAT), transforming it from an inert storage
depot into a highly metabolic active tissue and an important
endocrine organ playing a pivotal role in controlling whole-body
energy homeostasis [1,2]. Moreover, largely described immuno-
logical mechanisms underlie WAT metabolic control and have
instigated a new field of research termed immunometabolism [3].
In this Review we outline the advances in our understanding of
these new metabolic players, focusing on the emerging data con-
cerning hematopoietic stem cells.

2. Crucial role of immune components in metabolic
homeostasis

Several lines of evidence underscore the close relationship be-
tween metabolism and immunology in WAT. Indeed, an abundant
and heterogeneous immune cell population is co-localized with
adipocytes in WAT [4]. In mice, as in humans, these immune cells
account for 30e40% of the stroma-vascular fraction, and therefore
for almost 20% of the total cells in WAT, in both subcutaneous and
visceral fat pads. Considering the large amount of WAT in the body,
immune cells present in this tissue may play a crucial role in im-
munity and physiopathology. In physiological conditions, innate
and adaptive immune cells fulfil important housekeeping functions
[5], among which the clearance of apoptotic adipocytes, extracel-
lular matrix modeling, angiogenesis, adipogenesis and the preser-
vation of insulin sensitivity in lean subjects [6].

The immune composition of WAT is regulated both by acute and
chronic stimuli including diet, body weight status, cold exposure,
and feeding and fasting [4]. Seminal works in 2003 have demon-
strated that obesity is associated with a low-grade inflammation
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and an increase in macrophage population [7,8]. Numerous reports
have since demonstrated that in obesity the number and pheno-
type of WAT resident immune cells is altered, contributing to
metabolic dysfunctions [9]. Obesity and insulin-resistance have the
capacity to skew immune cells from anti-inflammatory subtypes
toward more pro-inflammatory subtypes. This includes a switching
of macrophage polarization from M2-like cells to more pro-
inflammatory M1-like cells and the loss of regulatory T cells in
WAT [10,11]. The local effects of these compositional changes dur-
ing obesity drive WAT inflammation and influence the capacity of
adipocytes to store lipid, their insulin sensitivity, the systemic
glucose metabolism, and metabolic homeostasis [4]. In contrast,
studies on animal models show that whatever the method used,
the resolution of inflammation prevents or almost invariably delay
the onset of obesity and/or insulin resistance [12]. Moreover, in
humans, weight loss in obese patients resulted in marked re-
ductions of inflammatory cells in WAT, and an improvement in
insulin sensitivity [13]. Metabolism and inflammation are thus
tightly connected in WAT, and an ever-increasing body of work
demonstrates that reciprocal interactions between metabolic sys-
tems and subsets of cells of the immune system have pivotal roles
in the pathogenesis of obesity-associated diseases. For example, the
severity of metabolic disorder observed in obese people directly
correlates with the amount of WAT myeloid and lymphoid cells
[7,14e16].

Metabolic disorders do not only induce low grade inflammation
in WAT, they are also associated with disorders in circulating leu-
kocytes. Indeed, in humans, obesity and insulin resistance are
associated with an increase in peripheral blood white blood cell
and of inflammation parameters such as the C-reactive protein
[17e21] parameters that decrease after gastric bypass surgery [22].
In mice, leptin-deficient ob/ob mice as well as db/db mice, which
have an inactive leptin receptor, have a reduced lymphocyte
number in peripheral blood [23,24]. An association between blood
leukocyte count and diabetes risk has also been recently suggested
[25,26]. Moreover, published data suggest that obesity and insulin
resistance also impair adaptive immune response, leading to
altered response to pathogens [4,27]. Given the crucial role of
leucocytes in the development of metabolic diseases, it is logical to
assume that leukocyte production is altered by disease states.

3. Metabolic disorders and bone marrow hematopoiesis

Circulating blood cells as well as tissue resident immune cells
are produced via the tightly regulated process of hematopoiesis
that produces billions of new leukocytes and erythrocytes each day.
Indeed, the lifespan of individual cell types varies tremendously,
ranging from a few hours for certain granulocytes, to many years
for classes of lymphocytes, including memory T-cells. The classical
hematopoietic ontogeny has long been described as hierarchical
system originating in the hematopoietic stem cell (HSC) that dif-
ferentiates into myeloid and lymphoid lineages through a series of
proliferative, lineage-restricted progenitor cells, culminating in
terminal, mature myeloid and lymphoid elements [28] (Fig. 1).
HSCs, as other stem cells, are defined by their ability to self-renew,
and to differentiate into multiple lineages.

In adult mammals, the bone marrow (BM) is described as a
complex architecture wherein a rare population of HSC and pro-
genitor cells occupy a specific micro-environment (niche)
composed of multiple cell types, including osteoblastic, peri-
vascular, endothelial and mesenchymal cells as well as adipocytes.
In addition, the BM functions as a primary and secondary lymphoid
organ and hosts various mature immune cell types, including T and
B cells, dendritic cells and macrophages that contribute to the HSC
niche [29,30]. Last, HSCs are not randomly located in the BM, but

have differentiation stage-specific or age-specific positions, and
their positioning exposes them to differing conditions. One hy-
pothesis holds that the positioning corresponds to the heteroge-
neity of the HSC pool in term of cell cycling or responsiveness to
mobilization signals [31].

The precise integrated mechanisms that underlie HSC fate de-
cisions are the purpose of many studies, and it is generally accepted
that these decisions are regulated by both intrinsic factors and
extrinsic cues provided by their niches [32]. Indeed, a large and still
not fully characterized repertoire of molecules ranging from cell
surface receptors through signal transduction molecules and a
myriad of transcription factors are now recognized for their regu-
latory roles in HSCs. Among these so-called “intrinsic regulators”,
transcription factors have attracted much attention given their
essential roles in the initial development, expansion and mainte-
nance of HSC, but also in the development of pathologies such as
leukemia [33e35]. In parallel, signals derived from the HSC niche
are necessary to regulate demand-adapted responses of HSCs and
progenitor cells throughout life. Indeed, the HSC niche comprises a
number of important signaling pathways, an array of adhesive
molecules and many soluble cytokines. The interplay between
these components predominantly keeps HSCs in a quiescent state,
but can also accelerate mature blood cell replenishment in cases of
urgent need, such as during infection or excessive blood loss. A
great number of molecules described in the adult BM niche display
functions as HSC regulators, overlapping in function or interacting
with each other to modulate HSC behavior [36]. The discovery that
perturbations of the HSC niche can lead to hematopoietic disorders,
has outlined the crucial role of this niche in the control of HSC
activity and thus on immune cell formation [37].

Fig. 1. Schematic representation of hematopoietic process. LT-HSC: Long-Term He-
matopoietic Stem Cells; ST-HSC: Short-Term Hematopoietic Stem Cells.
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Interestingly, although adipocytes are very abundant cells in the
BM, their role in hematopoiesis has not been clearly defined [38].
Mature medullar adipocytes are capable of supporting both lym-
phopoiesis and myelopoiesis [39,40]. These fat cells are known to
secrete a number of proteins, or adipokines, that play a role in
hematopoiesis [41,42]. Among them, leptin has been shown to be
required for normal lymphopoiesis by differentially regulating the
proliferation of naïve and memory T-cells [23,43], and is able to
stimulate the proliferation of myelocytic progenitors [44,45]. Pro-
vision of recombinant leptin to ob/ob mice promoted both lym-
phopoiesis and myelopoiesis in the BM [46]. More recently,
adiponectin that is secreted by medullar adipocytes has been
identified as a novel HSC growth factor. It increases the prolifera-
tion of HSC while retaining them in a functionally immature state,
via its receptors that are expressed by HSC [47]. Adiponectin can
also negatively and selectively influence lymphopoiesis through
induction of prostaglandin synthesis [48].

The roles that BM plays in the etiology of metabolic diseases
have been largely overlooked. It is known that protein malnutrition
results in pathological changes that are associated with peripheral
leukopenia, BM hypoplasia and alterations in the BM microenvi-
ronment leading to hematopoietic failure [49,50].

Recent data however suggest that pathological states associated
with metabolic dysfunction and inflammation have repercussions
on HSC population number and/or function in the BM, and thus in
turn on blood cell production [51,52]. Indeed, new studies in mice,
rats, and humans reveal that diabetes leads to multiple bone
marrow microenvironment defects, such as small vessel disease,
nerve terminal pauperization, impaired stem cell mobilization, and
significant deterioration of cytokine expression patterns, leading to
decrease in the number of HSC in the BM, and increased myelo-
poiesis [53e58].

In obese animals the progressive adiposity of bone marrow in-
fluences the fate selection of progenitor populations and disrupts
their viability [59], ultimately impairing hematopoietic reparative
and regenerative potential. Indeed, obese animals such as ob/ob
mice have a reduction in the number of BM cells and smaller thy-
muses compared to lean mice [46], but increased numbers of
circulating monocytes and neutrophils [60]. Only a few studies
have studied the effect of high fat diet (HFD)-induced obesity on
hematopoietic process, with conflicting results, although an in-
crease of BM adiposity is clearly described. Both rapid dysregula-
tion of B-cell populations that results from diminished cellular
differentiation [61] and enhancement of hematopoiesis and lym-
phopoiesis [62] are reported, but these studies differ by the diet
protocol. Consistent with data on ob/ob mice, leukocytosis and
neutrophilia have also been described in HFD-rodents together
with a granulopoiesis in the BM due to an increase in G-CSF pro-
duction by stromal cells [60,63,64].

A explanation for this excess of myeloid cells in obesity has been
proposed by Nagareddy et al. in two recent studies. Indeed, the
authors placed the alarmins S100A8/A9 as the central local in-
flammatory signal, inducing both the release of IL-1b and the
secretion of GM-CSF by macrophages and neutrophils. These fac-
tors promoted corrupted hematopoiesis that in turn contribute to
monocytosis [57,60].

If the effect of metabolic diseases on hematopoiesis is now
established, the inverse relationship is also studied. Indeed, BM
transplantation has been performed in patients with type 1 dia-
betes for many years. It was based on immune ablation aimed to
destroy self-reacting immune cells, and regeneration of a new
functional immune system in which immune tolerance could nor-
mally effect [65]. Similar strategies have been used in patients with
type 2 diabetes with positive results [66]. In animals, data were
mostly obtained from chimeric mice models: in streptozotocin-

induced diabetic mouse, an improvement of metabolic parame-
ters is achieved after transplantation of non-diabetic BM cells,
although hematopoietic parameters were not analyzed [67e70].
Moreover, engraftment of purified medullar HSC is sufficient to
block the development of type 1 diabetes, demonstrating the
crucial role of immune cells in the development of this pathology
[71]. On the contrary, transplantation of BM isolated from NOD
mice transfer type 1 diabetes into non-disease recipient mice
[68,72,73]. In contrast, after transplantation of wild type-BM in db/
db mice, most of the animals remained diabetic [74]. The role of BM
cells in the etiology of metabolic disorders has been further
decrypted by using transgenic mice harboring a genetic alteration
in a relevant pathway as donor cells. For example, HSC from obese
mice demonstrated the sustained capacity to preferentially
generate inflammatory CD11c þ WAT macrophage accumulation
after serial BM transplantation, suggesting that HFD primes he-
matopoietic progenitors contributing to WAT inflammation [75].

Altogether, these data suggest that medullar hematopoiesis is
altered in metabolic diseases and conversely that this impairment
is involved in their etiology. However, this hypothesis may be
challenged by another one considering an alternative source of
immune cells.

4. Adipose tissue hematopoietic stem cells and their potential
role in metabolic diseases

In steady-state as in pathological conditions, it is admitted that
inflammatory cells infiltrating the WAT arise from other sites, such
as the BM via blood circulation. This ability of BM-HSC to generate
WAT immune cells has been demonstrated by injecting BM cells
into lethally irradiated mice, suggesting that hematopoietic cells
present in WAT are derived from BM [7,8,76]. However, several
observations can challenge this view. First, in the seminal study
demonstrating BM-derived macrophage infiltration in WAT of
obese mice, 15% of these macrophages did not derive from BM [7].
Second, it must be noted that although BM-HSC can reconstitute
the WAT hematopoietic compartment in irradiated mice, they
never reconstitute the entire immune compartment as in control
animals [77]. Last, several arguments are in favor of the presence of
hematopoietic progenitors in WAT. We first showed that subcu-
taneous WAT-stroma-vascular fraction (SVF) exhibits hematopoi-
etic regenerative potential [78]. Indeed, injection of SVF cells in
lethally irradiated mice allows their survival and the reconstitution
of normal blood cell levels. Different studies over the last decade
demonstrated that WAT contains multiple progenitors which, in
various in vitro or in vivo conditions, may differentiate into endo-
thelial and/or hematopoietic cells [79e81]. We first demonstrated
that sorted c-Kit þ Lin- Sca-1þ (KLS) cells from subcutaneous WAT
are able to differentiate in vitro and in vivo into mature immune
cells [81]. More recently, we demonstrated that these HSC cells
exhibit functional features of stem cells such as self-renewal and
multipotency. In addition, these HSC present an antigen phenotype
similar to medullar HSC, repopulate all the major hematopoietic
lineages in long term reconstitution assays (even when injected in
competition with BM-HSC), and differentiate very efficiently into
Natural Killer and myeloid cells [77]. Thus, innate immune cells
present in subcutaneousWATmay be renewed in situ, via WAT HSC
differentiation (Fig. 2). In addition, we have recently shown that
WAT specific hematopoietic activity may be generalized to all adi-
pose deposits, although with specificity according to the fat pad
location. Indeed, the intrinsic hematopoietic activity was lower in
visceral compared to subcutaneous WAT, due to the specificity of
the microenvironment in each fat pad. This means that in visceral
WAT (in contrast to subcutaneous fat), a significant part of the
immune cells originates from the BM [82]. The conclusions drawn

B. Cousin et al. / Biochimie xxx (2015) 1e6 3

Please cite this article in press as: B. Cousin, et al., Immuno-metabolism and adipose tissue: The key role of hematopoietic stem cells, Biochimie
(2015), http://dx.doi.org/10.1016/j.biochi.2015.06.012



from studies using BM transfer must now be reconsidered, taking
into account the presence of this peculiar HSC population in WAT.

The presence of HSC in fat pads is not surprising, considering the
microenvironment provided by WAT. Indeed, beside mature adi-
pocytes, WAT contains numerous stromal cells that can support
myeloid and lymphoid differentiation in vitro and HSC engraftment
in vivo [83e86]. Human subcutaneous adipose cells have been
shown to support complete differentiation of hematopoietic pro-
genitors [87]. In addition, WAT constitutively expresses and se-
cretes cytokines such as CXC-chemokine ligand 12 (CXCL12; SDF1)
and adhesion molecules such as endothelial-cell (E)-selectin
[88e91] that are important for HSC mobilization, homing, and
engraftment. Altogether these data support the idea that WAT
could be considered not only as an immunological [4] but as an
hematopoietic organ.

WAT probably contains immune cells from different tissue ori-
gins, and according to their origin these immune cells could have
specific activity and/or responsiveness. Such a complexity has been
recently established for tissue macrophages [92]. One can thus
propose that WAT hematopoiesis contributes to maintain WAT
homeostasis in physiological states. Whether this WAT hemato-
poietic activity could play a role in pathological situations and
adapt to metabolic changes remains an open question. However,
several results obtained in our lab support this hypothesis. In a
competitive repopulation assay with WAT-HSC, we demonstrated
that the increase in macrophage number observed in WAT of HFD
mice is mainly due to an increased production of macrophage by
WAT-HSC and not to an infiltration from circulating monocytes

(Cousin B., personal data). This modification in WAT hematopoietic
activity may be due to changes in WAT-HSC microenvironment.
Indeed, it is well known that obesity and diabetes are associated
with adipocyte hypertrophy and WAT hyperplasia, and with
modification of adipokine secretion [93,94], that could in turn
target intrinsic WAT hematopoiesis. We thus postulate that the
accumulation in inflammatory cells in obese WAT is at least in part
due to a perturbation of WAT hematopoiesis (Fig. 2), and therefore
that this component has to be taken into account in the develop-
ment of therapeutic strategies.

5. Conclusions

Our understanding of WAT biology has recently undergone
considerable evolution. This beganwith the identification of a large,
heterogeneous population of immune cells within the tissue and
the demonstration of the crucial role of these cells in the devel-
opment of metabolic diseases. Then the assimilation of WAT as a
hematopoietic organ has raised the complexity level of this organ
and opens a large field of questions. Indeed, the involvement of
WAT HSC in metabolic disease remains to be confirmed, and the
dynamic interactions between immune cells originating from BM
or WAT requires further investigations to understand the specific
and respective role of each population inWAT homeostasis. Answer
to these questions should help us to better understand the complex
metabolic pathways and to identify new therapeutic targets.
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ORIGINAL ARTICLE

Identification of the ectoenzyme CD38 as a marker of
committed preadipocytes
A Carrière1, Y Jeanson1, J-A Côté2, C Dromard1, A Galinier1,3, S Menzel4, C Barreau1, S Dupuis-Coronas1, E Arnaud1, A Girousse1,
V Cuminetti1, J Paupert1, B Cousin1, C Sengenes1, F Koch-Nolte4, A Tchernof2 and L Casteilla1

BACKGROUND/OBJECTIVES: Characterisation of the adipocyte cellular lineage is required for a better understanding of white
adipose tissue homoeostasis and expansion. Although several studies have focused on the phenotype of the most immature
adipocyte progenitors, very few tools exist to identify committed cells. In haematopoiesis, the CD38 ectoenzyme is largely used to
delineate various stages of stem cell lineage commitment. We hypothesise that this marker could be used to identify committed
preadipocytes.
METHODS: Complementary strategies including flow cytometry, cell-sorting approaches, immunohistochemistry and primary
cultures of murine adipose progenitors isolated from different fat pads of control or high-fat diet exposed C57BL/6 J mice were
used to determine the molecular expression profile, proliferative and differentiation potentials of adipose progenitors expressing
the CD38 molecule.
RESULTS: We demonstrate here that a subpopulation of CD45− CD31− CD34+ adipose progenitors express the cell surface protein CD38.
Using a cell-sorting approach, we found that native CD45− CD31− CD34+ CD38+ (CD38+) adipose cells expressed lower CD34 mRNA and
protein levels and higher levels of adipogenic genes such as Pparg, aP2, Lpl and Cd36 than did the CD45− CD31− CD34+ CD38− (CD38−)
population. When cultivated, CD38+ cells displayed reduced proliferative potential, assessed by BrdU incorporation and colony-forming
unit assays, and greater adipogenic potential. In vitro, both CD38 mRNA and protein levels were increased during adipogenesis and CD38−

cells converted into CD38+ cells when committed to the adipogenic differentiation programme. We also found that obesity development
was associated with an increase in the number of CD38+ adipose progenitors, this effect being more pronounced in intra-abdominal than
in subcutaneous fat, suggesting a higher rate of adipocyte commitment in visceral depots.
CONCLUSIONS: Together, these data demonstrate that CD38 represents a new marker that identifies committed preadipocytes as
CD45− CD31− CD34low CD38+ cells.

International Journal of Obesity advance online publication, 4 July 2017; doi:10.1038/ijo.2017.140

INTRODUCTION
The resurgence of interest of the scientific community for
adipose tissue biology parallels the obesity epidemic and is
highlighted by several recent groundbreaking discoveries in the
biology of this complex tissue.1 White adipose tissue (WAT)
development can result from both adipocyte hypertrophy
(enlargement of existing adipocytes) and adipocyte hyperplasia
(increase of adipocyte number owing to the proliferation and/or
differentiation of adipose progenitor cells). The extreme plasti-
city of WAT is also highlighted by its ability to convert into a
brown-like adipose tissue, dissipating energy through uncou-
pling protein-1-mediated thermogenesis.2,3 In addition to
transdifferentiation of mature white into brown-like adipocytes
(also called beige or brite adipocytes),4–7 de novo differentiation
from pre-existing adipose progenitors8,9 would be a source of
uncoupling protein-1-expressing adipocytes in WAT. Thus,
adipose progenitors are key elements for adipose depot
formation, maintenance, expansion and plasticity in response
to various stimuli.10 However, much remains unknown about
their identity and how they may control adiposity in response to
homoeostatic and external cues.

Several observations suggest that different subpopulations of
adipose progenitors with independent lineages (adult versus
developmental progenitors11), differentiation potentials (white
versus brown/beige9,12–14) and activities could exist inside the
same fat pad.10,15–17 Furthermore, it appears that they may exist
in various stages of adipocyte lineage commitment.18,19 Adipose
progenitors, also named adipose-derived stromal cells (ASC),
belong to a CD34-positive cell population among the stromal
vascular fraction (SVF) of both murine and human WAT, and are
negative for haematopoietic (CD45) and endothelial (PECAM1
also named CD31) markers.20,21 These cells are multipotent and
can give rise to osteoblasts, chondrocytes and adipocytes. They
also show important paracrine and immunomodulatory activ-
ities, which render them attractive for regenerative medicine.22

Recently, an ASC subset expressing the CD24 antigen has been
shown to be capable of generating a functional WAT depot
following transplantation into a residual WAT depot of
lipodystrophic mice, indicating that the CD24 population
contains immature adipose progenitors. Interestingly, CD24
is lost as the cells become committed to adipogenic
differentiation.18,19
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CD38 expression reflects distinct levels of cell immaturity. The
more immature human haematopoietic stem cells (HSC) are
isolated according to the CD34+ CD38− phenotype, as this
subset is highly enriched in multipotent progenitor cells, long-
term culture initiating cells and long-term reconstituting stem
cells.23 In addition to being a receptor (CD31 is its main ligand),
CD38 is a multifunctional ectoenzyme that catalyses the
synthesis and hydrolysis of cyclic ADP-ribose from NAD+ to
ADP-ribose, and thus constitutes a major regulator of intracel-
lular NAD+ and Ca2+ levels.24 Thus, CD38 has been implicated in
the regulation of a wide variety of signalling pathways, mainly
studied in haematopoietic cells, where it regulates proliferation,
activation and migratory processes.24 Although CD38 has been
shown to partly mediate insulin and PPARγ agonist-induced
GLUT4 translocation at the plasma membrane of adipocytes,25

little is known about its role in adipose cell biology. We
demonstrate here that a subpopulation of CD45− CD31− CD34+

adipose progenitors express the cell surface protein CD38. We
found that the CD38+ subset, whose percentage is higher in
visceral than in subcutaneous fat depots and increases with
obesity, was more committed to adipogenesis and less
immature than the more proliferative CD38− subset. CD38−

cells transformed into CD38+ cells during adipocyte differentia-
tion, providing further evidence that CD38 constitutes a new
marker for adipogenic commitment.

MATERIALS AND METHODS
Animals
All experiments were carried out in compliance with European Community
legislation (2010/63/UE) and approved by the French ethics committee.
Experiments were performed on 6–8-week-old male C57BL/6J mice
(Harlan, Gannat, France). Animals were housed in a 12-h light/12-h dark
cycles at 21 °C with unrestricted access to water and a standard chow diet
(UAR) in a pathogen-free animal facility (US006/CREFRE INSERM/UPS) and
were killed by cervical dislocation. For high-fat diet (HFD) experiments, 6-
week-old mice were exposed to normal-fat diet (NFD; 10% lipids, D12450H
Research Diet) or HFD (45% lipids, D12451 Research Diet).

Isolation of SVF cells from murine adipose tissues
SVF of fat pads from 6–8-weeks-old mice were obtained as previously
described.26 Inguinal (ING), epididymal (EPI) and inter-scapular brown
adipose tissues (iBAT) were dissected, mechanically dissociated and
digested for 30 min at 37 °C with collagenase (collagenase NB 4 Standart
Grade from Coger, concentration of 0.4 U/ml diluted in proliferative
medium, see below for medium composition) under agitation. After
filtration, cells were centrifuged (630 g for 10 min). The pellet defined as
SVF was incubated for 5 min in haemolysis buffer (Stem Cell Technologies,
Vancouver, BC, Canada) and washed by centrifugation in phosphate-
buffered saline (PBS). Cells were counted and used for flow cytometric, cell
sorting or culture process.

Primary culture of ASCs and adipocyte differentiation
Following centrifugation, murine SVF cells (isolated from a pool of ING fat
pads from five mice per experiment) resuspended in proliferative medium
(αMEM plus 0.25 U/ml amphotericin, 100 U/ml penicillin, 100 mg/ml
streptomycin, 0.016 mM biotin, 100 μM ascorbic acid, 0.018 mM pantothenic
acid and 10% new-born calf serum (NCS)) were plated (10000 cells/cm2)
and rinsed with PBS 3 h after plating. Adherent ASC were grown to
confluence in proliferative medium. At confluence, ASC were exposed to
an adipogenic cocktail containing 5 μg/ml insulin, 2 ng/ml T3, 33.3 nM
dexamethazone, 10 μg/ml transferrin and 1 μM rosiglitazone in complete
medium. Cells were cultured at 37 °C (5% CO2). The medium was changed
every 2–3 days all along the culture process. Cells were harvested at the
time points indicated in the figure legends.

Flow cytometry and cell sorting
Freshly isolated SVF cells (isolated from fat pads from one mouse per
experiment) were stained with 5% new-born calf serum-PBS containing
FcR blocking reagent (BD Biosciences, Heidelberg, Germany). Phenotyping
was performed by immunostaining with conjugated rat anti-mouse
antibodies and compared with isotype-matched control antibodies
(Table 1). Cells were washed and analysed on a FACSCanto II or LSR
Fortessa flow cytometer (BD Biosciences). Data were acquired with
FACSDiva software (BD Biosciences). Data analysis was performed using
Kaluza software (Beckman Coulter, Roissy CDG, France).
For ASC cell-sorting experiments, SVF cells from ING fat pads (collected

from 20 mice per experiment) were stained with fluorescein
isothiocyanate-conjugated CD34, PeCy7-conjugated CD31, PerCP-
conjugated CD45 and PE-conjugated CD38 antibodies. Cells negative for
CD45 and CD31 were gated, and CD34+ CD38− and CD34+ CD38+ cells
were sorted (ARIA FUSION SORP, BD Biosciences). The purity of the
enrichments determined by flow cytometry is shown in Supplementary
Figure S1.

Bromodeoxyuridine (BrdU) incorporation
Sorted CD45− CD31− CD34+ CD38− or CD38+ cells were plated in
proliferative medium and treated with BrdU (10 μM) for 5 days to get an
optimal BrdU incorporation and signal. Cells were then stained using the
BrdU Flow kits (BD Pharmingen, San Jose, CA, USA). Cell staining was
analysed on a FACSCanto II flow cytometer (BD Biosciences). Data were

Table 1. Antibodies used for flow cytometry experiments

Name Clone Supplier

CD34-FITC RAM34 BD Biosciences
CD38-PE 90 BD Biosciences
CD45-PerCp 30-F11 BD Biosciences
CD31-PeCy7 390 BD Biosciences

Table 2. Sequences of primers used for quantitative real-time RT-PCR analyses

Target (murine) Forward Reverse

36b4 AGTCGGAGGAATCAGATGAGGAT GGCTGACTTGGTTGCTTTGG
Cd38 GGAGAGCCTACCACGAAGCA TGTACTCAGTATCTCCTGGCAGTTCT
Cd34 GGAGTTCTGCTGGCCATCTT ATAAGGGTCTTCACCCAGCC
Cd24 ACGGAGCGGACATGGGCAGA TTGGTTGCAGTAAATCTGCGTGGGT
Cebpb GCGCACCGGGTTTCG CAGGGCCCGGCTGACA
Cebpd CGACTTCAGCGCCTACATTG TGAAGAGGTCGGCGAAGAGT
Cebpa GAGCCGAGATAAAGCCAAACA GCGCAGGCGGTCATTG
Chop10 GCCAACAGAGGTCACACGC CCTGGGCCATAGAACTCTGACT
Pparg AGTGTGAATTACAGCAAATCTCTGTTTT GCACCATGCTCTGGGTCAA
Lpl ATCTGCAGAAGGGAAAGGACTC CTCTTGTTTGTTTGTCCAGTGT
aP2 GATGCCTTTGTGGGAACCTG GCCATGCCTGCCACTTTC
Cd36 GATGTGGAACCCATAACTGGATTCAC GGTCCCAGTCTCATTTAGCCACAGTA
Tmem26 ACCCTGTCATCCCACAGAG TGTTTGGTGGAGTCCTAAGGTC
Cd137 CTCTGTGCTCAAATGGATCAGGAA TGTGGACATCGGCAGCTACAA
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acquired with FACSDiva software (BD Biosciences) and analysis was
performed using the Kaluza software (Beckman Coulter).
Colony-forming unit fibroblast assay. Sorted CD45− CD31− CD34+ CD38−

or CD38+ cells were seeded in 25 cm2
flasks at a concentration of 16 cells/

cm2 in proliferative medium as previously described.27 After 10 days, cells
were washed with PBS and dried at room temperature overnight. The
colony-forming unit fibroblasts (CFU-f) were stained with RAL stainer

MCDH (Ral Diagnostics, Martillac, France) and scored under an optical
microscope. Colonies were defined as clusters of 450 cells.

RNA extraction and quantitative real-time RT-PCR
Total RNA from either native FACS-sorted or cultivated cells was purified
using RNeasy micro-columns. Total RNA of 250–500 ng was reverse-

Figure 1. A subset of CD45− CD31− CD34+ cells from murine adipose stromal vascular fraction expresses CD38. (a) Flow cytometry was
performed on inguinal (ING) SVF to identify CD34+ CD38+ cells in the CD45− CD31− population gated on singlet live cells. Dot plots are
representative of 13 independent animals. (b) Percentage of CD45− CD31− CD34+ CD38− (white bars) and CD45− CD31− CD34+ CD38+ (black
bars) cells in ING (n= 13), epididymal (EPI, n= 11) and inter-scapular brown adipose depots (iBAT, n= 3). (c, d) Immunostainings of CD34
(green) and CD38 (red) performed on ING sections. Yellow arrow: CD34+ CD38+ cells. White arrow: CD34+ CD38− cells. Blue arrow: CD34− cell.
Green arrow: CD34+ CD38+ cells with endothelial phenotype (aligned cells with flattened nuclei). Nuclei are stained blue. Images are
representative of three independent experiments.

CD38 as a marker for adipogenic commitment
A Carrière et al

3

© 2017 Macmillan Publishers Limited, part of Springer Nature. International Journal of Obesity (2017) 1 – 8



transcribed using the High Capacity cDNA Reverse Transcription kit
(Applied Biosystem, Waltham, MA, USA), SYBR Green PCR Master Mix
(Applied Biosystem), and 0.2 mM primers, on a Viia7TM (Applied Biosystem)
instrument. Relative gene expression was determined using the 2−ΔΔCT

method and normalised to 36B4. The primers are listed in Table 2.

Immunohistochemistry
Adipose tissue sections 300 μm thick (from ING, EPI and iBAT) were
incubated in blocking solution (2% normal horse serum and 0.2% triton
X-100 in PBS) for 4 h at room temperature and then incubated with
primary antibody against CD38 (1:100, Biolegend, San Diego, CA, USA) and
CD34 (1:250, Abcam, Cambridge, UK) for 24 h at room temperature. After
several rinses in PBS-0.2% triton X-100, sections were incubated overnight
at 4 °C with Alexa 488 conjugated anti-rabbit and Alexa Fluor 594
conjugated anti-rat secondary antibodies (Life Technologies, Carlsbad, CA,
USA). Nuclei were stained with 4',6-diamidino-2-phenylindole (Sigma
Aldrich, St Louis, MO, USA) and sections were mounted on a coverslip.
Imaging was performed using a confocal Laser Scanning microscope (LSM
780, Carl Zeiss, Oberkochen, Germany). Image analysis was performed
using Fiji software (NIH, Bethesda, MA, USA).

Statistical analysis
The number of independent experiments are detailed in each Figure
Legend. Experiments done previously were used to determine sample size
with adequate statistical power. No animals or data were excluded. Data
collection and analysis were not randomised but performed blind to
investigators. All data are expressed as mean± s.e.m. A Mann–Whitney
statistical test (two-tailed) was used to calculate final P-values using
GraphPad Prism software. Differences among groups were considered
significant at Po0.05.

RESULTS
A subset of CD45− CD31− CD34+ cells from murine adipose SVF
expresses CD38
Multi-parameter flow cytometry analyses were performed on
native cells from the SVF of murine white (subcutaneous ING and
visceral EPI) and brown (iBAT) fat pads using anti‐CD45, ‐CD34,
‐CD31 and -CD38 antibodies. We found that the CD45− CD31−

CD34+ adipose progenitor population was heterogeneous regard-
ing the expression of the CD38 molecule (Figure 1a). Although
CD38+ cells made up o20% of CD45− CD31− CD34+ adipose
progenitors in both ING and iBAT depots (Figure 1b), this
percentage reached ~ 49% in the murine EPI fat pad (Figure 1b).
Immunohistochemistry experiments performed on murine ING fat
sections confirmed the existence of fibroblastic CD34+ cells
expressing the CD38 antigen (Figures 1c and d, yellow arrows).
It is noteworthy that CD38+ cells expressed CD34 at lower levels
compared to the CD38− population, as shown both by flow
cytometry (CD34 mean fluorescent intensity for the CD38− subset:
10.3 ± 0.7; CD34 mean fluorescent intensity for the CD38+ subset:
5 ± 0.3, Figure 1a) and immunohistochemistry experiments
(Figures 1c and d, yellow and white arrows). CD34low CD38high

cells were also present in the EPI and iBAT tissue sections (yellow
arrow, Supplementary Figure S2). Mature adipocytes did not
express CD38, unlike endothelial cells, which were strongly
positive for CD38 (Figure 1c, green arrows and Supplementary
Figure S3), and a fraction of haematopoietic cells (Supplementary
Figure S3).

CD38+ adipose progenitors are more committed to adipogenesis
than the more immature and proliferative CD38− subpopulation
In order to characterise CD45− CD31− CD34+ CD38− and CD38+

subpopulations, a cell-sorting approach using FACS was used (the
purity of the sorted populations is shown in Supplementary
Figure S1). RT-QPCR analyses showed, as expected, enrichment in
Cd38 mRNA levels in the CD38+ compared with the CD38− subset
(Figure 2). The native CD38+ population also displayed lower Cd34
expression than the CD38− subset (Figure 2), further confirming
the flow cytometry and immunohistochemistry findings
(Figures 1a,c and d). The expression of Cd24, which is expressed
by the more immature adipose progenitors,19 was also signifi-
cantly lower in the CD38+ subset, suggesting that these cells
might be less immature than their CD38− counterparts. No
difference was found in the gene expression of several members
of the CAAT/enhancer binding protein family including Cebpb,
Cebpa or the dominant-negative isoform Chop10 and of specific
markers of brite progenitors such as Tmem26 and Cd13728 (of note
Cd137 was expressed at very low level in each cell subset).
However, expression of transcription factors such as Cebpd and
Pparg2 as well as several markers of adipocyte differentiation
including Lpl, aP2 and Cd36 were greatly enhanced in the native
CD38+ subset (Figure 2). The adipogenic potential of the sorted
CD38− and CD38+ populations was next analysed in vitro after
induction of adipogenic differentiation. The vast majority of CD38+

cells had accumulated lipid droplets 4 days after the addition of
the adipogenic cocktail, whereas few adipocytes were detected in
the CD38− subset at that time (Figure 3a, left panel). RT-QPCR
analyses revealed higher expression of aP2, Lpl and Cd36 in the
CD38+ subpopulation (Figure 3b, right panel). Note that the CD38−

subset was able to reach levels of differentiation and adipogenic
gene expression similar to those of CD38+ cells but after a longer
exposure time in the adipogenic cocktail (that is, 7 days, see
Supplementary Figure S4), suggesting that CD38− cells were
delayed in the adipogenic programme. To investigate the
proliferative capacity of the two subpopulations, sorted cells were
plated and assessed for BrdU incorporation and for their ability to
give rise to colony-forming unit fibroblasts. Figures 3b and c show
that the CD38+ subset displayed lower BrdU incorporation and

Figure 2. Gene expression in native CD38+ and CD38− adipose
progenitors. Native CD45− CD31− CD34+ CD38− and CD45− CD31−

CD34+ CD38+ subsets were sorted using FACS. Total RNA was then
isolated and assayed for mRNA levels of Cd38, Cd34, Cd24, Tmem26,
Cd137, Cebpb, Cebpd, Cebpa, Chop10, Pparg, Lpl, aP2 and Cd36 by
RT-QPCR. (n= 5) *Po0.05 and **Po0.01 compared with
CD38− cells.
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gave rise to fewer colony-forming unit fibroblasts than the more
proliferative CD38− subpopulation. Altogether, these findings
demonstrate that native CD38+ cells are less immature and more
committed to adipogenesis compared with the more proliferative
and immature CD38− subset.

CD38 expression increases with adipocyte differentiation
To further study the link between CD38 and adipogenesis, the
whole SVF isolated from murine ING fat pad was cultivated and
induced to differentiate into adipocytes once cells reached
confluence (d0). As shown in Figure 4a, increased expression of
the adipogenic markers Pparg2 and aP2 was associated with
higher Cd38 mRNA levels 4 and 7 days after induction of
differentiation than in undifferentiated cells (d0). Flow cytometry
experiments performed in the same conditions showed a large
increase in CD38 protein content along with adipogenesis
(Figure 4b). Because CD38− cells seemed delayed in the
adipogenic programme and because CD38 expression increased
during adipogenesis, we then wondered whether CD38− cells
became CD38+ when committed to adipocyte differentiation. We
found that cultivating CD38− sorted cells in the adipogenic
medium converted them into CD38+ cells, as we detected
19.5 ± 5% and 64.6 ± 8% of CD38+ cells in the CD38− cultivated
cells after 2 and 5 days, respectively, of culture in adipogenic
conditions (Figure 4c). In vivo, we next assessed whether adipose
tissue expansion was associated with concomitant changes in
CD38-expressing adipose progenitors. Mice exposed to a HFD for
8 or 12 weeks showed significant increases in body weight and

white fat pads weights (Supplementary Figure S5). As shown in
Figure 4d, while no difference was observed after 8 weeks of HFD,
the number of CD45− CD31− CD34+ CD38+ cells in the ING fat
pads was increased in mice submitted for 12 weeks to HFD
compared with control mice (NFD). The increase of CD38+ cells
was faster and more pronounced in the visceral fat pads, as it was
already observed after 8 weeks of HFD (Figure 4d). The same trend
was observed for the CD38− cell subset (Supplementary Figure S6).

DISCUSSION
The identification and characterisation of adipose progenitors is of
crucial interest for our understanding of the cellular and molecular
mechanisms regulating adipogenesis. Here, we have identified
committed preadipocytes as CD45− CD31− CD34low CD38+ cells
(Figure 4e). Berry et al.18,29 recently proposed a model for
adipogenesis where loss of CD24 expression was associated with
the transition from immature progenitors (that did not express
Pparg2) to preadipocytes (that expressed Pparg2). Our analysis of
CD45− CD31− CD34+ native cells shows that, compared with
CD38− cells, the CD38+ subset expressed low Cd24 and high
Pparg2 levels (as well as additional adipogenic genes), indicating
that CD38 is expressed by cells less immature and more
committed to adipogenesis. This is supported by the low
proliferative capacity and high adipogenic properties of CD38+

cells. RT-QPCR, flow cytometry and in situ immunofluorescence
experiments also showed that the CD38+ subset displayed low
expression of CD34, known to be lost when preadipocytes

Figure 3. Sorted CD38+ subset is more committed to adipogenesis compared to the more immature and proliferative CD38− subpopulation.
(a) Sorted CD45− CD31− CD34+ CD38− and CD45− CD31− CD34+ CD38+ subsets were plated in adipogenic medium. four days later, lipid
accumulation was seen in almost all CD38+ cells. Total RNA was isolated and assayed for mRNA levels of Pparg, aP2, Lpl and Cd36 by RT-QPCR.
(n= 4) (b) Sorted CD45− CD31− CD34+ CD38− and CD45− CD31− CD34+ CD38+ subsets were plated in proliferative medium and incubated
with BrdU. Five days later, cells were analysed for BrdU incorporation by flow cytometry. Histograms are representative of three independent
experiments. (n= 3). (c) Sorted CD45− CD31− CD34+ CD38− and CD45− CD31− CD34+ CD38+ subsets were plated in proliferative medium
(16 cells/cm2 in a 25 cm2

flask). Ten days later, CFU were counted. (n= 3) *Po0.05 compared with CD38− cells.
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differentiate into mature adipocytes.29 This further reinforces our
conclusion that CD38 is expressed by cells committed to the
adipogenic programme. The resistance of CD38 knock-out mice to
diet-induced obesity is fully consistent with this conclusion.30

Interestingly, CD38− cells become CD38+ during the culture
process. Such a fluctuation in stem cells markers expression has
been already shown including for Sca-1.31 Further investigations
will be needed to demonstrate whether CD38 is a marker for

Figure 4. CD38 expression increases during adipogenesis. (a) SVF cells from murine inguinal fat pad were plated in proliferative medium,
grown to confluence and either lysed (day 0) or induced to differentiate into adipocytes and lysed at day 4 or day 7. Total RNA was then
isolated and assayed for mRNA levels of Pparg, aP2 and Cd38 by QPCR. n= 3 *Po0.05 compared with day 0. (b) SVF cells from murine inguinal
fat pad were plated in proliferative medium and harvested 2 days before confluence (d-2), at confluence (d0) and 4 or 6 days after induction of
adipocyte differentiation. CD38 expression was analysed by flow cytometry. Histograms are representative of three independent experiments.
(n= 3). (c) Sorted CD38− cells were plated in adipogenic medium. Two and 5 days later, cells were harvested and analysed for CD38 expression
by flow cytometry experiments. Dot plots are representative of three independent experiments. (d) Quantification by flow cytometry of CD45−

CD31− CD34+ CD38+ cell number in the whole SVF of inguinal and epididymal fat pads of mice submitted to normal-fat diet (NFD, 10% lipids)
or to high-fat diet (HFD, 45% lipids). (n= 4–5 mice per group) *Po0.05 compared with NFD. (e) Schematic representation of the adipocyte
cellular lineage. Our findings demonstrate that CD38 expression delineates a subpopulation of cells that are committed to differentiation.
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multilineage commitment of ASC, as demonstrated for bone
marrow progenitor cells32 and whether it is also expressed by ASC
committed into brite adipogenesis or into the chondrocyte and
osteoblast differentiation pathways.
Although more and more evidence suggest that obesity and

associated abnormal glucose and lipid metabolism are associated
with modifications of the NADH/NAD+ system,33,34 the specific
molecular components of this pathway involved in diet-induced
obesity are not entirely deciphered. However and consistently
with our conclusions, high human CD38 expression has been
found in adipose tissues of obese/type 2 diabetes subjects.35 Our
data revealed a higher percentage of CD38+ adipose progenitors
in the EPI WAT than in the ING one in steady state, as well as a
faster and higher increase in CD38+ subset in the EPI pad in HFD
fed mice. Because the same trend was observed for CD38− cells,
we propose that this proliferative cell subset might be recruited
and committed into CD38+ cells during the development of
adipose tissues in such adipogenic conditions. These results are
consistent with the adipocyte hyperplasia phenomenon that was
shown to be depot specific and much more pronounced in intra-
abdominal than in subcutaneous WAT during obesity develop-
ment in mice.36 Given that CD38 defines committed preadipo-
cytes, one can reasonably postulate that higher CD38 expression
reflects a higher rate of adipogenesis in visceral versus sub-
cutaneous adipose tissues.
This study reveals CD38 as a new marker of commitment into

adipocyte differentiation. Analysis of CD38 expression could thus
help to detect the appearance of hyperplasia and therefore might
provide an index for adipose tissue expandability, a key
determinant in protection against the metabolic syndrome
associated with obesity.
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Résumé : 
Le tissu adipeux (TA) contient un grand nombre de leucocytes qui jouent un rôle fondamental dans la régulation de l’activité métabolique du TA. 
Chez l’individu sain, les leucocytes du TA ont un profil majoritairement anti-inflammatoire (macrophages M2, polynucléaires éosinophiles, 
lymphocytes T CD4 Th2 et T régulateurs). Chez le sujet obèse, on observe une modification des populations immunitaires vers un phénotype 
majoritairement pro-inflammatoire (macrophages M1, polynucléaires neutrophiles, lymphocytes T CD8 et T CD4 Th1). Cet état inflammatoire 
participe au développement du syndrome métabolique. Chez l’adulte, les leucocytes circulants sont principalement produits dans la moelle 
osseuse (MO) par des cellules souches hématopoïétiques (CSH). Notre équipe a montré qu’une partie des leucocytes du TA sont produits in situ 
grâce à la présence de CSH tissulaires spécifiques, dont l’activité hématopoïétique diffère selon le dépôt adipeux. Ce résultat suggère que les 
CSH du TA pourraient être contrôlées par leur niche, comme c’est le cas dans la MO. 
Considérant le rôle prépondérant des leucocytes dans la physiopathologie du TA et le rôle des CSH dans ce tissu, les objectifs de cette thèse ont 
été les suivants : 1) Caractériser le rôle de l’hématopoïèse du TA dans le développement des maladies métaboliques. 2) Caractériser d’un point 
de vue cellulaire et moléculaire la niche des CSH du TA et la régulation de leur activité par cet environnement. 3) Mettre en évidence et 
caractériser l’activité hématopoïétique du TA chez l’homme.  
Concernant le premier objectif, nos résultats montrent que dans un modèle de diabète induit par un régime riche en gras, les CSH du TA 
produisent des macrophages pro-inflammatoires ayant un rôle direct dans le développement des altérations de l’homéostasie glucidique. La 
greffe de CSH du TA issues d’une souris diabétique dans une souris maintenue sous régime standard induit le transfert de la pathologie. 
Inversement, la greffe de CSH de TA d’une souris saine dans une souris diabétique améliore le phénotype métabolique. Concernant le second 
objectif, nous montrons que les CSH du TA se localisent préférentiellement dans le cœur du TA sous-cutané, région principalement composée 
d’adipocytes beiges, alors que la périphérie, constituée d’adipocytes blancs uniloculaires héberge moins de CSH. L’activation ou l’inhibition des 
adipocytes beiges diminue la quantité de CSH au cœur du tissu, montrant qu’un déséquilibre du métabolisme des adipocytes beiges a un impact 
sur les CSH, suggérant que ces adipocytes pourraient alors faire partie d’une niche hématopoïétique. Les approches in vitro ne nous ont pas 
permis d’aller plus loin dans la caractérisation des acteurs cellulaires et/ou moléculaires de cette niche. Concernant le troisième objectif, nous 
montrons pour la première fois la présence de CSH dans le TA chez l’homme. La fonctionnalité de ces CSH a été testée in vitro et in vivo. En 
culture en milieu semi-solide, les CSH de TA humain sont capables de donner des clones myéloïdes, comme chez la souris. In vivo, chez des souris 
immuno-déficientes reconstituées avec des CSH de TA humain, on retrouve des cellules immunitaires humaines dans le tissu adipeux, ce qui 
démontre leur capacité à reconstituer une partie du système immunitaire de ce tissu. 
En conclusion, ce travail de thèse a permis de montrer que l’activité hématopoïétique du TA joue un rôle crucial dans le maintien de la balance 
énergétique. Les CSH du TA résideraient préférentiellement dans une niche localisée au coeur du tissu, composée d’adipocytes beiges. La 
caractérisation des signaux moléculaires présents dans les différentes zones du TA permettra de proposer de nouvelles hypothèses sur la 
régulation de l’activité des CSH du TA. Chez l’homme, notre travail a permis de mettre en évidence une hématopoïèse tissulaire endogène au 
tissu adipeux, renforçant ainsi l’importance physiopathologique de nos précédents résultats obtenus chez la souris.  
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Abstract 
The adipose tissue (AT) contains a lot of leukocytes that play a fundamental role in the regulation of AT metabolic activity. In a physiological 
situation, AT-leukocytes mostly display an anti-inflammatory profile (M2 macrophages, eosinophils, CD4 Th2 T cells and regulatory T cells). 
Obesity induces a shift in AT immune cells towards a pro-inflammatory phenotype (M1 macrophages, neutrophils, CD8 and CD4 Th1 T cells). This 
inflammatory state contributes to the development of the metabolic syndrome. In adults, circulating leukocytes are mostly produced in the bone 
marrow (BM) by hematopoietic stem cells (HSC). A few years ago, we have shown AT harbors a specific resident HSC population that can renew 
innate immune cells and especially macrophages in the AT, via in situ differentiation.  This endogenous hematopoietic activity differs according 
to the localization of the fat pad, suggesting that like BM-HSC, AT HSC might be controlled by their environment. 
Considering the important role of leukocytes in the AT physiopathology and the role of resident HSC in this tissue, the objectives of this work 
were the followings: 1) To characterize the role of the AT hematopoiesis in the onset of metabolic diseases. 2) To characterize the AT HSC niche 
from a cellular and a molecular point of view, and the regulation of their activity by this environment. 3) To demonstrate the presence of an 
endogenous AT-hematopoiesis in humans.  
First, by using transplantation of sorted AT-HSC and gain and loss of function studies we showed that some of the inflammatory AT-macrophages 
inducing metabolic disease originate from resident AT-HSC. Transplantation of AT-HSC sorted from high fat diet-fed (HFD) mice is sufficient to 
induce AT-macrophage accumulation, and to transfer metabolic disease in control mice. Conversely, the transplantation of control AT-HSC 
improves both AT-inflammation and glucose homeostasis in HFD mice.  
Second, we showed that AT-HSC are preferentially localized in the core of sub-cutaneous AT that contains beige adipocytes, instead of the 
periphery that mostly harbors unilocular white adipocytes. Activation or inhibition of beige adipocytes induces a loss of this preferential 
localization, suggesting that modifications of the subcutaneous AT core region metabolism impact HSC behavior. This suggests that beige 
adipocytes might be a part of a hematopoietic niche in the AT. However, we were unable to characterize the cellular and/or molecular 
constituants of this niche.  
Finally, we showed for the first time that as in mice, human AT contains resident HSC. In methylcellulose semi-solid medium, human AT-HSC are 
able to produce myeloid clones. In vivo, after transplantation of human AT-HSC in immunodeficient mice, human immune cells are observed in 
the AT. These results show that human AT exhibit a functional endogenous hematopoietic activity.  
Altogether, we show in this study that the AT hematopoietic activity plays a crucial role in the control of energy balance. Although AT HSC are 
localized preferentially at the vicinity of beige adipocytes, molecular signals controlling this population remain to be characterized. Finally, we 
demonstrate for the first time an endogenous hematopoiesis in human AT, highlighting the physiopathological importance of our previous results 
obtained in mice. 
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