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Importance de la lipolyse adipocytaire dans le contrble de I’homéostasie des monocytes.

Les monocytes font partie des acteurs majeurs de I’immunité innée. Ils sont générés
dans la moelle osseuse et contribuent a garantir le maintien de I’homéostasie de I’organisme en
cas de blessure ou d’inflammation chronique par leur mobilisation dans le sang et leur
recrutement dans les tissus ou ils ont la capacité de se différencier en macrophages. Depuis les
années 1970, 1I’étude du controle exercé par le métabolisme sur la survie, la fonction et le
devenir des cellules immunitaires, et plus particulierement des macrophages, impliqués dans de
nombreuses pathologies cardio-métaboliques, a gagné un grand intérét aupres de la
communauté scientifique. Cependant, les données recueillies sur I’impact du métabolisme sur
les monocytes restent trés limitées. De fagon intéressante a 1’état physiologique, le nombre de
monocytes dans la circulation sanguine varie au cours de la journée. De plus, nous avons mis
en évidence une corrélation entre le nombre de monocytes présents dans la circulation et les
taux d’acides gras circulants au cours de la journée. Ainsi, durant ma these je me suis intéressée
a I’étude de la potentielle causalité qui unit ces deux phénomenes et plus particuliérement a
I’impact des métabolites énergétiques tels que les acides gras sur le contrdle des monocytes.
Pour ce faire, nous avons utilis€¢ un modele murin génétiquement déficient pour I’enzyme clé
responsable de la libération des acides gras a travers la lipolyse du tissu adipeux, appelée Atgl.
Nous avons pu mettre en évidence que 1’altération de la lipolyse du tissu adipeux entraine un
stress et une inflammation chronique spécifique du tissu adipeux brun, associés a un
recrutement local massif des monocytes de facon dépendante de 1’expression du récepteur aux
chimiokines CCR2. Le recrutement accru des monocytes dans le tissu adipeux brun est
également associé a une diminution des taux de monocytes dans la circulation sanguine.
Cependant chez ces souris, nous n’avons pas observé d’altération du compartiment médullaire,
siege de I’hématopoiese et de la production des cellules sanguines. Nos résultats permettent
ainsi de mettre en évidence 1’importance de la lipolyse ainsi que du recrutement des monocytes

sur le maintien de ’homéostasie du tissu adipeux brun.

Mots clés : Monocytes, Tissus adipeux, Lipolyse, Acides gras, Métabolisme, ATGL



Hstract

Adipose tissue lipolysis controls monocyte homeostasis

Monocytes are key players in innate immunity mechanisms. They originate from the bone
marrow and contribute to the whole-body homeostasis maintenance by being mobilized to the
blood circulation in case of injury or chronic inflammation for example. There, monocytes can
either stay in the blood circulation, or be recruited to peripheral tissues where they can
differentiate into macrophages. Since the 70’s the metabolic control of immune cell survival,
function and fate, mostly in macrophages that are involved in numerous cardio-metabolic
diseases, gained great interest from the scientific community. However, the monocyte-specific
metabolic control is still ill-defined. Interestingly, in steady state, blood monocyte numbers
oscillate throughout the day on a 24h basis. Moreover, we highlighted a correlation between
circulating monocyte number oscillation pattern and fatty acid levels during the day. Therefore,
during my Ph.D. | focused on deciphering the possible causality that unites those phenomena
and more particularly on studying the impact of energetic metabolites such as fatty acids on the
control of monocytes. In this purpose, we generated a genetic mouse model deficient for the
lipolysis adipose tissue key enzyme, namely Atgl. Here, we show that the inhibition of adipose
tissue lipolysis leads to stress and specific chronic inflammation in the brown adipose tissue,
associated to a local monocyte recruitment in a CCR2-dependant manner. This brown adipose
tissue monocyte recruitment was paralleled to a decrease in blood monocyte numbers.
However, we failed to see alterations in the bone marrow compartment, responsible for
hematopoiesis and blood cell production. Thus, we highlighted the major role of adipose tissue

lipolysis and monocyte recruitment on brown adipose tissue homeostasis.

Key words: Monocytes, Adipose Tissue, Lipolysis, Fatty acids, Metabolism, ATGL
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Chapitre 1. Le rythme circadien

a. Introduction

Du latin circa diem (environ un jour), le rythme circadien permet a notre organisme
d’anticiper les changements relatifs a la rotation de la Terre comme le cycle jour/nuit. Ce rythme
est régulé et dicté a toutes les cellules de notre corps par I’horloge centrale localisée au niveau
du cerveau dans les noyaux supra-chiasmatiques de I’hypothalamus (SCN) (Figure 1) (Vadnie
and McClung, 2017). Chez les animaux diurnes comme 1’Homme par exemple, I’attention et
les fonctions cognitives sont actives pendant la journée, tandis que la nuit seront régulées les
phases de sommeil et la consolidation de la mémoire. Chez les animaux nocturnes comme la
souris, ces rythmes sont inversés. Les SCN régissent de fagcon autonome le rythme circadien de
I’organisme tel un pacemaker afin de synchroniser chacune des cellules qui le composent. Les
indices lumineux sont transmis directement aux SCN par des innervations rétiniennes. Les SCN
transmettent alors ces indices environnementaux aux autres régions du cerveau ainsi qu’aux
organes périphériques comme le foie, le muscle ou encore le tissu adipeux a travers des
connexions neuronales (Vujovic et al., 2008), ainsi que par des signaux endocrines (Fred W.
Turek et al., 2000). A plus petite échelle, chacun des organes de notre corps posséde une horloge
interne, périphérique, qui s’adapte également en fonction des signaux tels que la prise de
nourriture (Damiola, 2000 ; Stokkan, 2001) et la température (Buhr et al., 2010), et qui informe
sur I’état énergétique des cellules et le statut métabolique a adopter (Figure 1).

Cependant, notre mode de vie moderne alliant lumiére artificielle, décalages horaires
provoqués par des voyages plus accessibles et plus nombreux, ou encore le travail en horaire
décalé, peut altérer ce rythme circadien. De nombreuses études montrent aujourd’hui qu’une
perturbation de ce rythme biologique est liée au développement de pathologies psychiatriques
(Wulff et al., 2010) et du syndrome métabolique pouvant mener a de nombreuses complications
telles que des maladies cardiovasculaires et du diabéte de type 1 ou type 2 (Zimmet et al., 2019).
Comme illustré par Pattribution du Prix Nobel de médecine et physiologie en 2017 aux Drs
Jeffrey C. Hall, Michael Rosbash et Michael W. Young pour leurs travaux sur les mécanismes

moléculaires impliqués dans le contrdle du rythme circadien, une meilleure compréhension du
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rythme biologique est essentielle pour mieux appréhender le développement et le traitement de

nombreuses pathologies notamment par chronothérapie.

Alternance
Jour/Nuit

Nourriture
et exercice

= Muscles

Tissus adipeux

' Digestion

Horloge centrale :

Sommeil

Veille

Appétit

Systéme nerveux autonome

ol ol

Horloge périphérique :

- Libérations hormonales
- Régulation de la température
- Stockage de I'énergie

Figure 1. Représentation schématique de 1’organisation de I’horloge circadienne.

La lumiére du jour reprogramme I’horloge centrale au niveau des noyaux supra-chiasmatiques de

I’hypothalamus (SCN) permettant I’ajustement du rythme en fonction du cycle jour/nuit. Cela permet
aux horloges périphériques des différents tissus de se synchroniser pour créer un alignement interne.
Ces horloges périphériques sont également capables de ressentir 1’apport et le statut énergétique (i.e
nourriture et exercice), permettant une régulation fine de la transcription, la traduction et de la
production de métabolites. Adapté de (Hastings et al., 2018; Mayeuf-Louchart et al., 2017).
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b. Nutrition et rythme circadien

En 1977, les travaux menés par Schwartz et coll. ont permis de mettre en lumiére pour la
premiere fois le lien qui existe entre nutrition et rythme circadien. En effet, des rats nourris avec
du deoxyglucose radio-marqué, un analogue du glucose non métabolisable et donc tragable en
imagerie, durant leur phase active la nuit, ne présentent que peu d’absorption de glucose au
niveau des cellules composant les SCN. En revanche, pendant leur phase de sommeil, la
journee, le deoxyglucose radio-marqué fut largement détectable (Schwartz and Gainer, 1977).
Ces variations révélent une rythmicité dans 1’absorption du glucose au cours de la journée. Par
ailleurs, une lésion bilatérale au niveau des SCN altere le rythme de prise de nourriture (Nagai
et al., 1978). Ces premieres études ont permis de mettre en évidence 1’existence d’un rythme
circadien contrélant le comportement alimentaire ainsi que 1’apport des nutriments dans les
différents tissus a travers I’horloge centrale localisée dans les SCN. Mais il existe également
une régulation circadienne cellulaire autonome, indépendante des indices lumineux externes
permettant aux cellules d’accomplir leurs nombreuses fonctions de fagon harmonisée au cours
de la journée et de la nuit (Trott and Menet, 2018). Le rythme circadien de ces fonctions
cellulaires est garanti par une boucle de régulation dépendante de quatre génes principaux,
appelés géne horloges : L’hétérodimérisation de Clock (Circadian Locomotor Output Cycles
Kaput) et Bmall (Brain and Muscle ARNT-Like 1) entraine la transcription de Per (Period) et
Cry (Cryptochrome) qui vont a leur tour se dimériser et inhiber la transcription de Clock et
Bmall (Reppert and Weaver, 2002). De fagon intéressante, 1’inhibition compléte des génes
horloges Bmall (Yang et al., 2016), clock (Turek, 2005), ou encore Per1/2 (Thaiss et al., 2014)
mene a I’altération du rythme de la prise alimentaire confirmant I’implication de I’horloge
circadienne dans ce processus. Plus recemment, il a été montré chez la souris que la limitation
d’acces a la nourriture pendant la journée, correspondant a leur phase de sommeil, induit en
retour une reprogrammation des génes horloge au niveau du foie, soutenant 1’idée qu’il existe

un impact direct et réciproque du statut nutritionnel sur I’horloge biologique (Damiola, 2000).

c. Métabolisme et rythme circadien

De nombreux processus physiologiques tels que la génération des acides gras par les
adipocytes (Grimaldi et al., 2010; Zvonic et al., 2006) ou la régulation thermique de I’organisme
(Chappuis et al., 2013; Gerhart-Hines et al., 2013) sont également associés a des modulations
circadiennes dépendantes de I’horloge périphérique (Froy and Garaulet, 2018). La perturbation
du rythme circadien adipocytaire par 1’inhibition spécifique du géne Bmall dans les adipocytes
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conduit a des altérations des niveaux d’acides gras (AG) plasmatiques au cours de la journée
(Paschos et al., 2012) et ce, indépendamment des geénes de 1’horloge centrale, précisant le role
prépondérant de 1’horloge interne cellulaire. Par ailleurs, ’activation de la transcription du gene
horloge Rev-erb, régulateur négatif de Bmall, par administration d’agonistes synthétiques (i.e.
SR9011 et SR9009) améliore la glycémie des souris obéses ainsi que les niveaux lipidiques
sanguins et diminue leur masse graisseuse (Solt et al., 2012). Au contraire, la delétion de Rev-
erb a chez la souris entraine 1’augmentation de leur masse grasse (Delezie et al., 2012). En
revanche, dans le tissu adipeux brun, la délétion de Rev-erb a entraine une meilleure régulation
de la température corporelle (Gerhart-Hines et al., 2013) indiquant la grande complexité et
spécificité de la régulation circadienne de 1’organisme.

Au sein des tissus périphériques, la famille des récepteurs nucléaires PPAR (Peroxisome
proliferator—activated receptors) permet la transcription de génes impliqués dans la régulation
du métabolisme du glucose et des lipides. Son expression est dépendante du type cellulaire mais
¢galement de I’activation des génes horloges Clock et Bmall (Inoue et al., 2005), expliquant
I’impact de la régulation circadienne sur le métabolisme. Par ailleurs, le cofacteur NADP,
impliqué entre autres dans le métabolisme du glucose et la respiration mitochondriale, est
également responsable de la régulation de I’expression de Bmall et Clock, faisant de ce
cofacteur un élément essentiel du lien entre métabolisme et rythme circadien. (Poggiogalle et
al., 2018; Rutter et al., 2002; Serin and Acar Tek, 2019). Ensemble ces résultats montrent
I’importance du rythme circadien pour le maintien de I’homéostasie de 1’organisme et des

fonctions tissulaires.

d. Immunité et rythme circadien

11y a 2400 ans, Hippocrate mentionnait déja I’importance du sommeil dans la guérison des
maladies. De nos jours, I’incidence de nombreuses pathologies telles que le diabéte de type 2,
les maladies cardiovasculaires ou les cancers est en constante augmentation. Cependant,
I’intérét porté a I’étude de I’impact du sommeil et du rythme circadien sur I’immunité est trés
récent. Depuis 1990, un nombre croissant de travaux a pu mettre en évidence 1’existence d’un
lien entre rythme circadien et immunité dans de nombreux organismes. Chez le poisson zébre,
dans un modéle d’inflammation provoquée par une blessure a la queue, il a été mis en évidence
une plus grande efficacité de recrutement des neutrophiles lorsque la blessure avait lieu la nuit.
En effet, ’administration de mélatonine, hormone du sommeil, augmente la production de
cytokines pro-inflammatoires, telles que la cytokine TNF-a. (Tumor necrosis factor o) et
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I’interleukine IL-8, responsables de [I’attraction des neutrophiles jusqu’au site de
I’inflammation. Ainsi, le cycle veille/sommeil a une influence sur la réponse immunitaire innée
(Ren et al., 2015).

Chez la souris, 1’activation de la réponse immunitaire est étroitement régulée par le rythme
circadien. Suite a I’infection par le pathogéne Salmonella enterica serovar Typhimurium (S.
Typhimurium) par exemple, la réponse inflammatoire est plus importante en début de nuit,
pendant leur phase active. En effet, les fonctions des cellules immunitaires telles que la
production de cytokines mais également leur capacité d’¢élimination des débris par la
phagocytose et leur réponse face a une invasion sont dépendantes des oscillations circadiennes
(Gibbs et al., 2012; Kitchen et al., 2020). Lors de la réponse inflammatoire, 1’activation de
I’inflammasome NLRP3 (NOD-like receptor family, pyrin domain containing 3, NALP3)
permet la production de cytokines pro-inflammatoires telles que I’interleukine IL1-f ou I’IL-
18 par les cellules immunitaires suite a la détection de signaux de danger. Cette activation est
dépendante de I’expression de Rev-erbo (Pourcet et al., 2018). De méme, la mutation du géne
horloge Clock chez la souris entraine une altération de la production de cytokines pro-
inflammatoires par les cellules immunitaires (Bellet et al., 2013). En effet, de hombreuses
cytokines présentent des variations circadiennes (Carter et al., 2016) a I’'image du TNF-a ayant
un pic d’expression préférentiellement le matin.

Chez ’'Homme, une étude sur la restriction du sommeil a pu mettre en évidence la présence
d’un nombre plus important de globules blancs dans le sang des hommes ayant subi un rythme
de sommeil altéré. De facon intéressante, aprés un retour a un rythme de sommeil
physiologique, le nombre de globules blanc dans le sang n’était toujours pas rétabli chez ces
hommes suggérant que les perturbations du rythme circadien pourraient avoir un impact
important sur ’homéostasie des cellules immunitaires (Lasselin et al., 2015). Ces résultats
montrent ainsi la persistance des modifications des rythmes biologiques sur le long terme et
indiquent I’importance de la mise en place d’une chronothérapie pour une meilleure prise en
charge des patients et une meilleure réponse aux traitements. Dans cette ligne, une importante
étude publiée en 2018 par Ye et coll. établit le lien qui existe entre I’expression des génes
horloges et les génes impliqués dans les thérapies contre de nombreux cancers (Ye et al., 2018).
Par ailleurs, il a été démontré que le travail en horaires décalés augmente le risque de développer
des maladies cardiovasculaires (Knutsson et al., 1999; Lin et al., 2014; Morris et al., 2016;
Sugiura et al., 2020). De fagon trés intéressante, 1’inversion bréve du rythme circadien sur une

période de 24h, de facon similaire a un travail de nuit, entraine une augmentation de la pression
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sanguine, facteur de risque dans le développement des maladies cardiovasculaires, ainsi que
I’augmentation des marqueurs pro-inflammatoires (Morris et al., 2016). Ainsi, les études
menées sur le sujet ont permis d’améliorer considérablement la compréhension de la régulation
circadienne des cellules immunitaires et leurs fonctions. En condition physiologique, les
cellules immunitaires sont en effet plus abondantes pendant la période de repos dans la
circulation sanguine (i.e. la journée chez la souris, et la nuit chez I’Homme), puis vont pouvoir
intégrer les tissus préférentiellement en début de phase active (Nguyen et al., 2013;
Scheiermann et al., 2012). Cette mobilité est notamment permise grace a la production de
chimiokines dont 1’expression est également régulée de fagon circadienne et qui seront
détaillées dans la suite du manuscrit (Gibbs et al., 2012). Ces résultats confirment donc
I’importance d’inclure la chronothérapie dans le traitement des pathologies telles que les

cancers et les maladies métaboliques.
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Chapitre 2. La lignée myéloide

a. Introduction générale

Les cellules immunitaires représentent la principale défense de 1’organisme contre les
pathogenes qui peuvent perturber son homéostasie. On distingue deux grands types de cellules
immunitaires : les cellules de la lignée myéloide et les cellules de la lignée lymphoide.
Granulocytes, éosinophiles, monocytes, cellules dendritiques ou encore macrophages sont les
cellules majeures de la lignée myéloide. Le recrutement de ces cellules sur le lieu de
I’inflammation est trés rapide et compose la premicre réponse immunitaire, aussi appelée
réponse immunitaire innée. La seconde phase de la réponse immunitaire, la réponse
immunitaire adaptative, fait intervenir les cellules lymphoides. Les lymphocytes B et T sont
alors activés pour contribuer & une réponse immunitaire plus spécifique mais aussi plus lente.
Dans ce manuscrit, nous nous intéresserons plus particulierement au développement des

cellules myéloides qui composent la réponse immunitaire innée.

b. Génération de la lignée myéloide : La myélopoiese
1. Origine des cellules myéloides

L hématopoiese (du grec haimatos = sang, et poiésis = création) est le processus selon lequel
les éléments figurés du sang, tels que les cellules myéloides, sont générés. Son initiation a lieu
au niveau du sac vitellin lors de la troisiéme semaine de gestation chez 1’Homme et du huitieme
jour embryonnaire chez la souris (Palis, 2001). L hématopoiese qui prend place & ce stade peut
étre divisée en trois étapes principales (Figure 2). C’est dans la premiére étape, au niveau des
Tlots sanguins du sac vitellin (Figure 2) que sont généres les précurseurs des macrophages. Ces
derniers se différencient alors en pré-macrophages puis en macrophages « primitifs »
composant la microglie du cerveau (Alliot et al., 1999). Dans un second temps, les précurseurs
des lymphocytes T et B, appelés précurseurs lympho-myéloides (LMP), ainsi que les
précurseurs érythro-myéloides (EMP) a I’origine des monocytes feetaux, donnant naissance aux
macrophages residents des tissus, se développent au niveau de la vasculature du sac vitellin
(Gorgens et al., 2014; Kumar et al., 2019). Enfin, la troisiéme étape est caractérisée par la
génération des pre-cellules souches hématopoiétiques (pre-HSC) dans la région de 1’axe aorte-
gonade-mésonephros (AGM) de I’embryon (Figure 2) (Ivanovs et al., 2014; Medvinsky and
Dzierzak, 1996). Ces différents précurseurs, LMP, EMP et pre-HSC, vont ensuite coloniser le
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foie feetal qui deviendra 1’organe principal de 1’hématopoiése jusqu’a la fin de la gestation
(Popescu et al., 2019) (Figure 2). LMP et EMP sont alors les précurseurs pour la génération des
différentes lignées cellulaires. Les pré-HSC quant a eux deviennent des HSC matures qui vont

ensuite a leur tour coloniser la rate puis la moelle osseuse, si¢ge de I’hématopoicse adulte

(Christensen et al., 2004).

Etape 1 Etape 2 Etape 3

Placenta

» "
> !
-;\\ .
® o o . y
Tlots sanguins ‘ llots sanguins

du sac vitellin du sac vitellin Artére
‘ ombilicale /'

AGM
Foie foetal
Figure 2. Représentation schématique des étapes de I’hématopoi¢se embryonnaire.

Les macrophages et les érythrocytes primitifs se développent lors de la premiére étape de
I’hématopoiése embryonnaire au niveau des ilots sanguins du sac vitellin. Ces cellules se différencient
ensuite en précurseurs lympho-myéloides (LMP) et érythro-myéloides (EMP) lors de la seconde étape.
Enfin, les pré-cellules souches hématopoiétiques (pré-HSC), précurseurs des HSC adultes, se
développent au niveau de 1’axe aorte-gonade-mésonephros (AGM) de I’embryon. Adapté de
(Nandakumar et al., 2016)
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1. Mantien de la lignée myéloide

A D’age adulte, les cellules myéloides, comme toutes les cellules du sang, sont générées
principalement dans la moelle osseuse a partir de précurseurs lors de I’hématopoiese
médullaire. Au sein de la moelle osseuse résident les HSC, majoritairement a 1’état de
quiescence (Zhang and Sadek, 2014), caractérisés par un haut potentiel d’auto-renouvélement.
Dans le but de générer et garantir le maintien des cellules sanguines matures, les HSC ont la
capacité d’induire une cascade de différenciations entrainant la génération de précurseurs de
specificité croissante (Ackermann et al., 2015). L’autorenouvélement des HSC et leur
différenciation en précurseurs se fait par division cellulaire asymétrique (Congdon and Reya,
2008). Ainsi, une HSC va donner une cellule souche identique a la cellule mére et une cellule
capable d’engager un programme de différenciation, appelée précurseur.

L’identification des HSC a été possible grace a I’expression de marqueurs spécifiques en
leur surface cellulaire : le marqueur Scal (Stem cell antigen 1, Ly6A/E) également impliqué
dans I’activation des cellules B et T, et le marqueur c-Kit (CD117), un récepteur des CSF
(colony-stimulating factors), facteurs de croissance des cellules souches (Okada et al., 1992).

Les cellules de la moelle osseuse sont en étroite communication avec leur
microenvironnement, appelé niche hématopoiétique (Morrison and Spradling, 2008).
Notamment, la voie de signalisation Notch est essentielle au contr6le du devenir des HSC et est
responsable de 1’auto-renouveélement et de la prolifération des HSC chez I’Homme comme chez
la souris (Guruharsha et al., 2012; Lampreia et al., 2017). Ainsi, suite a des signaux envoyés
par leur environnement et selon le modele classique (Figure 3), les HSC se différencient en
précurseurs multipotents (MPP) (Cabezas-Wallscheid et al., 2014). A ce stade, les MPP peuvent
soit donner naissance a la lignée myéloide, soit donner naissance a la lignée lymphoide. En
effet, plusieurs sous-types de MPP ont récemment été identifiés (Cabezas-Wallscheid et al.,
2014). Ainsi, les LMPP (precurseurs multipotents des cellules lymphoides), responsables de la
lignée lymphoide, expriment le marqueur FIk2 en leur surface et sont identifiés comme les
cellules FIk2* Lin™ Scal® c-Kit" (Adolfsson et al., 2005). Les MMPP (précurseurs multipotents
des cellules my¢loides) responsables de la lignée myéloide, quant a eux n’expriment pas le
marqueur FIk2 et sont identifiés comme les cellules FIk2- Lin" Scal® c-Kit" (Pietras et al., 2015).
Ici, nous ne développerons que la lignée myéloide. L’engagement des MPP vers la lignée
myéloide dépend de facteurs de croissance ainsi que de facteurs de transcriptions tels que PU.1
(Spi-1), IRF8 (Interferon regulatory factor 8), ou encore KLF4 (Kruppel-like factor 4) (Kurotaki
et al., 2013; McKercher et al., 1996; Sichien et al., 2016). Les MMPP vont ainsi se différencier

32



en précurseurs communs des cellules myéloides (CMP) puis donner naissance aux précurseurs
des granulocytes-macrophages (GMP) (Hettinger et al., 2013). Ces derniers se différencient
alors soit en granulocytes, soit en précurseur des monocytes et cellules dendritiques (MDP)
(Zhu et al., 2016). Deux sous-types de monocytes sont alors généres par la différenciation des
MDP en précurseurs commun des monocytes (cMoP), identifiés comme les cellules Lin™ c-kit*
CX3CR1" FIt3" CD115" Ly6C", et capables de donner naissance aux différents types de
monocytes (Hettinger et al., 2013; Kawamura et al., 2017). On distingue ainsi les monocytes
Ly6C* CD43'" des Ly6C'®% CD43"* chez la souris (Geissmann et al., 2003), et les CD14*
CD16'9%, des C14+ CD16+, et des CD14'°" CD16* chez I’Homme (Ingersoll et al., 2010; Wong
et al., 2011). Une fois matures, les monocytes peuvent rejoindre la circulation sanguine et
participer a la réponse immunitaire innée en cas d’infection ou de blessure, et rejoindre les tissus
concernés. Environ 7x10%° neutrophiles (Summers et al., 2010) et 7.3 x10° monocytes (van
Furth, 1980) sont ainsi genérés par jour. Le devenir des monocytes sera abordé avec plus de
précision dans le chapitre suivant.

Cependant, de récentes études remettent en question cette vision classique et hiérarchisée
de I’hématopoiése médullaire indiquant que la spécialisation des différents précurseurs peut
étre déterminée plus tot dans la cascade de différenciation (Notta et al., 2016) en fonction de
I’activation de programmes de transcription (Drissen et al., 2016; Olsson et al., 2016). De plus,
Yéfiez et coll. ont recemment démontré que les GMP ne seraient pas les précurseurs des MDP
contrairement au consensus établit. De facon tres intéressante, les GMP et les MDP semblent
tous deux capables de donner naissance aux monocytes Ly6C* CD43'°", mais possédent des
caractéristiques fonctionnelles différentes selon le précurseur (Yéfez et al., 2017). Ainsi, le
développement de nouvelles techniques d’analyse et de s€quengage ouvre un important champ

de possibilités pour approfondir les connaissances générales.
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Figure 3. Schématisation de la structure hiérarchigue classique de myélopoiese adulte.

La moelle osseuse est le siége de I’hématopoicse adulte. Les cellules souches hématopoiétiques
(HSC) sont capables de se différencier en précurseurs multipotents (MPP), communs aux lignées
myéloides (monocytes, granulocytes, cellules dendritiques) et lymphoides (cellules B et T). Lors de la
myélopoiese, les MPP se différencient en précurseurs multipotents des cellules myéloides (MMPP), qui
vont & leur tour donner naissance aux précurseurs communs des cellules myéloides (CMP). Ces derniers
se différencient ensuite en précurseurs des granulocytes et macrophages (GMP). Les lignées des
monocytes et granulocytes se divisent alors pour devenir indépendantes. Les GMP se différencient donc
soit en précurseurs communs des monocytes et cellules dendritiqgues (MDP) soit en précurseur des
granulocytes. Les MDP se différencient enfin en précurseurs communs des monocytes (CcMoP)
responsables de la génération des monocytes matures pro-inflammatoires. La génération des monocytes
anti-inflammatoires au sein de la moelle osseuse reste sujette a controverse.
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1. Les niches hématopoiétiques

Le microenvironnement joue un role essentiel dans le contrdle de la quiescence, la
prolifération, la migration et la différentiation des HSC au sein de la moelle osseuse. La niche
hématopoiétique est composée de cellules stromales mésenchymateuses périvaculaires (MSC),
aussi appelées cellules souches mésenchymateuses, exprimant le récepteur a la leptine LepR
(Méndez-Ferrer et al., 2010a; Pinho et al., 2013), des cellules réticulaires (CAR) abondantes en
chimiokine CXCL12 (stromal cell-derived factor 1, SDF-1) (Omatsu et al., 2010), des
ostéoblastes (Calvi et al., 2003; Visnjic et al., 2004), et des cellules endothéliales (Butler et al.,
2010). Tous ces types cellulaires sécrétent du CSF (Acar et al., 2015; Morrison and Scadden,
2014) ainsi que la chimiokine CXCL12, deux facteurs responsables du maintien des HSC
(Greenbaum et al., 2013; Nie et al., 2008; Tzeng et al., 2011). Les niveaux de CXCL12 dans la
niche déterminent également la rétention et la mobilité des HSC. 1l est intéressant de noter que
la production de CXCL12 par les cellules de la niche hématopoiétique est régulée par les
oscillations circadiennes adrénergiques et que la diminution de CXCL12 entraine la
prolifération et la différenciation des HSC (Golan et al., 2018; Lucas et al., 2008; Méndez-
Ferrer et al., 2008). Cependant, la diversité des précurseurs impliqués dans 1’hématopoiese
suggére également I’existence de niches spécialisées (Tikhonova et al., 2019). De facon
intéressante, I’ablation de la niche artériolaire (Figure 4) induit la relocalisation des HSC vers
la niche sinusoidale (Figure 4) et entraine ainsi la transition des HSC de 1’état de quiescence
vers 1’état prolifératif (Kunisaki et al., 2013). Plus précisément, les ostéoblastes et les CAR
semblent préférentiellement contribuer au maintien des précurseurs lymphoides (Ding and
Morrison, 2013) tandis que les cellules endothéliales et les MSC semblent supporter le maintien
des HSC dans le temps ainsi que leur mobilisation dans la circulation sanguine (Kunisaki and
Frenette, 2014). La localisation des HSC semblent également étre liée a leur statut métabolique.
Par exemple, la production de ROS (Reactive oxygen spieces) par les HSC est plus importante
dans la niche sinusoidale que dans la niche artériolaire, reflétant une utilisation privilégiée du
glucose dans cette derniére (Itkin et al., 2016). Ainsi le destin des HSC semble étre lié a leur

localisation au sein des différentes niches (Figure 4).
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Figure 4. Représentation schématique des niches médullaires.

Les cellules souches hématopoiétiques sont a 1’état de quiescence au sein de la niche artériolaire ou
la concentration en oxygene est la plus faible. Au contraire au sein de la niche sinusoidale, les HSC
entrent dans un état prolifératif permettant la production des cellules matures sanguines. Adapté de
(Wilson and Trumpp, 2006).
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D’autres types cellulaires contribuent également au maintien de I’homéostasie des HSC.
Une perte de fonction des ostéoclastes au sein de la niche hématopoiétique méne a une
diminution de la masse osseuse associée a une altération de la taille de la niche et de
I’hématopoiese (Dai et al., 2002; Kollet et al., 2006; Mansour et al., 2012). D’autre part, les
mégacaryocytes sont capables d’induire I’initiation de la prolifération des HSC a travers la
production du facteur de croissance des fibroblastes (FGF-1) dans le cadre d’une myélo-
ablation par chimiothérapie (Zhao et al., 2014). De plus, la production de CXCL4 (C-X-C motif
ligand 4, PF4), et de TGF-B1 (transforming growth factors 1) par ces cellules permet le
maintien des HSC a I’état de quiescence (Bruns et al., 2014; Zhao et al., 2014). Les
macrophages résidents de la moelle osseuse, par leur capacité¢ d’élimination des neutrophiles
agés, contribuent également au maintien de I’homéostasie de la niche (Casanova-Acebes et al.,
2013; Winkler et al., 2010). Le maintien et la différenciation des HSC dépendent également de
signaux externes comme le cycle jour/nuit faisant intervenir le systéme nerveux sympathique
impliqué dans le contr6le de I’inflammation et de la réponse immunitaire (Curtis et al., 2014;
Katayama et al., 2006; Man et al., 2016). Les ostéoclastes et les cellules stromales expriment
respectivement les récepteurs B-adrénergiques B-2AR (Elefteriou et al., 2005) et B-3AR (B-
adrenergic receptor) impliqués dans la régulation de la sortie des HSC de la moelle osseuse vers
la circulation sanguine. La production de norépinephrine (NE) active le B-3AR, entraine une
diminution de la production de CXCL12 et mene a la sortie des HSC de la moelle osseuse
(Méndez-Ferrer et al., 2008). En paralléle, I’activation de f2-AR par la NE induit I’expression
de genes horloges. Ainsi, la coopération de ces deux récepteurs entraine une synergie qui
décuple le potentiel de mobilisation des HSC (Méndez-Ferrer et al., 2010b). En revanche,
durant un stress, le récepteur f3-AR ne semble pas essentiel a la sortie des HSC. D’autres études
montrent également I’implication des cellules gliales, c’est & dire les cellules qui composent
I’environnement des neurones, (Yamazaki et al., 2011), ainsi que des lymphocytes T régulateurs
(Treg) (Fujisaki et al., 2011) dans le contréle des HSC. Chez I’Homme, en cas de stress
psychologique chronique par exemple, il a été mis en évidence une augmentation du nombre
de monocytes et neutrophiles circulants (Heidt et al., 2014), associée a une production excessive
de cytokines pro-inflammatoires (Rohleder et al., 2009) montrant I’importance du cerveau dans
la réponse inflammatoire. Chez la souris, le stress social est impliqué dans I’activation de
I’hématopoiese mais également dans la mobilisation des HSC vers la circulation sanguine et la
rate (McKim et al., 2018).
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Ainsi, la moelle osseuse est un tissu hautement régulé dans lequel les cellules
hématopoiétiques sont en étroite collaboration avec les cellules de leur environnement
composant la niche hématopoiétique permettant une réponse rapide et adaptée aux variations

de I’environnement a 1’état basal mais également en état de stress.

c¢. Hématopoiese d’urgence

La réponse inflammatoire est un processus qui necessite la mobilisation rapide et massive
de cellules immunitaires sur le licu de I’inflammation. En cas de statut inflammatoire sévere, il
se met en place une hématopoicse dite d’urgence permettant d’exacerber cette mobilisation. Ce
processus fait intervenir des voies de différenciation alternatives des monocytes au sein de la
moelle osseuse. Par exemple chez la souris, suite a 1’injection de LPS (lipopolysaccharides),
composant de la paroi bactérienne et agoniste du TLR4 (Toll-like receptor 4) responsable de
I’initiation de la réponse inflammatoire, les GMP ont la capacité de produire directement des
monocytes inflammatoires Ly6CM9" ayant des caractéristiques similaires aux neutrophiles sans
passer par la différenciation en MDP puis en cMoP (Yéfez et al., 2017). De méme, des
monocytes Ly6C'" « atypiques » appelés SatM (segregated-nucleus-containing atypical
monocytes) ont pu étre identifiés dans ce contexte (Satoh et al., 2017). Ces cellules présentent
un noyau bilobé, contiennent de nombreux granules cytoplasmiques, et sont impliqués dans le
développement de fibroses suite a un dommage tissulaire. Cependant, bien que la moelle
osseuse soit le lieu principal de la production des cellules hématopoiétiques, dans le cas de
certaines pathologies telles que la myélofibrose (Kim, 2010), I’anémie (Korsten et al., 1970) ou
encore en cas d’inflammation (Robbins et al., 2012; Yang et al., 2020), la moelle osseuse ne
parvient pas a produire suffisamment de cellules sanguines matures. Une hématopoiése dite
extra-médullaire se met alors en place pour assurer le maintien du nombre de cellules
immunitaires dans le sang. Celle-ci peut avoir lieu dans différents compartiments tels que le
foie, les ganglions lymphatiques ou encore la rate (Sohawon et al., 2012). Chez I’adulte, la rate
est I’organe principal de I’hématopoi¢se extra-médullaire et est donc privilégiée pour I’étude
de I’interaction qui a lieu entre les HSC et leur niche. Dans la rate, cette hématopoicse se fait
dans la pulpe rouge, en opposition a la pulpe blanche (Figure 5), lieu de production des cellules
impliquées dans la réponse immune adaptative telles que les cellules B et T. Les HSC présentes
dans la circulation sanguine vont alors étre séquestrees par la chimiokine CXCL12 produite par
les cellules endothéliales du sinus de la pulpe rouge, constituant la premiére étape de

I’hématopoicse extra-médullaire. Les étapes suivantes sont alors similaires a 1’hématopoiése
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médullaire et donnent naissance a des cellules qui ont les mémes caractéristiques fonctionnelles
(Odaetal., 2018; Yamamoto et al., 2016) qui pourront par la suite étre recrutées dans les tissus
périphériques et participer a la réponse immunitaire.

Veinule
Artériole

Pulpe blanche

Pulpe rouge

Capsule

Figure 5. Représentation schématique morphologigue de la rate.

La pulpe blanche est le siege de la production des cellules lymphoides B et T, responsables de la
réponse immunitaire adaptative. La pulpe rouge est le si¢ge de ’hématopoiese d’urgence qui prend place
lorsque I’hématopoiese médullaire est insuffisante pour maintenir le nombre de cellules immunitaires
dans la circulation sanguine. Adapté de CNX OpenStax - Rice University
http://cnx.org/contents/GFy_h8cu@10.53:rZudN6XP@2/Introduction).
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Chapitre 3. Les monocytes

a. Introduction

Les monocytes font partie de la famille des phagocytes mononucléés (van Furth et al., 1972;
Guilliams et al., 2014) au méme titre que les macrophages et les cellules dendritiques. Les
monocytes constituent environ 10% des leucocytes circulants dans le sang chez ’Homme,
contre 4% chez la souris (Guilliams et al., 2018). Ils participent a 1’initiation et a la résolution
de l’inflammation lors d’une blessure ou d’une infection, mais contribuent également au
maintien de I’intégrité des tissus (Ginhoux and Jung, 2014). Les monocytes sont des cellules a
courte durée de vie et doivent donc étre renouvelés sans cesse a travers 1’hématopoicse
médullaire. Ils ont la capacité de quitter la moelle osseuse dans le but d’étre mobilisés dans la
circulation sanguine, puis d’étre éventuellement recrutés a travers différents signaux dans les
tissus périphériques tels que le foie, la rate ou encore I’intestin (Figure 6) (Jakubzick et al.,
2013; Shi and Pamer, 2011). Cette dynamique est finement régulée et sous le contrdle de
signaux environnementaux faisant intervenir des chimiokines et leurs récepteurs respectifs
(Brown et al., 1994; Thompson and Van Eldik, 2009; Yoo et al., 2005) (Figure 6). Dans cette
partie nous verrons quels sont les processus précis qui permettent cette dynamique des

monocytes a travers 1’organisme pour une réponse immunitaire efficace.

b. Mobilité des monocytes
1. Rétention et mobilisation des monocytes

Comme nous I’avons vu précédemment, les monocytes sont produits dans la moelle osseuse
a partir des HSC et de nombreux précurseurs intermédiaires. Chez I’Homme, une étude tres
élégante menée par Patel et coll. a permis de mettre en évidence le destin des monocytes depuis
leur génération dans la moelle osseuse jusqu’a leur recrutement dans les tissus (Patel et al.,
2017). En effet, chez I’Homme, les monocytes du sang peuvent étre classés selon 1’expression
des marqueurs CD14 et CD16. Ainsi, trois sous-types de monocytes sont identifiés par leur
classification. On distingue les monocytes classiques CD14" CD16™ a courte durée de vie (12h
a 24h en moyenne), les monocytes intermédiaires CD14* CD16" qui survivent environ 4 jours,
et les monocytes non classiques CD14'""CD16* qui disposent d’une durée de vie de 7 jours
(Passlick et al., 1989; Wong et al., 2011). De facon intéressante dans cette étude, les auteurs ont
pu mettre en lumiére un continuum qui semble exister dans les niveaux d’expression des

marqueurs CD14 et CD16 qui définissent les classes de monocytes. Ainsi, les monocytes
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classiques deviennent des monocytes intermédiaires, puis des monocytes non classiques
pouvant alors étre recrutés dans les tissus périphériques.

Chez la souris, les monocytes sont classes selon deux catégories. Les monocytes non
classiques Ly6C'"Y CCR2" CX3CR1M"9" aussi appelés circulants et d’une durée de vie de 48h
dans la circulation sanguine, et les monocytes classiques Ly6C"9" CCR2* CX3CR1™, aussi
appelés inflammatoires, pouvant étre recrutés au sein des tissus périphériques et d’une durée de
vie de 20h en moyenne (Geissmann et al., 2003; Yona et al., 2013). Chez I’'Homme, les
monocytes classiques sont majoritaires dans la circulation sanguine tandis que chez la souris
les deux types de monocytes sont présents de facon égalitaire.

Chez la souris comme chez I’Homme, la sortie des monocytes inflammatoires de la moelle
osseuse est dépendante des niveaux d’expression du récepteur CXCR4 (C-X-C motif
chemokine receptor 4, CD184) et du récepteur CCR2 (C-C chemokine receptor type 2) en leur
surface cellulaire (Shi and Pamer, 2011), ainsi que de 1’expression de leurs ligands respectifs
CXCL12, CCL2 et CCL7 produits par les cellules qui composent la niche hématopoiétique
(Serbina et al., 2008; Tsou et al., 2007) (Figure 6). Plus précisément, la différenciation des
cMoP en monocytes matures au sein de la moelle osseuse dépend d’étapes intermédiaires
générant des pré-monocytes a fort pouvoir prolifératif et caractérisés par 1’expression du
récepteur CXCR4. Puis la différentiation des pré-monocytes en monocytes inflammatoire est
accompagnée d’une augmentation de 1’expression du récepteur CCR2 et d’une diminution de
I’expression de CXCR4 (Chong et al., 2016) (Figure 6). De fagon tres intéressante, il a
récemment été mis en évidence que la sortie des monocytes de la moelle osseuse est rythmée
de facon circadienne (Nguyen et al., 2013) et que cette sortie dépend notamment des niveaux
d’expression du récepteur CXCR4 (Chong et al., 2016). Ce récepteur contribue également au
homing des monocytes classiques et non classiques, c’est a dire leur retour sur le site de leur
production que sont la moelle osseuse ou la rate (Chong et al., 2016; Varol et al., 2007). Ainsi,
une simplification peut étre faite liant CXCR4 a la rétention des monocytes au sein de la moelle
osseuse quand CCR2 est associé a leur sortie vers la circulation sanguine (Serbina and Pamer,
2006).
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Figure 6. Représentation schématique de la mobilité monocytaire murine.

Les monocytes inflammatoires (Ly6C"9") produits dans la moelle osseuse a travers I’hématopoicse
expriment le marqueur de surface CCR2. La liaison de ce récepteur aux chimiokines avec son ligand
CCL2 entraine la sortie des monocytes de moelle osseuse vers la circulation sanguine. En condition

physiologique, les Ly6C"d" perdent peu a peu I’expression du marqueur LyC6 pour devenir des

monocytes circulants (Ly6C'™). Ces monocytes patrouillent la circulation sanguine et interviennent
dans la réparation de 1I’endothélium en cas de dommage cellulaire. Dans ce contexte, les monocytes

Ly6C'"" possédent la capacité de recruter des neutrophiles au site endommagé pour éliminer les débris

cellulaires et contribuer ainsi a la résolution des dommages. En cas de contexte inflammatoire, les

Ly6C"dh sont quant a eux recrutés sur le site de I’inflammation ou ils se différencient en macrophages

(Mo-Mac) pour aider les macrophages résidents dans la résolution de I’inflammation. Adapté de

(Ginhoux and Jung, 2014).
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1. Devenir des monocytes

De par leurs différences de niveaux d’expression des récepteurs aux chimiokines et
molécules d’adhésion, il est aisé d’appréhender la dichotomie de rdle et de dynamique qui existe
entre les monocytes inflammatoires et les monocytes circulants.

e Les monocytes inflammatoires

Suite a leur génération dans la moelle osseuse, les monocytes classiques inflammatoires
entrent dans la circulation sanguine (Figure 6). Ces cellules sont des cellules assez larges et
granuleuses capables d’étre recrutées dans la majorité des tissus périphériques en condition
pathologique comme en condition physiologique. Dans le sang, les monocytes inflammatoires
ont une durée de vie moyenne de 20h et sont capables ensuite soit de se différencier en
monocytes circulants (Patel et al., 2017; Yona et al., 2013), soit d’étre recrutés au sein des tissus
périphériques (Figure 6). La conversion des monocytes inflammatoires en monocytes circulants
est un processus qui dépend de 1’expression de DLLI1 (Delta-Like 1) par les cellules
endothéliales. L’interaction de DLL1 avec le récepteur Notch2 (Neurogenic locus notch
homolog protein 2), exprimé sur la surface des monocytes inflammatoires, facilite alors leur
conversation (Gamrekelashvili et al., 2016). Cette conversion entraine notamment la
surexpression de Nrdal (Nur 77), un facteur de transcription impliqué dans la survie et la
prolifération des monocytes circulants (Hanna et al., 2011).

Cependant en condition physiologique, la majorité des monocytes inflammatoires sont
préférentiellement recrutés vers les tissus périphériques. Au sein des tissus, les monocytes
inflammatoires peuvent soit conserver leurs caractéristiques et constituer ainsi un réservoir de
monocytes in situ (Swirski et al., 2009), soit se différencier en macrophages et participer au
repeuplement du stock de macrophages résidents des tissus (Bain et al., 2014; Calderon et al.,
2015; Jakubzick et al., 2013; Molawi et al., 2014) (Figure 6). De fagon intéressante dans certains
tissus, le renouvellement du stock de macrophages résidents par la différenciation des
monocytes inflammatoires induit leur remplacement progressif (Hoeffel et al., 2015; Molawi et
al., 2014). De fagon tres intéressante, la différenciation des monocytes inflammatoires en
macrophages entraine une modification de leur signature transcriptionnelle, induite par leur
nouvel environnement, similaire a celle des macrophages résidents (Lavin et al., 2014) mais la
question de 1’adoption d’une éventuelle capacité d’auto-renouvelement par ces monocytes-
macrophages (Mo-Mac, Ly6C'™" F4/80*) reste en suspens. Ainsi, les macrophages

nouvellement formés adoptent certaines fonctions des macrophages résidents tout en
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conservant leur identiteé (Cronk et al., 2018). L’implication des monocytes dans le

renouvellement des macrophages résidents sera abordée dans le chapitre suivant.

¢ Le contexte inflammatoire

Les monocytes inflammatoires jouent un role essentiel dans le contrdle de 1’homéostasie
tissulaire et de la réponse immunitaire en cas d’infection (Kratofil et al., 2017). En effet,
I’activation de TLR4 par injection de LPS entraine une sortie accrue des monocytes de la moelle
osseuse vers le sang, a travers I’augmentation de 1’expression de CCR2 en leur surface
cellulaire, augmentant ainsi le nombre de monocytes inflammatoires dans la circulation (Shi
and Pamer, 2011). D’autre part, la conversion des monocytes inflammatoires en monocytes
circulants est exacerbée par I’injection d’un peptide bactérien (peptidoglycan muramyl
dipeptide) a travers sa reconnaissance par le récepteur NOD2 (nucleotide-binding
oligomerization domain 2) (Lessard et al., 2017). Les monocytes inflammatoires sont donc des
acteurs essentiels pour une réponse immunitaire rapide et efficace.

Cependant, ces monocytes peuvent également étre responsables de la progression et de
I’aggravation de certaines pathologies chroniques telles que [’obésit¢é ou encore
I’athérosclérose, associé au développement de plaques constituées de lipides dans la paroi
interne des arteres. Dans cette pathologie, les monocytes inflammatoires adherent
preférentiellement aux cellules endothéliales activées produisant du TNF-a. IIs sont ensuite
recrutés au sein de la plagque a travers les récepteurs CCR2, CCR5, et CX3CRL1 et phagocytent
les lipides oxydés qui s’y trouvent (Tacke et al., 2007; Woollard and Geissmann, 2010). Cela
induit leur différenciation en Mo-Mac, contribuant ainsi au développement de 1’inflammation
(Combadiére et al., 2008; Swirski et al., 2007). Malgré des caractéristiques fonctionnelles
similaires aux macrophages résidents, les Mo-Mac recrutés en contexte inflammatoire
présentent une signature transcriptionnelle qui leur est propre permettant de les différencier
(Cronk et al., 2018).

Les monocytes inflammatoires semblent également jouer le réle de cellules présentatrices
d’antigéne. In vitro, il a été mis en évidence que 1I’IL-4 et le CSF2 induisent chez les monocytes
murins une capacité de présentation d’antigéne (Brisefio et al., 2016). In vivo, dans la rate et
lors de I’inflammation du colon, les monocytes inflammatoires semblent également jouer un
role de présentation d’antigene aux cellules T suite a la phagocytose de cellules apoptotiques
de fagon similaire aux cellules dendritiques (Peng et al., 2009; Zigmond et al., 2012). Ces
monocytes seraient capables de se différencier en cellules similaires aux cellules dendritiques
(Mo-DC) exprimant de facon importante PDL1 (programmed death ligand 1) contribuant a
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limiter la réponse des lymphocytes T et a induire une auto-tolérance (Geissmann et al., 2008;
Peng et al., 2009). Cependant, le marqueur de surface Zbtb46, un des marqueurs identifié
comme spécifique des cellules dendritiques (Satpathy et al., 2012), ne semble pas étre exprimé
par les monocytes inflammatoires et les macrophages (Wu et al., 2016). Ainsi, il semble que la
capacité de présentation d’antigéne soit un caractére attribuable aux monocytes et remet en
cause 1’idée d’une différenciation de ces cellules en Mo-DC.
e Les monocytes circulants

Dans le sang, les monocytes non classiques circulants sont des cellules de petite taille
(Geissmann et al., 2003) qui patrouillent et rampent le long de ’endothélium des vaisseaux
sanguins a une vitesse de 12um/min, garantissant ainsi son intégrité. Cette fonction repose
notamment sur D’expression du récepteur aux chimiokines CX3CR1 sur la surface des
monocytes (Figure 6) ainsi que la production de I’intégrine LFA-1 (Lymphocyte Function
Associated antigen-1) et de la molécule d’adhésion ICAM (InterCellular Adhesion Molecule)
(Carlinetal., 2013). En cas de dommage sur les cellules endothéliales, les monocytes circulants
ont la capacité d’étre mobilisés rapidement par extravasation et d’initier la réponse
inflammatoire plusieurs heures avant les monocytes classiques inflammatoires (Auffray et al.,
2007; Thomas et al., 2015). En parallele, les cellules endothéliales endommagées produisent
des signaux de danger conduisant a la séquestration des monocytes circulants ainsi mobilisés a
travers 1’expression du récepteur TLR7. Les monocytes contribuent alors a éliminer les débris
cellulaires et a la résolution de I’inflammation. De fagon intéressante, les monocytes circulants
ainsi mobilisés sont également capables de recruter les neutrophiles dans le but d’éliminer les
cellules endommagée (Carlin et al., 2013) (Figure 6). Ainsi, les monocytes circulants jouent
essentiellement un réle de phagocytes résidents de la circulation sanguine et régulent
I’inflammation de I’endothélium vasculaire. Cependant, leur role précis en contexte
inflammatoire reste a déterminer. Des études montrent que les monocytes circulants seraient
¢galement capables d’interagir avec les cellules tumorales métastatiques permettant ainsi
I’élimination de ces derniéres ainsi que le recrutement et 1’activation des cellules NK (Hanna
et al., 2015). En 2013, Michaud et coll. ont mis en évidence 1’implication des monocytes
circulants dans 1’¢élimination des dépdts de peptide p-amyloide (AP) responsables de la
dégénérescence neuronale dans la maladie d’Alzheimer (AD) par 1’utilisation de modéles
murins déficients pour Nr4Al (Michaud et al., 2013). Cependant, ces résultats sont sujets a
débat puisque le facteur de transcription Nr4Al est également exprimé par les monocytes

inflammatoires dans le cadre d’un infarctus du myocarde par exemple (Hilgendorf et al., 2014)
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empéchant d’attribuer ces observations au rdle spécifique des monocytes circulants. Les
monocytes circulants participent également a la progression du développement de
I’athérosclérose par leur infiltration dans les plaques d’athérome, de facon dépendante du
récepteur CCR5 (Tacke et al., 2007). De plus, une élégante étude menée par Quintar et coll. a
permis de caractériser les monocytes circulants au sein des vaisseaux sanguins et de mettre en
¢vidence leur expression lors du développement de I’athérosclérose contribuant ainsi au

maintien de ’intégrité de I’endothélium (Quintar et al., 2017).
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Tableau 1. Tableau comparatif des monocytes murins.
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Chapitre 4. Les macrophages

a. Introduction

Depuis la description du systeme des phagocytes mononuclés par Van Furth en 1972 (van
Furth et al., 1972), les monocytes ont longtemps été considérés comme les acteurs perpétuels
et obligatoires du renouvellement du stock de macrophages résidents dans les tissus. Cependant,
avec 1’avénement des nouvelles technologies a disposition de la recherche, cette vision
exclusive a considérablement évolué. Non-seulement les macrophages tissulaires different des
monocytes par leur origine embryonnaire, mais ils ont également une capacité d’auto-
renouvelement par prolifération a 1’dge adulte, indépendante du recrutement et de la
différenciation des monocytes (Sieweke and Allen, 2013). Dans ce chapitre nous détaillerons
le r6le des macrophages tissulaires ainsi que la part jouée par les monocytes dans leur

renouvellement a travers trois exemples précis : le cerveau, I’intestin et le foie.

b. Développement des macrophages tissulaires

Les macrophages tissulaires prennent leur origine au stade embryonnaire au niveau des Tlots
sanguins du sac vitellin pour devenir des macrophages primitifs essentiellement impliqués dans
le peuplement du cerveau ou ils sont appelés microglie. Dans un second temps, les EMP se
développent dans la vasculature et donnent naissance aux macrophages « définitifs » persistant
a I’age adulte dans la majorité des organes (Hashimoto et al., 2013). De fagon intéressante,
I’expression du facteur de transcription c-Myb est essentielle au développement des
macrophages définitifs. En effet, chez la souris, I’inhibition spécifique de ce facteur empéche
leur développement dans les tissus (Mucenski et al., 1991). Cependant, 1’inhibition de c-Myb
n’impact pas le développement des macrophages d’origine primitive (Schulz et al., 2012;
Sumner et al., 2000). De plus, les macrophages primitifs sont retrouvés en quantité variable
dans de nombreux tissus tels que la rate, le pancréas, les reins, les poumons, le ceeur ou encore
le foie, y compris chez les souris déficientes pour c-Myb (Schulz et al., 2012). De fagon
génerale, tous les macrophages résidents participent au maintien de I’homéostasie et contribuent
a laréponse inflammatoire innée au sein des tissus (Wynn et al., 2013), mais exercent également
une fonction spécifique selon leur origine et le tissu qu’ils occupent (Gautier et al., 2014;

Kohyama et al., 2009).
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1. La microgle

Comme évoqué précedemment, une partie des macrophages primitifs formés a partir de
précurseurs dans le sac vitellin migrent directement vers le cerveau pour contribuer a la
formation du systéme nerveux central (SNC) sans passer par la circulation sanguine (Kurz and
Christ, 1998). Dans le cerveau, les macrophages primitifs proliferent et donnent naissance a la
totalité des cellules composant la microglie a 1’age adulte (Ajami et al., 2007; Ginhoux et al.,
2010). Ainsi, les macrophages microgliaux sont essentiels au développement neuronal et sont
impliqués dans la neurogenése et la formation synaptique a 1’age adulte (Shemer et al., 2015;
Wu et al., 2015). Par ailleurs, la contribution des monocytes dans le maintien du stock de
macrophages du cerveau est minime (Ajami et al., 2011; Kennedy and Abkowitz, 1997; Priller
et al., 2001). En effet, le maintien des macrophages de la microglie en condition physiologique
repose essentiellement sur leur capacité d’auto-renouvelement (Ginhoux et al., 2010).
Cependant, les mécanismes sous-jacents restent a éclaircir. Chez des souris adultes op/op,
I’absence de production de CSF-1 n’impacte pas le développement des macrophages de la
microglie. En revanche, 1’absence de son récepteur CSF-1R méne a la perte de la microglie
(Elmore et al., 2014). En effet, le récepteur CSF-1R peut également étre activé par 1’TL-34.
Cette interleukine est abondamment exprimée par les neurones et joue un réle essentiel dans le
maintien de la microglie (Wang et al., 2012). Cependant chez 1’embryon, 1’inhibition d’1L-34
n’impacte pas le développement des macrophages microgliaux (Greter et al., 2012). Le
développement et le maintien du stock des macrophages au sein du cerveau dépendent donc de
I’interaction complémentaire de 1’'TL-34 et du CSF-1 sur leur récepteur. De fagon intéressante,
Elmore et coll. ont mis en lumiere I’existence potentielle d’un précurseur des cellules
microgliales chez 1’adulte dépendant de 1’expression du CSF-1R supportant le renouvellement
des macrophages in situ (ElImore et al., 2014). Des études supplémentaires sont donc necessaires
pour comprendre les mécanismes requis lors du maintien de la microglie. Comme nous 1’avons
vu précédemment, les cellules immunitaires composant les tissus disposent d’une signature
transcriptionnelle qui leur est propre, dictée par leur environnement (Gosselin et al., 2014;
Lavin et al., 2014). Parmi les génes exprimés spécifiquement par les macrophages composant
la microglie (Butovsky et al., 2014; the Immunological Genome Consortium et al., 2012), le
gene Salll (Spalt Like Transcription Factor 1) est particulierement surexprimé (Koso et al.,
2016). De facon intéressante, son expression est spécifique des macrophages microgliaux et est
absente chez les macrophages dérivés des monocytes recrutés en cas de déplétion de la

microglie (Buttgereit et al., 2016). Ainsi, Salll posséde un role prépondérant dans 1’expression
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de la signature transcriptionnelle des macrophages microgliaux. Son inhibition entraine la sous-
expression de nombreux génes spécifiques de la microglie tels que P2ry12 (Purinergic Receptor
P2Y12) ou Slc2a5 (Glutb), et entraine 1’expression de génes spécifiques d’autres organes tels
que la rate ou les poumons chez ces macrophages dans le cerveau (Buttgereit et al., 2016). Salll
est donc essentiel pour le développement et le maintien des caractéristiques propres aux
macrophages de la microglie. De fagon trés intéressante, 1’expression de la protéine TMEM119
(Transmembrane Protein 119) est également spécifique des macrophages de la microglie chez
I’Homme comme chez la souris (Bennett et al., 2016). De par sa stabilité d’expression dans le
temps, TMEMI119 offre de nouvelles possibilités dans 1’exploration et la compréhension du
développement de la microglie. Notamment, dans cette étude, Bennett et coll. mettent en
¢vidence une capacité de prolifération associée a la maturation de la microglie jusqu’a I’age de
14 jours chez la souris, suivie de sa stabilisation (Bennett et al., 2016). Ainsi, la découverte de
ces marqueurs offre de nouvelles perspectives de recherche dans la compréhension et I’étude
du développement microgliale.

A 1’age adulte en cas de perturbation de I’homéostasie, les macrophages ont ainsi la capacité
de proliférer et de repeupler le cerveau de facon indépendante de la circulation sanguine (Ajami
etal., 2007; Mildner et al., 2007). De ce fait, la contribution des monocytes au repeuplement de
la microglie se fait a titre exceptionnel comme dans le cas de pathologies neurodégénératives
ou de blessures. Dans un modéle murin de parabiose les systémes sanguins de deux souris sont
interconnectés. Suite a I’irradiation d’une des deux souris, la contribution des monocytes de la
seconde a la reconstitution de la microglie de la premiére est minime (Hashimoto et al., 2013).
La microglie est donc essentielle pour la protection du SNC et le maintien de son homéostasie.
Ainsi, des altérations ou modifications au niveau du cerveau entrainent des modifications
fonctionnelles et morphologiques des macrophages traduisant un état activé. Dans le cas de
pathologies neurodégénératives telles que la maladie d’ Alzheimer, ’activation de la microglie
entraine le développement de I’inflammation ainsi qu’un défaut dans leur fonction
phagocytaire. Dans les stades avancés de I’AD, la microglie ne parvient pas a éliminer les
dépots d’AP qui s’accumulent (Colonna and Butovsky, 2017; Fiala et al., 2005). Ce phénoméne
induit I’activation des monocytes présents dans la circulation sanguine (Saresella et al., 2013).
En effet, les monocytes sont capables de traverser la barriere hémato-encéphalique (BBB) de
facon CCR2 dépendante, de se différencier en macrophages et d’éliminer ainsi les dépots d’Ap
(Zuroff et al., 2017). La délétion spécifique de CCR2 associée a I’inhibition de 1’infiltration des

monocytes dans le cerveau de souris modeles de 1’ AD entraine 1’amélioration de leurs fonctions
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cognitives. En revanche, la phosphorylation de la protéine Tau, responsable du développement
de maladies neurodégénératives, est accrue dans ces conditions (Gyoneva et al., 2015),
suggérant un effet double de I’infiltration des monocytes. Ainsi, le réle précis de ces derniers
sur le maintien de I’homéostasie du cerveau reste a déterminer.

1. Les macrophages de 'intestin

Les macrophages de la muqueuse intestinale participent a la régulation du microbiote
intestinal. Au contraire de la microglie, les macrophages intestinaux sont continuellement
renouvelés par les monocytes sanguins a 1’dge adulte pour permettre le maintien de
I’homéostasie tissulaire (Bain et al., 2014). En 2014, les travaux de Bain et coll. ont permis de
mettre en évidence les caractéristiques des macrophages embryonnaires en comparaison avec
les macrophages adultes de D’intestin. Ainsi, lors du développement de la souris, les
macrophages embryonnaires F4/80M9" CX3CR1"9" MHCII* CD11b* CD64" (FcyR1) qui
peuplent D’intestin sont caractérisés par la production d’IL-10 et de TNF-o a [I’état
physiologique et présentent un pouvoir prolifératif important contrairement aux macrophages
identifiés chez I’adulte. De fagon trés intéressante, ces derniers sont incapables de s’auto-
renouveler en cas d’inflammation, et le maintien de I’homéostasie du tissu repose uniquement
sur le recrutement des monocytes inflammatoires depuis la circulation sanguine. D¢s 1’age
d’une semaine, les macrophages murins embryonnaires sont ainsi progressivement remplacés
par les macrophages dérivés des monocytes inflammatoires (Bain et al., 2014). De plus, les
souris adultes déficientes pour CCR2, essentiel a la migration des monocytes, présentent un
défaut du nombre de macrophages intestinaux (Bain et al., 2013). Au contraire, 1’injection de
monocytes entraine leur différenciation immédiate en macrophages (Zigmond et al., 2012)
traduisant leur importante efficacité lors du repeuplement du tissu. De méme que leurs
homologues embryonnaires, les Mo-Mac intestinaux produisent du TNF-o et de 1’IL-10, sont
insensibles a I’activation des TLR, et présentent une importante activité phagocytaire (Bain et
al., 2013; Rivollier et al., 2012). Dans I’intestin, la voie de signalisation de I’'IL-10 est
essentielle au maintien de 1’homéostasie et a la prévention du développement de nombreuses
pathologies telles que I’inflammation du colon. Bien que la production d’IL-10 semble étre plus
importante chez les Mo-Mac, son inhibition spécifique n’entraine pas d’altération de
I’homéostasie de I’intestin. En revanche, ’inhibition spécifique de son récepteur IL-10R sur les
Mo-Mac entraine un défaut de leur programmation intestinale ainsi que le développement de
I’inflammation du colon (Zigmond et al., 2014a). De fagon intéressante, les macrophages

présentent différentes fonctions et niveaux d’expression du marqueur de surface CD11c selon
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leur localisation dans I’intestin. En effet, les macrophages de la lamina propria (CD11c")
possede une forte activité phagocytaire et participent au maintien de la barriére épithéliale. Les
macrophages de la muscularis externa (CD11c™ /%) contribuent quant a eux a la motilité des
muscles intestinaux (Figure 7) et permettent la communication avec le systéme nerveux
sympathique (Muller et al., 2014). Ces résultats mettent en évidence le rdle déterminant que

jouent les macrophages intestinaux dans la régulation de la digestion et notamment le réle des
monocytes permettant leur renouvellement constant.
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Figure 7. Représentation schématigue de la distribution intestinale des macrophages.
Adapté de (Wehner and Engel, 2017)
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1. Les cellules de Kupfter

Le foie est un treés bon exemple de I’hétérogénéité des macrophages résidents qui composent
le tissu. En effet, deux populations coexistent : les cellules de Kupffer, identifiées en 1876 par
Von Kupffer (Von Kupffer, 1876), et les macrophages dérivés des monocytes Mo-Mac (Sakai
et al., 2019; Scott et al., 2016). Les macrophages du foie sont essentiels au maintien de
I’homéostasie tissulaire, sont les garants du bon fonctionnement du tissu et permettent d’assurer
I’élimination des bactéries et microbes issus de I’intestin qui migrent a travers la veine porte
(Davies et al., 2013; Tran et al., 2020).

Les cellules de Kupffer prennent leur origine dans le foie feetal et dérivent ainsi des
macrophages définitifs (Hashimoto et al., 2013). Une fois dans le foie, I’expression du facteur
de transcription ID3 (inhibitor of DNA binding 3) permet aux cellules de Kupffer de proliférer
et de s’auto-renouveler au sein du tissu (Mass et al., 2016) de fagcon dépendante de 1’expression
du recteur CSF-1R en leur surface (Gomez Perdiguero et al., 2015). L’expression spécifique
des marqueurs de surface Clec4F (C-Type Lectin Domain Family 4 Member F) et Tim4 (T-cell
immunoglobulin domain and mucin domain-4) permet de les différencier des Mo-Mac (Sakai
et al., 2019; Scott et al., 2016). Par ailleurs, I’administration d’IL-4 entraine chez la souris une
accumulation et une prolifération accrue des macrophages dans le foie (Jenkins et al., 2011;
Milner et al., 2010).

De fagon surprenante chez I’Homme, les macrophages issus du recrutement des monocytes
dérivent essentiellement des monocytes intermédiaires CD14" CD16". En effet, ces derniers
sont majoritaires dans le foie en condition physiologique et pathologique (Liaskou et al., 2013).
Chez la souris, les Mo-Mac peuplant le foie sont issus des monocytes inflammatoires Ly6C"o"
(Dal-Secco et al., 2015) et sont capables d’adopter les caractéristiques fonctionnelles des
cellules de Kupffer en cas de déplétion de ces derniéres (Beattie et al., 2016; Sakai et al., 2019).
De facon tres intéressante, les macrophages de la cavité peritonéale semblent également
capables de migrer vers le foie contribuant au repeuplement du stock de macrophages et
participant a la réponse inflammatoire. En effet, en réponse a une brdlure, des macrophages
matures F4/80"" GATAG* migrent directement de la cavité péritonéale vers le foie, de fagon
dépendante de CD44 et des signaux de danger DAMP (Damage Associated Molecular Pattern),
ou ils adoptent un profil anti-inflammatoire et contribuent a 1’élimination des cellules
apoptotiques (Wang and Kubes, 2016). Ces données mettent en lumiére le rble décisif de
I’environnement du tissu sur le destin des macrophages peuplant le foie indépendamment de

leur origine.
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Au sien du tissu, cellules de Kupffer et Mo-Mac exercent des fonctions bien distinctes
(Zigmond et al., 2014b). Les cellules de Kupffer sont essentiellement tolérogénes. Elles
contribuent au maintien de 1’auto-tolérance a travers notamment 1’induction des Treg (You et
al., 2008). Au contraire, les Mo-Mac sont essentiellement immunogénes et contribuent au
développement de la réponse inflammatoire. En condition physiologique, les Mo-Mac
participent & la régulation du métabolisme du cholestérol et du fer (Theurl et al., 2016). En cas
d’inflammation, ils ont la capacité d’adopter un phénotype pro-inflammatoire ou anti-
inflammatoire selon les signaux environnementaux (Xue et al., 2014). Ainsi, les différents types
de macrophages peuplant le foie sont complémentaires et contribuent aussi bien a la réponse

pro-inflammatoire qu’a la résolution de I’inflammation (Guillot and Tacke, 2019).

c. Conclusion

Nous avons vu dans ce chapitre I’importance des monocytes dans le maintien de
I’homéostasie des tissus de I’organisme. Ils sont les piliers d’une réponse immunitaire innée
efficace et apportent un soutien essentiel aux macrophages résidents des tissus périphériques
lorsque leur prolifération in situ est insuffisante notamment lors du vieillissement ou dans les
pathologies chroniques. La proportion des monocytes varie selon le type de tissu et les signaux
environnementaux auxquels ils sont exposés. Par ailleurs, 1’origine des macrophages tissulaires
détermine leurs cinétiques de différenciation, a I’exemple de la microglie originaire du sac
vitellin qui dispose d’une trés forte capacité d’auto-renouvelement, et au contraire des
macrophages intestinaux remplacés des la premiére semaine post-natale. Cependant, malgré les
nombreuses avancées faites dans la compréhension de I’implication des monocytes au sein des
différents tissus de 1’organisme, la contribution des monocytes dans le maintien de
I’homéostasie des tissus adipeux et la réponse inflammatoire dans les pathologies cardio-

métaboliques telles que I’obésité reste a éclaircir.
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Fonctions

Recrutement
des

monocytes

Références

Développement du
SNC

Auto-
renouvelement,

prolifération

Inflammation et
réponse

immunitaire

Transports
lipidiques vers les

neurones

Uniguement en cas

d’inflammation

(Boche et al., 2013)

Homéostasie

tissulaire

Essentiellement

anti-inflammatoires

Production d’IL-10

Tres forte capacité

phagocytaire

Remodelage

tissulaire

Dés de la 1%

semaine post-natale

(Bain et al., 2014)
(Cerovic et al.,
2014)

Régulation des
fonctions
neuronales et de
la motilité

gastro-intestinale

Maintien de
I’homéostasie du

tissu

Oui

(Movita et al.,

2012; Sakai et

al., 2019; Scott
etal., 2016)

Homéostasie du

tissu

Réponse &

I’inflammation

En cas

d’inflammation

(Lavin et al.,
2014; Morales-
Nebreda et al.,
2015)

Tableau 2. Tableau comparatif des macrophages résidents tissulaires.

(LPM : larges peritoneal macrophages ; SPM : small peritoneal macrophages)

Homéostasie du tissu

Réponse &

I’inflammation

Forte capacité
phagocytaire

Disparaissent en cas

d’inflammation

En cas d’inflammation et

se différencient en SPM

(Cassado et al., 2015)
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Chapitre 5. Les tissus adipeux

a. Introduction

Le tissu adipeux (AT) est le lieu principal du stockage de 1’énergie nécessaire au
fonctionnement de I’organisme mais est également un organe qualifi¢ d’endocrine par sa
capacité a communiquer avec son environnement (Kershaw and Flier, 2004). C’est un tissu
hétérogéne composé d’adipocytes matures et d’une fraction vasculaire stromale (SVF) qui
contient les cellules immunitaires (Han et al., 2015). Chez les mammiféres, le tissu adipeux est
classé en deux grandes catégories ayant une origine développementale et des caractéristiques
métaboliques distinctes : le tissu adipeux blanc, le plus abondant, jouant un réle de stockage de
I’énergie et le tissu adipeux brun, responsable de la dissipation de 1’énergie sous forme de
chaleur (Esteve Rafols, 2014). Un déréglement des mécanismes de stockage ou de déstockage
des graisses dans ces tissus est a I’origine du développement de nombreuses pathologies cardio-
métaboliques telles que 1’obésité ou le diabéte de type 2. Dans ce chapitre nous détaillerons
I’importance et la complexité des différentes fonctions adipocytaires sur I’homéostasie de

I’organisme ainsi que leurs implications dans le développement des pathologies.

b. Distribution des tissus adipeux

Les tissus adipeux sont localisés par dépdts a travers I’organisme (Figure 8). La fonction
exercée par ces différents dépdts dépend de leur localisation et de leur taille, mais également de
I’age, du sexe et du statut nutritionnel de I’individu.

1. Le tssu adipeux blanc
o Généralités

Le tissu adipeux blanc (WAT) est le tissu adipeux le plus abondant chez les mammiferes a
1’age adulte. En condition physiologique chez I’Homme, le WAT représente en moyenne 20%
du poids corporel (Hausman et al.,, 2001). Il s’agit d’un tissu hétérogéne composé
majoritairement d’adipocytes blancs capables d’une grande extensibilité lui permettant de
s’adapter aux besoins de stockage de 1’organisme en cas d’apport excessif d’énergie. Chez les
mammiferes, le WAT existe majoritairement sous deux types. Le WAT viscéral (VAT),
principalement présent au niveau de 1’abdomen dans la cavité péritonéale, et le WAT sous-
cutané (SCAT) (Figure 8). Cependant, le WAT est aussi rencontré en moindre quantité dans la

zone péricardique, péri-vasculaire, rétro-orbitale et intramusculaire (Figure 8) (Esteve Rafols,
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2014). Cette diversité de localisation reflete les différences métaboliques et fonctionnelles des
différents dépots.
¢ Le tissu adipeux blanc viscéral : le VAT

Le tissu adipeux blanc viscéral comprend les dépdts péri-gonadiques, rétro-péritonéaux,
mésentériques et de I’omentum (Figure 8). La particularité du VAT est sa connexion directe
avec le foie a travers la veine porte. 1l joue ainsi un réle essentiel dans le contrdle des taux de
TG et de cholestérol dans la circulation sanguine, mais également dans la tolérance au glucose
(Goossens, 2008). Par ailleurs, une diminution de la proportion de VAT entraine une meilleure
sensibilité a I’insuline (Goodpaster et al., 1999). Le VAT est également plus sensible a la perte
de poids et est métaboliqguement plus actif que le SCAT (Choe et al., 2016; Guo et al., 2018;
Serra et al., 2017).

¢ Le tissu adipeux blanc sous-cutané : le SCAT

Les dépdts de tissu adipeux blanc sous-cutané sont plus épars dans 1’organisme (Figure 8)
et leur fonction est spécifique de leur localisation. En effet, les dépbts associés aux muscles
abdominaux, fessiers, et fémoraux sont essentiellement responsables du stockage de 1’énergic
a travers la voie de I’insuline (Choe et al., 2016). Les dépdts situés autour des glandes
mammaires, aussi appelés tissu adipeux rose, sont capables de se trans-différencier en cellules
responsables de la lactation lors d’une grossesse puis de se dédifférencier en adipocytes a la fin
de la période de lactation (Cinti, 2018). Enfin, le SCAT situé au niveau de la peau sert
essentiellement de soutien au renouvellement des follicules pileux (Alexander et al., 2015;
Luong et al., 2019).

1. Le tissu adipeux brun

Le tissu adipeux brun (BAT) est responsable de la régulation de la température du corps par
un processus appelé thermogenése permettant de libérer 1’énergie stockée sous forme de
chaleur. Chez ’'Homme, le BAT est essentiellement rencontré chez le foetus et le nouveau-né.
Il se concentre principalement autour des reins et dans les régions axillaire et cervicale (Figure
8) (Cannon and Nedergaard, 2004) puis se réduit considérablement a 1’age adulte. La
persistance du BAT chez I’adulte n’a été découverte que trés récemment. En effet, la technique
d’imagerie par PET-Scan a permis de mettre en évidence des zones d’activité métabolique
importante dans les régions supra-claviculaire, cervicale, axillaire et para vertébrale (Figure 8)
(Cypess et al., 2009; Virtanen et al., 2009). Chez les rongeurs, le BAT se concentre
essentiellement dans la zone inter-scapulaire, entre les omoplates et dans la région axillaire (Bal
etal., 2012).
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Figure 8. Répartition des différents dépdts de tissu adipeux chez I'Homme.

Adapté de (Esteve Rafols, 2014; Schoettl et al., 2018) et « Anatomie d'une souris » Cjl.d -

Wikimedia Commons (Creative Commons Attribution-Share Alike 4.0 International).
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1. Particulanité : Le tissu adipeux de la moelle osseuse

Le tissu adipeux de la moelle osseuse (BMAT) est un tissu particulier qui intervient dans le
maintien de ’hématopoiese médullaire. De fagon tres intéressante, les os et le BMAT sont
dérivés d’un méme précurseur, les MSC, exprimant le facteur de transcription osterix (Sp7)
responsable de la formation des ostéoblastes et des cellules osseuses (Cawthorn et al., 2014). A
la différences des adipocytes périphériques, les adipocytes de la moelle osseuse expriment
faiblement le facteur de transcription PPARy (Peroxisome proliferator-activated receptor),
spécifique des adipocytes matures, mais expriment fortement des marqueurs précoces de leur
différenciation tels que C/EBP (Liu et al., 2013). La synthése et la sécrétion d”hormones telles
que la leptine et de facteurs de transcription comme PPARy déterminent par la suite la
différenciation spécifiqgue des MSC en adipocytes. Dans la période post-natale, la moelle
osseuse est composée principalement de tissu hématopoiétique, lui donnant une couleur rouge,
nécessaire au peuplement de la moelle osseuse en HSC et précurseurs de I’hématopoiése
(Kricun, 1985). En paralléle, le BMAT se développe de facon exponentielle pour atteindre pres
de 70% du volume de la moelle osseuse a 1I’age adulte (Fazeli et al., 2013). Cette derniére prend
alors progressivement une couleur jaune liée a sa densité adipocytaire. Au sein de la moelle
osseuse, le BMAT agit comme régulateur de I’hématopoic¢se (Horowitz et al., 2017; Naveiras
et al., 2009), et permet 1’approvisionnement des ostéoblastes en AG pour leur renouvellement
(Maridas et al., 2019). Au sein de la moelle osseuse on distingue le BMAT constitutif (cBMAT)
du BMAT regulé (rBMAT). Le cBMAT est présent des la naissance et est localise au niveau
des os distaux tels que la cavité médullaire des os longs. Ce tissu a une faible activité
hématopoiétique et est composé de larges adipocytes. Le rBMAT est quant a lui localisé dans
la moelle épiniére et les os proximaux ou I’hématopoiese est importante et se développe plus
tard lors de la croissance (Hafidi et al., 2019; Maridas et al., 2019; Suchacki and Cawthorn,
2018).

c. Les adipocytes

e Les adipocytes blancs
Les adipocytes blancs sont des cellules qui possedent une importante extensibilite,
nécessaire pour s’adapter aux demandes de stockage et déstockage énergétique de I’organisme.
Cette extensibilité est rendue possible par la présence d’une unique vacuole, appelée gouttelette
lipidique, pouvant représenter jusque 95% du volume de 1’adipocyte. Les AG sont ainsi stockés

dans la gouttelette lipidique sous forme de lipides neutres. De par le volume important de cette
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gouttelette, le cytoplasme des adipocytes blancs est réduit et comprend peu de mitochondries
(Bielczyk-Maczynska, 2019).

¢ La gouttelette lipidique

La particularité physique qui définit les adipocytes blancs est la présence de cette unique
vacuole ou gouttelette lipidique qui occupe 95% de I’espace intracellulaire. La gouttelette
lipidique est le lieu de stockage de 1’énergie sous forme de lipides neutres tels que les
triglycérides (TG) et les esters de cholestérol. Mais elle est également un soutien dynamique
dans la capacité d’extension des adipocytes blancs de par sa contribution dans les échanges de
lipides avec le réticulum endoplasmique, la mitochondrie et la membrane plasmique
(Schuldiner and Bohnert, 2017). La gouttelette lipidique est entourée d’une membrane
composée d’une unique couche de phospholipides constituant la barriére hydrophobe
permettant de contenir les lipides neutres en son sein (Walther et al., 2017). Par ailleurs, le
soutien structurel de la gouttelette est permis par 1’expression de protéines telles que les
perilipines en sa surface. De facon importante, les perilipines participent également a la
régulation de la lipolyse du tissu adipeux (Sztalryd and Brasaemle, 2017). Ce processus sera
détaillé plus bas dans le manuscrit.

e Les adipocytes beiges

Le WAT est un tissu doué¢ d’une grande plasticité lui permettant de s’adapter aux signaux
environnementaux. Les adipocytes blancs sont notamment capables de se trans-différencier en
adipocytes beiges ayant des caractéristiques particulieres. Les adipocytes beiges sont rencontrés
aussi bien au sein du WAT que dans le BAT. lIs participent au stockage et au déstockage de
I’énergie en cas de nécessité, comme le font les adipocytes blancs (Jankovic et al., 2015), mais
sont également caractérisés par une importante masse mitochondriale et une fonction
thermogénique semblable aux adipocytes bruns (Castro et al., 2017). Les adipocytes beiges
semblent étre capables de prendre leur origine aussi bien dans les adipocytes blancs que dans
les adipocytes bruns de facon indifférente. Cependant, ces adipocytes sont rencontres
uniquement a I’age adulte et ont un profil d’expression génique bien spécifique (Jankovic et al.,
2015). L’adipokine irisine, obtenue a partir du clivage de la protéine FNDC5 (Fibronectin type
Il domain-containing protein 5) lors d’un exercice physique, semble notamment étre exprimee
lors de la transition des adipocytes blancs en adipocytes beiges, appelée browning (Farmer,
2019). L’hormone metorine-like (Metrnl) contribue également au browning des adipocytes.
Cette hormone est libérée a partir du muscle squelettique vers la circulation suite a un exercice

physique, ou depuis le tissu adipeux suite a une exposition au froid (Rao et al., 2014). Cette
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trans-différenciation permet donc a [’organisme de s’adapter aux variations de son
environnement comme lors d’une exposition a une faible température, une diminution des
apports caloriques, une stimulation des neurones adrénergiques, ou encore suite a un exercice
physique (Bostrom et al., 2012; Corrales et al., 2019; Vitali et al., 2012).

e Les adipocytes bruns

D’un point de vue morphologique, le BAT est un tissu trés vascularisé, composé en quasi-
totalité d’adipocytes bruns de petite taille, eux-mémes constitués de multiples petites vacuoles
contenant les lipides neutres. La particularité des adipocytes bruns réside dans leur importante
masse mitochondriale, responsable de la couleur particuliére de ce tissu, et dans la multitude de
vacuoles permettant ainsi une mobilisation rapide des TG qui seront utilisés ensuite par les
mitochondries pour la production de chaleur (Cannon and Nedergaard, 2004).

Pendant de nombreuses années, la communauté scientifique attribuait au WAT et au BAT
une origine commune dans le mésoderme. Cependant, en 2006, Atit et coll. ont proposé 1’idée
d’une origine commune des adipocytes bruns avec les cellules musculaires (Atit et al., 2006).
En effet, lors de I’embryogenése, les cellules du dermomyotome issu de la division du
mésoderme en sclérotome et dermomyotome, donnent naissances a la fois aux cellules
musculaires et aux adipocytes bruns. De plus, 1’expression spécifique de Myf5, un facteur
responsable du développement des cellules musculaires, par les adipocytes bruns et non par les
adipocytes blancs, semble confirmer I’hypothése de cette origine commune avec les cellules
musculaires (Seale et al., 2008). Cependant, ces résultats n’excluent pas 1’existence d une lignée
indépendante de Myf5. De plus, la stimulation B-adrénergique par une faible température, induit
la génération d’adipocytes bruns n’exprimant pas le marqueur Myf5. A la différence des
adipocytes bruns Myf5*, ces adipocytes sont situés au sein du WAT et correspondent aux

adipocytes beiges (Seale et al., 2008).

d. Fonctions métaboliques des tissus adipeux

Selon leur localisation et leur origine, les AT exercent différentes fonctions pour participer
au maintien de I’homéostasie de I’organisme. Lors de la prise alimentaire, I’apport énergétique
en exces, gue ce soit le glucose ou les lipides, sont stockés dans le AT a travers le processus de
lipogenese. En revanche, a distance des repas, cette énergie posséde la capacité d’étre a nouveau
mobilisée a travers la lipolyse. Enfin, le BAT est un tissu spécialisé dans I’utilisation de
I’énergie pour la production de chaleur dans le but de garantir une température interne stable a

travers le processus de thermogenése. Dans cette partie nous détaillerons ces différents
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mécanismes afin de mieux comprendre I’importance des AT dans le maintien de I’homéostasie
de I’organisme.
1. Le stockage de ['énergie
e Lalipogenese

La fonction principale du AT est le stockage des AG au sein des gouttelettes lipidiques. Ce
mécanisme permet d’éviter la lipotoxicité induite par un excés d’AG dans la circulation
sanguine, qui pourrait éventuellement conduire a une résistance a I’insuline, impliquée dans le
développement de pathologies cardio-métaboliques telles que le diabete de type 2 ou 1’obésité.
Chez I’Homme et les rongeurs, les TG stockés dans les gouttelettes lipidiques des adipocytes
proviennent majoritairement des AG circulants issus de I’hydrolyse des lipides par le systeme
digestif. Les AG sont constitués d’une chaine aliphatique composée d’un nombre variable de
carbones et peuvent étre saturés ou insaturés. On distingue ainsi trois types d’AG
dépendamment de leur structure et du nombre de carbones dont ils sont composés : les AG a
chaine courte (SCFA) possédant une chaine aliphatique de moins de six carbones, les AG a
chaine moyenne (MCFA) et les AG a chaine longue (LCFA), composé d’une chaine d’au moins
12 carbones (Alvarez-Curto and Milligan, 2016).

L’entrée dans les tissus des AG a longue chaine issus de la digestion se fait par
I’intermédiaire de transporteurs spécifiques appartenant a la famille des FATP (Fatty acid
transport protein, SLC27). Plus spécifiquement FATP1 est responsable de ’entrée des AG au
sein des adipocytes (Fisher and Gertow, 2005; Schaffer and Lodish, 1994; Stahl, 2004). Suite
a leur transport dans le cytoplasme adipocytaire, les AG sont liés a la coenzyme A (Co-A) par
I’enzyme acyl-CoA synthétase (ACS) (Figure 9). Les FATP semblent également contribuer a
I’activation des AG par la Co-A (Coe et al., 1999). L’acyl-CoA ainsi formé est alors
successivement transformé en phosphatidate, en diacylglycérol (DG) puis en TG. Les TG sont
enfin stockés dans les gouttelettes lipidiques des adipocytes (Barbosa and Siniossoglou, 2017)
(Figure 9).

Lors d’un régime riche en lipides, ’intestin et le foie libérent également des lipoprotéines
riches en TG, les chylomicrons et les VLDL respectivement. Une fois dans la circulation
sanguine, ces molécules sont hydrolysées par la lipoprotéine lipase (LPL), associées aux
cellules endothéliales (Olivecrona, 2016). Les AG ainsi générés sont captés par 1’adipocyte a
travers le récepteur CD36 en leur surface cellulaire puis utilisés pour former des TG qui seront

stockés dans la gouttelette lipidique de I’adipocyte (Su and Abumrad, 2009).
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e Meétabolisme du glucose

Le stockage des TG par les adipocytes est également possible a travers le métabolisme du
glucose. En effet, I’augmentation des niveaux glucidiques dans la circulation sanguine (i.e.
hyperglycémie) suite a la prise alimentaire par exemple, induit une cascade de signaux qui
permettent de réguler la glycémie par I’entrée du glucose dans les adipocytes. Ces derniers
expriment en leur surface cellulaire le récepteur a 1’insuline (IR) qui permet de détecter les
variations des niveaux d’insuline produite par le pancréas. L’activation de ce récepteur sur les
adipocytes induit a son tour I’activation du transporteur du glucose GLUT4, également exprimé
en leur surface cellulaire. Le glucose est ainsi transporté vers le cytoplasme de 1’adipocyte.
Celui-ci est ensuite utilisé par la glycolyse pour la production de pyruvate qui peut intégrer le
TCA (ou cycle de Krebs) au sein de la mitochondrie sous forme d’Acétyl-CoA pour générer du
citrate et de I’ATP, nécessaire au fonctionnement cellulaire. Le citrate est alors transformé en
acyl-CoA par I’ACS (Figure 9). De méme que pour les lipides, 1’acyl-CoA ainsi produit est
utilisé pour la synthése des TG a travers la lipogenese.

De facon intéressante dans les adipocytes bruns, le glucose est préférentiellement utilisé
pour la lipogenese et la production d’ATP quand les AG sont privilégiés pour la thermogenése
(Hankir and Klingenspor, 2018) (Figure 10). De plus, la captation du glucose par les adipocytes
bruns semble contribuer a la régulation du métabolisme global glucidique de 1’organisme
(Matsushita et al., 2014).
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Figure 9. Représentation schématigue du stockage de I’énergie par le tissu adipeux.

Lors d’un apport de glucose dans la circulation sanguine suite a la digestion d’un repas par exemple,
I’insuline est sécrétée par le pancréas pour réguler I’homéostasie glucidique. L’insuline se fixe sur son
récepteur spécifique (IR) et active alors la voie de signalisation de I’AKT, qui phosphoryle et active a
son tour le récepteur au glucose GLUT4 en surface des adipocytes qui déclenche I’entrée du glucose
dans la cellule. Le glucose est transformé en glucose-6-phosphate (G6P), puis en fructose-6-phosphate
(F6P) et enfin en pyruvate. Ce processus est appelé glycolyse. Le pyruvate est transporté au sein de la
mitochondrie pour étre transformé en Acétyl-CoA puis en citrate pour la génération d’énergie sous
forme d’ATP dans le cycle de Krebs (TCA). L’acétyl-CoA qui en résulte retourne dans le cytoplasme
ou il sera transformé ou non en malonyl-CoA puis en palmityl-CoA. Le palmityl-CoA sert ensuite de
substrat a ’ACS (Acyl-CoA synthase) pour la synthése de I’acyl-CoA. Ce dernier participe a la
génération de phosphatidate qui sera transformé en diacylglycérol (DG) puis hydrolysé en
triacylglycérol (TG) pour étre stocké dans la gouttelette lipidique du tissu adipeux. Les acides gras (AG)
quant a eux sont captés par la cellule a travers 1’expression des transporteurs CD36 ou FATP. Les AG
sont ensuite hydrolysés en Acyl-CoA pour étre également stockés sous forme de TG.
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Figure 10. Importance du métabolisme dans le tissu adipeux brun.

Le glucose est utilisé par I’adipocyte brun pour I’alimentation du cycle de Krebs (TCA) dans le but
de produire de I’ATP et du citrate. Le citrate est ensuite utilisé pour la lipogenése et la génération des
triglycérides (TG) qui seront stockés dans les gouttelettes lipidiques. La lipolyse des TG et I’entrée des

acides gras (AG) par les transporteurs CD36 et FATP permet leur utilisation pour la génération de
chaleur a travers la thermogeneése et I’activation de la protéine UCP1. (Hankir and Klingenspor, 2018).
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1. La lipolyse

A distance des repas ou suite a une stimulation adrénergique, les AT ont la capacité de
restituer 1’énergie stockée dans les gouttelettes lipidique a travers I’hydrolyse des TG en AG.
Ce processus s’appelle la lipolyse du tissu adipeux (Figure 11). Cette réaction est catalysée par
trois enzymes : I’hydrolyse des TG stockés dans les gouttelettes lipidiques des adipocytes se
fait essentiellement par 1’action de I’enzyme ATGL (Adipose triglyceride lipase). Cette dernicre
permet la génération de DG et d’un AG et catalyse ainsi la premiére étape de lipolyse du tissu
adipeux. Le DG est ensuite hydrolysé en monoacylglycérol (MG) et AG par I’enzyme HSL
(hormone-sensitive lipase). En cas de défaut de fonctionnement de I’enzyme ATGL, il a été
montré que la HSL pouvait prendre le relais pour palier partiellement a ce dysfonctionnement
(Schweiger et al., 2006). Ainsi, plus de 90% des TG sont hydrolysés par ’ATGL et la HSL
(Schweiger et al., 2006). Finalement, une derniére enzyme, la monoacylglycérol lipase (MGL),
vient catalyser la troisieme étape de la lipolyse du tissu adipeux. Celle-ci hydrolyse le MG en
glycérol et AG (Duncan et al., 2007).

e ATGL, I’étape initiale

La contribution de I’enzyme ATGL a la lipolyse du tissu adipeux a eté décrite pour la
premiére fois en 2004 (Jenkins et al., 2004). Elle fait partie de la famille des protéines a domaine
patatine qui comprend neuf membres chez I’Homme, et huit chez la souris et est codée par le
géne PNPLA2 (Patatin-like phospholipase domain-containing protein 2). La protéine humaine
est localisée principalement dans le tissu adipeux mais également a des niveaux plus faibles
dans d’autres tissus tels que le muscle squelettique, le cceur et le foie (Schreiber et al., 2019).
L’enzyme ATGL est composée de 504 acides aminés et possede un site catalytique (Ser-47 et
Asp-166) au sein du domaine patatine (Rydel et al., 2003). La partie COOH- terminale posséde
une fonction majoritairement régulatrice et contient une région hydrophobe de fixation a la
gouttelette lipidique (Duncan et al., 2010; Schweiger et al., 2008). En effet, ’ATGL est
localisée sur la membrane de la gouttelette lipidique de I’adipocyte. La régulation de son
expression et de son activité est particulierement complexe. En effet, son expression dépend de
I’état énergétique de 1’organisme. Ainsi, I’expression de I’enzyme ATGL est diminuée en cas
de prise alimentaire, en présence d’insuline ou par la voie de signalisation dépendante du
complexe mTORC1 (mechanistic target of rapamycin (mTOR) complex 1) (Chakrabarti et al.,
2013), un complexe protéique sensible aux niveaux énergétiques cellulaires et impliqué dans la
synthése protéique et de nombreux processus cellulaires tels que la prolifération, la croissance
et la survie (Kim et al., 2002; Wullschleger et al., 2006). En revanche, I’ATGL est surexprimée
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en cas de jeline, en présence de glucocorticoides ou encore d’agonistes du récepteur PPARYy
(Lass et al., 2011), impliqué notamment dans la transcription des genes du metabolisme (Mirza
et al., 2019). Chez la souris, ’AMPK (AMP-activated protein kinase) est capable de
phosphoryler la sérine S406 de I’enzyme ATGL augmentant ainsi son activité. En revanche, le
role de I’AMPK sur la lipolyse reste controversé (Gaidhu et al., 2009; Gauthier et al., 2008).
Chez ’'Homme comme chez la souris, 1’activité de I’enzyme ATGL est stimulée par sa
liaison avec le co-activateur appelé CGI-58 (comparative gene identificiation-58 ou ABHDS5,
o/B-fold domain-containing protein 5) (Lass et al., 2006). A 1’état basal, ’ATGL, son co-
activateur et la perilipine A sont localisés a la surface de la gouttelette lipidique (Girousse and
Langin, 2012). Le co-activateur CGI-58 se lit et interagit de maniére réversible avec la
perilipine A, le rendant inactif et limitant ainsi I’hydrolyse des TG au sein de la gouttelette
lipidique (Subramanian et al., 2004). En cas de stimulation, 1’activation de la voie de
signalisation de la PKA (protein kinase A) entraine la phosphorylation de la perilipine A
permettant ainsi la libération du co-activateur CGI-58, le rendant disponible pour son
interaction avec I’ATGL ce qui a pour effet d’accentuer ’hydrolyse des TG au sein de la
gouttelette lipidique (Schweiger et al., 2006) (Figure 11). Chez la souris, ’inhibition
pharmacologique de ’enzyme Atgl par injection intrapéritonéale du composé ATGListatine
conduit a la diminution de la libération des AG par le tissu adipeux, ainsi que des niveaux d’AG
circulants (Schweiger et al., 2017). L’inhibition totale de I’enzyme Atgl, par une approche
génétique, conduit a la diminution de la lipolyse du tissu adipeux ayant pour conséquence
I’augmentation du poids des souris associée a de plus larges dép6ts adipeux, mais également
un défaut important de la thermogénése du BAT ainsi qu’une obésité 1égere (Haemmerle,
2006). En comparaison, I’inhibition spécifique de I’enzyme Atgl dans le tissu adipeux via
I’expression de I’enzyme cre recombinase sous le contrdle spécifique du gene de 1’adiponectine,
exprimée en surface des adipocytes, entraine comme attendu I’altération de la lipolyse du WAT,
une trans-différenciation des adipocytes bruns en adipocytes similaires aux adipocytes blancs,
appelée whitening, ayant une importante et unique gouttelette lipidique, ainsi que 1’altération
de lathermogénése du BAT. En revanche, ces souris ne présentent pas de modification de masse
corporelle et ont une meilleure tolérance a 1’insuline et au glucose (Schoiswohl et al., 2015).
Chez ’'Homme la déficience en ATGL mene a une pathologie de stockage des lipides neutres
accompagnée de myopathie (NLSDM) et conduit a un phénotype similaire a celui observé chez

la souris déficiente pour I’Atgl (Natali et al., 2013).
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Figure 11. Représentation schématigue de la lipolyse du tissu adipeux.

La lipolyse du tissu adipeux permet la mobilisation des acides gras a travers 1’hydrolyse des
triglycérides (TG) au sein de la gouttelette lipidique. La stimulation de la lipolyse est dépendante des
signaux de I’environnement et notamment de la stimulation des récepteurs B-adrénergiques. Leur
stimulation entraine 1’activation de la voie des PKA, entrainant la phosphorylation de la perilipine A et
de la HSL (hormone sensitive lipase). La perilipine se dissocie alors du co-activateur de ’ATGL
(adipose triglyceride lipase), CGI-58, permettant I’activation de I’ ATGL et I’hydrolyse des TG, initiant
ainsi la premiere étape de la lipolyse du tissu adipeux. La HSL phosphorylée entre dans la gouttelette
lipidique et hydrolyse ensuite le diacylglycérol (DG) en monoacylglycerol (MG). Enfin, la MGL
(monoacylglycerol lipase) catalyse la derniére réaction de la lipolyse conduisant a 1’hydrolyse du MG
en acide gras (AG) et glycérol. La MGL est présente a la fois dans la gouttelette lipidique et dans le
cytosol de I’adipocyte.
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e HSL, I’étape intermédiaire

La seconde étape de la lipolyse du tissu adipeux est catalysée par I’enzyme HSL. Cette
enzyme a éte identifiée et caractérisée pour la premiére fois en 1964 (Vaughan et al., 1964).
Bien que capable d’hydrolyser les TG et les MG, la HSL est essentiellement impliquée dans
I’hydrolyse du DG. Longtemps pensée comme étant I’enzyme limitante de la lipolyse du tissu
adipeux, cette vision a di étre révisée (Osuga et al., 2000). En effet, les souris déficientes pour
la HSL sont capables d’hydrolyser les TG de fagon efficace mais présentent également une forte
augmentation des niveaux de DG (Haemmerle et al., 2002) confirmant la forte affinité de la
HSL pour les DG et son implication dans la seconde étape de la lipolyse du tissu adipeux.

A 1’état basal, la HSL est localisée dans le cytosol de I’adipocyte. Lors de la stimulation de
la lipolyse, I’activation de la voie de la PKA entraine également la phosphorylation de la HSL,
puis sa translocation au sein de la gouttelette lipidique. La HSL est alors capable d’agir en
synergie avec I’ATGL, ayant pour effet d’augmenter 1’efficacité de la lipolyse du tissu adipeux
(Schweiger et al., 2006) (Figure 11). Par ailleurs, la liaison de la HSL a 1’adipokine et protéine
chaperonne intracellulaire FABP4 (Fatty acid binding protein 4, aP2) optimise son efficacité
(Hotamisligil and Bernlohr, 2015; Shen et al., 2001; Smith et al., 2004).

e MGL, I’étape finale

La derniére étape de I’hydrolyse des TG est catalysée par I’enzyme MGL (Figure 11). Cette
enzyme est spécifique de I’hydrolyse des MG issus de 1’activité de la HSL et est localisée a la
fois dans le cytosol de I’adipocyte et en surface de la gouttelette lipidique (Karlsson et al.,
1997). Les MG sont ainsi hydrolysés en AG et glycérol par la MGL (Ahmadian et al., 2010;
Bézaire and Langin, 2009). De fagon intéressante, I’inhibition de la MGL n’altére pas
I’efficacité de la lipolyse du tissus adipeux malgré une augmentation des niveaux de MG dans
la gouttelette lipidique, mais semble au contraire étre responsable de [’activation de la
lipogenése (Tardelli et al., 2019). En effet, la perte de la MGL est partiellement compensée par
I’action de la HSL (Taschler et al., 2011) ce qui explique en partie I’intégrité du mécanisme de
la lipolyse chez ces souris.

1. La thermogenése

Le processus de thermogenese traduit la formation de chaleur a partir de I’énergie fournie
par les substrats métaboliques au sein de la mitochondrie des adipocytes bruns et beiges (Wu et
al., 2012). Ces adipocytes participent a la régulation thermique de I’organisme a 1’état
physiologique et en condition de stimulation. La libération de chaleur par les adipocytes est

conditionnee par la respiration mitochondriale et plus précisément par I’'implication de la chaine

69



respiratoire. Ainsi, la majeure partie de 1’énergie utilisée par les nombreuses mitochondries de
ces adipocytes est libérée sous forme de chaleur (Nedergaard et al., 1977). La thermogenése est
notamment caractérisée par I’implication de la protéine UCP1 (uncoupling protein 1) localisée
dans la membrane interne de la mitochondrie des adipocytes bruns et beiges, participant au
découplage de la respiration mitochondriale, aussi appelé fuite de proton (Jacobsson et al.,
1985; Nicholls, 2017; Smith et al., 1966). Des les années 1960, les AG et les purines ont été
identifiés comme régulateurs d’UCPI. In vitro, I’augmentation des niveaux d’AG du milieu de
culture entraine 1’activation de UCP1 au sein des mitochondries des adipocytes bruns
(Hittelman et al., 1969; Locke et al., 1982; Rafael et al., 1969). Cependant, la déplétion des AG
du milieu entraine I’absence totale de découplage des protons par UCP1. (Fedorenko et al.,
2012; Shabalina et al., 2010). Les AG jouent donc un role activateur sur la fonction d’UCP1.
Les purines ont au contraire un rdle d’inhibition du fonctionnement d’UCP1 qui est atténué en
présence d’AG a longues chaines (Fedorenko et al., 2012).

De facon intéressante, les animaux déficients pour UCP1 ne présentent pas de modification
métabolique ou thermique en comparaison avec les animaux contrdles en condition basale. En
revanche, 1’exposition a une faible température entraine chez les souris déficientes pour UCP1
une incapacité de régulation de leur température (Golozoubova et al., 2001; Lowell et al., 1993).
De plus chez ’Homme comme chez le rongeur, le froid induit I’activation des neurones
adrénergiques du systeme nerveux sympathique entrainant la stimulation de I’utilisation des
AG pour I’activation d’UCP1 et la thermogeneése. En effet, la norépinephrine (NE), un agoniste
des récepteurs B-adrénergiques exprimés sur la surface cellulaire, induit I’hydrolyse des TG
stockés dans les nombreuses gouttelettes de I’adipocyte brun ou beige, permettant la
mobilisation rapide des AG nécessaires au processus de thermogenése a travers UCP1 (Harms
and Seale, 2013; Heeren and Scheja, 2018; Huttunen et al., 1981; Li et al., 2014; QOuellet et al.,
2012). Ainsi, la respiration mitochondriale et I’activation de UCP1 reposent sur I’oxydation des
AG au sein de la mitochondrie (Bertholet and Kirichok, 2017) (Figure 10). De facon tres
intéressante, les substrats énergétiques issus de la nutrition sont également impliqués dans le
controle de la thermogenése a travers ’activation des récepteurs -adrénergiques. En effet, un
régime riche en graisse induit 1’activation de la thermogenése (Bachman, 2002; Lowell et al.,
1993). Par ailleurs, les animaux génétiqguement prédisposés a développer une obésité présentent
une altération de leur capacité de régulation de la thermogenése en comparaison aux souris
controles (Jung et al., 1979). Ainsi, les récepteurs adrénergiques sont au cceur de la régulation

thermique et semblent prévenir le développement de 1’obésité et du diabete (Ouellet et al., 2011;
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Saito et al., 2009; Yoneshiro et al., 2013). De ce fait, de nombreuses recherches thérapeutiques
sont menées en ce sens mais n’ont a ce jour pas donné de résultats satisfaisants au regard des
nombreux effets secondaires sur le systeme cardiovasculaire de par la présence des récepteurs
B-3 adrénergiques dans le ceeur et le muscle lisse (Arch, 2011; Cypess et al., 2012, 2015). Par
ailleurs, de récentes études montrent qu’une augmentation de 1’activité des adipocytes beiges
entraine au contraire des effets délétéres associés au developpement de cancers (Kir et al., 2014;
Petruzzelli et al., 2014), compliquant d’autant plus la découvertes de traitements pour les
pathologies cardio-métaboliques.

De facgon intéressante chez I’Homme, une exposition breve et réguliere au froid entraine
une activation importante du BAT associe a une augmentation de la dépense énergétique et a
une perte de masse grasse (Yoneshiro et al., 2013). En revanche chez la souris, la thermogenése
induite par le froid ne semble pas dépendre de I’hydrolyse des TG au sein des adipocytes bruns
(Schreiber et al., 2017; Shin et al., 2017). De plus, les souris déficientes pour UCP1 acquiérent
progressivement une capacité d’adaptation au froid permettant de compenser son absence
(Golozoubova et al., 2001; Lowell et al., 1993). Ainsi, ces résultats suggerent 1’existence d’un
ou plusieurs mécanismes responsables d’une thermogenése indépendante de I’activit¢ d’UCP1.
Dans les adipocytes beiges, la thermogenése est notamment assurée par le cycle du calcium et
le cycle de la créatine (Ikeda et al., 2017; Kazak et al., 2015). De facon intéressante, le cycle du
calcium repose non pas sur le métabolisme des AG mais sur le métabolisme du glucose. En
effet, chez les souris déficientes pour UCP1, I’entrée de calcium dans la mitochondrie entraine
la surexpression de I’enzyme pyruvate déshydrogénase (PDH), ce qui induit la transformation
du glucose en pyruvate qui sera ensuite lui-méme transformé en acétyl-CoA pour étre utilisé
par la mitochondrie. La créatine quant a elle, induit ’hydrolyse de ’ATP en ADP associée a
une augmentation de la production d’ATP par la mitochondrie ayant pour conséquence une
respiration mitochondriale accrue (Kazak et al., 2015). Enfin, le recyclage du glycerol libéré a
travers la lipolyse en TG semble également contribuer a la production de chaleur, bien que
I’expression de I’enzyme responsable de ce recyclage, la glycérol kinase (GyK), semble étre
induite par des genes inhibiteurs de la thermogenése (Guan et al., 2002; Kiskinis et al., 2014).
Ensemble ces données présentent la grande complexité des mécanismes de régulation de la
thermogenese mais offrent également de nouvelles pistes thérapeutiques prometteuses contre
le développement des pathologies métaboliques qui nécessitent encore de plus amples

investigations.
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e. Régulations des tissus adipeux
L Mécamismes de l'adipogencse

Chaque année a 1’état basal, environ 10% des adipocytes sont renouvelés par la
différenciation des pré-adipocytes en adipocytes matures par le processus appelé adipogenese
(Spalding et al., 2008). De fagon intéressante chez I’Homme sain, le nombre d’adipocytes
matures au sein des différents tissus adipeux est déterminé dés la naissance et ne varie
quasiment pas au cours de la vie (Spalding et al., 2008). Des études in vitro, ont permis
d’identifier différentes étapes successives lors de la différenciation des pré-adipocytes en
adipocytes matures (Esteve Rafols, 2014). Ainsi, ’expansion clonale des pré-adipocytes
entraine une premiere différenciation dite précoce, caractérisée par I’expression de marqueurs
specifiques des jeunes adipocytes tels que C/EBP et C/EBPJ, et par I’initiation du stockage
des lipides neutres. Enfin, la différenciation des pré-adipocytes en adipocytes matures dépend
de I’expression de facteurs de transcription tels que PPARy (Rosen and MacDougald, 2006) et
la famille des C/EBP (Farmer, 2006). Les adipocytes ainsi différenciés expriment finalement
les marqueurs spécifiques des adipocytes matures C/EBPa, C/EBPJ, PPARy et RXRa (Rosen
and Spiegelman, 2000). Par ailleurs, I’expression de PPARy est nécessaire au maintien des
adipocytes matures au sein du tissu (Rosen and MacDougald, 2006).

Les tissus adipeux sont les lieux privilégiés du stockage de I’énergie. Comme nous 1’avons
vu précédemment, la gouttelette lipidique des adipocytes blancs permet au tissu adipeux une
importante capacité d’extension appelée hypertrophie. Cependant, cette capacité est limitée et
I’accumulation excessive des TG est toxique pour la cellule. En effet, cette accumulation
entraine 1’activation de I’inflammasome NLRP3 menant a son apoptose (Giordano et al., 2013).
Ainsi, afin de lutter contre cette lipotoxicité les pré-adipocytes présents dans le tissu adipeux se
différencient en adipocytes matures a travers I’adipogenése augmentant leur nombre et la
capacité de stockage du tissu. Ce processus est appelé hyperplasie. Ainsi, I’hyperplasie est le
reflet de la balance qui existe entre la prolifération et la différenciation des pré-adipocytes, et
I’apoptose des adipocytes matures. De fagon intéressante, cette balance varie selon le type de
tissu adipeux et sa localisation (Joe et al., 2009). Ainsi, le tissu adipeux dispose de mécanismes
qui permettent de protéger I’organisme du développement de pathologies métaboliques.

1.  Communication avec 'organisme

Les mécanismes de stockage et de libération de 1’énergie par les tissus adipeux permettent
une régulation fine des niveaux de glucose et d’AG circulants et nécessitent une communication

constante avec leur environnement. De ce fait, le tissu adipeux est capable d’induire et répondre
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a des stimulations a la fois hormonales (i.e. insuline, leptine) et sympathiques (i.e. adrénergique)
(Coelho et al., 2013).

A travers ses caractéristiques physiques, le WAT a longtemps été décrit comme étant un
simple réservoir de 1’énergie. Cependant, dans les années 80, plusieurs études ont mis en
lumicre I’existence d’un lien entre cancer des voies génitales chez la femme et régime
alimentaire (Cohen et al., 1981; Hankin and Rawlings, 1978) indiquant un effet a travers les
fonctions endocrines du WAT (Siiteri, 1987). C’est en 1994, avec la découverte et la
caractérisation de la leptine, hormone de la satiété, par 1’équipe du Dr Friedman (Zhang et al.,
1994), que le WAT est définitivement considéré comme un organe endocrine. De fagon
intéressante, la production de leptine par le WAT présente un rythme circadien ayant un pic de
production la nuit chez I’Homme (Sinha et al., 1996) et est proportionnelle a la taille des
adipocytes, reflétant leur contenu lipidique (Frederich et al., 1995; Zhang et al., 2002). Ainsi,
la sécrétion de leptine est stimulée lors de I’activation de la voie de I’insuline (Barr et al., 1997)
et de I’entrée de glucose au sein de I’adipocyte (Mueller et al., 1998). La leptine entraine alors
la sécrétion d’adrénaline et de noradrénaline au niveau des terminaisons nerveuses du tissu
adipeux induisant D’activation des récepteurs B-adrénergiques sur les adipocytes pour
finalement activer la lipolyse et la thermogenese respectivement dans le WAT et le BAT
(Scarpace and Matheny, 1998; Shen et al., 2007) entrainant une boucle de régulation (Buettner
etal., 2008; Scarpace and Matheny, 1998). A I’image de la leptine, les adipocytes du WAT sont
en effet capables de synthétiser et sécréter des hormones ainsi que des cytokines, appelées
adipokines dans le tissu adipeux, agissant de fagon autocrine/paracrine, c’est a dire sur eux-
mémes et leurs voisins, et endocrine, a travers 1’organisme (Kershaw and Flier, 2004). Le WAT
participe ainsi au maintien de 1’homéostasie du glucose, au métabolisme des lipides mais
¢galement a ’angiogenése et a 1I’inflammation. Outre les adipocytes, la SVF, constituée des
précurseurs des adipocytes (Prunet-Marcassus et al., 2006; Rodriguez et al., 2005), de cellules
immunitaires, telles que les monocytes, neutrophiles (Elgazar-Carmon et al., 2008),
macrophages (Bornstein et al., 2000) et lymphocytes T et B (Winer etal., 2011; Wu et al., 2007;
Ying etal., 2017), de cellules endothéliales et de fibroblastes, permet de garantir I’homéostasie
du tissu et joue un role essentiel dans ces processus (i.e. angiogenése et inflammation) (Esteve
Rafols, 2014; Ivanov et al., 2018).

ul.  Macrophages du tissu adipeux

Au sein du tissu adipeux, les macrophages (ATM) jouent un role essentiel dans 1’élimination

des cellules apoptotiques, mais également dans 1’équilibre lipidique et I’angiogenése (Schipper
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et al., 2012). Les ATM se différencient a partir des pré-adipocytes du tissu (Charriére et al.,
2003), et semblent également capables de se dédifférencier & nouveau en pré-adipocytes
(Chazenbalk et al., 2011). lls sont ainsi caracterisés par une importante plasticité. Les ATM
prennent leur origine dans le sac vitellin et sont capables d’auto-renouvelement a 1’age adulte a
I’état physiologique (Hassnain Waqas et al., 2017). De facon générale, on définit deux états
d’activation des macrophages : 1’état pro-inflammatoire ou classique (M1), et ’état anti-
inflammatoire ou alternatif (M2) (Gordon and Taylor, 2005). Dans le tissu adipeux d’une
personne mince, les macrophages expriment majoritairement un profil anti-inflammatoire M2
(Figure 12). Ils sont responsables de I’angiogenese et contribuent au maintien et a la survie des
adipocytes a travers la production de signaux tels que le TGF-p et la protectine (Ramon et al.,
2016; Sorisky et al., 2013). De plus, la production d’IL-10 par les macrophages M2 contribuent
a la sensibilité a I’insuline, nécessaire pour la régulation de la glycémie (Osborn and Olefsky,
2012). Dans le tissu adipeux brun, les macrophages M2 sont également impliqués dans le
processus de thermogenése a travers 1’induction de 1’expression de UCP1 (van den Berg et al.,
2017). En revanche, lors du développement de 1’obésité, les macrophages M2 modifient leur
signature transcriptionnelle et métabolique pour adopter un profil pro-inflammatoire (Lumeng
et al., 2007) (Figure 12). Une des caractéristiques principales des ATM M1 est leur capacité
d’internalisation des lipides (Hill et al., 2018) par un processus appelé lipophagie, associée a la
lipolyse de ces derniers par I’enzyme LAL (lysosomal acid lipase) au sein de lysosomes
(Ouimet et al., 2011; Singh et al., 2009). Cette capacité permet de limiter la lipotoxicité induite
par la présence des lipides au sein du tissu adipeux mais ne semble pas indispensable a son
homéostasie (Grijalva et al., 2016). Récemment, les travaux de Silva et coll. ont permis de
préciser 1’existence de populations distinctes d’ATM (Silva et al., 2019). En effet, certains
macrophages résidents du tissu adipeux sont également associés aux cellules endothéliales des
vaisseaux sanguins qui irriguent le tissu a 1’état physiologique et sont identifiés comme les
VAM (vasculature-associated macrophages). Ces macrophages sont caractérises par leur
proximité physique avec les vaisseaux sanguins, mais également par une importante capacité
endocytique traduisant leur profil anti-inflammatoire. Durant 1’obésité, les ATM sont capables
de produire du CCL2 jouant un réle dans 1’auto-renouvélement des macrophages in-situ,
contribuant a I’inflammation du tissu (Amano et al., 2014) (Figure 12). Cependant,
I’implication de CCL2 dans le recrutement des monocytes indique également que
I’inflammation repose sur le recrutement de ces derniers et leur différenciation en macrophages

inflammatoires (Figure 12). En effet, une troisieme population de macrophages a été identifiée
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dans le tissu adipeux. Ces macrophages sont derives des monocytes présents dans la circulation
sanguine, expriment fortement le récepteur CCR2 et se différencient en macrophages pro-
inflammatoires M1. Le recrutement de ces nouveaux macrophages est également associé a la
perte des VAM, contribuant ainsi a 1’inflammation du tissu.

De facon surprenante, la production de cytokines inflammatoires par les ATM induit
I’activation de la lipolyse et de la dépense énergétique. Les souris déficientes pour la production
de ces cytokines presentent en effet une diminution de leur dépense énergétique et développent
une obésité (Ye and McGuinness, 2013). Au contraire, des niveaux élevés d’IL-6 sont associés
a une dépense énergétique accrue, et a une protection contre le développement de 1’obésité
(Tang et al., 2010). L’inflammation dans le tissu adipeux semble donc associée a un effet
protecteur. In vitro, les macrophages humains ont la capacité de phagocyter des fragments
d’adipocytes, mécanisme appelé trogocytose (Sarvari et al., 2015). Cette capacité est
déclenchée par I’interaction des macrophages avec les adipocytes environnants, induisant leur
phagocytose. Dans ce contexte, les macrophages produisent alors de I’IL-6 de fagon dépendante
de la voie de signalisation de NF-«kB, impliquée dans 1’augmentation de la dépense énergétique
et a la protection contre I’obésité. La production d’IL-6 est également associée a une diminution
de la production de TNF-a (Sarvari et al., 2015) expliquant la caractéristique protectrice des
macrophages M1 dans le développement de 1’obésité. Cependant, les macrophages M1 sont
¢galement impliqués dans la résistance a I’insuline, caractéristique des maladies cardio-
métaboliques (Shoelson et al., 2007). In vitro, la production de TNF-a par les macrophages
suite a leur co-culture en présence d’adipocytes entraine 1’inhibition de la voie de signalisation
du récepteur a I’insuline associée a I’augmentation de 1’activité basale lipolytique dans le tissu
adipeux ayant pour conséquence la synthése accrue d’acides gras. La lipolyse accrue induit
alors une stimulation chronique des ATM menant a I’inflammation du tissu adipeux mettant en
place un cercle vicieux (Suganami et al., 2005; Uysal et al., 1997). De facon tres intéressante,
le TNF-a n’est pas produit par les adipocytes du SCAT. Au contraire, ces derniers produisent
de I’IL-6 responsable de I’inhibition de la production de TNF-a (Tilg et al., 1994). Ces résultats
mettent en évidence la dichotomie qui existe entre les différents dépdts adipocytaires a travers
I’organisme face a I’inflammation. Les ATM sont ainsi le support de 1’équilibre entre
inflammation et homéostasie du tissu (lvanov et al., 2018; Russo and Lumeng, 2018; Thomas
and Apovian, 2017). La reponse inflammatoire du tissu adipeux est donc un mécanisme trés
complexe qui dépend non seulement du type de tissu adipeux mais qui repose également sur la

capacité d’auto-renouvelement des macrophages et sur le recrutement des monocytes
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inflammatoires issus de la circulation sanguine (Silva et al., 2019). Ensemble, ces données
suggerent 1’existence d’un lien étroit entre la régulation de la lipolyse du tissu adipeux et la
réponse inflammatoire menant au développement des pathologies métaboliques. De ce fait, la
libération des acides gras issus de la lipolyse du tissu adipeux dans la circulation sanguine
pourrait également jouer un réle essentiel dans la communication endocrine du tissu adipeux
avec l’ensemble de 1’organisme et la réponse inflammatoire périphérique a travers le

recrutement spécifique des monocytes et leur métabolisme.
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Figure 12. Les macrophages du tissu adipeux.

A I’état physiologique, les macrophages du tissu adipeux (ATM) non obése présentent une signature
et un état d’activation anti-inflammatoire M2 et sécretent essentiellement 1’interleukine IL-10
responsable de la sensibilité a I’insuline contribuant a I’homéostasie glucidique. Dans le cas de I’ obésité,
les macrophages M2 se différencient en macrophages M1 et adoptent ainsi une signature pro-
inflammatoire. La production de TNF-o. par ces macrophages contribue a la progression de
I’inflammation. Les macrophages M1 produisent également du CCL2 qui entraine leur auto-
renouvélement et le recrutement de nouveaux macrophages M1 dérivés des monocytes de la circulation
sanguine.
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Chapitre 6. Le métabolisme des cellules myéloides

a. Introduction

Dans les années 1930, le Dr Otto Warburg mettait en évidence I’importance du métabolisme
dans la fonction cellulaire des cellules cancéreuses et leur capacité a changer ce métabolisme
en fonction de leurs besoins (Warburg, 1956). Depuis, les recherches menées dans le domaine
du contréle des cellules immunitaires par le métabolisme ont permis de mettre en lumiére le
caractére essentiel de celui-ci notamment dans la survie, la prolifération et la fonction des
cellules myéloides (Ganeshan and Chawla, 2014). C’est la naissance de
« I’'immunomeétabolisme » (O’Neill et al., 2016). Ces processus reposent sur la production
d’¢énergie sous forme d’ATP a partir de substrats métaboliques tels que le glucose, les acides
aminés ou encore les AG (Vander Heiden et al., 2009). Ainsi, les cellules myéloides présentent
un métabolisme différent en fonction de leur étape de différenciation et de leur environnement.
Dans cette partie nous développerons la contribution du glucose, des acides aminés et des AG
dans le développement, le maintien et la fonction des cellules myéloides.

b. Le glucose

Le glucose est un métabolite clé dans la production d’énergie dans la majorité des cellules
vivantes et notamment chez les cellules a fort pouvoir prolifératif. Son catabolisme au travers
de la glycolyse permet également la production d’intermédiaires nécessaires a de nombreuses
voies métaboliques utilisées par la cellule. La premiere étape de la glycolyse induit la
production de glucose-6-phosphate (G6P) nécessaire a la voie des pentoses phosphates (PPP)
pour la production de NADPH (Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate) utilisé par
d’autres processus métaboliques tels que 1I’oxydation des AG (FAO). A 1’état physiologique, le
glucose est essentiellement utilisé par les cellules immunitaires a travers la glycolyse pour la
production de pyruvate. Ce pyruvate sert ensuite de substrat au TCA au sein de la mitochondrie
puis a la phosphorylation oxydative (OXPHOS) pour la production d’ATP et la respiration
mitochondriale. En condition anaérobie, le pyruvate issu de la glycolyse est réduit en lactate
par la lactate-déshydrogénase (LDH) a travers le processus de fermentation (Figure 13).

1. Métabolisme des HSC

La niche artériolaire, au centre de la moelle osseuse (Figure 4), est un environnement dit
hypoxique, a faible teneur en oxygene (Parmar et al., 2007). En conséquence, les HSC qui y

sont présents possedent une faible masse mitochondriale associée a une utilisation majoritaire
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du glucose dans la voie de la glycolyse anaérobie (Miharada et al., 2011) au détriment de
I’OXPHOS qui a lieu habituellement dans les cellules de 1’organisme (Yu et al., 2013).
Cependant, la glycolyse anaérobie est un processus qui semble peu avantageux pour la cellule
puisqu’elle ne permet la libération que de 2 molécules d’ATP par molécule de glucose contre
36 ATP en condition aérobie (Lunt and Vander Heiden, 2011). De facon intéressante, la
production de lactate par la glycolyse anaérobie et par conséquent 1’inhibition de I’OXPHOS
permet de limiter la production de ROS, déléteres pour les HSC (Suda et al., 2011). L’utilisation
du glucose a travers la glycolyse anaérobie permet également 1’inhibition de la différenciation
des HSC et le maintien de leur état de quiescence. Au contraire, une diminution de la glycolyse
entraine une perte de la capacité de renouvellement des HSC (Takubo et al., 2013). D’autre
part, I’activité du facteur HIF-la (hypoxia-inducible factor 1 alpha) et de sa voie de
signalisation souligne la faible teneur en oxygene de la niche hématopoiétique (Takubo et al.,
2010) et semble étre déterminant dans la survie et la fonction des précurseurs des HSC
(Morikawa and Takubo, 2016).

Une fois dans la niche sinusoidale (Figure 4), ou les niveaux d’oxygeéne sont plus
importants, les HSC initient la production de ROS a travers I’activation de I’OXPHOS et du
TCA, et vont ainsi pouvoir entrer en prolifération et se différencier (Kopp et al., 2005; Simsek
et al., 2010). En effet, le marquage spécifique des ROS sur les HSC de la moelle osseuse a
permis de mettre en évidence le lien qui existe entre la production de ROS et 1’état prolifératif
des cellules (Jang and Sharkis, 2007). Ainsi, la quiescence et le maintien du potentiel prolifératif
des HSC sont dépendants de la glycolyse anaérobie quand I’entrée en cycle cellulaire et la
différenciation des HSC dépendent de 1’activation de I’OXPHOS et du TCA.

1. Meétabolisme des monocytes et macrophages

Parmi les cellules my¢loides, le métabolisme du glucose chez les macrophages est 1’un des
plus étudiés (Newsholme et al., 1986). De fagon artificielle, 1’état d’activation pro-
inflammatoire des macrophages est obtenu notamment par 1’administration de LPS, ligand
spécifique du TLR4. Au contraire, 1’état d’activation anti-inflammatoire est obtenu en présence
d’IL-4. Chez I’Homme, la captation du glucose par les macrophages est permise a travers
I’expression de transporteurs de glucose de la famille des GLUT (SLC, solute carrier). De fagon
spécifique, les macrophages expriment majoritairement en leur surface les transporteurs
GLUTL1 (SLC2al) et GLUT3 (SLC2a3) (Freemerman et al., 2014). Lors de ’activation des
macrophages inflammatoires murins par le LPS, la surexpression de Glutl est associée a une

augmentation de 1’utilisation de la voie de la glycolyse anaérobie ainsi qu’a une diminution de
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I’activit¢é mitochondriale (OXPHOS et TCA) (Nishizawa et al., 2014). Par ailleurs, la
surexpression spécifique de Glutl sur les macrophages entraine 1’augmentation de 1’utilisation
de la voie de la glycolyse ainsi que du PPP qui conduit a la libération de signaux inflammatoires
tels que le TNF-a et I’IL-6 (Freemerman et al., 2014) (Figure 13). In vitro, la culture de
monocytes en preésence de LPS induit également la surexpression du transporteur GLUT1
(Wang et al., 2018). Chez des patients infectés par le HIV, la surexpression de GLUT1 est
¢galement associée a une augmentation de [Dactivité glycolytique des monocytes
inflammatoires (Palmer et al., 2014). De facon intéressante, 1’hyperglycémie entraine la
production des cellules myéloides par les HSC dans la moelle osseuse augmentant par
conséquent le nombre de monocytes dans la circulation sanguine et plus particulierement les
monocytes inflammatoires (Flynn et al., 2020).

Par opposition, I’administration d’IL-4 entraine 1’utilisation de la glycolyse aérobie a
travers 1’activation des voies de signalisation de I’AKT et de mTORC1 (Covarrubias et al.,
2016). Ainsi, le pyruvate puis 1’acétyl-CoA qui en résultent sont utilisés par la mitochondrie
dans le TCA et PTOXPHOS et augmentent la capacité respiratoire mitochondriale contribuant a
la résolution de I’inflammation (O’Neill, 2016; Tan et al., 2015; Van den Bossche et al., 2015)
(Figure 13). Par ailleurs, 1’administration in vitro et in vivo de glucose non-métabolisable (2-
deoxyglucose, 2DG) chez les macrophages et les monocytes, entrainant 1’inhibition de la
glycolyse, semble empécher d’une part leur activation et le développement de 1’inflammation
(Hamilton et al., 1986; Michl et al., 1976), et inhiber d’autre part la production de TNF-a. par
les monocytes (Dietl et al., 2010). Cependant, 1’utilisation de 2-DG est également associée a
une diminution de la production d’ATP (Dennis, 2001), nécessaire au bon fonctionnement de
la cellule et aux processus immunitaires qui en découlent. Les résultats obtenus sur le statut
inflammatoire des macrophages dans ce contexte ne peuvent donc pas étre attribués
spécifiquement a 1’inhibition de la glycolyse mais peuvent étre la conséquence d’une moindre
disponibilité de I’ATP.

Des expériences menées in vitro ont également permis de mettre en évidence une plus forte
adhésion des monocytes humains (THP-1) sur les cellules endothéliales ainsi qu’une migration
accrue en milieu riche en glucose (i.e. hyperglycemie) (Nandy et al., 2011). Par ailleurs,
I’inhibition spécifique de Glutl dans les cellules my¢loides par une approche génétique entraine
une diminution de I’utilisation de la glycolyse et du PPP par les macrophages mais n’altére pas
leur capacité de production de cytokines (Freemerman et al., 2019). Ces résultats indiquent que

I’expression de Glutl est essentielle pour la glycolyse mais que ’altération de son expression
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n’induit que des modifications mineures a 1’état physiologique, suggérant des mécanismes de
compensation.

Une des principales fonctions des macrophages a travers I’organisme est de participer a
I’¢limination des cellules apoptotiques. Cette fonction est appelée efferocytose et est effectuée
par les macrophages anti-inflammatoires (Gaber et al., 2017; Kelly and O’Neill, 2015). De
fagon surprenante, 1’efferocytose repose cependant sur la glycolyse et induit I’expression des
geénes responsables du métabolisme du glucose au détriment de I’OXPHOS (Morioka et al.,
2018). En effet, le processus d’efferocytose repose en premier lieu sur la captation du glucose
par Glutl pour pouvoir détecter la cellule apoptotique et la phagocyter. Le transporteur du
glucose Slcl6al est ensuite surexprimé par le macrophage ce qui induit ’augmentation de la
production de lactate contribuant a la mise en place d’un contexte anti-inflammatoire (Morioka
et al., 2018). Ainsi, le métabolisme du glucose semble étre un élément clef dans la réponse
inflammatoire des cellules immunitaires et leur activation. Cependant, de plus amples études in
vivo sont nécessaires pour mieux comprendre les tenants et aboutissants de ces modifications

métaboliques notamment dans les monocytes.
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Figure 13. Métabolisme du glucose dans les macrophages.

L’administration de LPS induit I’expression de GLUT1 en surface des macrophages. Le glucose est
alors hydrolysé Glucose-6-phosphate (G6P) qui sera utilisé par la voie des pentoses phosphates (PPP)
pour la production de NADPH et de nucléotides, nécessaire a la production d’ATP. Le G6P est ensuite
hydrolysé en Fructose-6-phosphate (F6P) puis en pyruvate a I’issu de ce processus de glycolyse.
L’activation des macrophages par le LPS induit 1’utilisation du pyruvate ainsi formé a travers le
processus de fermentation pour la production de lactate.

L’activation des macrophages anti-inflammatoire par I’administration de 1’IL-4 induit au contraire
la transformation du pyruvate issu de la glycolyse en Acétyl-CoA. L’acétyl-CoA est ensuite utilisé par
la mitochondrie a travers le cycle de Krebs (TCA) et la phosphorylation oxydative (OXPHQOS) pour la
production d’ATP.
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c. Les acides aminés

Parmi les acides aminés (AA), la glutamine, I’arginine ou encore les branched-chain amino
acids (BCAA) sont les plus étudiés. La glutamine est 1I’AA le plus abondant dans la circulation.
Elle est impliquée dans de nombreux processus cellulaires tels que ’apport d’énergie a travers
la production d’ATP, la synthése des nucléotides, ainsi que la résistance au stress oxydatif, mais
peut également étre utilisée pour la synthese des AG (Metallo et al., 2012). L’arginine quant a
elle, joue un réle pivot dans la production de monoxyde d’azote (NO) et dans la régulation de
I’activation des macrophages en cas d’inflammation. Le groupe des BCAA est composé de la
leucine, I’isoleucine et la valine. Ces trois AA sont dits essentiels chez 1’Homme, car non-
synthétisés par I’organisme. Les BCAA contribuent notamment a la production d’autres
métabolites comme le glucose et les AG, essentiels aux cellules de 1’organisme. De fagon
intéressante, un changement du taux d’un des BCAA, est accompagné d’un changement chez
les deux autres, indiquant leur implication dans les mémes processus métaboliques (Sivanand
and Vander Heiden, 2020). La transamination des BCAA par les transaminases BCAT1 et
BCAT2, dans le cytosol et la mitochondrie respectivement, permet 1’utilisation de 1’azote
associé a ’a-ketoglutarate (a-KG) pour la synthése de glutamine (Harper et al., 1984). Plus
particuliérement, la leucine est I’ AA majoritaire lors des apports de protéines par de la nutrition
(Kamphorst et al., 2015), et permet notamment a la cellule de détecter les niveaux
intracellulaires de BCAA. Sa liaison a la Sestrine 2 entraine 1’activation du complexe mTORC1
responsable entre-autre de la croissance cellulaire et du contr6le de leur métabolisme (Saxton
and Sabatini, 2017; Wolfson et al., 2016). D’autre part, seule 1’oxydation de I’isoleucine et de
la valine permet de fournir les carbones nécessaires a la synthese du glucose (Sivanand and
Vander Heiden, 2020). Ainsi, ’oxydation des BCAA permet d’alimenter le TCA et ’OXPHOS
des mitochondries, et informe la cellule de son état nutritionnel. Dans cette partie, nous verrons
le role particulier que jouent ces différents AA dans la régulation des HSC, monocytes et
macrophages.

1.  Métabolisme des HSC

Au sein de la moelle osseuse, la concentration en AA est cent fois plus importante que dans
la circulation sanguine suggérant son importance dans le contréle des HSC (Taya et al., 2016).
La glutamine est notamment impliquée dans 1’engagement des HSC vers la lignée des cellules
érythroides (Oburoglu et al., 2014). Dans la cellule, la glutamine est en premier lieu hydrolysée
en glutamate, puis transformé en a-KG pour étre utilisé a travers le TCA pour la production
d’ATP (Liu etal., 2017; Ward et al., 2010). Des recherches in vitro montrent que la valine, joue
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également un réle dans la prolifération cellulaire des HSC. In vivo, elle est nécessaire au
repeuplement de la moelle osseuse et au maintien des HSC in situ (Taya et al., 2016). Les études
menées sur le métabolisme des AA dans les cellules immunitaires sont trés récentes et
nécessitent d’étre approfondies pour déterminer le réle des autres AA dans la fonction des HSC
et sur les cellules de la niche hématopoiétique.

1.  Meétabolisme des monocytes et macrophages

e Laglutamine

L’acces des cellules immunitaire a la glutamine repose uniquement sur sa disponibilité dans
la circulation sanguine et refléte directement les fluctuations dues a la nutrition (Ardawi and
Newsholme, 1983). Son utilisation par les macrophages est essentielle pour leur apport
énergétique mais également pour la synthese des lipides membranaires (Curi et al., 1999).
L’entrée de la glutamine dans ces cellules se fait notamment a travers 1’expression du
transporteur SLC1ADS solute carrier family 1 member 5) en leur surface. Une fois internalisée,
la glutamine est hydrolysée en glutamate par I’enzyme glutaminase 1 (GLS1). Le glutamate
peut alors soit étre excrété, soit étre hydrolysé en oxoglutarate pour étre utilisé par le TCA pour
la production d’ATP (Curi et al., 2017). Par ailleurs, lors d’une stimulation des macrophages
au LPS, la voie mTOR, responsable de la détection des niveaux d’AA intracellulaires, induit
I’expression du transporteur du glucose GLUT]1, confirmant I’existence d’un lien étroit entre
métabolisme du glucose et métabolisme des acides aminés (Nicklin et al., 2009). Dans ce
contexte, I’entrée de la glutamine induit la production d’IL-1p par les macrophages M1
(Wallace and Keast, 1992). Au contraire, lors d’une stimulation par I’IL-4, la glutamine est
majoritairement utilisée a travers le TCA suggérant son implication dans 1’activation des
macrophages M2 (Jha et al., 2015). De plus, un déficit de I’apport de glutamine induit une
altération de la polarisation de ces derniers (Liu et al., 2017).

Le glutamate est également un neurotransmetteur excitateur essentiel au fonctionnement
neuronal. Au méme titre que leurs homologues périphériques, les macrophages de la microglie
sont capables d’hydrolyser la glutamine en glutamate par I’intermédiaire de GLS1 (Baglietto-
Vargas et al., 2004; Huang et al., 2011). De fagon intéressante dans le cerveau, la surexpression
de Gls1 associée a une production de glutamate accrue entraine des déficits cognitifs associés
a une neuro-inflammation chez la souris (Wang et al., 2017b). Par ailleurs, I’activation des
macrophages de la microglie par le TNF-a entraine la surexpression de Glsl associée a une

synthése accrue de glutamate (Wang et al., 2017a). L’inhibition de Gls1 dans ces cellules
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entraine également une diminution de la production des ROS suggérant un réle essentiel de
Glsl1 dans la réponse au stress et a I’inflammation (Wu et al., 2018).

Le métabolisme de la glutamine semble également avoir un impact sur la fonction des
monocytes. In vitro, les monocytes humains cultivés en présence de faibles concentrations de
glutamine présentent une altération de leur capacité phagocytaire associée a une modification
de I’expression des marqueurs de surface impliqués dans la phagocytose (Spittler et al., 1995).
De plus, en 1986, Malone et coll. ont pu mettre en évidence le rdle potentiel que joue le kainate,
un analogue cyclique du glutamate, dans 1’attraction chimiotactique spécifique des monocytes
humains. Cependant le glutamate ne semble pas avoir d’effet sur ce paramétre (Malone et al.,
1986). A I’heure actuelle, trés peu de données sont disponibles pour confirmer ces résultats et
tout reste a faire dans 1’étude du réle du métabolisme des AA sur les monocytes.

e Les branched-chain amino acids

Les BCAA semblent étre un facteur important dans la détection du développement des
pathologies cardio-métaboliques (Batch et al., 2013; Shah et al., 2010; Wang et al., 2011). En
effet, les BCAA ne sont pas métabolisés par le foie de par I’absence d’expression des BCAT
dans cet organe. Ainsi, les niveaux de BCAA dans la circulation sanguine reflétent directement
le statut nutritionnel de 1’organisme (Brosnan, 2003). De plus, les BCAA jouent un role dans la
régulation de la production de I’insuline et influencent ainsi le métabolisme du glucose
(Newgard et al., 2009). Une étude récente publiée en 2018 par Yoon et coll. a permis de mettre
en évidence I’'implication particuliére de la leucine dans le controle du métabolisme et de
I’activation des monocytes et des macrophages in vitro. La leucine est transportée au sein de
les cellules par le transporteur SLC7A5, connu majoritairement pour son implication dans les
cellules tumorales hautement prolifératives et les cellules T (Ren et al., 2017; Sinclair et al.,
2013). L’expression de SLC7AS5 dans les monocytes et macrophages humains entraine ainsi
I’entrée de leucine dans les cellules menant a ’activation du complexe mTORCI et de la
glycolyse (Yoon et al., 2018), entrainant ainsi 1’activation des macrophages M1 (Linke et al.,
2017; Moon et al., 2015). Par ailleurs, I’augmentation des niveaux des produits intermédiaires
de ’hydrolyse des BCAA, appelés branched-chain ketoacids (BCKA) entraine une diminution
de la capacité phagocytaire des macrophages (Silva et al., 2017). De facon intéressante,
I’inhibition du transporteur des BCAA, CD98hc, dans les monocytes intestinaux entraine une
altération de leur différenciation en macrophages matures, associée a une expression accrue des

genes apoptotiques (Swiss IBD Cohort Investigators et al., 2020).
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e [’arginine

Plus récemment, I’importance de 1’arginine dans le processus d’efferocytose effectué¢ par
les macrophages M2 a été mise en évidence par Yurdagul et coll. En effet chez la souris, suite
a la phagocytose d’une premiere cellule apoptotique par le macrophage, 1’oxydation de
I’arginine provenant de la cellule apoptotique par I’enzyme arginase 1 (Argl) en ornithine, puis
en putrescine par 1’ornithine décarboxylase, permet 1’activation de Racl, protéine responsable
de la stabilisation des filaments d’actine afin de permettre la phagocytose de la cellule
apoptotique suivante. De plus, I’inhibition génétique spécifique d’Argl chez les macrophages
murins entraine un défaut d’efferocytose associé a la progression de I’athérosclérose (Yurdagul
et al., 2020). Ainsi I’arginine est un acteur clef dans la résolution de 1’inflammation et permet
1’¢élimination continue des cellules apoptotiques de 1I’environnement cellulaire. Cependant chez
I’Homme, I’expression de 1’Argl est faible et son implication dans les macrophages reste a
déterminer.

A T’inverse, dans les macrophages pro-inflammatoires M1 I’arginine est utilisée pour la
production de NO par I’enzyme inductible iNOS (inducible nitric oxide synthase, NOS2). En
effet a I’état physiologique, iNOS n’est pas exprimé par les cellules au repos. Son expression
est induite de fagon calcium-dépendante suite a I’activation des macrophages pro-
inflammatoires due a I’administration de LPS ou d’IFNy (MacMicking et al., 1997; Nathan,
1992). Dans les macrophages, suite a ’induction par le LPS, le NO induit ainsi I’inhibition de
la respiration mitochondriale traduite par un changement métabolique dirigé en faveur de la
glycolyse (Baseler et al., 2016; Clementi et al., 1998). De facon intéressante, les macrophages
générant du NO ont une captation accrue de I’arginine (Bogle et al., 1992). Cette caractéristique
semble permettre a la cellule de pallier les demandes liées a ’utilisation accrue du NO. Ainsi
I’arginine joue un réle majeur dans le controle métabolique des macrophages et détermine leur

¢tat d’activation selon la voie dans laquelle elle est utilisée (i.e. Argl ou iNOS).

d. Les acides gras

Les AG sont egalement un métabolite primordial pour le fonctionnement des cellules
my¢loides. Leur oxydation permet de générer de nombreuses molécules d’ATP, ce qui fait de
la FAO une des voies métaboliques les plus efficaces en termes de rendement : environ cent
molécules d’ATP sont générées a partir d’'une molécule de palmitate (Darvey, 1998). Pour
pouvoir étre metabolises, les AG a moyenne et longue chaine sont en premier lieu activés par

la Co-A dans le cytosol des cellules pour générer de I’acyl-CoA. L’acyl-CoA est ensuite couplé
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a la carnitine par la carnitine palmitoyl transferase | (CPT1) pour pouvoir traverser la membrane
mitochondriale. La carnitine palmitoyl transferase Il (CPT2) intervient a son tour pour
découpler la carnitine et donner a nouveau de 1’acyl-CoA (Figure 14). Les AG a chaine courte
quant a eux peuvent diffuser de fagon passive a travers la membrane mitochondriale (Schonfeld
and Wojtczak, 2016). Ainsi, la B-oxydation de 1’acyl-CoA au sein de la mitochondrie permet
de produire du NADH (Nicotinamide adénine dinucléotide) et du FADH2 (flavine adénine
dinucléotide), tous deux utilisés par L’OXPHOS pour la production d’ATP, et de I’acétyl-CoA,
utilisé dans le TCA (Figure 14) (Longo et al., 2016).
1. Métabolisme des HSC

Des ¢études métaboliques ont permis de mettre en évidence I’implication de la FAO
notamment dans le maintien des HSC. Chez la souris, I’inhibition de la FAO entraine une
division symétrique des HSC associée a leur prolifération (Ito et al., 2012) ainsi qu’une
diminution du stock de HSC traduisant un défaut du maintien de ces cellules. De fagon
intéressante, les mémes résultats sont obtenus lors de I’inhibition du facteur de transcription
PPAR-6, notamment responsable de la régulation du transport et de I’oxydation des AG a
travers la FAO (Takahashi et al., 2007). De plus, la transplantation de moelle osseuse de souris
déficientes pour PPAR-6 chez des souris controles entraine un défaut de repeuplement des HSC.
En revanche, leur traitement par un agoniste de PPAR-6 entraine un meilleur maintien dans le
temps et empéche ainsi 1’épuisement du stock de HSC (Ito et al., 2012). Ainsi, la voie de la
FAO controle le maintien des HSC a travers 1’expression de PPAR-8. Par ailleurs, 1’activation
de la voie de PPAR-5 refléte les résultats obtenus lors d’une activité physique par
I’augmentation du nombre de fibres oxydatives associée & une FAO accrue. Ces résultats font
de PPAR-6 une cible thérapeutique prometteuse pour le traitement de pathologies métaboliques
telle que 1’obésité (Narkar et al., 2008). Ainsi, au méme titre que la glycolyse, la FAO tient une
place prépondérante dans le contréle et le maintien des HSC et des précurseurs myéloides au
sein de la moelle osseuse.

1. Métabolisme des monocytes et macrophages

L’absorption des AG a longue chaine par les macrophages se fait par I’expression de CD36
et des FATP en leur surface et permet ainsi 1’utilisation des AG par la FAO (Figure 14). Parmi
la famille des FATP, FATP1 et FATP4 sont préférentiellement exprimés par les macrophages
M1 tandis que FATPG6 est exprime par les macrophages M2 (Nishiyama et al., 2018). Ainsi, la
surexpression de FATP1 chez les macrophage M1 entraine la production de cytokines
inflammatoires telles que le TNF-a et I’'IL-6 (Johnson et al., 2016; Nishiyama et al., 2018)
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indiquant I’implication de I’entrée des AG a travers FATP1 dans la réponse inflammatoire des
macrophages M1.

Par ailleurs, I’administration d’IL-4 induit I’expression de CD36 (Su and Abumrad, 2009).
Dans la circulation sanguine, les AG sont rencontrés soit sous forme de lipoprotéines riches en
TG (VLDL-TG ou chylomicrons-TG), soit liés a I’albumine. Ainsi, les AG liés a 1’albumine
peuvent entrer directement dans le macrophage a travers le transporteur CD36 (Endemann et
al., 1993). Les lipoprotéines riches en TG provenant de la circulation sont quant a elles
internalisées au sein de lysosomes lors de I’activation des macrophages par I’IL-4. L’enzyme
LAL, responsable de la lipolyse au sein des lysosomes, contribue ainsi a I’hydrolyse de ces
lipoprotéines riches en AG pour alimenter la FAO et participer a I’activation des macrophages
M2 (Huang et al., 2014) (Figure 14). De fagon intéressante, LAL est également présente dans
les monocytes humains THP-1 et est essentielle a leur différenciation (Ries et al., 1998). De
plus, ’inhibition de CD36, comme I’inhibition de la lipolyse lysosomale, entraine un défaut
partiel d’activation des macrophages M2 (Huang et al., 2014) confirmant leur implication dans
la FAO. Comme nous 1’avons vu précédemment, I’entrée des AG a chaine longue et moyenne
dans la mitochondrie est dépendante de I’expression de CPT-1 et de CPT-2. In vitro dans les
macrophages, la surexpression spécifique de CPT-1 entraine une diminution des niveaux
lipidiques dans le milieu, associée a une augmentation de la FAO, ainsi qu’a une diminution de
I’expression des signaux inflammatoires (Malandrino et al., 2015). Cependant, malgré une
altération de la FAO, I’inhibition spécifique de CPT-2 dans les macrophages n’entraine pas
d’altération de I’activation des macrophages M2 (Nomura et al., 2016). De plus chez I’Homme,
I’inhibition de CPT-1 par I’étomoxir et donc de la FAO, ne semble pas altérer I’activation des
macrophages anti-inflammatoires (Namgaladze and Briine, 2014) faisant de la FAO un
processus secondaire pour 1’activation des macrophages anti-inflammatoires. Cependant, une
récente étude menée par O’Connor et coll. ont mis en évidence un effet de I’étomoxir sur le
métabolisme de la glutamine ainsi que sur la production de ROS mitochondriaux (O’Connor et
al., 2018). De ce fait, les résultats obtenus lors de I’utilisation de 1’étomoxir ne peuvent étre
attribué¢ de fagon définitive a I’inhibition spécifique de la FAO.

In vitro, le palmitate est impliqué dans ’activation de 1’inflammasome NLRP3 par le biais
de la production de ROS mitochondriaux (Wen et al., 2011). Ainsi, dans les macrophages,
I’activation de I’inflammasome NLRP3 conduit a la production d’IL-13 mature et fonctionnel
responsable de la réponse inflammatoire (Bryant and Fitzgerald, 2009). Dans les monocytes, le

palmitate entraine la production de molécules d’adhésion telles que ICAM et I’E-selectin
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traduisant une adhésion accrue des monocytes sur les cellules endothéliales des vaisseaux
sanguins, et pouvant ainsi faciliter leur extravasation vers les tissus périphériques (Shikama et
al., 2015). Le palmitate induit également la production d’IL-1p par les monocytes sanguins,
capable de déclencher la réponse inflammatoire qui s’en suit dans les tissus périphériques
(Shikama et al., 2015; Snodgrass et al., 2013). De facon intéressante, les adipocytes composant
la moelle osseuse sont également connus pour étre une source importante de production
d’énergie pour les cellules qui s’y trouvent, mais également pour jouer un rdle dans I’activation
et la différenciation des précurseurs myéloides en monocytes en cas d’inflammation (Johnson
et al., 2012). FABP4 est également un des acteurs majeurs du transport intracellulaire des AG
vers le RE ou la mitochondrie du macrophage (Furuhashi et al., 2011). Son expression est
notamment induite par 1’administration de LPS, mais aussi par ’insuline, les agonistes de
PPARYy, ainsi que par les AG (Fu et al., 2000; Kazemi et al., 2005; Pelton et al., 1999). En
retour, FABP4 régule négativement 1’expression de PPARy. Plus particulierement, FABP4
posséde une plus forte affinité pour les AG a longue chaine que I’albumine et notamment pour
I’acide linoléique et a-linolenique (Furuhashi, 2019; Furuhashi et al., 2016). Au contraire dans
les macrophages, FABP5 (Mall) semble avoir une action anti-inflammatoire notamment par le
contr6le de la production des ROS (Gally et al., 2013).

De facon intéressante, les macrophages expriment également en leur surface des protéines
capables de détecter les niveaux d’AG circulants appelées FFAR (Free fatty acid receptor,
GPR). FFAR4 est sensible aux niveaux circulants des LCFA et est impliqué dans la réponse
anti-inflammatoire des macrophages. En effet, son activation par les LCFA entraine la
diminution de I’expression des TLR (i.e. TLR2/3/4), associée a I’inhibition de I’inflammasome
NLRP3 ainsi qu’a une diminution de la production du TNF-a et IL-1p . FFAR2 et GPR109a
sont impliqués dans la signalisation des SCFA chez les leucocytes. GPR109a est sensible
essentiellement au butyrate (Thangaraju et al., 2009). Par ailleurs, les SCFA entrainent
I’inhibition des histones déacétylases, importantes dans la régulation de I’expression génique,
associée a une inhibition du profil pro-inflammatoire des macrophages (Chang et al., 2014). De
ce fait les SCFA et plus particulierement le butyrate, semblent avoir un effet anti-inflammatoire
dans les macrophages. Enfin le récepteur aux MCFA, GPR84, est fortement exprimé par les
macrophages inflammatoires (Wang et al., 2006). Lors d’une administration de LPS, GPR84
est surexprimé et induit la production d’IL-12 et de TNF-a. par les macrophages M1 (Suzuki et
al., 2013). Ainsi, contrairement au LCFA et SCFA, les MCFA semblent avoir un rdle pro-

inflammatoire dans les macrophages.
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Figure 14. Métabolisme de I'oxydation des acides gras dans les macrophages.

Les acides gras (AG) de la circulation sanguine liés a I’albumine ou a la protéine FABP4 se
fixent sur les récepteurs CD36 et FATP en surface du macrophage pour intégrer le cytoplasme
de la cellule. Les lipides oxidés (Ox-LDL) et les lipoprotéines riches en TG (VLDL et
chylomicrons) entrent dans le macrophage par les transporteurs CD36, LOX1 ou SR-A1 et sont
internalisés dans un lysosome sous forme d’ester de choléstérol (CE). Les CE sont alors
hydrolysés en cholestérol libre (FC) par I’enzyme LAL. Le FC est ensuite efflué par le
macrophage a travers le transporteur ABCAL. Les lipoprotéines riches en TG sont également
hydrolysés en AG par ’enzyme LAL au sein du lysosome. Dans le cytosol, les protéines
chaperonnes FABP4 et FABP5 guident les acides gras vers les différents organels. FABP4 est
¢galement impliqué dans I’inhibition du transporteur ABCA1 entrainant I’accumulation de
cholestérol au sein du marophage. FABP5 est responsable du phénotype pro-inflammatoire du
macrophage notamment a travers la production d’IL-6. Les AG sont transformés dans le cytosol
en Acyl-CoA. La protéine CPT1, exprimée sur la membrane externe de la mitochondrie,
entraine alors I’association de 1’Acyl-CoA a la carnitine. L’Acyl-CoA-Carnitine peut ainsi
entrer dans 1’espace inter-membranaire. La protéine CPT2 exprimeée sur la membrane interne
de la mitochondrie dissocie la carnitine de 1’Acyl-CoA, permettant son entrée au sein de la
mitochondrie ou il sera utilise a travers la B-oxydation pour la production d’AcétylCoA,
NADH2 et FADH. Le NADH2 et le FADH sont ensuite utilisés par la phosphorylation
oxydative (OXPHOS). L’ Acétyl-CoA entre dans le cycle de Krebs (TCA) pour la production
d’ATP. Le récepteur aux acides gras FFAR4 détecte les niveaux d’acides gras a chaine longue
(LCFA) du milieu. Son activation entraine I’inhibition de 1’inflammasome NLRP3 liée a un
phénotype anti-inflammatoire.
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e [’exemple de I’athérosclérose

Dans les maladies cardio-métaboliques et tout particuliérement dans I’athérosclérose, le
métabolisme des AG dans les macrophages est le mécanisme le plus étudié et le mieux compris.
Dans cette pathologie, I’accumulation excessive de lipides oxydés et d’esters de cholestérol
dans la circulation sanguine entraine le développement de plaques d’athérome dans la paroi
interne (intima) des vaisseaux de moyen et gros calibre et induit I’accumulation de cellules
immunitaires telles que les macrophages dans la plaque. Les macrophages de la plaque
phagocytent les lipides oxydes, ce qui induit leur différenciation en cellules spumeuses
(Carpenter et al., 1995; Lusis, 2000). Les lipoprotéines riches sont en premier lieu hydrolysées
en AG non-estérifiés dans la circulation par la LPL afin de pouvoir étre captées par le
macrophage. Une fois dans le macrophage, les AG sont soit directement utilisés par la FAO
pour satisfaire les besoins métaboliques de la cellule spumeuse, soit stockes au sein de la
gouttelette lipidique sous forme de TG. Cette estérification des AG en TG est dépendante de
I’activité¢ des ACS et permet ainsi d’éviter la lipotoxicité induite par I’accumulation des AG
(Saraswathi and Hasty, 2009). Cependant, lorsque les lipides s’accumulent de fagon excessive
dans la cellule spumeuse, celle-ci entre en apoptose et libére son contenu au sein de la plaque
aggravant le phénotype inflammatoire (Ghosh et al., 2010; Tabas and Bornfeldt, 2016; Unger
and Orci, 2002). Plus particuliérement, 1’absorption spécifique des AG insaturés tels que ’acide
oléique, linoléique ou arachidonique par les macrophages in vivo entraine la production d’IL-
la puis de TNF-a pro-inflammatoires par les cellules spumeuses (Freigang et al., 2013). De
facon tres intéressante, a 1’image des adipocytes, les cellules myéloides expriment également
I’enzyme ATGL, responsable de la premiére étape de la lipolyse du tissu adipeux (Dichlberger
et al., 2014; Lammers et al., 2011; Schlager et al., 2015), suggérant un role essentiel dans
I’homéostasie lipidique. Plus particulierement dans les macrophages murins, I’inhibition de
I’ATGL entraine une accumulation des TG dans leur gouttelette lipidique associée a une
diminution de la production d’IL-6 pro-inflammatoire ainsi qu’a une diminution du nombre de
macrophages au sein de la plaque (Lammers et al., 2011). Par ailleurs, I’absence de FABP4
chez des souris déficientes pour I’ ApoE, responsable notamment de 1’élimination du cholestérol
au sein de cellules (Greenow et al., 2005), empéche le développement de 1’athérosclérose
(Makowski et al., 2001). Ces macrophages présentent une diminution du stock de cholestérol-
ester au sein de leur gouttelette lipidique ainsi qu’une diminution de la production des cytokines
inflammatoires. FABP4 joue ainsi un role essentiel dans la communication entre AG et

macrophages pendant I’inflammation. Par ailleurs, I’activation de PPARY a travers I’inhibition
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de FABPS entraine une diminution de 1’expression de CCR2 en surface des monocytes associée
a une diminution de leur infiltration au sein de la plaque d’athérome, mettant en lumicre le role
athérogéne de FABP5 (Babaev et al., 2011).

e [’exemple de I’obésité

Dans le cas de I’obésité, le tissu adipeux est infiltré par les macrophages contribuant a
I’inflammation chronique et aux modifications métaboliques (Hotamisligil et al., 1995). Chez
un patient obése, les macrophages représentent prés de 50% des cellules immunitaires (CD45")
du tissus adipeux contre 15% chez un patient sain (Cinti et al., 2005). L’inflammation chronique
qui a lieu dans le tissu adipeux des patients obéses est étroitement liée a 1’interaction des
adipocytes avec les macrophages (McNelis and Olefsky, 2014). En effet, dans les stades
avancés de 1’obésité, les adipocytes du WAT meurent par nécrose, provoquant la libération
d’AG libres dans le tissu adipeux. Cette accumulation entraine le regroupement des
macrophages autour des adipocytes nécrotiques formant une couronne appelée crown-like
stucture (CLS) (Nishimura et al., 2007; Strissel et al., 2007). Plus spécifiqguement, la libération
d’AG libres saturés entraine la production de TNF-o par les macrophages (Suganami et al.,
2005). Le TNF-a induit alors I’activation de 1’inflammasome NLRP3, menant a la production
d’IL-1P (Stienstra et al., 2010). En paralléle, les AG saturés activent également le TLR4 qui
contribue a la progression de I’inflammation et au développement de la résistance a 1’insuline
(Nguyen et al., 2007; Suganami et al., 2005).

De facon trés intéressante, la Resolvin E1 (RVEL), un dérivé des oméga-3, semble au
contraire participer a la fonction des monocytes circulants dans les vaisseaux sanguins et
contribue a I’amélioration du contréle métabolique chez des sujets en surpoids (Shikama et al.,
2017; Sima et al., 2018). Par ailleurs chez la souris, un régime riche en graisse entraine une
infiltration et une différenciation accrue des monocytes au sein des tissus adipeux menant a une
résistance a I’insuline ainsi qu’a I’inflammation chronique du tissu (Nguyen et al., 2007). De
plus, linfiltration des monocytes vers les tissus adipeux dépend de 1’expression du récepteur
des AG FFAR4 en leur surface puisque son inhibition couplée a un régime riche en graisse
entraine une diminution de I’infiltration des monocytes dans le tissu adipeux (Oh et al., 2014).

Ensemble, ces résultats montrent que les AG et la FAO jouent un rdle pivot dans la réponse
inflammatoire des monocytes et des macrophages et leur différenciation dans les tissus
périphériques, et semblent étre une cible thérapeutique prometteuse dans le traitement des
pathologies métaboliques. A I’heure actuelle, les données disponibles sur le contrdle

métabolique des monocytes par les AG sont trés limitées et des études supplémentaires sont
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encore nécessaires pour connaitre les mécanismes intrinséques qui s’operent lors de I’utilisation
des AG a travers la FAO pour la survie, la fonction et la mobilité des monocytes a 1’état
physiologique comme en contexte inflammatoire.

Pour aller plus loin, nous avons également publié deux revues traitant de I’importance du
métabolisme sur la réponse inflammatoire des cellules immunitaires ainsi que des signaux
environnementaux dans la fonction des macrophages dans le contexte de 1’athérosclérose

(Stunault et al., 2018, 2020).
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Monocyte and macrophage diversity is evidenced by the modulation of cell surface markers and differential production of soluble
mediators. These immune cells play key roles in controlling tissue homeostasis, infections, and excessive inflammation.
Macrophages remove dead cells in a process named efferocytosis, contributing to the healthy tissue maintenance. Recently, it
became clear that the main macrophage functions are under metabolic control. Modulation of glucose, fatty acid, and amino
acid metabolism is associated with various macrophage activations in response to external stimuli. Deciphering these metabolic
pathways provided critical information about macrophage functions.

1. Introduction

Monocytes and macrophages are part of the mononuclear
phagocytic system and share multiple cell surface markers.
Historically, monocytes were described as necessary precur-
sors for tissue-resident macrophages. However, this concept
has recently been challenged by the discovery of embryoni-
cally derived macrophage subsets in several tissues including
those of the brain and heart [1-5]. The pool of embryonically
derived macrophages renews via self-proliferation, indepen-
dently from the pool of bone marrow-generated monocytes
[6]. Another observation that defied the initial concept is
the presence of monocytes in peripheral tissues, outside the
blood vasculature [7]. A genome-wide transcriptional analy-
sis of macrophages, isolated from a large pattern of tissues,
revealed that each subset of tissue-resident macrophages
has a unique transcriptional profile despite a conserved
core signature. This suggests diversity in the pool of tissue-
resident macrophages driven by their local environment
[8]. Those observations were followed by the identification
of transcription factors controlling the development and fate
of a single population of tissue-resident macrophages [9-12].
For instance, tissue-specific signals induce a core signature
refinement by signal-dependent transcription factors [13].

This allows macrophages to perform unique functions.
For example, splenic macrophages are dependent on the
transcription factor Spi-C regulated by heme concentra-
tions. Red pulp splenic macrophage absence in Spi-C-
deficient mice induces splenic iron accumulation due to
impaired erythrocyte clearance [14]. Another example is
the large peritoneal macrophage population that relies on
dietary retinoic acid induction of the transcription factor
Gata6 to develop and survive [11]. Macrophage plasticity
with respect to environmental cues is supported by large
peritoneal macrophage loss of phenotypic and transcrip-
tional core-specific signature once transferred to a new
environment or when Gata6 is genetically removed [11, 15].
However, comprehensive links between local microenviron-
mental cues and tissue-resident macrophage fate are still
largely lacking.

Recently, macrophage modulation of metabolism
emerged as a central player during their activation [16].
Nevertheless, to what extent does the wide transcriptional
diversity of tissue-resident macrophages reflect on and to
what extent is it driven by environmental and metabolic
adaptations remain to be elucidated. The purpose of this
manuscript is to review the metabolic demands of monocytes
and tissue-resident macrophages.
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2. Mononuclear Phagocytic Cells

2.1. Monocytes. Monocytes are generated in the bone marrow
from progenitor cells during a process named myelopoiesis
(for review, see [17]). Once these cells complete their matura-
tion, they eventually egress to the blood circulation and
peripheral tissues. Monocyte retention in the bone marrow
and their entry into blood vessels are under the tight control
of chemokine and chemokine-receptor interactions. For
instance, the CXCR4-CXCL12 and CCR2-CCL2 axes have
been implicated in this process [18-20]. The contribution
of these pathways is illustrated through blood monocyte drop
and bone marrow accumulation in genetic models where
these pathways are ablated. Recently, metabolic factors have
also been implicated in the control of monocyte pool in the
bone marrow [21, 22].

Blood monocytes are easily separated into at least 2
subsets based on the expression of the cell surface marker
Ly6C in mice. Using this criterion, classical/inflammatory
monocytes are characterized by a high level of Ly6C, while
nonclassical/patrolling monocytes are Ly6C'°". The latter
subset is dependent on the transcription factor Nr4al
(nuclear receptor subfamily 4 group A member 1), as demon-
strated by their loss in Nr4al-deficient mice [23]. Interest-
ingly, Ly6C'°" monocytes are resident of the blood
vasculature where they play a critical role in vessel homeosta-
sis eliminating stressed and dying endothelial cells [24].
Recently, it was also demonstrated that Ly6C'®" monocytes
detect metastatic cells inside blood vessels and, with the help
of NK cells, protect mice against metastatic development
[25]. As opposed to the resident nature of the LyéCl"W popu-
lation, Ly6CM#" monocytes leave the blood circulation to
enter injury sites. Once more, the CCL2-CCR?2 axis is critical
for Ly6C™€" monocyte peripheral tissue recruitment during
infection and inflammation [19, 26]. Once monocytes infil-
trate peripheral tissues, they can differentiate into inflamma-
tory macrophages.

2.2. Macrophages. Macrophages are critical players in host
defense against infections, during inflammation and in
response to injury (for review, see [27]). Macrophages are
highly specialized in phagocytosis contributing to tissue
remodeling and to the removal of cellular debris. At a steady
state, each organ independently regulates the size of its
intrinsic macrophage pool. This implies lifelong residency
of tissue macrophages and is probably responsible for the
distinct transcriptional signature that each tissue macro-
phage population adopts [15, 28]. Interestingly, this specific
signature also includes metabolic traits. A recent study that
used metabolic transcriptional signature revealed, for
example, that microglia, brain-resident macrophages, seem
to have low steady-state metabolic demands [29]. We tried
to illustrate the impact of organ cues on the transcriptional
signature of metabolic genes by comparing 4 different mac-
rophage populations, of which two populate the peritoneal
cavity and the other two populate the intestine (Figure 1).
Large and small peritoneal macrophages have a similar
metabolic signature despite their different origins and
transcriptional dependencies (Figure 1(a)) [9-11, 30]. The
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same observation is also valid when two distinct populations
of intestinal macrophages are compared to each other
(Figure 1(b)). Nevertheless, when both peritoneal macro-
phages were compared to intestinal macrophages altogether,
the number of metabolic pathways differentially expressed
was much larger suggesting that changes in resources inside
different environments could be the main metabolic challenge
that tissue macrophages have to adapt to (Figure 1(c)). Asitis
now suggested that macrophage key functions such as
cytokine release and phagocytosis are associated with singu-
lar metabolic signature [29], organ cues are probably major
drivers of their functions as well. From organ cues and key
transcriptional regulators, which prevail in defining macro-
phage function and responses, are and will be an exciting area
of research. As an example in Figure 1 of such complex and
recursive regulation, the metabolic differences between small
and large peritoneal macrophages seem to be defined by the
large peritoneal macrophage mandatory transcription factor
GATAS6, while GATAG6 expression is driven on maturing
macrophages by the availability of the key metabolite vitamin
A [11]. Interestingly, intestinal macrophages and alveolar
macrophages are predicted to rely on inositol and arachido-
nate pathways, respectively [29]. Beside adaptation to tissue
cues, macrophage activation is also consubstantial with met-
abolic rewiring. This is illustrated during macrophage activa-
tion with canonical microbial compounds such as LPS
(lipopolysaccharide), a specific TLR4 ligand (Toll-like recep-
tor 4), leading to classically activated (M1) proinflammatory
macrophage generation. This activation induces an increased
glycolysis and a disrupted Krebs cycle, in order to supply cell
metabolic adaptations and cytokine production. On the other
hand, macrophage stimulation with IL-4 (interleukin 4) gen-
erates alternatively activated (M2) anti-inflammatory macro-
phages. In this case, cells rely on fatty acid oxidation (FAO)
and oxidative phosphorylation to support the metabolic
program initiated by IL-4.

A metabolic shift observed between macrophages from
different tissues suggests that they adapt their metabolism
to fit local resources. Metabolic adaptation might also be
a way to vary functions and responses starting with the
same resources. As an example, Gata6 deficiency beside
its mandatory role for maintaining large peritoneal macro-
phages leads to an increased alternative polarization in
the remaining large peritoneal macrophages associated
with altered metabolism [9]. Here, we will discuss the
metabolic pathways in macrophages at a steady state and
during activation.

3. Metabolic Control of Monocyte and
Macrophage Functions

3.1. Glucose. The proinflammatory versus anti-inflammatory
(M1/M2) macrophage classification has been criticized as an
oversimplification of a more complex reality. Indeed, it
appears that the local tissue signaling leads to a much broader
spectrum of macrophage phenotypes in tissues. How local
microenvironment impacts macrophage metabolism and
functions is still a field of intense research. M1/M2 classifica-
tion has nevertheless allowed the demonstration of how



Mediators of Inflammation 3

Prostaglandin H2

UDP-alpha-D-galactose
2-Oxoglutarate,

UDP-glucose
Oxaloacetate

L-Glutamate

Glycerone phosphate

Small Large Lamina propria Serosal
macrophages ‘macrophages macrophages macrophages
oo [T TS worc [T N
-2 -1 0 1 2 -2 -1 0 1 2
(a) (b)

Lipid metabolism
';
N\

Intestinal Peritoneal

macrophages macrophages
e [ T
-2 -1 0 1 2

(c)

FIGURE 1: Metabo-transcriptional network representing differences between small and large peritoneal macrophages (a), serosal and lamina
propria intestinal macrophages (b), and peritoneal (large and small) versus intestinal (serosal and lamina propria) macrophages (c). The
analysis is based on the gene expression data from Immgen Consortium. Boxes are colored according to differential enzyme expression
(green versus red) as indicated in the figure panels.
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metabolic plasticity is associated with and participates in
macrophage polarization. A pioneering work demonstrated
that LPS stimulation induces increased glucose uptake and
glycolysis into macrophages (Figure 2(a)). Members of the
Glut family mediate glucose uptake, and macrophages
express high levels of Glutl and Glut3 but lack Glut2 and
Glut4 [31]. Among the members of the Glut family, Glutl
expression is upregulated following LPS exposure and is
required for increased glucose uptake [31-33]. Furthermore,
macrophage-specific Glutl overexpression is associated with
increased glycolysis and pentose phosphate pathway inter-
mediates mirrored by the induction of proinflammatory
mediators such as TNFa (tumor necrosis factor-alpha) and
IL-6 [31]. This is also paralleled by increased ROS production
that might drive the proinflammatory signature of Glutl-
overexpressing macrophages. Nevertheless, another study
documented that glycolysis is crucial for macrophage inflam-
matory cytokine production, whereas Glutl overexpression
has no detectable effect on this parameter [33]. This study
revealed that increasing the macrophage glycolytic rate has
no impact on cardiovascular disease and atherosclerosis
and in particular on a plaque area [33]. This was quite
surprising as macrophages are the main cell population
composing the plaque. Recently, the use of 18F-fluorodeoxy-
glucose- (FDG-) positron emission tomography (PET)
imaging, which provides a noninvasive measure of tissue
glycolysis, demonstrated increased glucose uptake in plaque
areas in cardiovascular disease-affected patients [34-36].
The biological significance of increased glucose incorpora-
tion in the atherosclerotic plaque still needs to be identified.
One could speculate that this increase just reflects changes
in cell populations that normally occupy the vessels or it
could be a reflection of the hypoxic nature of plaques that
favor glycolysis in multiple cell types. By contrast, in

hematopoietic tissues, enhanced glycolytic activity was also
detected and could predict the production, differentiation,
and activation of immune cells. Glutl deficiency in hemato-
poietic precursor cells during atherosclerosis directly affects
myelopoiesis and prevents disease outcome [21].

Glucose metabolism is also central during macrophage
pathogen phagocytosis [37]. Nevertheless, the macrophage
glucose dependence during microbial infections represents
an opportunity for pathogens to defy the host immune sys-
tem. Pathogens, such as Candida albicans, consume high
amount of glucose and thus limit local glucose availability
for immune cells and notably macrophages [38]. This
dampens macrophage glucose uptake, decreases their
phagocytic skills, and limits their survival during C. albicans
infection [38]. The extent to which this competition affects
infection outcome is an important question to solve in an
already complex field. Thus, LPS induces an Hifla-depen-
dent heightening of glycolysis in macrophages. Blocking
glucose uptake early during LPS sepsis (in a sterile setup
and therefore in the absence of bacterial glucose competition)
has been shown to blunt inflammation and sepsis. That
glycolysis impact is on macrophages is supported by similar
protection and reduction of inflammation when using
Hifla macrophage-deficient mice [39]. Nevertheless, inhi-
bition of glycolysis later on, in an otherwise similar setup
of LPS-induced sepsis, does not impact inflammation but
is still protective. This protection is due to a modulation
of nonimmune organ adaptation to stress imposed by
inflammatory states, notably in the brain [40]. By contrast,
blocking glycolysis is lethal during influenza virus infec-
tion [40]. Further analysis revealed that blocking glycolysis
does not affect viral burden or immune cell infiltration.
Interestingly, inflammation does not seem to account for
the effect, and blocking glycolysis did not impact on the
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lung tissue morphology in virus-infected animals. Blocking
glycolysis during flu infection rather decreased critical vital
processes such as body temperature and heart rate. With
respect to glucose competition between immune cells and
pathogens, it is quite fascinating that the lethality of multiple
infections might be due to appropriate immune or nonim-
mune metabolic protection chosen in response to the first
infection that was inappropriate and ultimately enhanced
the competitive metabolic advantage or destructive power
of the second infection. Such scenario could explain excess
morbidity associated with influenza infection that is often
observed during pneumococcal superinfection.

3.2. Fatty Acids. During alternative polarization in response
to IL-4 stimulation, macrophages rewire their metabolic
demands towards fatty acid oxidation into their mitochon-
dria (Figure 2(b)) [41]. Alternative macrophage polarization
relies on the transcription factors Ppar-y (peroxisome
proliferator-activated receptor-gamma) and Ppar-8, as well
as on their coactivator PGC1p, for an efficient metabolic
reprogramming [42-44]. Indeed, this program promotes
fatty acid oxidation and mitochondrial biogenesis. To fulfill
their metabolic needs, alternatively activated macrophages
have to generate or internalize fatty acids (FA).

3.2.1. Cell-Intrinsic Fatty Acid Metabolism. Free fatty acids
(FFA) are released through lipolysis from triacylglycerol
(TG). Lipolysis mostly occurs in adipocytes and participates
in triacylglycerol stock mobilization during exercising,
fasting, or adrenergic receptor stimulation. Adipocyte TGs
are stored inside lipid droplets. The first enzyme that breaks
triacylglycerol into diacylglycerol (DG) and a FA is named
adipose triglyceride lipase (Atgl), encoded by the Pnpla2 gene
in mice. Secondarily, the hormone-sensitive lipase (Hsl),
encoded by the Lipe gene, uses DG as a substrate and trans-
forms it into monoacylglycerol (MG) and releases one more
FA. The final step during lipolysis is controlled by the mono-
acylglycerol lipase (Mgl) and by the breaking down of MG
into FA and glycerol. Atgl expression is not strictly limited
to adipocytes and, to a lesser degree, is also detected in
cardiac and skeletal muscle cells, testis, and immune cells
such as macrophages and neutrophils [45]. Metabolomic
analysis of classically (M1) and alternatively (M2) activated
macrophages revealed MG accumulation in M2 cells,
suggesting increased lipolysis [41]. Nevertheless, Atgl™”’~
peritoneal macrophages responded with the same magnitude
to IL-4 stimulation and upregulated M2 cell surface markers
to a similar extent as Atgl-sufficient control cells [41]. Inter-
estingly, the activity of Lipa (lysosomal acid lipase), another
enzyme that uses fatty material as a substrate, is increased
in IL-4-stimulated macrophages [46]. Lipa inhibition leads
to defective M2 polarization and decreased fatty acid
oxidation [41]. Additionally, macrophage deletion of Ascll
(acyl-CoA synthetase long-chain family member 1), encod-
ing for a key enzyme involved in fatty acid synthesis that
catalyzes the thioesterification of fatty acids, is associated
with diminished inflammatory cytokine (TNF«a and IL-
1p) and chemokine (CCL2) production, pointing out the
role of fatty acid synthesis during the proinflammatory

response [47]. Altogether, these data demonstrate that mac-
rophage fatty acid metabolism supports the metabolic
rewiring in response to external stimuli.

3.2.2. Cell-Extrinsic Fatty Acid Metabolism. Another option
for alternatively activated macrophages to supply their
metabolic needs is to internalize and incorporate metabolites
from the local microenvironment. This requires cell surface
receptors or transporters that recognize a specific metabolite
combined with intracellular delivery to a precise organelle
where this metabolite will eventually be included into macro-
phage metabolic circuits. During alternative macrophage
polarization, it was recently demonstrated that fatty acid
uptake via the cell membrane receptor CD36 plays a crucial
role for their metabolic adaptation [41]. CD36-dificient mac-
rophages have impaired alternative polarization suggesting
that TG uptake and delivery into lysosomes, the place where
Lipa is located, play an essential role in M2 polarization.
However, macrophages deficient in Ldl receptor (Ldlr™")
do not have impaired alternative polarization suggesting that
this receptor is not required for fatty acid uptake [41]. Finally,
as much as 3x 10% cells in our body die by apoptosis each
hour, and CD36 together with integrins and the TAM/
opsonin system participates in the uptake of apoptotic cells
by tissue macrophages representing a tremendous source of
metabolite input at a steady state and during apoptotic bursts
associated with development or inflammation. This is
strongly associated with metabolic changes in macrophages.
For example, it has been shown that efferocytosis triggers
mitochondrial uncoupling trough the increased expression
of uncoupling protein 2 (UCP2) [48]. Furthermore, an
increase in FAO is also observed in macrophages during
efferocytosis, which could be due to the excess of lipids
brought by dead cell membranes [48]. Interestingly, an excess
of glucose [48, 49] or changes in the environment modulat-
ing macrophage metabolism like inflammation [50] and oxi-
dative stress [51] as well as oxidized LDL [52] and hypoxia
[53] inhibit efferocytosis capacity, suggesting that the macro-
phage metabolic profile is intrinsically linked to its function
[48, 49]. Moreover, it is well known that M2 macrophages
are more efficient than M1 macrophages to perform efferocy-
tosis, suggesting that different metabolic rewiring could
determine the efferocytosis ability in macrophages [50, 54].
Efferocytosis, beside its metabolic input, directly regulates
macrophage polarization toward an anti-inflammatory and
prohomeostatic phenotype. This includes transcriptomic
upregulation of lipid digestive and secretive capacity. Opti-
mal efferocytosis also indirectly prevents inflammatory sig-
nals triggered by noningested apoptotic cells. Lipid efflux
might also insure redistribution of lipids systemically via
lipoprotein export and/or to the local tissue from which the
apoptotic cell comes from.

3.3. Itaconate. In M1 macrophages, the TCA cycle is
interrupted at two points. The first breaking point occurs at
the level of isocitrate dehydrogenase 1 (Idhl), which is
strongly inhibited in LPS-stimulated macrophages [55]. As
a consequence, a-ketoglutarate levels are reduced whereas
(iso)citrate accumulates and serves as a precursor for



itaconate synthesis. Itaconate is an antibacterial metabolite
which is among the most highly induced metabolites in
activated macrophages [55, 56]. Itaconate controls the
second breakpoint by inhibiting succinate dehydrogenase
(Sdh), which mediates oxidation of succinate into fumarate
[55, 56]. As a consequence, malate accumulates, which is
explained by the induction of the aspartate argininosuccinate
shunt [55], which happens to be essential for the increase in
nitric oxide (NO) production by activated macrophages [55].
Itaconate activity results in succinate accumulation and
decreased oxygen consumption [56-58]. Surprisingly, itaco-
nate exerts anti-inflammatory effects by limiting IL-18, IL-
18, IL-6, and IL-12 expression and NO production [56, 58].
In mice that are deficient in aconitate decarboxylase 1 (Irgl),
the enzyme which converts (iso)citrate into itaconate, an
increase in mitochondrial respiration, a decrease in succinate
accumulation due to an increase in its conversion into fuma-
rate and malate, and an increase in proinflammatory gene
and NO production are observed [56]. Thus, itaconate appears
to be one of the master regulators of metabolic reprogramming
and inflammation in macrophages [56].

Type I interferons, typically secreted during viral infec-
tion, induce Irgl expression in macrophages and subsequent
itaconate production [59]. The newly generated itaconate
inhibits type I interferon immune response suggesting
the existence of a negative feedback loop orchestrated by
this compound. Recently, it was suggested that itaconate
also activates the transcription factor Nrf2 (nuclear factor
(erythroid-derived 2)-like 2), a key element of the anti-
inflammatory response in macrophages [59]. Nrf2 activation
follows itaconate alkylation of cysteine residues of KEAP1
(Kelch-like ECH-associated protein 1), a protein that nor-
mally associates and promotes the degradation of Nrf2.
Nevertheless, it was elegantly demonstrated that itaconate
additionally induces electrophilic stress targeting glutathione
levels and affecting cellular oxidative stress. Itaconate inhib-
ited late, but not initial, transcriptional response to LPS.
One of these early responses includes the transcription factor
IxB{ which is the major orchestrator of the secondary tran-
scriptional response. Thus, itaconate did not affect IxB(
mRNA induction but affect IxkB{ protein levels and the sub-
sequent secondary response [60]. Interestingly, IxkB{ protein
regulation is Nrf2-independent and relies on the transcrip-
tion factor ATF3 (activating transcription factor 3) [60].
Importantly, in vivo administration of cell-permeable deriv-
atives of itaconate protects mice against psoriasis when
challenged with a TLR7 agonist, demonstrating a novel
potential therapeutic opportunity [60]. Further, myeloid
cell-specific Irgl-deficient mice challenged with Mycobacte-
rium tuberculosis (Mtb) showed an excessive accumulation
of neutrophils associated with decreased survival rate [61].
This shows that Irgl and endogenous itaconate play an
important role in dampening inflammation during Mtb lung
infection. Irgl and itaconate are also induced in perito-
neal macrophages in tumor-bearing mice [62]. Metabolic
reprogramming of peritoneal macrophages and increased
OXPHOS parallels this observation. Irgl inhibition in perito-
neal macrophages decreases tumor progression demonstrat-
ing that this pathway could also be of therapeutic interest
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in cancer [62]. In humans, branched-chain amino acid
(BCAA) catabolism has been shown to be involved in the
IRGl1/itaconate axis in activated macrophages [63]. In
mice, branched-chain aminotransferase 1 (BCAT1) inhibi-
tion through the leucine analogue ERG240 administration
decreases itaconate production and macrophage infiltration
in nephrotic nephritis models pointing out to amino acids
as participants in the pivotal itaconate control of macro-
phage function [63].

3.4. Amino Acids. Amino acids are key elements in immune
cells for building proteins and nucleotides. They are also
critical metabolic intermediates that participate in a variety
of physiological processes [64]. A seminal work during the
early 1980s demonstrated that macrophage activation
stimulates amino acid utilization and glutamine in particular
[65, 66]. Here, we will illustrate the involvement of amino
acids in macrophage metabolic reprogramming by using
two examples—glutamine and arginine.

3.4.1. Glutamine. Glutamine is the most abundant amino
acid in the plasma and is internalized in macrophages via
the membrane transporter Slcla5 (solute carrier family 1
member 5) (Figure 2(b)). In macrophages, glutamine is
converted into glutamate by the enzyme glutaminase 1
(Gls1). Glutamate is then converted into oxoglutarate to be
incorporated in the TCA cycle in the mitochondria [67].
Glutamine is involved in multiple physiological functions
including energy supply, nucleotide biosynthesis, and resis-
tance against oxidative stress. At a transcriptional level,
glutamine metabolism is highly associated with alternative
macrophage polarization upon IL-4 stimulation [55]. Short-
term glutamine deprivation of macrophages blunts, at least
partially, the increased expression of M2 markers following
IL-4-induced activation [55, 68]. This validates the involve-
ment of glutamine metabolism in M2 macrophage metabolic
adaptation. Glutamine is essential for the biosynthesis of
UDP-GIcNAc which is required for the glycosylation of
lectin or mannose receptors that are required for pathogen
recognition [55]. Glutamate is also used by M2 macrophages
to feed the TCA cycle since more than 30% of the TCA cycle
intermediates come from glutamine [55]. Therefore, whereas
glutamine is used differently in M1 and M2 macrophages, it
appears to be a key resource to support polarization and
function of both M1 and M2 macrophages.

Glutaminolysis controls macrophage M2 polarization
by regulating epigenetically the transcriptional activity of
key genes [68]. Indeed, glutamine supports alternative
polarization by favoring Jmjd3- (jumonji domain contain-
ing -3-) dependent demethylation on the promoters of M2-
associated genes. Interestingly, Jmjd3 controls the activity
of the transcription factor IRF4 (interferon regulatory factor
4), and retroviral expression of IRF4 in Jmjd3-deficient
macrophages restored normal M2 marker expression [69].
In recent years, monocytes, macrophages, and NK cells have
been shown to display a form of memory called trained
immunity. Upon infection or vaccination, those cells display
long-term changes in their functional programs that allow
increased inflammatory response upon secondary response.
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Glutaminolysis also controls the production of inflammatory
cytokines by monocytes in the context of trained immunity,
again by modulating gene methylation, a mechanism that
seems suited for long-term control of this type of innate
memory [70].

3.4.2. Arginine. Arginine is a substrate for nitric oxide
synthase (NOS) and plays a key role during NO generation.
Three different forms of NOS have been identified: NOS1
(expressed by neurons (nNOS)), NOS2 (inducible and
expressed by immune cells (iNOS)), and NOS3 (expressed
by endothelial cells (eNOS)). Macrophages express iNOS,
and this enzyme is induced after LPS or IFNy (inter-
feron-y) stimulation [71]. Classically activated macrophages
convert arginine into NO and citrulline (Figure 2(a)). Inter-
estingly, it was demonstrated recently that NO, through the
inhibition of mitochondrial respiration [72, 73], played a
key role in the LPS-induced shift from OXPHOS to glycolysis
in macrophages [55, 74] (Figure 2(a)). Moreover, the newly
generated NO contributes to macrophage killing of intracel-
lular bacteria and host defense against infection. Neverthe-
less, excessive and uncontrolled NO production leads to cell
toxicity and tissue damage. To avoid this scenario, redirect-
ing arginine flux away from iNOS seems to be crucial. In
alternatively activated macrophages, arginine is metabolized
by the enzyme arginase 1 (Argl) (Figure 2(b)). This reaction
leads to the production of ornithine and urea. Ornithine is
subsequently used to generate polyamines and proline.
Proline is an important substrate for collagen synthesis and
therefore plays a key role in wound healing while polyamines
are used during cell proliferation [75, 76]. Thus, during
parasite infection, characterized by the generation of M2
macrophages and wound healing, it was expected that
macrophage-specific Argl deletion will play a detrimental
role. Surprisingly, macrophage-specific deletion of Argl led
to accelerated death during Schistosoma mansoni parasite
infection [77]. This is not due to an increased susceptibility
to infection but rather to excessive liver fibrosis. Interestingly,
macrophage arginase 1 expression is required for the control
of T cell activation and proliferation [77]. Therefore, arginine
plays a key role during macrophage activation and, when it is
used by INOS or Argl, determines the fate of the cell
activation. Of interest, iINOS and Argl can be coexpressed
and both have their own advantage over arginine processing,
with the former having higher affinity while the later showing
higher catalytic rate. Therefore, understanding this dual
expression and the context in which binding versus activity
prevails will certainly shed light on the direction of immune
cell responses.

4. Conclusion and Future Directions

Metabolism controls key macrophage functions such as
phagocytosis and efferocytosis contributing to healthy tissue
homeostatic maintenance and protection against infection
and inflammation. Diversity of macrophage functions and
responses can be modulated through cell-intrinsic metabolic
rewiring and/or cell-extrinsic environmental metabolite
change. This led to the establishment of an oversimplified

but efficient macrophage classification into classically M1
versus alternatively M2 subsets. Nevertheless, this pattern is
observed in tissue-resident macrophages at a steady state
probably reflecting on their metabolism governed by each
specific organ microenvironment. During tissue inflamma-
tion, for example, in the case of obese adipose tissue, a
switch of macrophage markers towards a proinflammatory
phenotype parallels tissue structure remodeling and
metabolite availability in the local environment. Therefore,
one is interested to control macrophage metabolic demands
and maintain their tissue homeostatic role by blocking
metabolites leading to a proinflammatory phenotype. This
requires better understanding and characterization of tissue
macrophage populations and whether conserved metabolic
pathways are present and functional in both embryonically
and monocyte-derived macrophages. Currently, with the
emergence of omics approaches, this aim seems more and
more realistic and promises that new metabolic targets
used to limit inflammation related to macrophages shall
soon be confirmed.
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FA: Fatty acid

FAO: Fatty acid oxidation

FDG: 18F-Fluorodeoxyglucose

FFA: Free fatty acid

Gata6: GATA binding protein 6

Gls1: Glutaminase 1

Glut: Glucose transporter

Hifla: Hypoxia-inducible factor 1 subunit alpha

Hsl: Hormone-sensitive lipase

Idhl: Isocitrate dehydrogenase 1
IFNy: Interferon-gamma
IkBC(: Nuclear factor of kappa light polypeptide

gene enhancer in B cell inhibitor
IL: Interleukin
IRF4:

Interferon regulatory factor 4
Irgl: Aconitate decarboxylase 1
Jmjd3: Jumonji domain containing 3
KEAP1: Kelch-like ECH-associated protein 1

Ldl: Low-density lipoprotein
Ldlr: Ldl receptor
Lipa: Lysosomal acid lipase



8

Lipe: Lipase E

LPS: Lipopolysaccharide

Ly6C: Lymphocyte antigen 6 complex, locus C1

MI: Proinflammatory macrophage

M2: Anti-inflammatory macrophage

MG: Monoacylglycerol

Mgl: Monoacylglycerol lipase

Mtb: Mycobacterium tuberculosis

NK cells: Natural killer cells

NO: Nitric oxide

NOS: Nitric oxide synthase

Nr4al: Nuclear receptor subfamily 4 group A
member 1

Nrf2: Nuclear factor (erythroid-derived 2)-like 2

OXPHOS: Oxidative phosphorylation

PET: Positron emission tomography

PGC1p: Peroxisome proliferator-activated receptor
gamma coactivator-1 beta

Ppar: Peroxisome proliferator-activated receptor

Pnpla2: Patatin-like phospholipase domain contain-
ing 2

ROS: Reactive oxygen species

SDH: Succinate dehydrogenase

Slcla5: Solute carrier family 1 member 5

Spi-C: Transcription factor Spi-C

TCA: Tricarboxylic acid

TG: Triacylglycerol

TLR: Toll-like receptor

TNFa: Tumor necrosis factor-alpha

UCP: Uncoupling protein

UDP-GIcNAc: Uridine diphosphate N-acetylglucosamine.
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ABSTRACT

Myeloid cells are key contributors to tissue, immune and metabolic
homeostasis and their alteration fuels inflammation and associated
disorders such as atherosclerosis. Conversely, in a classical chicken-and-
egg situation, systemic and local metabolism, together with receptor-
mediated activation, regulate intracellular metabolism and reprogram
myeloid cell functions. Those regulatory loops are notable during the
development of atherosclerotic lesions. Therefore, understanding the
intricate metabolic mechanisms regulating myeloid cell biology could lead
to innovative approaches to prevent and treat cardiovascular diseases. In
this review, we will attempt to summarize the different metabolic factors
regulating myeloid cell homeostasis and contribution to atherosclerosis,
the most frequent cardiovascular disease.

KEYWORDS: macrophage; dendritic

atherosclerosis

monocyte; cell; metabolism;

INTRODUCTION

Atherosclerosis is a major vascular disease that continuously spreads
worldwide. Atherosclerosis contributes to cardiovascular disease (CVD)-
related deaths, estimated to account for more than 17 million deaths per
year worldwide, making this pathology a major public health issue.
Atherosclerosis is described as a metabolic disease associated with a
chronic low-grade inflammation linked to lipid accumulation in the intima
of large and medium-sized arteries, which favors plaque formation [1,2].
Since the 1950’s, mounting evidence linked cholesterol metabolism to
atherosclerosis development. Atherosclerotic patients not only showed
increased serum cholesterol levels, and more specifically cholesterol
present in the low-density lipoproteins fraction (LDL), but also
accumulation of cholesterol in macrophage foam cells pointing out to
cholesterol as a culprit of immunometabolic perturbations in the
establishment and development of atherosclerosis. LDL-cholesterol levels
are now considered as an independent risk factor for CVDs [3,4].
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Interestingly, LDL accumulation into the arterial wall is associated with
inflammatory signals which trigger the attraction of myeloid cells such as
dendritic cells (DC), neutrophils, macrophages and monocytes [5].
Advanced atherosclerotic plaques are complex structures containing
lipids, necrotic cores, calcification zones and immune cells [6]. Plaque
growth increases arterial stiffness and could be responsible for disturbed
blood flow, while their rupture can lead to ischaemic strokes and transient
cerebral ischaemic attacks [7].

During the past two decades, tremendous progress has been made
highlighting the involvement of immune cells at all stages of the disease
including plaque initiation, development and rupture. Particularly, the
accumulation of myeloid cells in human atheromatous plaques is a strong
marker of plaque instability and predictor of negative outcome [8,9]. The
respective role of the different myeloid cell types in the establishment and
progression of the disease has since been thoroughly investigated using
pre-clinical mouse models. Monocytes, which enter atheromatous plaques
from the blood circulation and differentiate into macrophages, are the
main culprits of atherosclerosis development. Further mechanistic
complexity came later with the realization of the involvement of
neutrophils and DCs in the disease, the latter driving and bringing
adaptative immunity in the picture.

Myeloid cell precursors have diverse origins: some emerge from
hematopoiesis in the bone marrow, while others arise from primitive
embryonic structures [10]. Their functional diversity is thought to be
acquired via the action of tissue-specific cues but little is known on how
this local developmental imprinting of myeloid cells takes place [11]. This
observation particularly stands regarding myeloid cell
immunometabolism, as microenvironmental signals can trigger rapid
metabolic adaptations to adjust the immune response. In atherosclerosis,
myeloid cell metabolism influences plaque development [12]. For
example, under inflammatory conditions, macrophages display increased
glycolytic metabolism and Glutl expression, the main myeloid cell glucose
transporter [13]. Monocytes and macrophages from atherosclerotic
patients show increased mitochondrial oxygen consumption rate (OCR).
Together these findings suggest a global change in metabolic activation
state [14].

A metabolomics-based analysis of human carotid plaques revealed a
correlation between plaque metabolic signatures, namely elevated
glycolysis and low fatty-acid oxidation, and the presence of plaque
instability features [15]. This observation strongly suggests that intra-
plaque metabolic cues may determine the outcome of the disease. A better
understanding of how metabolites affect in situ myeloid cell activation
would help for the design of new therapeutic approaches to prevent and
treat atherosclerosis. In this review, we will address how metabolic signals
impact on myeloid cell diversity and function in the context of
atherosclerosis.
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IMMUNE CELL DIVERSITY IN PLAQUES

Pioneering studies revealed that human plaques contain a variety of
immune cells. These observations were repeated in mouse pre-clinical
models of atherosclerosis development, namely Ldlr’~ and ApoE™" mice.
Although wild-type mice are protected against the disease, high
cholesterol diet feeding of Ldlr’~ and ApoE’~ mice promotes
hypercholesterolemia and atherosclerosis development. Descriptions of
plaque immune cells were initially based on immunochemistry and
demonstrated the presence of macrophages, B and T cells in plaque lesions
[16]. Nevertheless, the limited number of parameters available was not
adapted to grasp the full spectrum of immune cells residing in advanced
plaques. With the improvement of flow cytometry, the number of
parameters simultaneously analyzed progressively increased and a
further complexity in plaque immune cell populations emerged [17,18].
Single-cell RNA-Seq and Cytometry by Time of Flight (CyTOF) technologies
further extended our ability to discover and characterize new tissue-
resident immune populations and their activation states. This
technological leap offered a new perspective to decipher in greater depth
immune cell diversity in atherosclerotic plaques [19]. In the past two
years, multiple studies applied single-cell RNA-Seq techniques to human
plaque samples from endarterectomy patients [20], and to aortic cells
extracted from wild-type and atherosclerotic mice [18,21-25]. This
generated an extensive characterization of the blood vessel-residing
immune landscape in health and disease (Tables 1 and 2). Interestingly,
only a small number of myeloid cells (of which around 70% were
monocytes) were observed at steady state in the aortic wall of wild-type
mice [25]. It seems reasonable that monocytes crawling on endothelial
cells were the main population of immune cells detected in those studies.
Leukocyte diversity was shown to greatly increase in the aorta during
atherosclerosis development, as neutrophils, T cells, B cells and NK cells
were also identified in Ldlr7-and ApoE~”" mice fed a chow or a high fat diet
[21,22,24]. This diversity was also observed in human samples [20,22].

Table 1. Recent single-cell based studies assessing plaque composition.

References

Samples

Kim K et al., 2018 [23]

LdIR” mice; 12 weeks HFD; aortic CD45* cells

Cochain C et al., 2018 [21]

LdIR- mice; 12 weeks HFD; aortic CD45* cells

Winkels H et al., 2018 [22]

LdIR” mice; 12 weeks CD or HFD; aortic CD45* cells
Transcriptomic data; 126 samples from the biobank of

Karolinska Endarterectomies

Fernandez DM et al., 2019 [20]

Endarterectomy plaque samples

Cole JE et al., 2018 [24]

ApoE~~ mice; CD or HFD 12 weeks; aortic CD45* cells

Kalluri AS et al., 2019 [25]

WT digested aorta
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Table 2. Summary of the reported plaque leukocyte proportions across the reports mentioned in Table 1.

Refs Samples Method Macrophages Monocytes Dendritic cells Neutrophils T cells B cells NK
pDC cDC1 cDC2 CD4' CD8' cells
[23] Male LdIR ™" Single cell 83.9%* ND ND 2.2%* 6.9%* ND 3%* ND ND
HFD 12 weeks RNA-Seq

[21] Male LdIR™" Single cell 28.9% 12.3% 14.9% 2% 8.7% 19.6% 2% 4%

HFD 11 weeks RNA-Seq

Male LdIR ™ 49.6% ND 14.2% ND 8.5% 16.8% 2.1%* 2.4%*

HFD 20 weeks

[22] Male LdIR ™" Single cell 13.6% Myeloid cells: 6.2% 54.1% 24.4% 1.7%
CD RNA-Seq
Male LdIR™" 27% Myeloid cells: 21.1% 45.8% 4% 2.1%

HFD 12 weeks

Female ApoE™" 4.9% Myeloid cells: 10.3% 60.6% 21.9% 2.4%
CD
Female ApoE™" 9.6% Myeloid cells: 12.6% 49% 27.2% 1.6%
HFD 12 weeks
Human Bulk RNA-Seq 50%* 12% ND ND 20%* 10%* 5%
deconvolution
[20] Human CyTOF 10.6% 2.5% 0.4% 0.1% ND 0.1% 31.6% | 31.1% | 2.6% 4.1%
Human CITE-Seq 16% ND 6%* 1.5%* ND ND 20%* 26%* 8% * 11%*
[24] ApoE™" CyTOF 60% 2.5% 0.25% 1.6% 8.5% 2.5% 3% 3% 8% 1%
sex unspecified
CD
ApoE™" 57% 7% 1% 1.8% 6.5% 4% 3% 3% 5% 0.75%
sex unspecified
HFD 12 weeks
[25] Female WT Single cell 23%* 73.4%* 3.3%* ND ND ND ND
CD RNA-Seq

When possible, we reported the proportion of each cell type among total leukocytes as indicated by the authors. Stars
(™) indicate missing information that was estimated and completed using the Single-Cell Explorer software (Artyomov
Lab, Washington University St Louis). WT = Wild-Type. CD = Chow Diet. HFD = High Fat Diet. ND = Not Determined.
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Figure 1. Single-Cell approaches highlight plaque immune cell diversity. (A) Single-Cell RNA-Seq of
aortic CD45" cells from Ldlr’" mice fed a HFD for 12 weeks. Data from Kim et al. [23] (GSM3215435) were
analyzed using the Single-Cell Explorer software. List of markers used: CD206* Macrophages: Fcgrl, Itgam,
Mafb, Mrcl. Inflammatory macrophages: Fcgrl, Itgam, Mafb, NLRP3, IL1b, Nfkbia. Lyvel® macrophages:
Fcgri, Itgam, Mafb, Lyvel. TREM2M&" macrophages: Fcgrl, Itgam, Mafb, TREM2, ABCG1, Lpl, Lipa. CD206*
Inflammatory macrophages: Fcgri, Itgam, Mafb, Mrc1, NLRP3, IL1b (low), Nfkbia, TNF. CD8 T cells: Lck, CD3,
CD8. cDC2: Zbtb46, Itgax, Flt3, Itgam (+), Itgae (-). cDC1: Zbtb46, Itgax, Flt3, Itgam (-), Itgae, IRF8. Non
leukocyte: Ptprpc (-). (B) Expression pattern of genes used for targeted Cre expression in myeloid cells.

However, the relative proportion of each cell type reported by different
single-cell studies shows significant fluctuations. In mice, macrophages
were reported to represent from 9 to 80% of the aortic leukocyte pool and,
inversely, T cells represented from 3 to 60% of leukocytes. The same
variations were observed in human samples (Table 2). These differences
could be explained by multiple factors, and notably differences in tissue
digestion technique, leukocyte purification method, and the markers and
transcripts used for cell type identification. The entry of atherosclerosis
research in the single cell RNA-Seq era could therefore benefit from a
universal experimental pipeline that would facilitate comparison between
studies. A first step toward this direction could consist in generating a
meta-analysis of the data from the studies summarized in Table 1 to
characterize plaque composition. A meta-analysis study was recently
published and evidenced the immune cell diversity in plaque and the
markers allowing to define each population [26].

These studies illustrate that single-cell approaches are amongst the
most powerful tools to precisely identify cell subsets as well as their
respective metabolic demands. Myeloid cells were broadly shown to
represent a significant part (up to 90%) of immune cells in atherosclerotic
lesions [23]. Here, we will briefly discuss the identity and origin of plaque
resident myeloid cells.
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Monocytes

Monocytes are short-lived mononuclear phagocytes that are generated
in the bone marrow (BM) during hematopoiesis [27,28]. They rely on
CSF1R (Colony Stimulating Factor 1 Receptor) signaling for their
development and survival [29,30]. Among leukocytes, which have been
positively correlated with cardiovascular events in humans [31-33],
monocytes play a pivotal role in atherosclerosis development.
Hypercholesterolemia, a key component of atherosclerosis, has been
associated with increased circulating monocyte numbers (monocytosis) in
mice, rabbits, swines and humans [34-36].

Circulating monocytes are identified as CD11b* CD115" cells, and exist
as two functionally distinct subsets in both mice and humans: classical
monocytes, identified as Ly6C"#" in mice and CD14Ms" CD16!°% in humans,
and non-classical monocytes, identified as Ly6C°¥ and CD14!°% CD16mMsh
[37]. An additional human population of CD14*CD16* monocytes has also
been documented. Developmentally, Ly6C°” monocytes were proposed to
arise from Ly6CM&" monocytes [38,39]. Ly6C®" monocytes require the
transcription factor Nr4al (Nur77) for their maturation [40], they are
commonly referred to as “patrolling monocytes”, as they are closely
associated to the endothelium which they survey in order to remove dead
endothelial cells [41,42].

Ly6Chigh monocytes are also called “inflammatory” monocytes, as they
accumulate during infections and are preferentially recruited to inflamed
tissues [38]. They display a high expression of CCR2 [43,44], the main
chemokine receptor governing monocyte recruitment to inflammatory
sites [45] as well as into atherosclerotic plaques. Plaque initiation is driven
by Ly6CMs" monocyte recruitment to the intima of the endothelial wall [46—
50]. Their inflammatory nature seems to be supported by the fact that
osteopetrotic mice, which lack functional CSF1 (Colony Stimulating Factor
1) and therefore monocytes [51], are protected against
hypercholesterolemia-induced atherosclerosis [52-54]. In 1998, two
independent studies documented the key role played by monocyte
recruitment to atheromatous lesions through the CCL2-CCR2 chemotactic
axis, as mice deficient for CCR2 [55] or its ligand CCL2 [56] also displayed
reduced atherosclerotic lesions. Monocyte chemotaxis in atherosclerosis
was further characterized in 2007, as Tacke and colleagues provided
evidence of the relative contribution of CCR2, CCR5 and CX3CR1 for
monocyte recruitment into plaques [47]. CX3CR1 is highly expressed on
Ly6C°¥ monocytes and remains detectable on Ly6C"&" monocyte subset
[57]. In contrast, CCR2 is predominantly expressed by the Ly6Chigh
population [57].

Understanding the roles played by metabolism in monocyte biology is
of key importance considering the limitations of current therapies. Indeed,
limiting monocyte recruitment to the plaque seems to be a reasonable
strategy for reducing the development of atherosclerotic lesions.
Complementarily, new anti-inflammatory approaches have recently
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gained great interest. Indeed, lowering the inflammatory response has
emerged as a novel therapeutic target to decrease CVDs related death and
comorbidities. Interleukine-6 (IL-6) and IL-1B are two well-established
pro-inflammatory mediators and their levels are increased during
atherosclerosis progression [58]. Among those two, the pro-inflammatory
cytokine IL-1B emerged as a major mediator of atherosclerosis
development [59-61]. Surprisingly, IL-1B signaling was also shown to be
an important component of plaque remodeling and stability [62]. The
Canakinumab Anti-inflammatory Thrombosis Outcome Study (CANTOS)
trial showed that patients treated with the IL-1B-targeting monoclonal
antibody Canakinumab had a lowered cardiovascular-event-related
mortality rate. However, Canakinumab treatment induced various side
effects and increased susceptibility to infections, resulting in no overall
survival benefits and underlining the urgent need for other therapeutic
approaches [63,64].

Macrophages

Macrophages are highly phagocytic cells that can be identified through
their co-expression of CD64 and MerTK [11]. Macrophages are
ubiquitously present across organs and play key roles both in health and
disease [11]. A key function of tissue-resident macrophage is the removal
of dead cells, a process named efferocytosis [65]. Every day around 0.4%
of the total estimated number of 3.7 x 103 cells dye in the adult human
body [66]. Although all macrophage populations perform efferocytosis,
they also display tissue-specific functions such as heme detoxification and
iron handling in the spleen, surfactant clearing in the lungs or
thermogenesis regulation in brown adipose tissue [67,68]. This functional
heterogeneity can partly be explained by the developmental origin of
macrophages. Microglia, the population of brain resident macrophages,
arise from yolk sac precursors present at early developmental stages
[69,70]. Alveolar pulmonary macrophages originate from foetal liver
progenitors [71] while the population of gut macrophages derives from
bone marrow precursors [72]. Consequently, embryonically-derived
macrophages and monocyte-derived macrophages often coexist in adult
tissues [73,74]. Like monocytes, tissue-resident macrophages rely on
CSF1R signalling, which can bind either IL-34 or CSF1, for their
maintenance. Interestingly, a tissue specificity for either ligand has been
observed among tissue-resident macrophages, as microglia rely on IL-34
while large peritoneal macrophages rely exclusively on CSF1 [75,76].
Furthermore, macrophage heterogeneity can be attributed to local
environmental features, even between subsets that share a common
developmental origin [11].

Atheromatous plaque macrophages are  monocyte-derived
macrophages with the ability to proliferate in situ following their
recruitment and differentiation. The understanding of macrophage
diversity in metabolic disorders and inflammatory diseases is of particular
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interest during atherosclerosis, as multiple macrophage subsets with
specific immune profiles and functions have been observed within the
plaque [18,21-23] (Figure 1A). Our knowledge on plaque macrophage
diversity was previously restricted to pro-inflammatory “M1”
macrophages, anti-inflammatory “M2” macrophages, and foam cells
which were considered inflammatory cells [5]. The in situ identification of
these subsets was based on immunohistochemistry approaches, while
their functions were explored using in vitro models. However, new single
cell methods have now revealed more layers of complexity in plaque
macrophage subsets [18,21-23]. Notably, the single-cell RNA-Seq dataset
from Kim and colleagues [23], which displays the greater myeloid cell
enrichment, shows the existence of several distinct populations of
inflammatory and anti-inflammatory subsets. Surprisingly, expression of
the archetypical anti-inflammatory macrophage marker CD206 also
appears on populations expressing inflammatory markers (Figure 1A).
Two macrophage populations expressed high levels of Lyvel, a marker
associated with tissue-resident macrophages [77] which were also
identified by Cochain et al. [21] (Figure 1A). This new technology also
allowed a detailed in vivo characterization of foam cells, identified as
Trem2Msh macrophages [23,78,79].

Single cell studies now pave the way to understanding plaque
macrophage biology. Further investigation is needed to determine how
these different subsets participate to inflammation or its resolution via
efferocytosis and plaque remodelling [19]. To establish the developmental
connection between plaque macrophage populations and their particular
localization and metabolic demands is of crucial significance to
understand the pathological mechanisms occurring during
atherosclerosis progression.

Dendritic Cells

DCs are professional antigen presenting cells (APC). Two major DCs
populations have been identified in mice and humans: the conventional
(cDCs) and the plasmacytoid dendritic cells (pDCs). Both human and mouse
cDCs highly and selectively express the transcription factor Zbtb46 (Zinc
finger and BTB domain containing 46) [80,81]. Zbtb46 is not expressed by
other myeloid cells such as macrophages, monocytes or neutrophils. In
mice, cDCs populations highly express CD11c and MHC II and two main
subsets have been identified in lymphoid and non-lymphoid tissues. In
lymphoid tissues, cDC1ls express CD8, CD24 and XCR1 while cDC2s are
characterized by CD4 and Sirpa expression [82]. In the majority of
nonlymphoid tissues, cDC1s are described as CD103* XCR1* and cDC2s as
CD11b* Sirpa*. ¢cDC1 and cDC2 require specific transcription factors for
their development. ¢cDC1 depend on BATF3 (Basic Leucine Zipper
activating transcription factor-like transcription factor 3) and IRF8 (IFN
regulatory factor 8) while ¢cDC2 rely on IRF4 and Notch2 for their
development and maintenance [82]. A key feature of cDCs is their high
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capacity to capture antigens in peripheral tissues and subsequently
migrate to local draining lymph nodes to initiate the adaptive immune
response. Another major function of cDCs is the production of pro-
inflammatory cytokine such as IL-6, TNFa and IL-1 following activation of
innate immunity receptors. This cytokine production leads to immune cell
recruitment and mobilization and allows for specific and efficient immune
responses. On the other hand, pDCs essentially release type 1 interferons
(IFN-I), both IFNa and IFNB, in response to virus infections [83]. Their
potential implication in atherosclerosis is suggested by the fact that IFN-I
decreases macrophage phagocytic abilities [84] and that IFNAR-deficient
animals have decreased plaque area and macrophage content [85].

In the context of atherosclerosis, c¢DCs contribute to chronic
inflammation by attracting and activating T cells [86]. The production of
CCL17 by mature cDCs contributes to CD4" T cells and regulatory T cells
(Tregs) migration and recruitment to plaques. CCL17 deletion leads to a
slower atherosclerosis progression and a decreased number of
macrophages and T cells in plaques [87]. The presence of CD4" T cells with
a phenotype of antigen activated (CD44") cells was documented in mouse
atherosclerotic models [17]. CD4" T cells stimulation requires a peptide
loading on major histocompatibility complex (MHC II), selectively
expressed by antigen presenting cells. The cDC antigen presentation
function seems to play a pivotal role in the progression of atherosclerosis.
Nevertheless, and despite recent progress in the field, the nature of the
antigen (peptide or lipid) remains to be fully understood. For instance,
ApoB (the core protein in LDL) reactive CD4" T cells were identified in pre-
clinical atherosclerotic models [17] and humans [88]. Immunization
strategies were developed using ApoB epitopes and those demonstrated
atheroprotective effect, illustrated by reduced plaque area, when
conjugated to appropriate adjuvants [89,90]. This protection was
associated with increased IL-10 production, an anti-inflammatory
cytokine mainly secreted by regulatory T cells (Tregs). In atherosclerotic
patients, an oligoclonal T cell repertoire was observed in comparison to
healthy patients [91,92]. This observation further supports the relevance
of antigen presentation during disease development. Recently, the
generation of MHC II tetramers loaded with ApoB-derived peptide
revealed that the majority of ApoB-recognizing T cells are T regs [88].
Moreover, the deletion of two important costimulatory molecules: CD80
and CD86 in mice DCs decreased T-cell activation/infiltration in plaques
[93] demonstrating that cDCs play a crucial role during disease
development.

In advanced plaques, apoptotic cell accumulation due to defective
efferocytosis leads to DNGR-1 activation (dendritic cell NK lectin group
receptor-1) on CD8a* cDC1s, which blunts IL-10 production, therefore
contributing to atherosclerosis aggravation [94]. However, the
mechanisms underlying the defective efferocytosis in DCs are still
unknown and need to be deciphered. In conclusion, DCs, as pivotal players
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linking innate and adaptive immunity, offer new insights that may lead to
new therapeutic targets and notably vaccination strategies.

Neutrophils

Neutrophils are associated with the early inflammatory response [95].
Neutrophils have been shown to either be able to directly affect
atherogenesis [96], or contribute to pathology onset by driving immune
cell entry in atherosclerotic lesions [97] and by promoting plaque rupture
[98] respectively. This suggests an important crosstalk between
neutrophils and other immune and stromal cells.

Growing evidence suggests that neutrophils play a pivotal role in the
initiation of atherosclerosis. Neutrophil adhesion to the endothelial wall
through CCL3 and CCL5 binding on CCR1, CCR3 or CCR5 triggers
neutrophils extravasation and their entry into plaques [99]. There,
activated neutrophils release granule proteins containing chemotactic
“alarmins”, such as cathelicidin/LL-37 in Human (CRAMP in mice), Human
a-defensins (human neutrophil peptides, HNPs), azurocidin (HBP, CAP37)
and serprocidins (elastase, cathepsin G, proteinase-3), inducing leukocytes
attraction and recruitment to the site of inflammation (for review see
[100]). In addition, S100A8/A9, a cytoplasmic protein, reduces neutrophils
rolling on the endothelial wall and activates B2 integrin to facilitate
leukocyte extravasation and entry to the site of inflammation [101].
Interestingly, alarmins have also been reported to contribute to the
activation of inflammasomes such as NLRP3 [102]. NLRP3 activation leads
to IL-1B and IL-18 production and to the HMGB1 alarmin (High-mobility
group box 1 protein) release, creating a loop that amplifies innate immune
responses [103]. NLRP3 inflammasome activation then increases
neutrophil recruitment to inflammatory sites leading to the activation of
neutrophil extracellular traps (NETs) [104]. NETs are web-like fiber
structures released by neutrophils and made of extracellular chromatin,
nuclear proteins, and serine proteases. NETs are known to increase
monocyte recruitment to inflamed sites and trigger reactive oxygen
species (ROS) and proinflammatory cytokines release by macrophages
[105,106]. In this context, NETs may promote type I interferon (IFN-I)
release from pDCs contributing therefore to atherosclerosis progression
and suggesting an essential crosstalk between neutrophils and pDCs [107].

Neutrophils have been found at sites of plaque rupture in patients with
acute coronary syndrome [108]. Interestingly, neutrophils are essentially
located in the unstable layers of human atherosclerotic lesions with a high
inflammatory activity and also correlated to the elevated numbers of
monocytes found in these regions [99]. In addition, NETs are thought to be
involved in plaque destabilization through the induction of endothelial
cell wall cytotoxicity in humans [109,110]. Neutrophils are the main
producer of myeloperoxidase (MPO) [111]. MPO is a heme-containing
peroxidase that catalyzes the formation of reactive oxygen species
intermediates [112] that induce macrophage cholesterylester
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accumulation and foam cell formation, leading to atherosclerosis
aggravation [113]. Recent studies have highlighted that neutrophils
undergo transcriptional regulations under inflammatory conditions and
NETosis [114,115]. The significance of NETs during atherosclerosis was
extensively described in a recent manuscript [115].

Mouse Models

Mouse Cre-Lox systems have extensively been used to explore the role
of myeloid cell functions in atherosclerosis. Lyz2®¢, CX3CR1¢¢ and
CD11c®® mice were the most commonly used to study macrophages and
neutrophils, monocytes, and dendritic cells respectively. Although these
genes are dominantly expressed by the aforementioned cell types, some
well-documented overlaps in their expression exist between myeloid cell
types. Single-cell sequencing approaches have now brought to light the
subset-specific expression pattern of these genes within the plaque (Figure
1B), which may allow more specific targeting of myeloid subsets within
plaques and reinterpretation of previously generated data.

As expected, Lyz2¢¢ appears to be virtually ubiquitously expressed
across plaque resident myeloid cells. Although CX3CR1 expression is only
restricted to certain myeloid subsets within the plaque, most macrophages
are monocyte-derived cells which therefore expressed CX3CR1-driven Cre
at an earlier differentiation stage. However, the use of inducible
CX3CR1%eERT2 models gives more flexibility to the model. As an example,
Lin and colleagues recently used Cx3cr1CreERTZIRESYFPIR ggq 2 gil-tdTomato/+ mjce
in a fate-mapping and single-cell approach [18]. The authors induced Cre
expression when plaques were established, immediately prior to plaque
regression induction in order to differentially characterize CX3CR1*
plaque cells and cells derived from CX3CR1* precursors [18]. CD11c® mice
were extensively used to characterize DCs functions in health and disease.
However, CD11c was also shown to be expressed by Ly6C°” monocytes
[57] which can, to a lower extent than Ly6CM&" monocytes, infiltrate
atheromatous lesions [47]. As shown in Figure 1B, plaque expression of
CD11c is not restricted to DCs, but also concerns certain macrophage
subsets including the now well identified TREM2M8" foam cells [23,78,79].
CD11c®® mice could therefore be a valuable model to study foam cell
metabolism during atherosclerosis.

METABOLIC PHENOTYPE OF PLAQUE IMMUNE CELLS

Atherosclerosis progression is accompanied by a modulation of
systemic and plaque metabolites. Recently, non-invasive imaging
techniques, commonly used in oncology, were deployed to predict
rupture-prone plaques. Positron emission tomography (PET) is
traditionally employed to investigate myocardial reperfusion. PET/CT
studies revealed an accumulation of the glucose analog 18F-fluoro-2-
deoxy-d-glucose (18F-FDG) in atherosclerotic lesions in humans [116]. This
suggested increased glucose avidity and potentially metabolization in
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plaque residing cells. A metabolomic analysis performed on iliac-femoral
arteries extracted from control and atherogenic rabbits revealed an
increased abundance of glycolysis and pentose phosphate pathway (PPP)
metabolites in plaque-enriched vessels [117]. Whether these metabolites
accumulate in specific immune or stromal cell-type remains to be
established. In the following section we will discuss the impact of myeloid
cell glucose metabolism on plaque development.

Lipid Handling
Monocytes

Hypercholesterolemia, the predominant metabolic feature of
cardiovascular diseases, is known to influence hematopoiesis and induce
a differentiation bias of hematopoietic stem cells (HSCs) towards the
myeloid lineage. Indeed, HSCs obtained from ABCA17 ABCG1”/ mice,
lacking transporters involved in cholesterol efflux, display increased
proliferation and myelopoiesis switch [118]. This phenomenon is
amplified in ApoE” mice, one of the most commonly used murine models
of hypercholesterolemia-induced atherosclerosis [119]. Taken together,
recent data on cholesterol-related myelopoiesis exacerbation suggest that
an increase in cellular cholesterol content promotes membrane lipid raft
formation in HSCs, thus promoting the stabilization of chemokine and
cytokine receptors at the cell surface and signal HSCs to quit quiescence
[118,120-122].

Emerging immunometabolism-centered studies have mainly focused
on macrophages, while only a few studies investigated monocyte
metabolic requirements. This may partly be explained by technical
difficulty of using undifferentiated monocytes in in vitro cultures. Recent
studies pointed towards lipid metabolism as an important factor of
monocyte homeostasis. Using a BM transplant approach, Babaev and
colleagues reported a decreased CCR2 expression on blood monocytes
from Ldlr”/- mice with FABP57~ (Fatty-acid binding protein) hematopoietic
compartment, suggesting a chemotaxis-dependent proatherogenic role of
myeloid FABP5S expression [123]. FABPs regulate intracellular lipid traffic
and control their access to specific organelles. By contrast, FABP4 deletion
in immune cells had no impact on plaque development [123]. ApoE™" mice
with myeloid-specific deletion of lipoprotein lipase (Lpl) displayed
decreased plaque development [124]. Lpl hydrolyzes circulating TGs and
control their levels. Impaired monocyte generation and differentiation to
macrophages were observed in a mouse model of Lpl deficiency and were
attributed to Lpl-dependent regulation of CSFIR signaling [125].
Interestingly, FABP5 and Lpl mRNA were highly and selectively expressed
in Trem2* foam cells (Figure 2A,B). This could suggest that the
atheroprotective effects of myeloid-specific deletion of Lpl might not be
caused solely by monocytes but could additionally be the consequence of
foam cell dysfunction.
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Figure 2. Single-Cell analysis of plaque immune cell lipid metabolism. (A,B) Single-Cell RNA-Seq of aortic
CD45* cells from Ldlr”" mice fed a HFD for (left) 11 weeks or (right) 12 weeks. Data from (left) Cochain et al.
[21] (GSE97310) and (right) Kim et al. [23] (GSM3215435) were analyzed using the Single-Cell Explorer
software (Artyomov lab). (A) Leukocyte clusters and corresponding KEGG Metabolic Pathway analysis.
Fatty-Acid metabolism: KEGG mmu01212. Fatty-Acid degradation: KEGG mmu00071. List of markers used
in Cochain et al.: Macrophages (mixed subsets): Itgam, Fcgrl, MerTK. Mixed NK and CD8 T cells: CD3, CDS,
Klrblc, Ncrl, Gzmb. Dendritic Cells (mixed subsets): Itgax, Ciita, Zbth46. Monocytes: Itgam, Fcgrl, Ly6C,
CCR2. B cells: Ciita, CD19, CD79a/pB. Mixed T cells: Lck, CD3, CD4, CD8, Ragl. Immature T cells: Lck (-), CD3(+),
Ragl (-), CD4 (-), CD8 (-). Mast cells: Furin, I11rl1. CD8 T cells: Lck, CD3, CD8. Markers used in Kim et al.
are in the legend for Figure 1A. (B) Expression pattern of genes involved in lipid metabolism (Kim et al.
[23] (GSM3215435)).
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The importance of monocyte lipid metabolism was challenged by
recent data. Jordan and colleagues observed a decrease in blood monocyte
numbers during fasting in humans. This effect could not be reverted by fat
supplementation in mice, while carbohydrate and protein
supplementation both restored blood monocyte counts [126]. However,
this modulation of monocyte counts was attributed to modulations of CCL2
production through a liver-BM axis, and not to monocyte cell-intrinsic
mechanisms. Nevertheless, monocytes from fasted mice were in a
pronounced quiescent metabolic state in comparison to controls, as
extracellular flux analysis of these cells showed reduction in both oxygen
consumption rate and extracellular acidification rate. This was associated
with up-regulation of inositol triphosphate metabolism and suppression
of serine and glutathione metabolism. Overall, this metabolic adaptation
of monocytes to fasting was associated with improved outcomes in models
of chronic inflammatory diseases [126].

As atherosclerosis is associated with numerous systemic metabolic
alterations, these exciting results support the urgent need to identify the
dietary-related  metabolic = mechanisms controlling monocyte
inflammatory and migratory potentials in this disease. Indeed, both
qualitative and quantitative diet modulations could then be envisioned as
non-invasive prophylactic therapies for patients presenting monocytosis
and metabolic syndrome.

Macrophages

Lipid-laden macrophages were first described inside of atherosclerotic
lesions in the late 1970s [127]. These macrophages, called foam cells, take
up excessive cholesterol and oxidized LDL (oxLDL) particles via their
scavenger receptors, which leads to the intracellular formation of lipid
droplets [128-131]. The presence of these cells is considered as a hallmark
of atherosclerosis, and foamy macrophages have historically been held
culprit for plaque progression.

Intracellular accumulation of cholesterol has been linked to foam cell
formation, cytokine production and atherosclerosis progression in a
mouse model of defective cholesterol efflux [132]. Atherosclerosis
progression has been associated with the formation of cholesterol crystals,
which results from reduced esterification of free cholesterol [133]. These
crystals can trigger inflammation through the activation of the NLRP3
inflammasome and subsequent IL-1 maturation, which have lately been
a major focus of atherosclerosis research [134]. These results support a
beneficial role for cholesterol efflux, which is mediated through the liver
X receptor (LXR)-regulated transcriptional control of among others the
cholesterol transporters ABCA1 and ABCG1. Mice deficient for LXRa and
LXR}p display the formation of atheromatous lesions containing foam cells
even in the absence of diet-induced hypercholesterolemia [135].
Subsequently, attempts have been made to decrease intracellular
cholesterol accumulation and foam cell formation by the use of synthetic
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LXR agonists which have proven to be beneficial in pre-clinical models of
atherosclerosis [136-138]. Consistently, myeloid-specific deletion of the
LXR-regulated ABCA1/G1 cholesterol transporters was shown to
exacerbate atherosclerosis development [139]. Alternatively activated
(M2) human monocytes and macrophages were reported to be less
responsive to LXR agonists [140]. Interestingly, they also displayed less
foam cell traits despite decreased ABCA1 expression. This was countered
by an improved cholesterol esterification capacity (an anti-inflammatory
mechanism) [141], suggesting that efficient cholesterol handling may be
more valuable than cholesterol efflux [140]. PPARa stimulation positively
regulates ABCA1 expression [142]. Additionally, PPARy activation also
increases ABCA1 expression via LXR [143]. PPARa prevents foam cell
formation and decreases plaque development [144,145]. PPARy agonist
also decreased foam cell formation [144]. The role of PPARs in macrophage
biology and atherosclerosis is extensively reviewed in [146,147]. However,
whether and how precisely PPARs affect specifically different myeloid cell
populations in plaque remains to be defined. We recently reported that
lysosomal acid lipase (LIPA)-dependent cholesterol hydrolysis promotes
macrophage efferocytic capacity [148]. LIPA is expressed by all plaque
macrophage subsets and is particularly enriched in foam cells (Figure 2B).
The relevance of our observations linking LIPA activity and efferocytosis
to atherosclerosis needs to be further investigated, as multiple studies
reported a correlation between LIPA variants and coronary artery disease
[149,150].

Macrophage foam cell formation is regulated by natural antibodies
recognizing modified LDL particles and apolipoproteins. Indeed, the
inhibition of oxLDL uptake by oxLDL-specific natural IgMs, which mask
oxidized epitopes, decreases foam cell formation, inflammation and
atherosclerosis development [151-153]. The production of oxLDL-specific
antibodies, both of the IgM and IgG isotype, occurs during the
development of atherosclerosis [154]. IgG-containing immune complexes
are recognized by FcyR receptors, and ApoE” mice deficient for
FcyRIIb/CD32b, a low affinity inhibitory receptor, showed reduced plaque
lipid content suggesting lower foam cell formation [155]. This was
associated with an overall increase in plaque stability, as well as in
circulating levels of oxLLDL and IgG-ApoB immune complexes, suggesting
a lower uptake of these particles by macrophages [155]. Foam cell
formation was also reported to be induced by ApoA1-specific IgG in vitro
[156]. Although atherosclerosis-associated IgMs and IgGs display different
roles in foam cell formation, only the former are robustly associated with
a (protective) role in the development of the disease [157].

In macrophages, a consequence of foam cell formation could be lipid
overload-induced toxicity, which may hypothetically be a determinant of
plaque necrosis. Both fatty acid metabolism and degradation pathways are
enriched in plaque macrophages (Figure 2A). The hypoxia-inducible lipid-
droplet-associated (Hilpda) protein has emerged as a key player in lipid
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droplet handling. Its role as a lipid-sensor and inhibitor of ATGL (the rate
limiting enzyme of adipose tissue lipolysis) promotes lipid accumulation
into lipid droplets and foam cell formation [158]. In plaques, Hilpda mRNA
was preferentially expressed in inflammatory macrophages (Figure 2B).
This Hilpda-mediated lipid storage was reported to be necessary for the
maintenance of macrophage viability upon lipid overload, suggesting a
beneficial role for lipid storage in terms of survival [159]. Nevertheless,
Hilpda deficiency was shown to decrease atherosclerosis development
and plaque lipid content, without affecting plaque macrophage apoptosis
[159]. The authors attributed this phenotype to the Hilpda-dependent
macrophage lipid accumulation and production of prostaglandin E2,
which promotes vascular inflammation [160].

Overall, previous reports point towards a proatherogenic role for foam
cells. However, the emergence of omics approaches led recent studies to
challenge this view. Foamy peritoneal macrophages extracted from Ldlr
mice fed a high cholesterol diet surprisingly showed a LXR-mediated
down-regulation of genes associated with inflammatory responses and
chemotaxis [161]. A turning point in foam cell research was reached by
Kim and colleagues, who developed a strategy to isolate and characterize
plaque foam cells using a lipid probe-based strategy [23]. Surprisingly,
their results showed that foam cells only represent around 10% of aortic
macrophages in atherosclerotic mice, although this proportion may vary
depending on isolation efficiency. Moreover, both bulk and single cell
RNA-Seq approaches showed that foamy macrophages are rather anti-
inflammatory in comparison to non-foamy plaque macrophages. As
discussed earlier, this is of particular interest in the context of the recent
CANTOS trial, as NLRP3 and IL-1B expression were clearly a feature of
non-foamy macrophages [23]. While previous studies relied greatly on in
vitro models to analyze macrophage lipid metabolism and foam cell
formation, this innovative approach may have supplied the methodology
to further characterize foam cells in vivo. As discussed earlier, studying
macrophages in the context of their micro-environment has repeatedly
proven to be the key to understanding their biology.

In vitro studies revealed that IL-4 induces a specific metabolic profile
in macrophages. These cells are named alternatively activated (M2)
macrophages and rely on fatty acid oxidation for their metabolic needs
[162]. Seminal studies demonstrated that fatty acid oxidation inhibition in
macrophages prevents their M2 phenotype. This concept was recently
challenged by the demonstration that etomoxir, a specific Cptla inhibitor,
has “off-target” effects even at fairly low concentrations [163,164]. Genetic
Cpt2-deletion failed to affect macrophage alternative polarization, further
challenging the previously established dogma [165]. Cptl and Cpt2 mRNA
were detected in plaque-resident myeloid cells without a subset-specific
signature (Figure 2B). Whether plaque resident macrophages rely on fatty
oxidation and Cptl remains currently unknown. Importantly, macrophage
alternative activation depends on CD36, a membrane receptor for long
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chain fatty acids [162]. Single-cell RNA-Seq analysis revealed that CD36 is
highly expressed in Lyvel* plaque resident macrophages (Figure 2B). Of
interest, Lyvel is a canonical M2 activation marker which, together with
CD36 expression, might help identifying the real in vivo alternatively
activated macrophage relying on fatty acid oxidation (at least in the
context of the plaque). CD36 is involved in non-classical monocyte
patrolling during atherosclerosis induction [166]. Previous reports
demonstrated that CD36 plays a crucial role during atherosclerosis
development but it remains unclear how CD36 governs plaque myeloid
cell metabolism [167-170]. For instance, CD36 signaling is involved in ROS
generation and controls macrophage cytoskeleton organization [171].

Dendritic cells

One of the major proofs of DCs implication in atherosclerosis
development is their impact on cholesterol homeostasis. Indeed, DC
depletion in hyperlipidemic CD11c-DTR ApoE”" mice leads to increased
hypercholesterolemia but no change in atherosclerosis due to lower DC-
driven T-cell activation, suggesting that there is a close relationship
between DCs and cholesterol homeostasis. CD11c expression in plaque is
not restricted to DCs, and this function might be shared with CD11c-
expressing macrophages (Figure 1B). Increasing DC survival by
overexpressing Bcl2 leads to decreased cholesterol plasma levels [172].
However, long term DC depletion led to a progressive myeloproliferative
syndrome, highlighting an indirect impact on the hematopoietic system
[173]. Additionally, in Ldlr-deficient mice, DCs in atherosclerotic lesions
have been shown to capture oxLDL contributing to foam cell formation
and therefore to atherosclerosis progression [174].

Despite the fact that pDCs are present in a relatively low frequency in
human and mouse atherosclerotic plaques, this cell type also plays a role
in atherosclerosis development. pDCs numbers are increased in aortas of
ApoE” and LdIr”’" mice fed a high-fat diet [24,175]. Intriguingly, ApoE™"
mice depleted in pDCs display decreased lipid-containing area, lower T cell
activation and lower macrophage accumulation in the plaque [176]. In
addition, when treated with oxLDL, pDCs show increased phagocytic
capacity as well as a stimulated antigen-specific T cell response [177].
Genetic pDC depletion, following diptheria toxin administraton in BDCA2-
DTR atherogenic mice, led to increased lesion area [175]. Moreover, TLR-
induced IFN-I production by pDCs is triggered by neutrophils NETs in
human atherosclerotic plaque [178]. All together, these data suggest that
pDCs might be interesting targets in controlling the evolution of
atherosclerosis. However, pDCs role in atherosclerosis is still under debate
due to the opposite effects the antibody used against pDC bone marrow
stromal cell antigen-2/PDCA1 has on Ldir’~ and ApoE’" mouse
[176,177,179].
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Neutrophils

Cholesterol metabolism appears to play a key role in neutrophil
biology, as both Ldlr’”~ and ApoE” mice fed a high fat diet display
increased blood neutrophil numbers [119]. Cholesterol efflux receptors
such as ABCA1/ABCG1 notably regulate neutrophil adhesion and
activation [180]. Moreover, neutrophil accumulation and NETosis have
also been found in the context of defective cholesterol efflux induced by
ABCA1 and ABCG1 deficiency [181] (for review see [182]). Additionally,
inhibition of cholesterol efflux in myeloid progenitors led to increased
neutrophil production while a disruption in the chemotactic axis CXCL12-
CXCR4 in the BM led to neutrophilia and therefore amplified lesion
formation [97]. Moreover, mice fed a high-fat diet show significant
increase in circulating neutrophil numbers [183]. However, surprisingly,
epidemiological studies in humans have shown a positive correlation
between elevated numbers of circulating neutrophils and cardiovascular
events, independently from serum cholesterol levels [184]. In addition,
fatty acids have also been proposed to be involved in neutrophils
metabolic demands. Indeed, fatty acid receptors including free fatty acid
receptor-1 (FFAR1/GPR40), free fatty acid receptor 2 (FFAR2/GPR43), and
GPR84 are expressed on neutrophils [185]. However, short term fasting in
humans had no effect on circulating neutrophil levels [126]. Cell-
autonomous effects of lipids on neutrophils and their relevance in
atherosclerosis require further investigations.

Glucose Metabolism in Myeloid Cells
Monocytes

Unlike tissue-resident immune cells, monocytes need to quickly adapt
to their new environment after blood vessel extravasation and entry into
peripheral tissues. This seems critical in atherogenic conditions, as recent
evidence suggests that monocytes might contribute to the onset of the
disease due to their sensitivity to the plaque micro-environment, rather
than to a preexisting inflammatory phenotype. Notably, Williams and
colleagues showed that newly-recruited monocytes lose motility as they
differentiate into macrophages within the plaque, thus reducing their
capacity to reach apoptotic cells located deeper within the plaque and
perform efferocytosis [186]. This rapid adaptation probably requires an
adjustment of metabolic pathways to the locally available substrates.

In humans, glucose metabolism disorders such as diabetes mellitus
have been associated with cardiovascular diseases, though the underlying
cellular mechanisms remain unclear [187,188]. The use of the glucose
analog 18F-FDG in PET-CT imaging has brought to light a correlation
between acute coronary syndrome and 18F-FDG accumulation
(representative of glucose avidity) in the bone marrow and the spleen (the
later probably reflecting extramedullary hematopoiesis) in at least two
independent cohorts [189]. Interestingly, Oburoglu and colleagues showed
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that in vitro (human CD34* cells) and in vivo (mewborn mice),
administration of 2-deoxyglucose, a partially non metabolizable glucose
analog used to inhibit glycolysis, restricted myeloid differentiation while
promoting erythroid differentiation of HSCs [190]. Consistently, using
chimeric pre-clinical models of atherosclerosis, our group previously
reported a decrease in myelopoiesis and plaque development in mice with
partial deficiency for Glutl, the main glucose transporter in the
hematopoietic compartment [191]. Increased glucose levels in diabetic
mice drive myelopoiesis, further supporting the evidence that glucose
metabolism favors myeloid cells generation [192]. Interestingly, Jordan
and colleagues reported a direct relation between food intake and
systemic CCL2 levels, which allows for monocyte egress from the bone
marrow compartment to the blood circulation [126]. This effect was
mainly attributed to glucose metabolism, as the authors observed a
positive correlation between blood monocyte counts and the quantity of
gavage-administered glucose. Furthermore, monocyte mobilization could
be inhibited by gavage with 2-deoxyglucose [126]. As discussed earlier, the
CCL2-CCR2 chemotactic axis governs monocyte recruitment to
atherosclerotic plaques and progression of the diseases [47]. Importantly,
monocyte CCR2 expression strongly associates with vascular wall
inflammation in patients with CVD risk [193]. However, whether glucose
affects chemokine receptor expression on monocytes and facilitates their
entry into inflamed plaques remains to be explored. In a pre-clinical
plaque regression model, it was demonstrated that lowering plasma
glucose concentration prevents monocyte entry into the inflamed plaque
and improves pathology resolution [192]. Nevertheless, whether glucose
lowering therapies affect monocyte CCR2 expression and their ability to
enter into plaques and differentiate into macrophages also requires
further investigations.

Macrophages

Macrophages rely on the membrane transporter Glutl, encoded by
Slc2a1, for glucose entry. Slc2al is ubiquitously expressed among plaque
myeloid cells (Figure 3A,B). However, transcriptomic analysis revealed an
enrichment in transcripts related to glycolysis and PPP pathways in
macrophages and DCs (Figure 3A,B). Glut1 is solely responsible for glucose
entry into macrophages, as its ablation using genetic models demonstrated
that other members of this family of transporters cannot substitute its
absence [194]. Thus, Lyz2®¢ x Slc2a1?® animals have minimal glucose
entry associated with decreased levels of many glycolysis and PPP-related
metabolites [194]. Compensatory mechanisms led to increased
tricarboxylic acid cycle (TCA) metabolites in Glutl-deficent macrophages
in comparison to controls [194]. Interestingly, when crossed to atherogenic
Ldlr’" mice, Lyz2°® x Slc2a1?f x Ldlr”~ animals had similar plaque size as
control mice [194]. Macrophage content, quantified by MOMA2 staining,
remained similar as well. However, mice with Glutl-deficient myeloid
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cells had an elevated frequency of necrotic core per plaque that paired
with a partial deficiency in efferocytosis [194]. This observation was
confirmed in another study using the same genetic model [195]. Indeed,
efferocytosis triggers a specific metabolic reprogramming of macrophages
that relies mainly on glycolysis [195] and lowering glucose concentration,
or pharmacological or genetic Glutl-inhibition all efficiently alter
macrophage efferocytosis [195]. Glutl expression is increased following
macrophage TLR4 stimulation with LPS to facilitate glucose entry [196],
though the relevance of this observation for plaque formation or
maintenance requires further investigation. LPS also leads to accelerated
glucose flux and increased glycolysis and PPP activation. This is supported
by the transcriptional regulation of key enzymes involved in the
aforementioned pathways. Thus, LPS increases the expression of two
critical enzymes (HK3 and PFKFB3) involved in glycolysis, and this is
paralleled by increased pro-inflammatory cytokine production [13]. In
plaques, HK3 is found mainly in a population of Trem2* macrophages,
while PFKFB3 expression is higher in inflammatory macrophages (Figure
3B). Four HK (hexokinase) isoforms have been identified. Interestingly,
HK1 was not enriched in a specific plaque immune subset, while HK2 is
highly expressed in inflammatory macrophages (Figure 3B). Again, the
biological significance of this observation needs further work. However,
macrophage-specific Glutl overexpression, despite increasing glucose
entry and metabolization, failed to generate an increased pro-
inflammatory cytokine production [13]. Plaque size, macrophage content
and necrotic core area were similar between control and macrophage-
Glutl overexpressing animals [13]. This observation is surprising since
increased glucose levels in mice have been associated with a macrophage
pro-inflammatory phenotype and disease severity. Taken together, these
observations suggest that glucose flux through Glutl contributes to
myeloid cells activation during atherosclerosis, but this is not sufficient to
fully explain the pro-inflammatory phenotype of plaque macrophages.
Macrophage alternative polarization also requires efficient glucose
metabolism [197]. Blocking pyruvate mitochondrial entry and subsequent
TCA incorporation leads to decreased ATP production [197]. This is
consistent with the role of glucose in TCA cycle activation and ATP
generation. Inhibition of the enzyme Acly, playing a key role in Acetyl-CoA
generation, prevents macrophage alternative polarization in murine
macrophages [198]. The human relevance of this observation was
challenged in a recent report using pharmacological inhibitors and genetic
approaches [199]. However, whether those pathways affect particularly
the metabolic rewiring of a specific subset of plaque resident myeloid cells
remains to be defined.
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Figure 3. Single-Cell analysis of plaque immune cell glucose metabolism. (A,B) Single-Cell RNA-Seq of
aortic CD45" cells from Ldlr’" mice fed a HFD for (left) 11 weeks or (right) 12 weeks. Data from (left) Cochain
et al. [21] (GSE97310) and (right) Kim et al. [23] (GSM3215435) were analyzed using the Single-Cell Explorer
software (Artyomov lab). (A) Leukocyte clusters and corresponding KEGG Metabolic Pathway analysis.
Glycolysis: KEGG mmu00010. Pentose Phosphate Pathway: KEGG mmu00030. The lists of markers used to
identify subsets are in the legend of Figures 1 and 2. (B) Expression pattern of genes involved in glucose
metabolism (Kim et al. [23] (GSM3215435)).

Interestingly, Folco and colleagues reported no modulations in glucose
uptake when stimulating human primary macrophages with pro-
inflammatory cytokines [200]. However, glucose uptake was increased in
hypoxic conditions, along with increased HK2 expression, while HK1
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expression remained unchanged. Immuno-histochemical analysis of
human atherosclerotic lesions showed a colocalization of HK2 with the
transcription factor HIF-la (Hypoxia-inducible factor-1), a well-
established regulator of glycolysis [200]. Hif-la mRNA is ubiquitously
expressed among plaque resident immune cells, most of which also
express HK2 but not HK1, thus supporting these observations (Figure 3B).
Advanced plaques contain hypoxic regions due to restricted blood supply
and Hif-1a expression was detected in mouse and human plaques [201-
204]. Conditional deletion of Hif-1a in myeloid cells (Lyz2¢® x Hif-1a%/
mice) didn’t impact plaque size [205]. However, when Hif-1a was deleted
in CD11c-expressing cells, an increased plaque area was documented,
suggesting that this transcription factor mainly operates in CD11c-positive
cells that could be DCs or a subset of macrophages (Figure 1B) [205].
CD11c®e x Hif-1a”® mice displayed increased necrotic core area that might
result from defective glucose-driven efferocytosis [205]. However, a recent
report demonstrated that Lyz2® x Hif-1a"® mice have less plaque lesions
when compared to control mice [206]. Surprisingly, Hif-1a deficient mice
displayed less apoptotic cells and blunted glucose uptake [206].

LPS also regulates glucose flux into the PPP. LPS decreased the
expression of the enzyme Shpk (CARKL) involved in the non-oxidative
branch of the PPP [207]. Conversely, IL-4 induced CARKL expression is
required for optimal macrophage alternative polarization. CARKL genetic
deficiency forces glucose flux into the glycolysis pathway at a level similar
to the one seen upon LPS challenge [207]. Shpk expression is not restricted
to a selective myeloid cell population in plaques (Figure 3B). In advanced
plaque, macrophage local proliferation contributes to plaque growth [208]
and one would expect that the PPP pathway, involved in nucleotide
generation, is highly activated. This was not yet documented to our
knowledge. Interestingly, a recent report demonstrated that
hypercholesterolemia suppressed the PPP in macrophages [209]. Whether
this mechanism occurs in plaque during atherosclerosis development
remains to be tested.

Dendritic cells

Several populations of DCs have been identified in plaques, both in
mice and humans (Table 2 and Figure 1). However, little is known about
the metabolic configuration of plaque resident DCs. Following TLR4
activation with LPS, DCs rapidly undergo a metabolic switch towards
glycolysis [210,211]. LPS exposure increases glucose consumption rate and
increases Glutl expression in DCs [210]. This is paralleled by augmented
nitric oxide (NO) production that subsequently decreases oxidative
phosphorylation (OXPHOS) activity, ATP levels and mitochondrial activity.
Consistently, activated DCs show less oxygen consumption rate than
resting DCs [210]. Thus, NO seems to play a pivotal role in metabolic
regulation [211]. In DCs, endogenous nitric oxide production inhibits
OXPHOS and commit those cells to glucose metabolism and aerobic
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glycolysis similar to the Warburg effect described in tumor cells [211].
Additionally, LPS-induced NO production contributes to DCs induced
death following activation [211]. This glycolytic reprogramming that
happens within minutes after TLR stimulation is called the “glycolytic
burst” and leads to de novo fatty acid synthesis needed for inflammatory
cytokine production [212]. In addition, glucose restriction decreases
activated-DC maturation, life span and cytokine secretion.

As compared to the rapid increase in glucose flux, Glutl upregulation
in DCs takes hours to build up following TLR stimulation. Therefore,
exogenous glucose internalization seems unlikely to be the source
required during early DC activation. This lag was recently solved by Thwe
and colleagues who showed that intracellular glycogen reserves fuel DCs
metabolic demands during early DC activation and that glycogen
metabolism is required by these cells to initiate proper immune effector
responses [213]. Of note, high glucose concentration increased the oxLDL-
uptake capacity of DCs and augmented their IL-6 and IL-12 secretion while
decreasing their IL-10 production [214].

Neutrophils

Unlike macrophages and monocytes, little is known about neutrophil
metabolic configuration in health and disease. This might be explained by
the difficulty to analyze these cells ex vivo. Moreover, single-cell RNA-Seq
analysis on neutrophils is rather difficult because these cells typically
possess lower number of transcripts when compared to T cells and
macrophages. Neutrophils have long been thought to mainly rely on
glycolytic metabolism [215], but neutrophils are able to switch from
glycolysis to different metabolic pathways such as OXPHOS [216,217].
Increased glycemia favors granulopoiesis and neutrophil release in the
blood circulation [191,192]. How modulation of plasma glucose levels
impacts on neutrophil chemotaxis, especially their recruitment, retention
and survival in the atherosclerotic plaque, is another exciting question.

Amino Acids

In addition to glucose and lipids, amino acids are a source of energy for
immune cells. Amino acids are essential metabolites for protein synthesis
that act as intermediates in metabolic pathways. Amino acids modulate
immune cell functions such as activation, differentiation, proliferation,
gene expression, redox status or cytokine production. However, the role of
amino acids on immune cell functions during atherosclerosis remains
poorly understood.

In vitro studies have demonstrated the impact of glutamine metabolism
on macrophage polarization [218,219]. More recently, Tavakoli et al.
highlighted increased glutamine accumulation in aortas obtained from
LdIr”" mice. In this study, the autoradiography shows a non-homogenous
glutamine accumulation that diverges according to macrophage activation
profile. The combination of 2-deoxyglucose and glutamine accumulation
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within the aorta could predict the dominant macrophage polarization
profile within the plaque. Indeed, a greater accumulation of glutamine
than 2-deoxyglucose supposes a dominant anti-inflammatory population
while the opposite indicates a higher content of pro-inflammatory
macrophages. This study is one of the first to suggest a role for glutamine
on plaque macrophage functions [220].

Besides glutamine, arginine is a key metabolite in vascular function
and tone due to its role in the production of nitric oxide (NO). Indeed,
arginine is metabolized both by arginase 1 (Argl) and inducible nitric
oxide synthase (iNOS) to produce ornithine and urea or NO respectively.
As those two enzymes compete for the same substrate, the use of arginine
by Arg1 limits NO production, a macrophage pro-atherogenic factor [221].
In Ldlr”/" mice, microarray analysis showed an increase Argl expression
in carotid artery during early atherosclerotic lesions. Moreover, Argl
deficiency promoted NO synthesis upon lipid loading. Hematopoietic Argl
deletion induced increase foam cell formation in the peritoneum.
However, after 10 weeks of western diet, Argl deficiency in Ldlr”’" mice
had no effect on the plaque size nor on the plaque composition [222].
Similarly, in Ldlr’" mice deficient for Argl specifically in myeloid cells,
Yurdagul et al. did not observe any phenotypic difference within the
plaque. However, in a regression model, the authors demonstrated
defective efferocytosis within the plaque leading to impaired regression,
increased necrotic core area and decreased cap thickness. In addition,
ornithine produced by Argl can be subsequently metabolized to
putrescine by ODC (ornithine decarboxylase) [223,224]. Putrescine
supplementation improves plaque macrophage efferocytosis leading to
reduced lesion and necrotic core size, as well as cap thickness [225].
Conversely, ApoE” mice deficient for iNOS in the bone marrow
compartment have reduced atheromatous lesions showing that leukocyte
mediates the pro-atherogenic effect of iNOS in mice [226].

CONCLUSIONS AND FUTURE DIRECTIONS

The field of immunometabolism is a rapidly expanding one that
provides new insights on the role of specific metabolites in immune cells
during health and disease. Atherosclerosis is characterized by increased
plasma glucose and cholesterol concentrations, and we only recently
started to appreciate how precisely these two metabolites impact on
plaque resident myeloid cell functions and on their generation from bone
marrow-derived precursors. The precise circuits incorporating glucose in
macrophages, monocytes, DCs and neutrophils remain to be fully
understood. Eventually this might help to apprehend how metabolism
supports key functions specific for each population. For example,
understanding how metabolism guides monocyte recruitment to plaques
as well as their retention or eventual egress will be of significant
importance for the field. Regarding macrophages, we recently learned that
glucose metabolism sustains one of their key functions: the removal of
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apoptotic cells [194,195]. Whether glucose modulates macrophage motility
in plaque or their interaction with the extracellular matrix remains to be
elucidated. Recent reports demonstrated that DCs cytokine production is
tightly regulated by their metabolic configuration [227]. Glucose
metabolism regulates DCs migration via regulation of the key chemokine
receptor CCR7 [228,229]. Of note, the role of CCR7 during atherosclerosis
remains debated with studies reporting that CCR7-deficient mice display
smaller [230], similar [231] and increased [232] plaque area. One might
wonder whether this mechanism occurs during atherosclerosis as well.
Specific metabolic configuration might be required for efficient peptide
presentation to conventional T cells via MHC II or lipids to NKT (Natural
Killer T) cells via CD1d. Another crucial question is whether the way of
metabolite incorporation in myeloid cells affects their intracellular
distribution. Apoptotic cell ingestion by myeloid cells leads to
internalization of metabolites contained in the dying cell [225]. Thus, the
efferocytes need to either incorporate these metabolites into their circuits,
store them in specialized compartments or expulse them in the interstitial
space where they could be used by neighbor cells.

Single-Cell RNA-Seq moved the field forward toward a better
understanding of the immune diversity and functions in atherosclerotic
plaque. Nevertheless, the predictions generated via this technique need in
detail in situ validation. Recently, an elegant approach was validated to
investigate single-cell metabolism in local environment [233]. This new
technical advance will be helpful to investigate whether different myeloid
cell populations residing in plaque possess a unique enzymatic profile.
These analyses could also reveal a zonation in plaque enzyme and
metabolite distribution. The field will benefit from our future ability to
dose locally metabolites at the scale of the milieu surrounding a cell as well
as cellular micro-compartmentalization. This, together with our ability to
measure enzymatic activities and at the same scale will certainly make our
task of making sense of metabolism an easier one. Our computing ability
to integrate all those parameters will also facilitate the large-scale
understanding of deciphering how access and competition for nutrients
shape immunity and to what extent this can be used as new therapeutic
handles.
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Le métabolisme des acides gras dans les cellules immunitaires est impliqué dans de
nombreux processus physiologiques et inflammatoires associés au développement de
pathologies cardio-métaboliques. Notre mode de vie sédentaire actuel, associé a un acces
illimité a une nourriture souvent tres riche, une activité physique limitée ainsi que 1’exposition
aux lumieres bleues et le travail en horaires décalés, voit s’accentuer le nombre de ces
pathologies. L’hyperlipidémie associée a la perturbation de ces systemes de régulation est un
des principaux facteurs de risque identifiés dans 1’obésité et 1I’athérosclérose, premicre cause de
déces dans le monde. C’est pourquoi durant ma thése, je me suis intéressée a 1’étude du controle
des acides gras sur 1’homéostasie monocytaire. Les acides gras circulants provenant
essentiellement de la lipolyse du tissu adipeux, nous avons donc développé un modéle murin
déficient pour I’enzyme Atgl spécifiquement dans les tissus adipeux. Ce modele nous permet
d’étudier I’effet de cette délétion sur la survie, la mobilité et la différenciation des monocytes
afin de mieux comprendre les mécanismes sous-jacents responsables de ’initiation de ces

pathologies métaboliques.
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Summary

Monocytes are part of the mononuclear phagocytic system. Monocytes play a beneficial or
detrimental role during inflammatory conditions and to understand the mechanisms controlling
their generation and pool size might open new therapeutic windows. Free fatty acids are mainly
generated from adipose tissue lipolysis and their plasma concentration follows a circadian
rhythm. In the present study we focused our attention on the impact of adipose tissue lipolysis
on monocyte dynamics and activation. For this purpose, we generated mice lacking the rate-
limiting enzyme Atgl specifically in adipocytes and performed detailed analysis on multiple
processes controlling monocyte pool size. We demonstrated that Atgl-deficiency leads to
decreased Ly6C"9" and Ly6C" monocyte frequency and numbers in blood and selectively
increased brown fat monocyte numbers, which was confirmed using CCR2 binding radiotracer
and positron emission tomography. Importantly, hematopoiesis was not affected by the loss of
adipose tissue lipolysis. During fasting and B3-adrenergic stimulation, adipose tissue lipolysis
is a key mediator controlling blood monocyte counts and their recruitment to brown adipose
tissue. Monocyte depletion altered brown adipose tissue structure and modulated adipocytes

and fibroblasts morphology.

Key words
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Introduction

Monocytes are part of the mononuclear phagocytic system together with macrophages
and dendritic cells (DCs) (Guilliams et al., 2014). These cells are generated in the bone marrow
compartment where they originate from hematopoietic stem cells (HSC) through a tightly
regulated process named myelopoiesis (Hettinger et al., 2013). The growth factor colony-
stimulating factor 1 (CSF1), through binding to its receptor CSF1R (CD115) expressed on
monocytes, maintains monocyte survival (Yona et al., 2013). Bone marrow derived monocytes
egress to the blood circulation and this process is under the control of chemokine-chemokine
receptor interaction. For instance, stromal cell-derived CXCL12 (SDF-1) binds to monocyte
CXCR4 and this axis is responsible for monocytes retention inside the bone marrow
compartment (Chong et al., 2016). On the opposite, the CCL2/CCR2 axis controls monocyte
mobilization from bone marrow to blood vessels and their peripheral tissue recruitment from
the blood circulation (Serbina and Pamer, 2006; Tsou et al., 2007). Chronic stress, through
mobilization and activation of bone marrow stem cells, leads to increased number of peripheral
blood lymphocytes and monocytes (Heidt et al., 2014). This process is driven by increased 3-
adrenergic tonus, a subsequent norepinephrine (NE) production and a modulation of CXCL12
gradient in the bone marrow (Heidt et al., 2014). Additionally, modulation of environmental
cues including housing temperature, nutrients and light/dark cycle also influence peripheral
blood monocyte counts (Jordan et al., 2019; McAlpine et al., 2019; Sarrazy et al., 2016;
Williams et al., 2017). Seminal work demonstrated that bone marrow and blood monocytes
follow circadian oscillations orchestrated by the sympathetic nervous system tone (Chong et
al., 2016; Nguyen et al., 2013).

Two major monocyte subsets have been described according to the expression of the
cell surface marker Ly6C. The Ly6C"" monocyte population, also called “classical
monocytes”, is recruited to peripheral tissues and can give rise to macrophages during
infection, acute or chronic inflammation, or cancer (Jakubzick et al., 2017). Ly6C"™" “non-
classical” monocytes patrol the blood vasculature cleaning debris and healing injured
endothelium (Carlin et al., 2013). During infection and excessive or chronic inflammation
monocytes are recruited to peripheral tissues where they differentiate into macrophages and
contribute to the control and the resolution of tissue inflammation (Jakubzick et al., 2017; Shi
and Pamer, 2011). Metabolism, and glycolysis in particular, play a key role in monocyte
function (Jordan et al., 2019). Glucose (Freemerman et al., 2019; Morioka et al., 2018), amino
acids (Liu et al., 2017; Yurdagul et al., 2020) and fatty acids (FAs) (Huang et al., 2014)
modulate macrophage and dendritic cells functions (Mogilenko et al., 2019). Whether and how

metabolism influences monocyte dynamics is currently incompletely understood.
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Adipose tissue has long been considered as a simple triglyceride storage organ.
Different types of adipose tissue have been documented including white adipose tissue (WAT),
beige adipose tissue and brown adipose tissue (BAT). In mice, WAT is typically localized in
the peritoneal cavity with its most studied depot, the perigonadal (epidydimal) adipose tissue
(EAT). BAT is located in the intrascapular region and its main function is thermogenesis
through the mitochondrial uncoupling protein 1 (Ucpl) protein. Beige adipose tissue is located
subcutaneously (SCAT) and comprises among others the brachial and inguinal depots.
Adipose tissue depot size is regulated through the generation of new adipocytes and increase
or decrease of lipid droplet content. Triglycerides (TGs) are stored in lipid droplets inside
adipocytes and their mobilization relies on a process named lipolysis. The first step of lipolysis
is under the control of the rate limiting enzyme ATGL (Jenkins et al., 2004; Villena et al., 2004;
Zimmermann et al., 2004) leading to TG degradation into diacylglycerol (DAG) and a FA. Then,
HSL (hormone-sensitive lipase) leads to monoacylglycerol (MAG) and a FA. The last step is
triggered by MGL leading to glycerol and FA release. Mobilization of stored TG during
adaptative thermogenesis is first conditioned by FA uptake. In adipocytes and endothelial cells,
FA uptake is facilitated by the expression of the scavenger receptor CD36 on their cell surface
(Son et al., 2018; Zhou et al., 2012). In mice, CD36 deficiency leads to a reduced accumulation
of TGs in adipose tissues (Coburn et al., 2000). More recently, in 2018, Son et al., confirmed
those findings in endothelial cell-specific CD36 deficient mice, indicating that CD36 in
endothelial cells optimizes FA uptake (Son et al., 2018).

Interestingly, circulating FA levels have been shown to follow a circadian regulation en
phase with blood monocyte oscillations. Because monocytes have been shown to detect and
use FAs to fulfill their metabolic demands (Trompette et al., 2018), we hypothesized that FA
modulations could control monocytes circadian oscillations. We established a mouse model
with altered adipose tissue lipolysis and evaluated monocyte numbers in bone marrow, blood,
spleen and peripheral tissues. Our data show that adipose tissue lipolysis is a critical regulator

of mature monocyte counts in peripheral blood and their recruitment to BAT.

Results
Adipose tissue lipolysis controls blood monocyte counts.

To investigate the involvement of adipose tissue lipolysis in monocyte pool dynamics,
we generated a mouse model selectively lacking Atgl in mature adipocytes (Adipo®2). Pnpla2/
mice were crossed with AdipoQ®®E"™ mice in order to ablate Atgl protein production specifically
in mature adipocytes (Figure S1A). To validate the efficiency of our system, those mice were
crossed with tdTomato™ reporter mice, in which the tdTomato production reflects cre

recombinase activity (Figure S1A). Additionally, we crossed these mice with CX3CR19" mice
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to facilitate analysis of monocyte distribution in tissues by flow cytometry and microscopy
(Figure S1A). Western blotting analysis of BAT protein extract showed an almost complete
absence of Atgl protein in Adipo®* mice, in comparison to littermate control animals, confirming
the validity and efficiency of our model (Figure S1B). The low remaining Atgl protein level in
Adipo®* mice could originate from adipose tissue immune cells such as macrophages or
neutrophils, previously shown to express this protein but in which the adiponectin promoter is
not active. Indeed, fluorescence microscopy analysis of WAT, SCAT and BAT tissue sections
revealed that almost all adipocytes expressed the TdTomato protein 3 weeks following
tamoxifen treatment, further validating the efficiency of our experimental system (Figure S1C).
Serum non-esterified fatty acids (NEFA) and glycerol measurements revealed, as expected, a
significant drop in both concentrations in Adipo** mice compared to control animals at ZT3
(Figure 1A). Kinetic study demonstrated that NEFA and glycerol serum concentrations are
higher during the diurnal period (peaking at ZT3) and lower during the night (Figure 1A).
Importantly, in Adipo®* mice, NEFA and glycerol concentrations remained low and lost
circadian oscillation, suggesting that adipose tissue lipolysis is a key provider of these
substrates (Figure 1A). Serum targeted lipidomic analysis further revealed significantly
decreased concentrations of palmitic acid (C16:0), that was the most abundant NEFA species
(approximatively 33% of total NEFAS). Myristic (C14:0), and a-linolenic (C18:3) acids were
also decreased (Figure 1B). (Figure 1B). Interestingly, other types of fatty acids were not
modulated in Adipo** mice when compared to littermate control animals (Table S1). Inhibition
of adipose tissue lipolysis didn’t alter mouse body weight (Figure S1D). Serum glucose levels
followed a circadian oscillation that was independent of adipose tissue lipolysis (Figure S1E).
Using flow cytometry analysis, we detected a marked decrease in the frequency and

total numbers of blood circulating monocytes (CD45*CD115*CD11b"* cells (Figure S1F)) in
Adipo®” animals during the diurnal period that was not observed during the dark phase (Figure
1C). This observation was valid for both Ly6C" and Ly6C'"° monocyte subsets (Figure 1D and
Figure S1G). Of interest, we observed a higher proportion of Ly6C" monocytes during the light
phase (Figure 1D). However, neutrophils (CD45*Gr1*CD11b*CD115"“"), B cells (CD45*CD19")
and T cell (CD45"TCRp") frequency and total numbers were similar in Atgl-sufficient and
deficient mice (Figure 1E and Figure S1H and I). An alternative gating strategy was used to
cope with a potential CD115 modulation in our mice that could bias monocyte identification
and counts. Thus, we took advantage of their expression of CX3CR1-GFP knock-in allele and
analyzed CD115 expression on CX3CR1-GFP* cells surface (Figure 1F). Our data revealed
that Atgl deletion in adipocytes didn’t impact on monocyte CD115 expression, suggesting that
this was not accounting for the aforementioned phenotype (Figure 1F). Interestingly, we found
significantly higher CCR2 expression on blood monocytes extracted from Adipo** mice during
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the diurnal phase when compared to monocytes obtained from control animals (Figure 1G).
Nevertheless, CCL2 and CXCL12 serum levels were not modulated by the loss of adipose
tissue lipolysis, excluding systemic inflammation as a cause for blood monocyte drop (Figure
1H). This suggests that adipose tissue lipolysis does not contribute to serum CCL2 production
but rather has a direct effect on monocytes via CCR2 modulation, the main driver of bone

marrow export and tissue recruitment.

Bone marrow hematopoiesis is not affected by loss of adipose tissue lipolysis.

We thus hypothesized that reduced blood monocyte numbers in Atgl-deficient mice
could be a consequence of altered hematopoiesis or mature monocyte export from bone
marrow to blood. Flow cytometry analysis revealed no substantial difference in monocyte
precursor cells including LSK (Lin"Scal*Ckit") (Figure 2A and Figure S2A). Bone marrow
monocyte counts, tested both diurnally and nocturnally, were also similar in control and
adipocyte Atgl-deficient mice (Figure 2B). Of interest, additional bone marrow immune cell
populations, including neutrophils, B cells, and NK cells, were not modulated in adipocyte-Atgl
deficient mice further demonstrating that adipose tissue lipolysis is not a major actor during
bone marrow hematopoiesis (Figure 2C and not shown). Thus, blood monocyte numbers
reduction is unlikely to result from altered bone marrow hematopoiesis or stromal niche. Since
the pool of bone marrow monocytes results from the dynamic interaction between monocyte
proliferation, their death and their export to peripheral blood we analyzed these parameters.
Monocyte proliferation was comparable in Adipo* and littermate control mice (Figure 2D).
Annexin V staining on bone marrow monocytes suggested a similar level of apoptosis in both
genotypes, ruling out a role for cell death (Figure 2E). To analyze monocyte export from bone
marrow to blood, we i.v. injected mice with Brdu and analyzed the percentage of Brdu positive
monocytes in blood 16h post-injection. We found that around 70% of blood monocytes stained
positive for Brdu (Figure 2F) in both control and Adipo®* mice. Therefore, we concluded that
monocyte export rate is not modified by adipose tissue lipolysis and could not account for the
diminished number of blood monocytes. Additionally, we analyzed the mRNA expression and
protein levels of CCL2 and CXCL12, two main chemokines implicated in the control of bone
marrow monocyte pool size (Figure 2G and Figure S2B). We failed to detect a significant
difference in their expression in bone marrow cells nor in their levels in bone marrow fluid
(Figure 2G and Figure S2B). Taken together, our data ruled out the hypothesis that adipose
tissue lipolysis affects monocyte generation, proliferation, death, export and retention in bone
marrow and those mechanisms cannot explain the reduced blood monocyte counts in Adipo®*

mice.
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Modulated monocyte counts in peripheral tissues in Adipo*2 animals.

Under inflammatory conditions the spleen participates to monocyte generation. This
process known as extramedullary hematopoiesis has been described during social stress and
atherosclerosis development (McKim et al., 2018; Robbins et al., 2012). Flow cytometry
analysis of spleen monocytes revealed a significant decrease in their numbers in Adipo®* mice
compared to littermate controls (Figure 3A). As opposed to blood, when we analyzed monocyte
CCR2 expression, we observed a similar expression of this chemokine receptor in adipose
tissue Atgl-deficient and sufficient mice (Figure 3B). Spleen neutrophil counts remained similar
between the two genotypes (Figure S3A). To assess the contribution of spleen hematopoiesis
to monocyte generation in our mice, we analyzed monocyte proliferation and death in spleen
by flow cytometry. We observed that proliferation and cell death rates were similar in Adipo*
mice compared to control animals (Figure 3C and 3D). Nevertheless, single cell preparation
for flow cytometry limits the opportunity to evaluate all the pattern of splenic macrophages.
Therefore, spleen monocyte drop in Adipo®” deficient mice could reflect a rapid commitment
into the macrophage lineage. Alternatively, the lower number of blood monocytes could also
imply a lower rate of recruitment to the spleen as well. We analyzed monocyte counts in
peripheral tissues including BAT, EAT and lung. We applied a recently established gating
strategy to separately analyze macrophages, monocytes and dendritic cells (Figure S3B)
(Gautier et al., 2012; Jakubzick et al., 2013). Previous reports demonstrated the presence, at
a low frequency, of monocytes in tissues (Jakubzick et al., 2013). In our study, we identified
monocytes as CD45"CD64*MerTK'CD11b* cells (Figure S3B). Increased monocyte counts
were observed in the BAT of Atgl-deficient mice (Figure 3E). Moreover, BAT monocytes in
Adipo*® mice expressed higher levels of MHC II, a marker that is up-regulated in monocytes
that recently egressed the blood vasculature and entered an organ (Figure 3F) (Jakubzick et
al., 2013). The expression of CD206 and CD11c, canonical markers reflecting alternative and
classical activation respectively, was similar in both sets of mice (Figure S3C). Importantly, in
EAT and lung, we didn’t detect increased monocyte counts or alteration in their activation state
as reflected by the pattern of expression of MHC Il, CD206 and CD11c (Figure S3D and S3E).
Increased monocyte counts were associated with elevated number of brown adipose tissue
macrophages (CD45*MerTK*CD64" cells) in Adipo®* mice (Figure 3G). Furthermore, analysis
of the expression of canonical alternative (CD206 and CD301) or classical (CD11c) activation
markers on BAT macrophages pointed out a reduced expression of CD206 and CD301 in Atgl-
deficient mice, whereas CD11c expression remained similar (Figure 3H). This could reflect

either a specific state of activation of BAT resident macrophages or, alternatively, a
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heterogeneous population of cells. The developmental origin of BAT macrophages is currently
still unknown (for review (lvanov et al., 2018)). Two complementary mechanisms could account
for augmented number of BAT macrophages observed in Atgl-deficient mice: 1) increased
local proliferation of tissue resident macrophages or 2) accelerated monocyte recruitment from
the blood vasculature. To investigate macrophage proliferation, we performed Ki67 staining
and found a similar level of proliferation of BAT macrophages (data not shown). Next, we
sought whether the increased number of tissue resident macrophages was restricted to BAT
or was commonly observed in other adipose depots. Flow cytometry analysis demonstrated
that macrophages numbers in EAT were not modulated in the absence of adipose tissue
lipolysis (Figure S3F). Those macrophages had also a similar phenotype in both sets of mice
as illustrated by their expression of CD206, CD301 and CD11c (Figure S3F). Finally, we
analyzed whether tissues that do not produce FAs through Atgl-mediated lipolysis might also
have an increased macrophage and monocyte counts, reflecting a systemic inflammatory
state. Pulmonary macrophage numbers were significantly decreased in Atgl-deficient mice
(Figure S3G). The expression of activation markers was also similar on macrophages
extracted from control and Adipo** animals (Figure S3G). Dendritic cells (CD45*CD64 MerTK-
MHCII*CD11c*) were also observed in BAT (Figure S3B). The majority of these cells
expressed the integrin CD11b (data not shown). Our data revealed that DCs numbers
remained similar in control and Adipo®* mice (Figure S3H). In agreement with previous reports
using constitutive Atgl deletion (Schreiber et al., 2017; Shin et al., 2017), we found a strikingly
increased BAT weight (x2.5 fold) in Adipo®® mice in comparison to co-housed littermate
controls after 3 weeks of Cre induction (Figure S3I). SCAT weight was also increased in Atgl-
deficient mice in comparison to littermate controls (Figure S3I). Nevertheless, EAT had a
similar size and weight in both genotypes analyzed (Figure S3I). Tissue histology analysis
revealed a widespread change in brown adipocyte morphology with appearance of larger lipid
droplet, a process named “whitening” of brown adipose depot (Figure 3l) (Kotzbeck et al.,
2018). ScAT morphology followed the same pattern as BAT (Figure S3J). We also observed
the appearance of CD11b* cells in the BAT of Atgl-deficient mice, in patterns similar to “crown-
like structures” reported in EAT during obesity (Figure 3J) (Figure 3J)(Kotzbeck et al., 2018).
These cells were barely detected in control mice (Figure 3J). To apprehend the mechanisms
that could account for the increased brown adipose tissue monocytes, we performed real-time
PCR analysis. We found an increased expression of the pro-inflammatory gene tnfa and the
chemokine ccl2 (Figure 3K). The latest is responsible for monocyte recruitment to tissues and

could explain the increased number of BAT monocytes and macrophages.

Adipose tissue lipolysis controls blood monocyte numbers during fasting.
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Pioneering studies uncovered a role for physiological stress in the control of blood
monocyte numbers (Nahrendorf and Swirski, 2015). Stress exposure, cold environmental
temperature and P3-adrenergic signaling have been implicated in the maintenance of
monocyte homeostasis and their mobilization (Heidt et al., 2014; Scheiermann et al., 2012;
Williams et al., 2017). A recent report demonstrated that caloric restriction and experimental
fasting of mice induced decreased blood monocyte counts (Jordan et al., 2019). In this
scenario, monocyte numbers rely on liver dependent CCL2 production that drives their
mobilization from the bone marrow compartment. We investigated whether fasting, a condition
known to induce adipose tissue lipolysis and stress, affects monocyte counts through Atgl-
dependent mechanism. Fasting mice overnight significantly increased both serum FAs and
glycerol concentrations in control mice (Figure S4A). This increase was strongly blunted in
Atgl-deficient mice (Figure S4A). Our data revealed that food removal further diminished the
number of circulating white blood cells in Atgl-adipocyte deficient mice in comparison to
littermate controls. Importantly, blood monocytes were virtually absent in mice with impaired
adipose tissue lipolysis (Figure S4B). Indeed, both their relative frequency and total numbers
were dramatically reduced in adipocyte Atgl-deficient mice (Figure S4B). While both monocyte
subsets were affected by fasting (Figure S4C), the population of inflammatory monocytes was
preferentially decreased by the lack of adipose tissue lipolysis (Figure S4C). Neutrophils and
B cells were also decreased in this scenario, while T cell counts remained similar (data not
shown). Furthermore, we evaluated whether blood monocyte decrease was due to increased
cell adherence or downregulation of M-CSF receptor (CD115) leading to their death. CD115
expression was also not affected by the loss of adipose tissue lipolysis (Figure S4D). Flow
cytometry analysis revealed that CXCR4, CD44 and CD11b expression on monocytes
remained comparable between Atgl-deficient and sufficient mice (Figure S4D and not shown).
Adrenergic receptor stimulation leads to a rapid neutrophil recruitment into WAT. We tested
whether adipose tissue lipolysis, downstream of f3-adrenergic receptor stimulation is involved
in this process. We intravenously injected CL316,243, a selective B3-adrenergic receptor
agonist, in control and Adipo®* animals. We detected an increased number of monocytes in
BAT of control mice injected with CL316,243 in comparison to vehicle-treated animals (Figure
S4E). Neutrophil counts were also significantly increased in BAT of CL316,243-treated mice
(Figure S4F). Importantly, both monocyte and neutrophil recruitment to BAT was blunted in
Adipo** animals (Figure S4D and E). Vehicle treated Adipo®* mice had higher number of BAT
monocytes and neutrophils in comparison to littermate controls. Interestingly, CL316,243
administration failed to further augment their relative numbers (Figure S4E and F). Taken
together, these data suggest that adipose tissue lipolysis is a critical mediator of monocyte and

neutrophil recruitment to adipose tissue depots downstream of adrenergic stimulation.
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Adipocyte-specific Atgl deletion leads to a BAT-selective monocyte recruitment.

We next asked whether increased monocyte counts are specific to BAT or could also
be observed in additional peripheral tissues. To monitor monocyte distribution across tissues
we took advantage of a CCR2 targeting radiotracer ®*Cu-DOTA-ECL1i for non-invasive
positron emission tomography (PET)/computed tomography (CT) imaging of CCR2* cells
distribution across multiple tissues without the biases of tissue digestion. This will provide the
opportunity to simultaneously investigate numerous organs, thus limiting the risk to miss an
expected tracer accumulation in a specific location. (Liu et al., 2016; Williams et al., 2017).
Representative PET/CT images revealed significantly increased signal, indicative of CCR2
accumulation, in the BAT of Adipo®* mice at 16 days, but not at 2 days, post-tamoxifen
administration (Cre*TAM™) (Figure 4A and B). These data confirm the progressive monocyte
infiltration in BAT after Atgl-deletion. We observed that both Adipo®* animals treated with
vehicle (oil) (Cre*TAM’) and Adipo®® mice treated with tamoxifen (Cre TAM*) had a
comparable level of BAT CCR2 signal (Figure 4A and B). To analyze monocyte density, the
biodistribution of the tracer was measured across tissues and we observed that CCR2 signal
was selectively increased in the BAT of Adipo®* mice (Figure 4C). Despite a detectable signal
in many organs, we didn’t find a differential CCR2 distribution in any other tissue (Figure 4C).
Blood CCR2 signal was also reduced, even though the difference was not significant, in
Adipo®” animals (Figure 4C). Ex vivo tissue collections showed enlarged mass of BAT in
Adipo®* animals compared to the other two groups. Moreover, autoradiography showed BAT
specific tracer uptake, supporting PET data (Figure S5A and B) Taken together, this set of a
data suggests that adipocyte-specific Atgl deletion leads to a BAT-selective monocyte

recruitment.

Monocyte depletion prevents BAT expansion but increases CLS appearance and the
presence of multilocular zones.

BAT macrophage ontogeny remains still ill-defined (lvanov et al., 2018). Recently
generated single-cell RNA seq analysis of BAT myeloid cells (Tabula Muris, 2020) revealed
the presence of diverse myeloid cells (Figure S6A). Those cells were identified by their
concomitant expression of Lyz2, CD68, Mafb and CD64 (Fcgrl) (Figure S6B). A large
population of those cells possesses CCR2 mRNA expression that suggests a monocyte origin
(Figure S6C). To address whether monocyte BAT recruitment is involved in tissue remodeling

and growth, we depleted blood monocytes by the administration of anti-CCR2 antibody (MC-
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21) (Figure S6D). This procedure led to complete depletion of blood monocytes as previously
described (Mack et al., 2001)(Figure S6E). Spleen monocyte counts were also completely
blunted in anti-CCR2 Ab treated Atgl-sufficient and deficient mice (Figure S6E). CCR2* cells
depletion had no impact on plasma FFA and glycerol levels (Figure S6F). Flow cytometry
analysis demonstrated a strong monocyte depletion in the BAT of MC-21-treated Adipo®*
animals in comparison to vehicle administered controls (Figure 5A). BAT macrophage
numbers were slightly, but not significantly decreased in MC-21-treated Adipo®* mice,
suggesting that short-term monocyte depletion does not affect BAT macrophage pool (Figure
5B). Importantly, BAT weight was significantly decreased, by approximatively 40%, in Adipo*
mice treated with anti-CCR2 Ab in comparison to vehicle administered Adipo®* animals (Figure
5C). We observed that in control mice, in which BAT is not expanding, CCR2-depletion had no
effect on tissue weight (Figure 5C). SCAT and EAT weights remained similar among MC-21-
treated and vehicle-treated animals (Figure S6G). Tissue histology analysis revealed that EAT
adipocyte size was similar in control and Adipo** mice (Figure S6G). Furthermore, CCR2-
depletion had no obvious effect on EAT adipocyte diameter (Figure S6G). BAT histology
analysis revealed that MC-21 administration was associated with the appearance of numerous
CLS (Figure 5D and E). BAT adipocyte diameter remained unchanged between Adipo® mice
treated or not with anti-CCR2 Ab (Figure S6H). These data suggest that adipocyte hypertrophy
was unlikely to account for the tissue weight difference. However, we detected numerous
multilocular zones in MC21-treated animals in comparison to vehicle-treated Adipo** mice
(Figure 5D). This suggests that monocyte recruitment to BAT modulates tissue morphology
and favors BAT “whitening”. Whether, this mechanism is solely responsible for BAT weight
decrease in MC-21 treated mice remains to be established. We didn’t detect increased
collagen deposition and signs of fibrosis (data not shown). Nevertheless, we decided to
investigate whether monocytes can directly interact with fibroblast in order to change tissue

morphology.

Monocytes favor fibroblast relaxion in a cell-contact independent manner.

Previous data demonstrated that myeloid cells, and in particular DCs, can modulate
tissue stiffness by engaging podoplanin signaling on fibroblasts (Acton et al., 2014; Astarita et
al., 2015). Whether monocytes in BAT can impact on the tissue’s ability to expand was not
established. To test whether monocytes affect fibroblast morphology, we co-cultured mouse
embryonic fibroblasts (MEFs) with primary blood monocytes. Monocyte addition modulated
MEFs morphology and increased their cellular area (Figure 6A). Importantly, we observed that
MEFs in presence of blood monocytes have increased number of cell protrusions (Figure 6A).
This indicated that monocyte interaction with fibroblasts induced their relaxation and
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diminished their contraction. We next investigated whether this interaction required a cell-to-
cell contact, or alternatively was mediated by soluble mediators. In a transwell experiment,
allowing for physical separation between fibroblasts and monocytes, we observed that
fibroblast spreading occurred even in the absence of direct contact with monocytes (Figure
6A). When we included a podoplanin blocking antibody to our co-culture system, we observed
that fibroblast extension was prevented, demonstrating the significance of this axis in our
system (Figure 6B). This suggests that monocytes are releasing a soluble fragment able to

engage podoplanin signaling.

Discussion

In the present study we identified adipose tissue lipolysis as a crucial new player
controlling blood monocyte pool size and their recruitment to the BAT where they participate
to tissue remodeling. Pioneering work demonstrated that glucose metabolism favors monocyte
generation and mobilization from the bone marrow compartment to the peripheral blood
(Nagareddy et al., 2013; Sarrazy et al., 2016). Plasma FFAs follow a circadian rhythm and
their higher concentration is observed during the diurnal period. Nevertheless, the causal
relationship between plasma FFAs and monocyte counts was not yet investigated. We found
that adipose tissue lipolysis generates FFAs, preferentially long chained species, and this
process favors increased peripheral blood monocyte numbers. Surprisingly, plasma FFAs did
not alter bone marrow hematopoiesis and monocyte generation from LSK cells. Mature
monocyte proliferation, survival and their export from the bone marrow to blood circulatory
system were also independent from adipose tissue FFAs release. This observation is in
contrast with previous report demonstrating that mouse lipodystrophy genetic models have
altered hematopoiesis (Wilson et al., 2018). This mechanism also differs from the low-grade
inflammation, a hallmark of chronic inflammatory diseases such as atherosclerosis, that
modulates blood monocyte counts by influencing bone marrow hematopoiesis. In our system
we demonstrated that serum pro-inflammatory cytokine levels are similar in control and
Adipo®* mice. It is tempting to speculate that BAT adipocytes Atgl loss triggers a very-low local
inflammation which initiates blood monocyte tissue recruitment without effect on
hematopoiesis and other organs functions.

Bones contain a large fraction of adipocytes which precise role during hematopoiesis
is still under debate. Bone marrow adipocytes have been shown to produce Stem Cell Factor
(SCF) which favors optimal hematopoiesis following irradiation (Zhou et al., 2017).
Nevertheless, mice lacking mature adipocyte are characterized by lower bone marrow
engraftment after irradiation, suggesting that bone marrow adipocytes could also be regulators

of hematopoiesis (Naveiras et al., 2009). Bone marrow fat mass is preserved or even increased

106



during caloric restriction, condition well-established to trigger peripheral adipose tissue lipolysis
(Cawthorn et al., 2014; Devlin et al., 2010). Bone marrow adipocytes fail to engage lipolysis
upon B3-adrenergic agonist administration (Scheller et al., 2019). Taken together, it seems
unlikely that bone marrow adipocyte lipolysis directly contributes to hematopoiesis and
regulation of bone marrow monocyte counts. Nutritional lipid overload leads to increased
peripheral blood monocyte counts. A recent study demonstrated that food deprivation
decreased the number of inflammatory blood monocytes (Jordan et al., 2019). We observed
that a 12h starvation reduced the number of blood monocytes in comparison to fed mice.
Interestingly, tissue monocytes were also decreased during starvation. Mechanistically, caloric
restriction led to a liver sensing through Ppara and limited the systemic production of CCL2,
therefore leading to monocyte accumulation inside the bone marrow (Jordan et al., 2019). Here
we found that adipose tissue lipolysis does not impact on CCL2 concentration in serum and
bone marrow. Importantly, glucose levels remained similar in control and Adipo** mice.
Monocytes play a key, beneficial or detrimental, role during many pathological conditions and
controlling their numbers and functions could improve disease outcome. For example, during
cardiovascular disease development monocyte counts are an independent risk factor (Coller,
2005; Olivares et al., 1993). Mice living at thermoneutrality (30°C) have lower peripheral blood
monocytes and smaller plaque area (Williams et al., 2017). Interestingly, in this scenario
monocytes accumulated inside the bone marrow. This was paralleled by lower CCR2 signal in
brown fat, suggesting altered monocyte recruitment in this organ (Williams et al., 2017).
Importantly, the recruitment of CCR2* cells to subcutaneous adipose tissue, but not to BAT
contributes to adaptive thermogenesis during cold exposure and this mechanism is inhibited
at thermoneutrality when heat generation is not necessary for the organism (Qiu et al., 2014).
Whether monocyte recruitment to BAT favors thermogenesis and heat dissipation remains to
be established. In our study we revealed that monocyte depletion leads to increased numbers
of BAT multilocular areas, might favor local thermogenesis. In a mouse model of burn injury,
CCR2" cells were also shown to contribute to adipose tissue thermogenesis (Abdullahi et al.,
2019). On the other hand, during cold exposure monocyte blood counts are increased both in
mice and humans and this is mirrored by augmented adipose tissue lipolysis (Williams et al.,
2017).

Interestingly, during starvation, when adipose tissue lipolysis is accelerated, mice with
adipocyte selective Atgl ablation had virtually absent blood monocyte counts. This observation
suggests that dietary-derived short chain FAs such as butyrate, that were recently implicated
in blood monocyte control in the context of viral infection, are not the primary factors driving
monocyte pool size fluctuation during fasting (Trompette et al., 2018). Fasting and p3-induced

lipolysis both stimulate FA release but while the former one leads to anti-inflammatory adipose
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tissue phenotype, B3-stimulation induces rapid neutrophil recruitment to adipose tissue and a
pro-inflammatory local signature (Silva et al., 2019). Interestingly, when control mice were
injected with a selective 3-adrenergic agonist, we detected an increase in brown adipose
tissue neutrophil and monocyte counts, but this was not observed in Adipo** mice. These data
suggest that adipose tissue lipolysis-derived factors contribute to monocyte and neutrophil
BAT recruitment upon acute challenge. This might also be due to imbalance between 3-
dependent LSK and monocyte retention inside the bone marrow compartment and their
accelerated recruitment or death into peripheral tissue, including among others white and
brown adipose tissue depots. Monocyte recruitment to BAT allows optimal tissue expendability
(Figure 5). Previous work established the involvement of myeloid cells to tissue contractility
and ability to expand (Acton et al.,, 2014; Astarita et al., 2015). The engagement of the
podoplanine-Clec2a axis modulates lymph node fibroblastic reticular cells stiffness and favors
lymph node relaxation (Astarita et al., 2015). Interestingly, we found that fibroblasts expansion
didn’t require a direct cell contact with monocytes. This suggests that soluble factors secreted
by monocytes are detected and impact on fibroblasts morphology. Whether this mechanism
occurs in tissues, and in BAT in particular, remains to be defined. BAT expansion and
whitening are characterized by CLS appearance and collagen accumulation (Kotzbeck et al.,
2018). Adipocyte-specific constitutive Atgl-deficiency affected mouse thermogenesis and their
BAT phenotype (Ahmadian et al.,, 2011). More recently, it was demonstrated that brown
adipose tissue Atgl-mediated lipolysis is not essential in the aforementioned process
(Schreiber et al., 2017; Shin et al.,, 2017). Whether, monocytes participate to BAT CLS
formation, or alternatively, locally resident BAT macrophages are solely involved in this
mechanism remains to be completely established. Our data show that CCR2* cell depletion,
likely monocytes, leads to increased frequency of CLS in the BAT of Adipo** mice (Figure 5).
This might be due to accumulation of death or dying adipocytes in the absence of monocyte
BAT recruitment.

Recently adipose tissue macrophages have been implicated in the generation of
effective thermogenesis. Macrophage to adipocyte contact via VCAM1 and Integrina4 controls
Ucpl expression and the subsequent thermogenesis (Chung et al., 2017). In our study we
observed that depletion of BAT monocytes was associated with increased number of
multilocular zones in BAT (Figure 5), suggesting that monocytes can be a negative regulator
of brown fat thermogenesis. Indeed, it remains to be defined whether tissue-resident

macrophages or monocytes are involved in this precise mechanism.
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Figure 1. Adipose tissue lipolysis controls blood monocyte counts.

(A) Glycerol and non-esterified fatty acids (NEFA) circadian and ZT3 levels in Adipo®* mice
sera (n=20) compared to controls (n=18).

(B) Myristic acid (C14:0), Palmitic acid (C16:0) and a-linoleic acid (C18:3 n-3) levels in Adipo**
mice sera (day n=9; night n=5) compared to controls (day n=7; night n=6).

(C) Blood monocyte frequency and number of Adipo®* mice (day n=14; night n=6) compared
to controls (day n=13; night n=7) by flow cytometry.

(D) Blood Ly6Chigh and Ly6Clow monocyte subset frequency and number of Adipo®* mice
(day n=14; night n=6) compared to controls (day n=13; night n=7) by flow cytometry.

(E) Blood neutrophil frequency and number of Adipo®* mice (day n=14; night n=6) compared
to controls (day n=13; night n=7) by flow cytometry.

(F) Blood monocytes population flow cytometry gating strategy using CXC3CR1gfp reporter
(left); CD115 mean fluorescence intensity (MFI) on blood monocytes of Adipo®* mice (n=7)
compared to controls (n=5) (right) by flow cytometry.

(G) CCR2 mean fluorescence intensity (MFI) on blood monocytes of Adipo** mice (day n=13;
night n=6) compared to controls (day n=11; night n=7) by flow cytometry.

(H) CXCL12 ((left) and CCL2 (right) levels in Adipo** mice sera (day n=13-9; night n=6-3)
compared to controls (day n=14-10; night n=7-4) measured by ELISA assay.

All data are represented in means + SEM. Day = ZT3; Night = ZT15. ns p>0,05; * p<0,05; **
p<0,01.
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Figure 2. Bone marrow hematopoiesis is not affected by loss of adipose tissue lipolysis.
(A) Bone marrow LSK (Lin-, Scal+, c-Kit+), (B) monocyte, and (C) neutrophil frequency and
number of Adipo®* mice (day n=19; night n=9) compared to controls (day n=16; night n=10) by
flow cytometry.

(D) Bone marrow monocyte proliferation and (E) survival rate in Adipo** mice (n=9-7)
compared to controls (n=8-5) at ZT3 by flow cytometry.

(F) Schematic representation of BrdU injection protocol to visualize monocyte export from bone
marrow to blood (left) and its quantification by flow cytometry in Adipo®* mice (n=7) compared
to controls (n=5).

(G) CXCL12 ((left) and CCL2 (right) levels in Adipo®* mice bone marrow fluid (day n=9-8; night
n=3-6) compared to controls (day n=10-8; night n=4-7) measured by ELISA assay.

All data are represented in means + SEM. Day = ZT3; Night = ZT15. ns p>0,05.
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Figure 3. Modulated monocyte counts in peripheral tissues.

(A) Spleen monocyte frequency and number of Adipo** mice (day n=19) compared to controls
(day n=16) by flow cytometry.

(B) CCR2 mean fluorescence intensity (MFI) on spleen monocytes of Adipo®* mice (day n=8)
compared to controls (day n=8) by flow cytometry.

(C) Spleen monocyte proliferation rate of Adipo®* mice (day n=11) compared to controls (day
n=9) by flow cytometry

(D) Spleen monocyte survival rate of Adipo®* mice (n=7) compared to controls (n=5) at ZT3 by
flow cytometry.

(E) Brown adipose tissue (BAT) monocyte number of Adipo®* mice (n=18) compared to
controls (n=12) at ZT3 by flow cytometry.

(F) MHCII mean fluorescence intensity (MFI) on BAT monocytes of Adipo® mice (day n=13)
compared to controls (day n=11) at ZT3 by flow cytometry.

(G) Brown adipose tissue (BAT) macrophage number of Adipo®* mice (n=18) compared to
controls (n=14) at ZT3 by flow cytometry.

(H) CD206, CD301, and CD11c mean fluorescence intensity (MFI) on BAT macrophages of
Adipo®® mice (n=13) compared to controls (n=11) at ZT3 by flow cytometry.

(1) BAT morphology imaging of Adipo® mice compared to controls at ZT3.

(J) Crown Like Structures (CLS) (in red) in Adipo®* mice BAT compared to controls at ZT3.
(K) CCL2 (left) and TNF-a (right) mRNA expression in Adipo®* mice BAT (n=9) compared to
controls n=4) at ZT3 by gPCR analysis. Relative gene expression was analyzed using the 2-
AACt method. Results were normalized on B-actin gene expression.

All data are represented in means + SEM. Day = ZT3; Night = ZT15. ns p>0,05; * p<0,05; **
p<0,01; *** p<0,001.
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Figure 4. PET/CT imaging and biodistribution of 64Cu-DOTA-ECL1i in control and
Adipo**mice.

(A) 64Cu-DOTA-ECL1i PET/CT images analyzing tracer uptake in control and Adipo®* mice
after 2 (left panel) and 16 days (right panel) post-tamoxifen administration (n=4-6/group). L:
liver; B: bladder; K: kidney.

(B) Quantification of tracer uptake in the BAT of control and Adipo®* animals after 2 and 16
days post-tamoxifen administration.

(C) Biodistribution of 64Cu-DOTA-ECL1i in control and Adipo®* animals 16 days post-
tamoxifen administration (n=4/group).

All data are represented in means + SEM. ns p>0,05; * p<0,05; ** p<0,01; *** p<0,001; ****
p<0,0001.
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Figure 5. Monocyte depletion prevents the expansion of lipolysis-deficient BAT.

(A) Representative dot plots (left) and quantification (right) of BAT monocytes in MC-21 (n=9)
or vehicle (n=8) treated Adipo®* mice.

(B) Frequency and numbers of BAT macrophages in MC-21 (n=10) or vehicle (n=10) treated
Adipo®* mice.

(C) Brown adipose tissue weight of MC-21 or vehicle-treated control (h=6 and n=5 respectively)
and Adipo®® mice (n=9 and n=10 respectively).

(D) Representative images of H&E-stained BAT and quantification of crown-like structures
(CLS) and multilocular adipocytes in MC-21 (n=9) or vehicle (n=10) treated Adipo®” mice.
Black arrows indicate CLS. Scale bar = 100um.

(E) Immunofluorescence microscopy analysis of BAT from MC-21 or vehicle-treated Adipo**
mice. CX3CR1°®™- samples were used to determine background signal. White stars indicate
crown-like structures. Scale bar = 100um

All data are represented in means = SEM. ns p>0,05; * p<0,05; ** p<0,01; *** p<0,001; ****
p<0,0001.
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Figure 6. Monocytes modulate fibroblast morphology.

(A) Quantification (left) and representative images (right) of mouse embryonic fibroblast (MEF)
morphology after a 18hour co-culture experiment with monocytes placed in the same well or
in a transwell insert with 0.4um pores. F-actin was revealed using phalloidin staining. Yellow
arrows indicate protrusions. Scale bar = 20um.

(B) Quantification (left) and representative images (right) of MEF morphology after a 18hour
co-culture experiment with monocytes in the presence of 2ug/mL anti-podoplanin blocking
antibody. F-actin was revealed using phalloidin staining. Scale bar = 20um.

All data are represented in means + SEM. ns p>0,05; * p<0,05; ** p<0,01; *** p<0,001; ****
p<0,0001.
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Methods

Mice.

Generation of Adipo?“ Mice

AdipoQ®® [C57BL/6-Tg(Adipog-cre/ERT2)1S0ff/J], Pnpla2® [B6N.129S-Pnpla2'™Eek/J],
CX3CR19P [B6.129P-Cx3cr1™+t/J], and Tomato™ [B6.Cg-Gt(ROSA)26Sortmo(CAC-tdTomato)Hze
mice were crossed together (all mice were purchased from The Jackson Laboratory). For each
experiment, co-housed littermate controls were used. Animal protocols were approved by the
Institutional Animal Care and Use Committee of the French Ministry of Higher Education and
Research and the Mediterranean Center of Molecular Medicine (INSERM U1065) and were
undertaken in accordance with the European Guidelines for Care and Use of Experimental
Animals. Animals had free access to food and water and were housed in a controlled
environment with a 12-hour light—dark cycle and constant temperature (22°C).

Induction of the Cre recombinase and light/dark cycle.

At 21 days old (P21) mice were weaned and co-housed under a 12 hours light/dark cycle
or in a vented animal cabinet under an inverted light/dark cycle. After one week of adaptation,
at P28, mice were injected every two days intra-peritoneally with 10mg/ml Tamoxifen for 1
week. Then, mice were allowed to rest for 2 weeks to completely establish an inverse light/dark

cycle. Mice were then sacrificed, and tissues were harvested for further investigations.

Lipolysis stimulation protocols.

Fasting protocol.

Mice were placed in a new cage without food for 12h overnight. The next day, mice were
euthanized at Zeitgeber Time 3 (ZT3).

-3 agonist protocol.

2mg/kg B-3 agonist (CL316-243) or vehicle was i.v.-injected 3 hours prior the experiment.

Monocyte depletion protocol.

Mice were injected every two days intra-peritoneally with 10mg/ml Tamoxifen for 1 week
and were then allowed to rest for 1 week. Mice were then injected intra-peritoneally once a day
for 5 days with 10ug MC-21 (anti-CCR2) antibody or vehicle (PBS), and were sacrificed 16

hours after the last injection for further investigations.
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Genotyping.
DNA was extracted from tail biopsies by incubation with 50mM NaOH for 30min at 95°C.
DNA was amplified by PCR using DreamTaq Green PCR Master Mix (2X) (Thermo Scientific)

and the following primers recognizing the sequences of the AdipoQ, Pnpla2 (coding for Atgl),

TdTomato or CX3CRL1 gene.

AdipoQ | 5CCGCATCTTCTTGTGCAGT3’ Internal Positive Control Forward
primer
5ATCACGTCCTCCATCATCCZ Internal Positive Control Reverse
primer
5GAG TCT GCC TTT CCC ATG | Transgene Forward primer
AC3
5TCC CTC ACA TCC TCA GGT | Transgene Reverse primer
TC3
Pnpla2z | 5GAGTGCAGTGTCCTTCACCA3’ | Forward primer
5ATCAGGCAGCCACTCCAAC3’ Reverse primer
Tomato | 5AAGGGAGCTGCAGTGGAGTAZ’ | Wild-type Forward primer
5 CCGAAAATCTGTGGGAAGTC3 | Wild-type Reverse primer
5CTGTTCCTGTACGGCATGGYZ Mutant Forward primer
5GGCATTAAAGCAGCGTATCCS3’ | Mutant Reverse primer
CX3CR1 | GTCTTCACGTTCGGTCTGGT3' | Wild-type Forward primer
5'CCC AGA CAC TCG TTG TCC | Common primer
T3
5CTCCCCCTGAACCTGAAAC3’ Mutant Forward primer

PCR products were visualized on a 2% agarose gel.

Control mice present a single band of 175 bp for AdipoQ, 235 bp for Atgl, 410 bp for
CX3CR1, and 297 bp for Tomato.
Homozygotes mutant mice present a single band of 272 bp for AdipoQ, 390 bp for Atgl,
500 bp for CX3CR1, and 196 bp for Tomato.

Heterozygotes mice present each band of control and mutant genotype.

Glycerol, Glucose, and Non-Esterified Fatty Acids (NEFA) analyses.

Glycerol, glucose, and NEFA contents were measured from both serum and bone marrow
fluid. Free glycerol reagent, Glucose dosage Kit, and NEFA-HR2 R1 + R2 FUJFILM were used

according to the manufacturer’s protocol.

Free fatty acids quantitation by NCI-GCMS.
Deuterated fatty acids were from Cayman (Bertin Pharma, Montigny le Bretonneux,
France). Chemicals of the highest grade available were purchased from Sigma Aldrich (Saint-

Quentin Fallavier, France). LCMSMS quality grade solvents were purchased from Fischer
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Scientific (lllkirch, France). Plasma was spiked with 5 pL of free fatty acids internal mix
containing 635 ng, 326 ng, 95 ng, of linoleic acid d4, arachidonic acid-d8, DHA-d5,
respectively. Plasma was mixed with 1.2ml of Dole’s reagent (Isopropanol/Hexane/Phosphoric
acid 2M 40/10/1 viviv). Free fatty acids were further extracted with 1 ml of Hexane and 1,5 ml
of distilled water. Organic phase was collected and evaporated under vacuum. Fatty acids
were analyzed as pentafluorobenzyl esters (PFB-FAs esters) by GCMS in negative chemical
ionization mode. Calibration curves were obtained using linoleic acid (0,5-18 ng) arachidonic
acid (0,3-11 ng) docosahexaenoic acid (0,1-3,5 ng) and docosapentaenoic acid (0,1-3,5 ng)

extracted by the same method used for plasma. Linear regression was applied for calculations.

Western Blotting.
Tissues were harvested with a precellys (Bertin Instruments) in RIPA buffer. Tissues
homogenate was then agitated for 1 hour at 4°C before being centrifuged at 14000 rpm for 10
min at 4°C. Supernatants were used for SDS-PAGE. Protein samples were resolved on 10%
SDS-PAGE gels and were then transferred onto polyvinylidene difluoride (PVDF) membrane
using a wet transfer system. Membranes were blocked in 5% (w/v) BSA in Tris-buffered saline-
Tween (TBST) for one hour at room temperature. Membranes were incubated with primary
antibody (HSP90 diluted in 4% BSA or ATGL diluted in 10% nonfat dry milk) overnight at 4°C
followed by the appropriate horseradish peroxidase-conjugated secondary antibody for 2h at

room temperature. Proteins were detected by ECL chemiluminescence (Pierce).

Flow Cytometry Analysis.

Blood analysis

Just before the animal sacrifice, few drops of blood were collected by submandibular
bleeding. Lysing buffer was used for red blood cells lysis. Cells were then centrifuged (400g,
5min at 4°C) and stained for 25 min protected from light in FACS buffer (RPMI medium, 0,3mM
EDTA, and 0,06% BSA). Cells were then washed, centrifuged and data were acquired on BD
FACS Canto flow cytometer. Analysis was performed using FlowJo software (Tree Star).

Tissues Analysis

Spleen, lung, and adipose tissues were harvested, shredded with scissors and then
incubated for 30 minutes with HBSS medium containing 1.5 mg/ml collagenase A (for adipose
tissues) or collagenase D (for lung digestion) at 37°C. The resulting suspension was lysed and
processed as described in the previous paragraph.

Femurs and tibias were harvested and flushed with FACS buffer. Cells were then

centrifuged (4009, 5min at 4°C), lysed and stained as previously described.
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BrdU protocol.
Mice were injected with BrdU-APC conjugated 16 hours prior experiments. Blood and

tissues were then processed and analyzed by flow cytometry as previously described.

Histology.

Tissues were harvested and fixed in PFA-sucrose 30% 2 hours at room temperature, then
overnight at 4°C. First, a paraffin infiltration was performed to dehydrated tissues (Myr Spin
Tissue Processor STP 120). Then, tissues were embedded in paraffin (Centre d’inclusion
EC350-B&PMP). 7um sections were performed using a HM340E microtome (Microm

Microtech, Francheville France) and immuno-stained as follow.

Immunostaining.
Paraffin sections were de-paraffinized and H&E stained or rehydrated by washes in 100%
xylene, 100% ethanol, 95% ethanol, 70% ethanol, and then washed in phosphate-buffered
saline (PBS). Heat-induced antigen retrieval of sections was carried out IHC Antigen retrieval
solution (eBiosciences) and then washed in PBS. Sections were then blocked for 1 hour in a
buffer (1% BSA, 1% Tween, in PBS), then incubated with CD11b-APC conjugated diluted in
buffer overnight at 4°C. Slides were then stained with DAPI (1pg/mL) for 1h at room
temperature and then washed thoroughly and coverslips were mounted with
ImmunoHistoMount. Following co-culture experiments, cells were fixed and incubated with
PBS containing 1% BSA 1% Tween for 1 hour. Cells were stained with DAPI and Texas Red
Phalloidin for 1 hour at room temperature, and then washed thoroughly. Coverslips were then

mounted with ImmunoHistoMount.

Co-culture experiments.

Mouse embryonic fibroblasts (MEFs) were cultured in DMEM medium containing 10%
FBS, 4,5g/L Glucose, 2mM L-Glutamine, 1mM Sodium Pyruvate, 50U/mL Penicillin, 50pg/mL
Streptomycin. Monocytes were purified from the blood of C57BL/6 wild-type mice. Blood was
collected by submandibular bleeding just before the animal sacrifice. Lysing buffer was used
for red blood cells lysis. White blood cells were resuspended in FACS Buffer and stained with
a depletion cocktail containing biotin-conjugated anti-CD3, anti-B220, anti-NK1.1, anti-Ly6G,
anti-Terl19. Cells were then incubated with anti-biotin microbeads (Miltenyi Biotech) and
passed through Miltenyi columns following the supplier’s instructions. The flowthrough was
collected and passed a total of 4 times on Miltenyi columns for optimal monocyte enrichment.

3x10* Mouse embryonic fibroblasts (MEFs) were platted on glass coverslips in 24 well

plates and left to adhere for 8 hours before addition of monocytes and/or anti-podoplanin.
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1,5x10* monocytes were directly put in contact with MEFs or placed in cell culture inserts with
0.4um pores. Additionally, podoplanin blockade was realized when indicated by adding
2ug/mL anti-podoplanin (8.1.1 clone). 18 hours after addition of monocytes and/or anti-
podoplanin, medium was removed, cells were washed once with PBS and fixed in 4% PFA for

20 minutes.

Positron Emission Tomographic Imaging/Computed Tomography (PET/CT) and
post-PET biodistribution of %Cu-DOTA-ECL1i

For PET/CT, 45 to 60 minutes dynamic scan was performed after injection of %Cu-DOTA-
ECL1i (3.7 MBq in 100 pL saline) via tail vein with Inveon PET/CT system (Siemens, Malvern,
PA). The PET images were reconstructed with the maximum a posteriori algorithm and
analyzed by Inveon Research Workplace. The organ uptake was calculated as percent
injected dose per gram of tissue in 3-dimensional regions of interest without the correction for
partial volume effect. Right after PET/CT, the mice were euthanized by cervical dislocation.
Organs of interest were collected, weighed, and counted in a Beckman 8000 gamma counter
(Beckman, Fullerton, CA). Standards were prepared and measured along with the samples to

calculate the percentage of the injected dose per gram of tissue.

Autoradiography
After the collection of BATs, the radio activities in the tissues were detected by

autoradiography using a Storm 840 Phosphorimager (GE, Marlborough, MA).

Microscopy Analysis.

Real Time qPCR.

Total RNA was isolated using the RNeasy Plus Mini Kit and quantified using a Nanodrop.
cDNA was prepared using 2,77 ng/pl total RNA by a RT-PCR using a high capacity cDNA
reverse transcription kit according to the manufacturer’s instructions. Real-time qPCR was
performed on cDNA using SYBR Green and GAPDH, R-Actin, CXCL12, CCL2 or TNF-a
forward and reverse primers (Invitrogen). qPCRs were performed on the StepOne device
(Applied Biosystem). Results were normalized on GAPDH or R-Actin gene expression. All
conditions were performed in triplicates. All fold changes are expressed normalized to the

untreated control.
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Mouse Primer sequences
Gene name Primer Forward (Left) Primer Reverse (Right)
GAPDH ACCACAGTCCATGCCATCACTGCCA GGCCATCCACAGTCTTCTGC
3-Actin GAGACCTTCAACACCCC GTGGTGGTGAAGCTGTAGGC
CXCL12 CCAAACTCTCCCCTTCAGAT ATTTCGGGTCAATGCACACT
CCL2 CATCCACGTGTTGGCTCA GATCATCTTGCTGGTGAATGAGT
TNF-o CACAAGATGCTGGGACAGTGA TCCTTGATGGTGGTGCATGA

ELISA assays.
Mouse CXCL12 or CCL2 assays were performed on mice serum or bone marrow fluid

according to the recommended manufacturer instructions.

Statistical Analysis.

All the data of this paper are expressed in mean + SEM. Mann-Whitney test was performed

with GraphPad Prism 6 software to test the samples significance comparing either day vs

night, Control day vs Adipo® day or Control night vs Adipo® night mice (* p<0,05; ** p<0,01;
%% 0<0,001; **** p<0,0001).
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Figure S1.
(A) Breeding scheme for generating Adipo®* mice
(B) Atgl protein expression in Adipo® mice brown adipose tissue (BAT) compared to controls
(Ctrl) by Western Blot analysis; HSP90 was used as loading control for protein expression.
(C) TdTomato reporter expression (red) in epididymal (EAT), brown (BAT), and subcutaneous
(ScAT) adipose tissues by fluorescence microscopy.
(D) Adipo* (day n=18; night n=9) and control (day n=12; night n=10) mice body weights.
(E) Glucose circadian levels in Adipo®* mice sera (n=5-3) compared to controls (n=3).
(F) Alternative blood monocytes population gating strategy using CD115 marker.
(G) Blood Ly6CM9" and Ly6C'® monocyte subset flow cytometry gating strategy.
(H) Blood B cell and (1) T cell frequency and number of AdipoA/A mice (day n=14; night n=6)
compared to controls (day n=13; night n=7) by flow cytometry.

All data are represented in means £ SEM. Day = ZT3; Night = ZT15. ns p>0,05; * p<0,05;

**<0,01; *** p<0,001; **** p<0,0001.
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Name Formula Condition Ratio compared to ctrl day +/- SEM

Ctrl night 1,02939417 0,05832

Laureic acid C12:0 Adipo® day 1,0437643 0,0457
Adipo® night 0,86628324 0,1026

Ctrl night 0,55333313 0,1471

Myristic acid C14:0 Adipo® day 0,47300615 0,0328
Adipo® night 0,4585532 0,1621

Ctrl night 0,64846449 0,1185

Palmitoleic acid C16:1n-9 Adipo®2 day 0,96329024 0,1434
Adipo® night 0,57783372 0,1402

Ctrl night 0,56780411 0,2267

Methyl palmitoleic acid C16:1 n-7 Adipo®2 day 0,57340346 0,07513
Adipo® night 0,46525552 0,2212

Ctrl night 0,62721651 0,1335

Palmitic acid C16:0 Adipo® day 0,73588931 0,06703
Adipo® night 0,52778275 0,1489

Ctrl night 0,50161424 0,1329

Oleic acid C18:1n-9 Adipo® day 0,74614637 0,08332
Adipo® night 0,45056654 0,1474

Ctrl night 0,59967466 0,1414

Trans-vaccenic acid C18:1n-7 Adipo®? day 0,93253779 0,1181
Adipo® night 0,56939283 0,1535

Ctrl night 0,78240178 0,08724

Stearic acid C18:0 Adipo® day 0,83793297 0,05683
Adipo® night 0,64862492 0,1046

Ctrl night 0,589779 0,08075

linoleic acid C18:2 n-6 Adipo®? day 0,83610225 0,04359

Adipo® night 0,52935758 0,13

Ctrl night 0,52204965 0,05563

a-linolenic acid C18:3n-3 Adipo® day 0,7386928 0,03713
Adipo™ night 0,56189683 0,1601

Ctrl night 0,77191104 0,1398

cis-11-Eicosenoic acid C20:1 n-9 Adipo®* day 0,8906383 0,09488
Adipo® night 0,62821451 0,1549

Ctrl night 0,82328013 0,1609

dihomo-y-linolenic acid C20:3 n-6 Adipo®2 day 0,92904146 0,1156
Adipo® night 0,57594767 0,122

Ctrl night 0,61387555 0,07903

Mead acid C20:3 n-9 Adipo®* day 0,89803058 0,1329
Adipo® night 0,58753696 0,1187

Ctrl night 1,13174181 0,1401
Arachidonic acid C20:4 n-6 Adipo® day 0,9339235 0,109

Adipo® night 0,71879955 0,09774
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Ctrl night 0,72359713 0,07285

Eicosapentaenoic acid C20:5n-3 Adipo®2 day 1,00486347 0,1208
Adipo® night 0,53984575 0,1022

Ctrl night 0,88459555 0,1501

Docosahexaenoic acid C22:6 n-3 Adipo® day 0,90164926 0,1014
Adipo® night 0,53798013 0,07381

Table S1.

Lipidomic analysis of Adipo®* mice (day n=9; night n=5) compared to controls (day n=7; night

n=6).

Data are represented in ratio compared to Ctrl day condition = SEM.
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Figure S2.
(A) Bone marrow LSK (Lin-, Scal+, c-Kit+), monocyte and neutrophil flow cytometry gating
strategy.

(B) CXCL12 (left) and CCL2 (right) mRNA expression in Adipo®* mice bone marrow fluid (day
n=4; night n=5) compared to controls (day n=7; night n=7) by gPCR analysis. Relative gene
expression was analyzed using the 2-22 method. Results were normalized on GAPDH gene
expression.

All data are represented in means + SEM. Day = ZT3; Night = ZT15. ns p>0,05.
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Figure S3.

(A) Spleen neutrophil frequency and number of Adipo®* mice (day n=13-10; night n=6-3)
compared to controls (day n=13-9; night n=7-4) by flow cytometry.

(B) Adipose tissues macrophage, Dendritic cell (DC) and monocyte flow cytometry gating
strategy.

(C) CD206 and CD11c mean fluorescence intensity (MFI) on BAT monocytes of Adipo® mice
(n=13) compared to controls (n=11) at ZT3 by flow cytometry.

(D) Epididymal adipose tissue (EAT) monocyte number (left) and MHCII, CD206, CD11c mean
fluorescence intensity (MFI) of Adipo** mice (n=13) compared to controls (n=11) at ZT3 by
flow cytometry.

(E) Pulmonary monocyte number (left) and MHCII, CD206, CD11c mean fluorescence intensity
(MFI) of Adipo® mice (n=14-9) compared to controls (n=10-7) at ZT3 by flow cytometry.

(F) Epididymal adipose tissue (EAT) macrophage number (left) and MHCII, CD206, CD11c
mean fluorescence intensity (MFI) of Adipo®* mice (n=11-13) compared to controls (n=14-11)
at ZT3 by flow cytometry.

(G) Pulmonary macrophage number (left) and MHCII, CD206, CD11c mean fluorescence
intensity (MFI) of Adipo** mice (n=14-9) compared to controls (n=10-7) at ZT3 by flow
cytometry.

(H) BAT dendritic cell number of Adipo** (n=18) mice compared to controls (n=14) at ZT3.

() Adipose tissues weights of Adipo®* mice (day n=18; night n=9) compared to controls (day
n=14; night n=10)

(J) Subcutaneous adipose tissue (SCAT) morphology imaging of Adipo®* mice compared to
controls at ZT3.

All data are represented in means + SEM. Day = ZT3; Night = ZT15. ns p>0,05; * p<0,05; **
p<0,01; *** p<0,001; **** p<0,0001.
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Figure S4.

(A) Glycerol, non-esterified fatty acids (NEFA) and glucose levels in Adipo** mice sera (n=9-
6) compared to controls (n=9-7) at ZT3 in overnight-fasting condition.

(B) Blood monocyte frequency and number of Adipo® mice (n=9) compared to controls (n=9)
at ZT3 by flow cytometry in overnight-fasting condition.

(C) Blood Ly6CM9" and Ly6C'™ monocyte subset frequency and number of Adipo®* mice (n=9)
compared to controls (n=9) at ZT3 by flow cytometry in overnight-fasting condition.

(D) Blood Monocyte CD115 and CXCR4 mean fluorescence intensity (MFI) of Adipo®* mice
(n=6-7) compared to controls (n=7) at ZT3 by flow cytometry in overnight-fasting condition.
(E) Blood monocyte and (F) neutrophils number at ZT3 by flow cytometry in Adipo®* mice
compared to controls following 2mg/kg Beta-agonist (CL316,243) (n=10) or vehicle injection
(n=7).

All data are represented in means + SEM. Day = ZT3; Night = ZT15. ns p>0,05; * p<0,05; **
p<0,01; *** p<0,001; **** p<0,0001.
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A . Cre+TAM+ Cre+TAM- Cre-TAM+

Figure S5.
(A) Representative photos showing the enlarged BAT mice in Adipo** mice compared to

control groups.
(B) Representative autoradiography images showing the increased signals in Adipo®* mice

compared to control groups.
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Figure S6.

(A) Single-Cell analysis of BAT myeloid cells (black dots) and their expression of (B) CDG68,
Lyz2, MafB and (C) CCR2 from the Tabula Muris Senis dataset (Tabula Muris, 2020).

(D) Schematic representation of the experimental procedure used for MC-21-mediated
monocyte depletion.

(E) Representative dot plots (left) and quantification (right) of blood and spleen monocytes in
MC-21 (n=8 and n=10 respectively) or vehicle (n=8 and n=10 respectively) treated Adipo**
mice.

(F) Glycerol and non-esterified fatty acids (NEFA) levels in MC-21 (n=10) or vehicle (n=10)
treated Adipo®” mice sera.

(G) Subcutaneous adipose tissue (ScAT) and epididymal adipose tissue (EAT) weight of MC-
21 or vehicle-treated control (n=6 and n=5 respectively) and Adipo** mice (n=10 and n=10
respectively). EAT adipocyte diameter measurement.

(H) Quantification of BAT unilocular adipocyte diameter and density in MC-21 (n=4) or vehicle-
treated (n=5) Adipo®* mice.

All data are represented in means + SEM. ns p>0,05; * p<0,05; ** p<0,01; *** p<0,001; ****
p<0,0001.
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Key resources table

| Reagent or resource Source Identifier
Antibodies
CD115 PE (clone AFS98) eBioscience Cat# 12-1152-82
CD11b Brilliant Violet 510 (cloneM1/70) Biolegend Cat# 101263
Grl PerCp-Cy5.5 (clone RB6-8C5) BD Biosciences Cat# 552093
F4/80 PE-Cy7 (clone BM8) Biolegend Cat# 123114
CD45 APC-Cy7 (clone 30-F11) BD Biosciences Cat# 557659
CD64 Brillant Violet 421 = FcyRlI) (clone X54-5/7.1) Biolegend Cat# 139309
CCR2 APC = CD192 (clone SA203G11) Biolegend Cat# 150604
CD19 FITC (clone 6D5) Biolegend Cat# 115506
CD301 FITC (clone ER-MP23) Bio-Rad Cat# MCA2392
MerTK PE (clone 2B10C42) Biolegend Cat# 151506
CD11c PE-Cy7 (clone HL3) BD Biosciences Cat# 558079
MHC Il IA/IE APC (clone M5/114.15.2) Biolegend Cat# 107618
CD206 PerCp-Cy5.5 (clone C068C2) Biolegend Cat# 141715
TCRp PB (clone H57-597) Biolegend Cat# 109226
CD5 APC (clone 53-7.3) Biolegend Cat# 100614
CD4 APC (clone GK1.5) Biolegend Cat# 100424
CD8 APC (clone 53-6.7) Biolegend Cat# 100724
CD3 APC (clone 17A2) Biolegend Cat# 100236
NK1.1 APC (clone PK136) Biolegend Cat# 108720
Terl19 APC (clone TER-119) Biolegend Cat# 116212

B220 APC (clone RA3-6B2)

BD Biosciences

Cat# 561226

CD19 APC (clone REA749)

Miltenyi Biotec

Cat# 130-111-884

CD150 PE-Cy7 (clone TC15-12F12.2) Biolegend Cat# 115914
Scal PB (clone D7) Biolegend Cat# 108120
c-Kit APC-Cy7 (clone ACK2) eBioscience Cat# 47-1172-82
CD48 AF488 (clone HM48-1) Biolegend Cat# 103414
CXCR4 APC = CD184 (clone 2B11) eBioscience Cat# 51-9991-80
CD44 PE-Cy7 (clone IM7) Biolegend Cat# 103029
CD11b APC (clone M1/70) Biolegend Cat# 101218
MC-21 Dr Mack M.

Podoplanin (clone 8.1.1) BioXCell Cat# BE0236

Ly6G Biotin (clone REA526)

Miltenyi biotec

Cat# 130-116-512

CD3 Biotin (clone REA641)

Miltenyi biotec

Cat# 130-123-861

B220 Biotin (clone REA755)

Miltenyi biotec

Cat# 130-110-844

NK1.1 Biotin (clone REA1162)

Miltenyi biotec

Cat# 130-120-513

Ter-119 Biotin (clone Ter-119)

Miltenyi biotec

Cat# 130-120-828

Chemicals, Peptides, and Recombinant Proteins

DAPI Sigma Cat# D9542
Phalloidin Texas Red Invitrogen Cat# T7471
PFA 4% VWR International Cat# 9713.1000
Bovine serum Albumin (BSA) Sigma Cat# A7030
Tamoxifen Sigma Cat# T5648
RPMI medium Life Technologies Cat# 21875091
DMEM medium Life Technologies Cat# 11960044

Collagenase A

Sigma

Cat# 11088793001

Collagenase D

Sigma

Cat# 11088882001
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IHC Antigen retrieval solution

eBiosciences

Cat# 00-4955-58

ImmunoHistoMount Sigma Cat# 11161
Thiazolyl blue tetrazolium bromide Sigma Cat# M2128
Fetal bovine serum Fisher Scientific Cat# 12350273
Lysing buffer BD Biosciences Cat# 555899
L-Glutamine Life Technologies Cat# 25030024

Penicillin Streptomycin

Life Technologies

Cat# 15070063

Sodium Pyruvate

Life Technologies

Cat# 11360039

Free glycerol reagent Sigma Cat# F6428
Power SYBR™ green PCR Master Mix Applied Biosystems Cat# 4367659
RIPA buffer Cell signaling Cat# 9806

Anti-Biotin MicroBeads

Miltenyi Biotec

Cat# 130-090-858

Critical commercial Assays

High-Capacity cDNA reverse transcription kit Applied Biosystems Cat# 4368814
Kit Elisa CCL2 mouse Bio-Techne Cat# DY479-05
RNeasy Plus Mini Kit (250) QIAGEN Cat# 74136
Mouse CXCL12/SDF-1 DuoSet ELISA Bio-Techne Cat# DY460
(Stromal Cell Derived Factor 1), Human, Elisa Kit EUROMEDEX Cat# EH3755
NEFA-HR2 R1 + R2 FUJFILM WAKO Cat# W1W270-77000
Glucose dosage Kit BioSentec Cat# 075
BrdU APC Staining Kit ThermoFisher Cat# 8817-6600-42
0.4 um Cell culture Inserts 24 well format Falcon Cat# 353095
Experimental models: Organisms/Strains
Mouse: C57BL/6-Tg(Adipog-cre/ERT2)1Soff/J The Jackson laboratory JaxStock# 025124
Mouse: B6N.129S-Pnpla2tmiEek/J The Jackson laboratory JaxStock# 024278
Mouse: B6.129P-Cx3cr1tmitit/] The Jackson laboratory JaxStock# 008451
Mouse: B6.Cg-Gt(ROSA)26Sorm9(CAG-tdTomato)Hze/ ] The Jackson laboratory JaxStock# 007909
Cell line: Mouse Embryonic Fibroblasts (MEFs) Dr Clavel S., INSERM | N/A

u1065
Accessories
Vented animal cabinet Noroit Cat# A-BOX 80
StepOne Applied Biosystem N/A
Thermo Cycler SimpliAmp Applied Biosystem N/A
Nanodrop OZYME

MACS Multistand

Miltenyi Biotec

Cat# 130-042-303

MACS LS Columns

Miltenyi Biotec

Cat# 130-042-401

Software and Algorithm

Prism6 GraphPad N/A
FlowJo Tree Star N/A
Fuji Fiji N/A
GENEsys Syngene N/A
StepOne Software v.2.2.2 Applied Biosystem N/A
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55 kDA s Atgl
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Expression protéique d’Atgl et UCP1 du tissu adipeux brun.

Analyse par western blot de I’expression protéique d’ATGL et UCP1 dans le tissu adipeux
brun des souris contréles (Ctrl) (n=3) et Adipo®” (n=5), en comparaison au géne de ménage
HSP 90.
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Mes travaux de thése mettent en évidence pour la premiere fois I’importance des acides gras
dans le contrdle de la dynamique des monocytes vers le tissu adipeux brun et leur contribution
dans le remodelage de ce tissu. Nos résultats montrent en effet que les acides gras issus de la
lipolyse du tissu adipeux (AT), et plus précisément les acides gras a longue chaine, correlent

avec la disponibilité des monocytes dans la circulation sanguine.

Les acides gras issus de la lipolyse du AT ne contrélent pas I’hématopoiése.

Le nombre de monocytes présents dans la circulation refléte la balance entre leur génération
au sein de la moelle osseuse et leur recrutement dans les tissus périphériques (Molawi et al.,
2014; Patel et al., 2017; Serbina and Pamer, 2006; Swirski et al., 2009). De fagon surprenante,
I’inhibition spécifique de la lipolyse du AT n’altére pas de fagon significative la génération, le
nombre, la survie ou encore les axes chimiotactiques responsables de la mobilisation des
monocytes vers la circulation sanguine. La moelle osseuse contient cependant un nombre
important d’adipocytes dont le rdle dans 1’hématopoiese est encore mal défini (Fazeli et al.,
2013; Horowitz et al., 2017). De fagon intéressante, I’apport d’acides gras lors d’une restriction
calorique repose spécifiqguement sur le processus de lipolyse des tissus adipeux périphériques
(Cawthorn et al., 2014; Devlin et al., 2010), et entraine au contraire une expansion du tissu
adipeux de la moelle osseuse (BMAT) (Cawthorn et al., 2014; Ghali et al., 2016). Chez
I’Homme, les adipocytes de la moelle osseuse présentent également une diminution de
I’expression des génes de la lipolyse en comparaison aux adipocytes du SCAT suggérant une
activité et un impact moindre de la lipolyse dans ce compartiment (Attané et al., 2020). Ces
données suggerent donc la lipolyse du tissu adipeux n’est pas essenticlle au compartiment
médullaire. Afin de mieux appréhender le role précis des acides gras issus de la lipolyse du
BMAT dans I’hématopoiese, il serait intéressant de développer des modeles murins permettant
d’éliminer les adipocytes de la moelle osseuse de fagon spécifique, tout en préservant les
adipocytes périphériques. Cependant, I’absence d’adipocytes matures médullaires suite a une
irradiation chez la souris est associée a un défaut du repeuplement de la moelle osseuse, leur
attribuant un réle de régulateur de I’hématopoicse et de maintien des HSC (Naveiras et al.,
2009). De plus, les adipocytes sont des acteurs essentiels a la survie des HSC a travers la

production de CSF-1 (Zhou et al., 2017). De ce fait, la découverte et la validation de promoteurs
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exclusifs et spécifiques des adipocytes du BMAT associés a I’inhibition de I’expression d’ Atgl
permettraient de déterminer le role précis que jouent ces adipocytes dans le contrdle de

I’homéostasie monocytaire.

Les acides gras issus de la lipolyse du AT contr6lent le rythme circadien des monocytes
sanguins.

La mobilisation des acides gras dans la circulation sanguine est regulée de fagon circadienne
(Kooijman et al., 2015; Tse etal., 2018; Yuetal., 2011). En effet, le rythme circadien des acides
gras refléte la modulation des voies de signalisation régulant 1’apport des nutriments par la
nourriture la nuit, et le déstockage des acides gras durant la journée chez la souris (Panda et al.,
2002; Paschos et al., 2012; Yu et al., 2011). Notre modele d’inhibition de la lipolyse du tissu
adipeux est un modele inductible qui permet de provoquer 1’inhibition d’Atgl spécifiquement a
I’age adulte et d’éviter les éventuelles compensations et problémes développementaux associés
a une lipolyse altérée qui fausseraient nos observations. 1l est également important de noter que
I’enzyme HSL posséde la capacité d’initier I’hydrolyse des TG dans le tissu adipeux (Schweiger
et al., 2006) et donc que notre modéle d’inhibition n’est pas total. En revanche la contribution
de HSL reste minime (Haemmerle et al., 2002; Schweiger et al., 2006), nous permettant ainsi
d’attribuer nos résultats a 1’inhibition effective de la lipolyse du tissu adipeux dépendante
d’Atgl. L’inhibition du rythme circadien des acides gras circulants dans notre modele murin
refléte donc I’absence de lipolyse prenant place la journée, entrainant un taux constant d’acides
gras et de glycérol similaire a celui observé la nuit. De fagon trés intéressante, 1’absence de
rythme circadien des AG est également corrélée dans notre modéle a une perte du rythme
circadien monocytaire dans la circulation sanguine sans altération de leur survie suggérant le

contr6le des acides gras sur la mobilisation des monocytes.

L’inhibition de la lipolyse du AT entraine un statut inflammatoire a tres bas bruit
spécifiguement dans le BAT.

L’absence d’altération du compartiment médullaire et de la survie des monocytes sanguins,
ainsi que I’expression accrue du récepteur CCR2 en leur surface suggerent donc le recrutement
des monocytes Ly6C"9" vers les tissus périphériques (Lavin et al., 2014; Swirski et al., 2009).
Cependant de fagcon surprenante, seul le BAT présente un nombre accru de monocytes et de

macrophages. Ces résultats semblent donc suggérer 1’induction d’une inflammation a trés bas
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bruit suite a I’inhibition de la lipolyse du tissu adipeux, localisée et spécifique au BAT jusqu’ici
jamais identifiée a notre connaissance.

Dans le WAT, le recrutement des monocytes contribue a la résolution de 1’inflammation
(Kamei et al., 2006; Kanda, 2006). A I’état physiologique, le stock de macrophages est
maintenu au cours du temps a travers leur capacité d’auto-renouvelement et possedent
essentiellement un role anti-inflammatoire (Amano et al., 2014; Hassnain Waqas et al., 2017;
Ramon et al., 2016; Sorisky et al., 2013; Zamarron et al., 2017). Dans le BAT, les macrophages
et monocytes pourraient jouer un réle similaire qui reste cependant a déterminer (lvanov et al.,
2018). De facon intéressante, la disponibilité réduite des acides gras dans notre modéle entraine
le recrutement des monocytes Ly6C"9" vers le BAT associé¢ a I’augmentation de 1’expression
du marqueur de surface MHC II sur les monocytes. L’expression de ce marqueur est augmentée
sur les monocytes suite a leur entrée dans les tissus périphériques (Jakubzick et al., 2013),
confirmant leur recrutement récent dans notre modele. Ce recrutement est associé a une
diminution d’expression des marqueurs CD206 et CD301 typiquement associés aux
macrophages anti-inflammatoire M2 (Lumeng et al., 2008). Par ailleurs, I’expression du
marqueur CD11c, spécifique des macrophages M1 (Lumeng et al., 2008), est inchangée dans
les souris déficientes pour la lipolyse du tissu adipeux. Ces résultats suggérent deux
possibilités : (1) les macrophages présentent un état d’activation particulier au sein du BAT qui
ne dépend pas de I’expression des marqueurs CD206 et CD301, a I’image des travaux de Becker
et coll. qui remettent en question le profil d’activation classique M1/M2 des macrophages dans
le tissu adipeux (Coats et al., 2017; Kratz et al., 2014), (2) il existe au sein du tissu adipeux brun
un autre type de population responsable de I’inflammation qui n’a pas encore été identifié. De
facon intéressante dans le WAT, I’inflammation est associée a I’utilisation majoritaire de la
FAO par les macrophages suggérant que 1’inflammation du tissu soit essentiellement dii au
nombre de macrophages présents plutdt qu’a leur état d’activation (Xu et al., 2013). Ainsi, le
recrutement des monocytes pourrait également étre responsable des changements observes dans
le BAT, indifféremment de 1’état d’activation des macrophages résidents. Afin de conclure sur
ces observations, il serait intéressant d’étudier le profil métabolique et la signature
transcriptionnelle des macrophages et monocytes du BAT et de déterminer précisément leur
état d’activation dans un contexte de disponibilité lipidique limitée. De méme, il est nécessaire
d’étudier le profil cytokinique du BAT pour déterminer I’importance de I’inflammation et son
impact sur l’organisme. L’utilisation de la nouvelle technologie SCENITH (ZENITH)

(Arguello et al., 2020) permettrait notamment d’identifier par cytométrie en flux les différentes
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signatures meétaboliques exprimées au sein d’une méme population cellulaire et de définir leur
role précis dans I’inflammation du BAT. Finalement, I’utilisation d’un promoteur spécifique
des adipocytes du BAT (Ucpl®®) associé a I’inhibition ciblée d’ATGL, permettrait de savoir si
le recrutement des monocytes est dépendant spécifiquement des niveaux d’acide gras au sein

du BAT ou s’il s’agit d’un effet systémique.

Le recrutement des monocytes vers le BAT entraine le whitening du tissu mais n’altére
par la thermogenese.

L’inhibition de la lipolyse du tissu adipeux entraine 1’accumulation de TG dans les
gouttelettes lipidiques des adipocytes (Olzmann and Carvalho, 2019). De facon intéressante,
nos résultats montrent que le recrutement des monocytes est également corrélé avec la
formation d’adipocytes similaires a des adipocytes blancs possédant une unique gouttelette
lipidique et responsable du whitening du BAT. Par ailleurs, le whitening est associé a un défaut
de thermogenése et de dépense énergétique (Kotzbeck et al., 2018). Ces observations semblent
indiquer que le recrutement des monocytes en 1’absence de lipolyse du AT pourrait contribuer
a un défaut de thermogenése dans les souris Adipo®. Cependant, nous n’avons pas détecté
d’altération de 1’expression de la protéine UCP1 (Annexe), essentielle au découplage de la
respiration mitochondriale pour la production de chaleur (Nicholls, 2017). Ces résultats
concordent avec ceux de Schreiber et coll., montrant que I’inhibition spécifique d’Atgl suite a
une exposition au froid n’induit pas de défaut de thermogenese dans le tissu adipeux brun
(Schreiber et al., 2017). Dans le SCAT, les monocytes et les macrophages sont au contraire
impliqués dans 1’innervation du tissu, le browning des adipocytes, et participent a I’activation
de la thermogenése (Qiu et al., 2014), suggérant un mécanisme différent selon le type de tissu
adipeux. Chez la souris, I’activation du BAT par administration d’un agoniste des récepteurs 3-
3 adrénergiques stimule la lipolyse du tissu adipeux et est associée au recrutement de monocytes
et de neutrophiles in situ ainsi qu’a un profil pro-inflammatoire (Mottillo et al., 2007; Silva et
al., 2019). En revanche, I’activation des récepteurs adrénergiques par un agoniste synthétique
en absence de lipolyse du AT n’entraine pas d’accumulation de monocytes chez nos souris. Nos
résultats suggerent donc que la lipolyse est essentielle pour ’infiltration des monocytes dans le

BAT suite a la stimulation -3 adrénergique.
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Les monocytes sont responsables du remodelage du BAT.

L’utilisation d’un inhibiteur spécifique du récepteur CCR2 est un outil tres efficace pour
¢tudier I’implication des monocytes dans les processus biologiques. De fagon intéressante, la
déplétion des monocytes sanguins par un anticorps dirigé spécifiguement contre le récepteur
CCR2 (Mack et al., 2001) entraine également la déplétion des monocytes au sein du BAT. Dans
ce modele, I’absence de monocytes est associée a la formation d’un nombre important de
crown-like structures (CLS) aux abords des adipocytes. Les CLS se forment notamment a
proximité des adipocytes nécrotiques et sont le siege de la prolifération des macrophages in situ
(Cinti et al., 2005; Hill et al., 2018). Cependant, les CSL sont également rencontrées dans les
tissus adipeux en I’absence d’inflammation. Par exemple, la thermo-neutralité, c’est a dire
lorsque la thermogenése n’est pas requise par 1’organisme pour maintenir sa température
corporelle, entraine le withening du BAT, également associé a la formation de CLS (Kotzbeck
et al.,, 2018). Ainsi les CSL sont potentiellement le simple reflet des modifications
morphologiques qui s’opérent dans le tissu. Cependant, il est & noter que la perte des monocytes
de la circulation sanguine pourrait potentiellement induire des défauts d’intégrité de
I’endothélium vasculaire menant a une fuite de cellules circulantes (leucocytes ou érythrocytes)
vers les tissus périphériques et contribuant ainsi a nos observations. Afin de contrer ces effets,
il serait intéressant de développer des stratégies génétiques permettant de cibler spécifiquement
les monocytes entrant dans le BAT, notamment a travers 1’expression de marqueurs spécifiques
exprimés par les monocytes nouvellement recrutés. Cependant, dans notre modele, la déplétion
des monocytes du BAT est également associée a la diminution du poids du tissu. Ces résultats
indiquent donc que les monocytes jouent un rdle sur ’expansion du tissu et suggerent
I’existence d’un dialogue entre les monocytes recrutés et la matrice extracellulaire responsable
de I’extensibilité du tissu. La formation des CLS dans notre mod¢le d’inhibition de CCR2 serait
donc le reflet d’un stress mécanique induit par I’absence des monocytes, empéchant le
whitening et I’expansion du BAT. En effet, I’expansion des tissus périphériques dépend
notamment de modifications morphologiques qui s’operent au sein de la matrice extracellulaire.
Au sein des ganglions lymphatiques, les fibroblastes sont les cellules impliquées dans leurs
changements morphologiques (Acton et al., 2014; Astarita et al., 2015). De fagon trés
intéressante, in vitro, notre modele de co-culture semble indiquer que les monocytes jouent un
role dans I’allongement des fibroblastes et de leurs protrusions. In vivo, les cellules dendritiques
ont la capacité de moduler la contractilité des fibroblastes dans les ganglions lymphatiques

(Acton et al., 2014), suggérant que les cellules immunitaires sont potentiellement capables
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d’influencer le remodelage des tissus a travers leur interaction avec les fibroblastes. Par ailleurs,
la liaison de Clec2 (C-type lectin-like receptor 2) a la podoplanine exprimée en surface des
fibroblastes est responsable de la contractilité de ces derniers (Fu and Xia, 2016; Suzuki-Inoue
et al., 2007). Nos résultats montrent en effet que la podoplanine est associée aux changements
morphologiques que nous observons sur les fibroblastes. Cependant de facon trés surprenante,
le contact cellule-cellule ne semble pas étre un facteur indispensable dans notre modeéle in vitro.
Ces résultats semblent indiquer que les monocytes libérent dans le milieu des facteurs solubles
responsables de la décontraction des fibroblastes. L’identification de ces facteurs par des
approches de détection pharmacologiques permettrait de définir leur réle de facon précise et de
comprendre 1I’importance du dialogue et/ou de I’interaction fibroblaste-monocyte dans le tissu
adipeux brun et les changements morphologiques associés. L’ensemble de ces résultats
soulevent de nouvelles questions : les monocytes ont-ils un impact direct sur la morphologie et
le whitening des adipocytes bruns a travers la sécrétion de cytokines particuliéres ? Les
monocytes sont-ils responsables de la décontraction des fibroblastes in vivo, pouvant induire le
remodelage de la matrice extracellulaire et la sécrétions de signaux responsables de I’expansion

des adipocytes bruns et de leur whitening, ayant pour conséquence 1’expansion du tissu ?
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S eripectives

Un r6le du rythme circadien ?

Notre étude met en lumiere de nouvelles pistes dans la compréhension et la régulation des
tissus adipeux, nécessitant de plus amples investigations. Le recrutement des monocytes vers
le BAT est-il également soumis aux variations circadiennes observées ? Les acides gras ont-ils
un impact sur le contréle circadien des monocytes ou bien est-ce que le recrutement massif et
systématique des monocytes vers le BAT ne permet pas I’accumulation de ces derniers dans le
sang, nous empéchant d’observer leur rythme ? Par ailleurs, des expériences de parabiose
permettraient d’interconnecter les systémes sanguins de souris contrdles et de souris déficientes
pour Atgl afin de déterminer si 1’apport d’acide gras par la circulation sanguine de la souris
controle permet de rétablir le phénotype du BAT des souris Adipo®™ et de préciser ainsi la part
que joue I’inhibition d’Atgl dans le BAT.

Conséquences cardio-métaboliques ?

Le déreglement de la balance énergétique est notamment associé au développement de
maladies cardio-métaboliques dont I’incidence est en constante augmentation (Manzel et al.,
2014). Ces pathologies se traduisent par une inflammation chronique a bas bruit, entrainant
I’attraction de cellules immunitaires sur le site de I’inflammation contribuant a la mise en place
d’un cercle vicieux responsable de 1’aggravation de la pathologie (Lumeng and Saltiel, 2011).
Dans le cas de I’athérosclérose et de 1’obésité, 1’augmentation du nombre de monocytes
circulants est notamment un facteur de risque indépendant (Breznik et al., 2018; Nasir et al.,
2005; Tacke et al., 2007). De ce fait, le contr6le des monocytes semble étre une piste
prometteuse. Le développement d’antagonistes pour le récepteur CCR2 est actuellement une
piste thérapeutique trés convoitée. L’inhibition de CCR2, associée a la diminution du
recrutement des monocytes, semble notamment tres prometteuse dans le contréle du diabéte de
type 2, le VIH ou encore les cancers (Lefebvre et al., 2016); Clinical trials NCT01712061).
Cependant, I’utilisation d’un antagoniste de CCR2 ne permet pas d’agir en amont et de prévenir
la mise en place de la pathologie. Dans les maladies cardio-métaboliques telles que 1’obésité ou
’athérosclérose, 1’hyperlipidémie est un facteur de risque predictif. 1l est donc important de
développer une stratégie permettant de réduire les niveaux lipidiques circulants. De ce fait,

notre modéle semble étre une piste prometteuse sur le long terme dans la prévention de ces
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pathologies. L’inhibition de la lipolyse du AT permettrait en effet de diminuer I’hyperlipidémie
des patients des leur détection par prise sang. Les souris déficientes pour la lipolyse du tissu
adipeux ne présentent en effet pas de susceptibilité au développement de 1’obésité se traduisant
par une meilleure tolérance au glucose et sensibilité a I’insuline (Hoy et al., 2011). L ’absence
de perturbation du métabolisme du glucose semble donc indiquer une certaine protection contre
le développement de maladies métaboliques dans ce modele. Par ailleurs, les modifications
morphologiques du BAT associées au recrutement des monocytes sanguins semblent étre un
mécanisme permettant de limiter le stress mécanique du tissu via son expansion et le whitening
des adipocytes. De ce fait, les monocytes contribueraient au maintien de I’homéostasie du BAT.
De plus, I’absence d’inflammation dans les autres organes semble indiquer un réel effet
protecteur de 1’inhibition de la lipolyse du tissu adipeux. Cependant, ces résultats ont été
obtenus chez la souris et doivent donc encore étre confirmés chez I’Homme dans 1’optique de

développer de nouvelles stratégies thérapeutiques.
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Dans cette étude nous avons donc pu mettre en évidence que I’inhibition de la lipolyse du
tissu adipeux entraine le recrutement spécifique des monocytes sanguins vers le BAT a travers
I’expression de CCR2. L’accumulation des monocytes est ainsi responsable de la mise en place
d’un contexte pro-inflammatoire a trés bas bruit dans ce tissu, indépendant de 1’hématopoiése
médullaire. Nos résultats nous permettent également de proposer un tout nouveau meécanisme
selon lequel les monocytes contribuent a I’expansion du tissu adipeux brun a travers la sécrétion
de médiateurs solubles, permettant de contrdler la contractilité des fibroblastes et facilitant ainsi

I’expansion du tissu.
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Importance de la lipolyse adipocytaire dans le controle de I’homéostasie

des monocytes.

Les monocytes font partie des acteurs majeurs de 'immunité innée. Ils sont générés
dans la moelle osseuse et contribuent a garantir le maintien de ’homéostasie de I’organisme en
cas de blessure ou d’inflammation chronique par leur mobilisation dans le sang et leur
recrutement dans les tissus ou ils ont la capacité de se différencier en macrophages. Depuis les
années 1970, I’étude du contrdle exercé par le métabolisme sur la survie, la fonction et le
devenir des cellules immunitaires, et plus particulierement des macrophages, impliqués dans de
nombreuses pathologies cardio-métaboliques, a gagné un grand intérét auprés de la
communauté scientifique. Cependant, les données recueillies sur I’impact du métabolisme sur
les monocytes restent tres limitées. De facon intéressante a 1’état physiologique, le nombre de
monocytes dans la circulation sanguine varie au cours de la journée. De plus, nous avons mis
en évidence une corrélation entre le nombre de monocytes présents dans la circulation et les
taux d’acides gras circulants au cours de la journée. Ainsi, durant ma thése je me suis intéressée
a I’é¢tude de la potentielle causalité qui unit ces deux phénomenes et plus particulierement a
I’impact des métabolites énergétiques tels que les acides gras sur le contréle des monocytes.
Pour ce faire, nous avons utilis¢ un modele murin génétiquement déficient pour 1’enzyme clé

responsable de la libération des acides gras a travers la lipolyse du tissu adipeux, appelée Atgl.
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Nous avons pu mettre en évidence que 1’altération de la lipolyse du tissu adipeux entraine un
stress et une inflammation chronique spécifique du tissu adipeux brun, associés a un
recrutement local massif des monocytes de fagon dépendante de I’expression du récepteur aux
chimiokines CCR2. Le recrutement accru des monocytes dans le tissu adipeux brun est
également associé a une diminution des taux de monocytes dans la circulation sanguine.
Cependant chez ces souris, nous n’avons pas observé d’altération du compartiment médullaire,
sicge de I’hématopoicse et de la production des cellules sanguines. Nos résultats permettent
ainsi de mettre en évidence I’importance de la lipolyse ainsi que du recrutement des monocytes

sur le maintien de ’homéostasie du tissu adipeux brun.
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