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Résumé scientifique 
Les macrophages sont les cellules clés de l’immunité innée qui jouent un rôle prépondérant 

dans la réponse inflammatoire et la réparation tissulaire. En effet, une lésion tissulaire induit 

une inflammation aigüe suivie d’une phase de résolution finement orchestrée par les 

macrophages afin d’empêcher la mise en place d’une inflammation chronique, et favoriser 

la réparation du tissu. Ces macrophages constituent une population cellulaire très 

hétérogène. Ils possèdent des origines développementales distinctes qui leur confèrent des 

caractéristiques différentes, et présentent une multitude de phénotypes en réponse à leur 

environnement. Chez le mammifère adulte, on distingue classiquement les macrophages 

issus de l’hématopoïèse embryonnaire décrits comme macrophages résidents permettant le 

maintien de l’homéostasie tissulaire, et les macrophages issus de l’hématopoïèse médullaire 

adulte décrits comme pro-inflammatoires et intervenant dans la réponse inflammatoire 

aiguë. Les travaux du laboratoire ont cependant permis d’identifier un processus 

hématopoïétique spécifique et quantitativement significatif dans le tissu adipeux (TA), 

reposant sur la présence de cellules souches/progénitrices hématopoïétiques chez la souris 

adulte. Cette hématopoïèse génère principalement des cellules myéloïdes, dont des 

macrophages qui sont localisés dans le TA en conditions physiologiques où ils participent à 

la population de macrophages résidents, et sont impliqués dans le contrôle de l’homéostasie 

du tissu. Nous avons émis l’hypothèse selon laquelle ces macrophages jouent un rôle 

différent des macrophages médullaires dans la réparation tissulaire endogène et à 

distance, et qu’une dérégulation de ce processus est impliquée dans les altérations 

tissulaires observées avec le vieillissement. Ces fonctions différentes seraient expliquées 

par des caractéristiques intrinsèques spécifiques à chaque type de macrophages.  

Grâce à la construction de chimères hématopoïétiques, nous avons étudié le rôle des 

macrophages issus de l’hématopoïèse du TA dans la réparation tissulaire dans deux modèles 

de lésion, une ablation partielle du TA et l’infarctus du myocarde. Nous avons montré que 

ces macrophages sont indispensables à la régénération du TA grâce à une capacité 

d’efférocytose supérieure à celle des macrophages dérivés des monocytes circulants. En 

revanche, bien qu’ils soient présents dans le cœur après un infarctus du myocarde, ils jouent 

un rôle délétère dans le remodelage et la fonction cardiaque post lésion. Ces résultats nous 
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ont conduits à étudier les caractéristiques intrinsèques des macrophages du TA et leur 

réponse à différents stimuli.  

Grâce à un modèle de culture 3D nous avons comparé les propriétés intrinsèques de ces 

macrophages avec celles des macrophages dérivés des monocytes circulants. Nos résultats 

montrent que les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA possèdent une réactivité 

accrue aux signaux de leur environnement par rapport aux macrophages issus de 

l’hématopoïèse médullaire. 

En conclusion, nos travaux montrent que les macrophages issus de l’hématopoïèse du TA ont 

des propriétés phénotypiques et fonctionnelles différentes de celles des macrophages 

provenant de l’hématopoïèse médullaire. Ces propriétés en font des acteurs ayant un rôle 

clé dans la réparation tissulaire, qu’il soit bénéfique ou délétère, non seulement au sein du 

TA mais aussi dans d’autres tissus. 
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Macrophages are key cells of innate immunity that play a major role in the inflammatory 

response and tissue repair. Indeed, a tissue injury induces an acute inflammation followed 

by a resolution phase finely orchestrated by macrophages in order to prevent the 

development of a chronic inflammation, and to promote tissue repair. They constitute a very 

heterogeneous cell population. They belong to distinct developmental origins that give them 

different characteristics and present a multitude of phenotypes in response to their 

environment. In adult mammal, two distinct origins have been described: embryonic 

hematopoiesis that gives rise to resident macrophages involved in the control of tissue 

homeostasis, and adult medullar hematopoiesis that generates pro-inflammatory 

macrophages involved in acute inflammatory response. In addition, a specific and 

quantitatively significant hematopoietic process has been identified in our lab in adipose 

tissue (AT), based on the presence of hematopoietic stem/progenitor cells in adult mice. This 

hematopoiesis generates mainly myeloid cells, including macrophages that are localized in 

the AT under physiological conditions where they contribute to the resident macrophage 

population and are involved in the control of tissue homeostasis. We hypothesized that 

these macrophages play a different role than medullary macrophages in tissue repair, and 

that a deregulation of this process is involved in the tissue alterations observed with aging. 

These different functions would be explained by intrinsic characteristics specific to each 

type of macrophages.  

Using hematopoietic chimeras, we investigated the role of macrophages derived from AT 

hematopoiesis in tissue repair in two injury models, partial AT ablation and myocardial 

infarction. We showed that macrophages derived from AT hematopoiesis are essential for 

AT regeneration because of a higher efferocytosis capacity than macrophages derived from 

circulating monocytes. On the other hand, although they are present in the heart after 

myocardial infarction, they play a deleterious role in post-injury cardiac remodeling and 

function.  

Using a 3D culture model, we compared the intrinsic properties of these macrophages with 

those of macrophages derived from circulating monocytes. Our results show that 

macrophages derived from AT hematopoiesis have an increased reactivity to signals from 

their environment compared to macrophages derived from medullar hematopoiesis. 
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In conclusion, our work shows that macrophages derived from AT hematopoiesis have 

specific phenotypic and functional properties compared to macrophages derived from the 

bone marrow. Thanks to these properties, they play crucial positive or negative roles in tissue 

repair, in the AT and in other tissues. 
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Résumé vulgarisé  
 

Les macrophages (Mφ) constituent la première ligne de défense de l’organisme et sont des 

acteurs clés de la réparation tissulaire à la suite d’une lésion. Ils présentent une 

hétérogénéité fonctionnelle et proviennent d’origines tissulaires différentes. L’origine la plus 

décrite est la moelle osseuse (MO). Dans le tissu adipeux (TA), il existe une production 

endogène de Mφ fonctionnels, qui ont des propriétés spécifiques. L’objectif de ce travail est 

de tester l’hypothèse selon laquelle les Mφ endogènes du TA jouent un rôle crucial dans le 

processus de réparation tissulaire chez l’adulte et pourraient être responsables de 

l’altération de ce processus au cours du vieillissement. Nos résultats montrent en effet 

qu’en fonction de leur localisation, les Mφ endogènes du TA jouent un rôle différent des Mφ 

médullaires dans la réparation tissulaire et leur disparition aves l’âge pourrait expliquer au 

moins en partie l’altération de ce processus.  

 

Macrophages (Mφ) constitute one of the first lines of defense of the body and are key players 

in tissue repair following injury. They exhibit functional heterogeneity and belong from 

different tissue origins. The most described origin is the bone marrow (BM). In adipose tissue 

(AT), there is an endogenous production of functional Mφs, which have specific properties.  

The aim of this work is to test the hypothesis that endogenous Mφ in AT play a crucial role 

in tissue repair process in adults and could be responsible for the impairment of this 

process observed with aging. Our results show that, according to their localization, 

endogenous AT Mφ play a different role than medullary Mφ in tissue repair and their 

depletion with aging could explain at least in part the alteration of this process. 
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Introduction 

 

Chapitre I : L’hématopoïèse  
 

L’hématopoïèse est un processus physiologique permettant la production des dix types 

cellulaires qui composent le sang. Les cellules produites par ce processus sont subdivisées en 

trois grands sous-types : les leucocytes qui sont impliqués dans l’immunité innée et 

adaptative, les érythrocytes qui permettent le transport de gaz dans le sang et les plaquettes 

qui permettent la coagulation lors d’une lésion induisant une brèche vasculaire. Les cellules 

sanguines ont une durée de vie qui varie de quelques heures à plusieurs années. Elles doivent 

donc être renouvelées de façon continue. On estime que 200 milliards d’érythrocytes, 10 

milliards de leucocytes et 400 milliards de plaquettes sont produits chaque jour en condition 

physiologique chez un Homme adulte, ce qui démontre une grande capacité de 

renouvellement des cellules du sang. Ces proportions sont largement modifiables en cas de 

lésion tissulaire ou d’infection, faisant du sang un des tissus les plus plastiques de 

l’organisme. Cette production est possible grâce aux cellules souches hématopoïétiques 

(CSH) desquelles dérive la totalité de ces lignages cellulaires. Les CSH sont retrouvées en 

grand partie nichées au sein de la moelle osseuse (MO). Cependant, cette localisation varie 

au cours du développement et n’est également pas exclusive chez le mammifère adulte 

(Rieger & Schroeder 2012).  

 

1. L’hématopoïèse embryonnaire 

 

Le processus d’hématopoïèse est observé dès les premiers stades de développement chez le 

mammifère. Elle s’effectue en plusieurs vagues au cours desquelles l’apparition de 

progéniteurs communs puis des CSH se succèdent au sein des différents tissus de l’embryon 

et annexes embryonnaires (sac vitellin, placenta). La vague hématopoïétique primitive 

survient au 7ème jour de vie embryonnaire (E7) au niveau du sac vitellin chez la souris. On 

retrouve alors des progéniteurs érythro-myéloïdes précoces (pEMP) capables de générer des 
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érythrocytes primitifs qui assurent l’oxygénation de l’embryon, des mégacaryocytes primitifs 

qui permettent la mise en place et la maintenance de la vascularisation et des macrophages 

primitifs qui assurent le remodelage et la surveillance de l’embryon. Aux alentours du jour 

8,5 de vie embryonnaire (E8,5) une seconde vague survient au sein du sac vitellin. Les cellules 

de l’endothélium hémogénique génèrent des progéniteurs érythro-myéloïdes tardifs (tEMP).  

Ces tEMP rejoignent le foie fœtal aux alentours de E9,5 où ils se multiplient et se différencient 

en érythrocytes définitifs, mégacaryocytes, macrophages (via un intermédiaire 

monocytaire), neutrophiles et  mastocytes embryonnaires (Palis et al. 1999; Palis 2016).  Les 

cellules produites permettent de répondre aux besoins immédiats de l’embryon. Pendant 

longtemps considérés comme provenant uniquement d’une source intra-embryonnaire au 

niveau de la région aorto-gonado-mésonéphrotique (AGM) aux alentours du jour 9,5/10 de 

vie embryonnaire, les progéniteurs des cellules de la lignée lympho-myéloïde (LMP) 

apparaissent également dans le sac vitellin et le placenta (Böiers et al. 2013) (Figure1).  

L’apparition des CSH matures à E10,5 marque le début de l’hématopoïèse définitive. Il existe 

encore une controverse sur le site de leur apparition. En effet, certains affirment que l’on ne 

retrouve des CSH matures, c’est-à-dire capables de reconstituer le système hématopoïétique 

complet d’une souris adulte irradiée létalement qu’au niveau de l’AGM, et que donc toutes 

les CSH ont une origine embryonnaire (Kieusseian et al. 2012). D’autres  soutiennent que les 

CSH matures peuvent aussi provenir du sac vitellin et du placenta et auraient donc une 

double origine (embryonnaire et extra-embryonnaire) (Kumaravelu et al. 2002). Etant donné 

que la circulation sanguine est déjà mise en place au sein de l’embryon au jour 7,25 de vie 

embryonnaire il est difficile de déterminer le lieu exact de génération de ces CSH. Quelle que 

soit l’origine de l’émergence des CSH matures, elles migrent ensuite vers le foie fœtal à E 

10,5/ E11 approximativement, où elles s’auto-renouvellent pour former le nombre de CSH 

nécessaires au développement du système hématopoïétique chez le nouveau-né (Bowie et 

al. 2007; Ikuta & Weissman 1992). Elles migrent ensuite vers la rate et la MO qui sera le site 

majeur de l’hématopoïèse adulte (Christensen et al. 2004) (Figure 1).    

Il semblerait que ces observations faites chez la souris soient au moins en partie retrouvées 

aussi chez l’Homme  (Julien et al. 2016). Il a été démontré que le sac vitellin est la première 

source de cellules hématopoïétiques avec l’apparition des érythrocytes, des mégacaryocytes 

et des macrophages primitifs à partir d’un progéniteur commun (Migliaccio et al. 1986). 
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Cependant, les progéniteurs lymphoïdes (Tavian et al. 2001) ou les CSH n’ont pas été mis en 

évidence dans le sac vitellin. Il semblerait que l’intégralité des CSH provienne de l’AGM 

(Ivanovs et al. 2011; Tavian et al. 1996) donc d’une origine intra-embryonnaire chez l’Homme 

avant de migrer vers le foie fœtal. Cependant, les études sur l’embryon humain sont plus 

rares et moins récentes compliquant le parallèle que l’on peut établir entre hématopoïèse 

embryonnaire chez l’Homme et la souris. 

 

Figure 1: Schéma représentant les étapes successives de l’hématopoïèse embryonnaire chez la 

souris (inspiré de Hoeffel et  Ginhoux (Hoeffel & Ginhoux 2015)) . 

1ère vague :  Les pEMP capables de générer des érythrocytes, des mégacaryocytes et des 

macrophages primitifs apparaissent à E7 dans le sac vitellin. 2ème vague : Les tEMP à E8,5 

apparaissent dans le sac vitellin avant de migrer vers le foie fœtal où ils prolifèrent et génèrent les 

cellules myéloïdes embryonnaires. Peu après (E9,5) les LMP apparaissent dans le sac vitellin et l’AGM. 

3ème vague : les CSH se forment dans le sac vitellin et/ou dans l’AGM avant de migrer et proliférer 

dans le foie fœtal. Avant la naissance (à partir de E 12,5) les CSH migrent vers la MO où elles persistent 

après la naissance. pEMP : progéniteur érythro-myéloïde précoce ; tEMP : progéniteur érythro-

myéloïde tardif ; LMP : progéniteur lympho-myéloïde ; Macro : macrophages ; Mk : mégacaryocytes ; 

Neutro : neutrophiles ; Erythro : érythrocytes ; CSH : cellules souches hématopoïétiques ; AGM : région 

aorto-gonado-mésonéphrotique. Générer avec BioRender.com. 
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2. L’hématopoïèse adulte  

 

A la naissance, la MO devient le site principal de l’hématopoïèse. La différenciation des CSH 

est contrôlée d’une part de manière intrinsèque, grâce à l’expression ou la répression de 

facteurs de transcription et d’autre part de manière extrinsèque par la sécrétion de facteurs 

de croissance et de cytokines au sein de la niche médullaire que nous allons détailler au cours 

des paragraphes suivants (Rieger & Schroeder 2012; Belyavsky et al. 2021; Orkin 1995).  

 

2.1. L’hématopoïèse médullaire  
 

2.1.1. Les CSH médullaires  

Les CSH représentent entre 0.05% et 0.1% de la MO totale murine. Comme toutes les cellules 

souches, les CSH sont caractérisées par leur capacité d’auto-renouvellement et de 

multipotence.  

L’auto-renouvellement est défini comme la capacité d’une cellule à générer une cellule fille 

identique à la cellule mère et une cellule fille qui se différencie, on parle alors de division 

asymétrique. Ce processus permet le maintien à l’identique du réservoir de cellules souches 

dans l’organisme et donc une certaine forme d’homéostasie. L’auto-renouvellement des CSH 

a été mis en évidence grâce à des expériences de transplantation secondaire chez des souris 

irradiées létalement (Osawa et al. 1996). Ces expériences consistent à transplanter des CSH 

dans un premier organisme irradié à une dose sub-létale, puis à isoler les CSH de cet 

organisme reconstitué et de les transplanter dans un deuxième hôte irradié de manière sub-

létale. La survie du premier hôte permet de démontrer la capacité des cellules greffées à 

régénérer l’ensemble des cellules sanguines, celle du second receveur démontre la capacité 

d’auto-renouvellement des CSH au sein du premier individu. Cependant à l’âge adulte, la CSH 

est la majorité du temps quiescente et ne s’auto-renouvelle que lorsque c’est nécessaire. 

La multipotence est la capacité des cellules souches à générer un ensemble de cellules 

différenciées constituant un tissu fonctionnel. Dans le cas des CSH, c’est la capacité à générer 

l’ensemble des cellules du sang. La multipotence des CSH a été mise en évidence in vivo grâce 

à la transplantation de ces cellules dans des organismes dont le système hématopoïétique a 
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été déplété (irradiation létale). En effet, ces cellules une fois greffées peuvent renouveler 

l’entièreté des lignages hématopoïétiques et à assurer la survie des souris (Spangrude et al. 

1988). La multipotence a également était démontrée in vitro pour la première fois en 1966 

par des expériences de clonogénie aussi appelés colony forming unit (CFU) (Bradley & 

Metcalf 1966) et ces tests ont été largement utilisés depuis. Ces expériences permettent de 

tester le potentiel de différenciation des CSH/ progéniteurs par leur capacité à former des 

colonies des différents lignages (Wasnik et al. 2012).     

La caractérisation fonctionnelle par greffe des CSH dans des animaux irradiés a permis de 

mettre en évidence deux types de CSH qui possèdent des propriétés fonctionnelles distinctes 

: les LT-CSH pour « long-term hematopoietic stem cells » et les ST-CSH pour « short-time 

hematopoietic stem cells ». Les LT-CSH ont la capacité de reconstituer le système 

hématopoïétique pour toute la durée de vie de l’animal. Les ST-CSH dérivent des LT-CSH et 

peuvent, elles aussi, reconstituer les lignages lymphoïdes et myéloïdes mais ne peuvent pas 

se maintenir à long terme. Un troisième type cellulaire appelé progéniteur multipotent (MPP) 

dérive des ST-CSH. Ce progéniteur capable de générer les lignages lymphoïdes et myéloïdes 

a cependant, perdu sa capacité d’auto-renouvellement (Yang et al. 2005; Colvin et al. 2009; 

Challen et al. 2009).  Ces trois populations cellulaires sont caractérisées par l’expression des 

marqueurs de surface Sca1 et c-Kit (CD117) ainsi que par l’absence d’expression des 

marqueurs des cellules hématopoïétiques différenciées regroupés en un cocktail appelé Lin. 

L’étude par cytométrie de flux de l’expression de marqueurs phénotypiques permet 

cependant de les distinguer : les LT-CSH sont caractérisées par l’expression du CD150 et 

l’absence du CD34. La différenciation des LT-CSH en ST-CSH entraine l’expression du CD34 et 

les MPP acquièrent l’expression du CD135 (Cheng et al. 2020; Oguro et al. 2013).   

On distingue également ces 3 types cellulaires par leur fréquence de prolifération qui 

augmente avec la différenciation. Les LT-CSH prolifèrent peu, ce qui limite les risques de 

mutations associés à la division cellulaire mais aussi évite l’exposition de l’ADN aux 

dommages induits par le stress oxydant. La capacité de prolifération est contrôlée par des 

propriétés intrinsèques des CSH telles que l’expression de régulateurs du cycle cellulaire (CDK 

et CDKI) (Matsumoto et al. 2011; Yamada et al. 2012), de facteurs de transcription (Hock et 

al. 2004; Liu et al. 2009; Tsai et al. 2013), de molécules de régulation épigénétique (Foudi et 
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al. 2009; Pessoa Rodrigues & Akhtar 2021), d’ARNs non-codants (Hu et al. 2021; Lechman et 

al. 2012) mais aussi par le métabolisme de la cellule (Chow et al. 2001; Takubo et al. 2013).   

En plus de ces mécanismes de régulation intrinsèque, les CSH sont retrouvées dans des 

environnements particuliers, appelés niches hématopoïétiques qui modulent leurs 

propriétés. En effet, les acteurs cellulaires et matriciel de la niche constituent des signaux 

extrinsèques pour les CSH modulant leurs capacités d’auto-renouvellement et de 

différenciation (Morrison & Scadden 2014; Lucas 2021).  

 

2.1.2. La niche médullaire  

Dans la MO, deux types de niches ont été décrites, les niches vasculaires à proximité des 

vaisseaux sanguins (sinusoïdes et artérioles), et les niches endostéales à proximité de l’os 

créant deux micro-environnements différents au sein de la MO (Figure 2). Le micro-

environnement est défini comme l’ensemble des facteurs solubles, matriciels et cellulaires 

qui composent une niche. Plusieurs types cellulaires composant la MO sont retrouvés dans 

ces niches et participent activement au maintien du pool des cellules souches à travers le 

contrôle de leur quiescence, de leur entrée en prolifération et de leur rétention au sein de la 

niche. On retrouve principalement, les cellules de Schwann, les cellules stromales/souches 

mésenchymateuses (CSM), les adipocytes, les cellules endothéliales, les péricytes, les 

mégacaryocytes, les ostéoblastes et les ostéoclastes. Le microenvironnement joue un rôle 

crucial dans le contrôle de l’état quiescence ou de division des CSH, notamment à travers la 

sécrétion de facteurs solubles. Les facteurs tels que le TGF-β, CXCL12, Nestin, Ostéopontine, 

Angiogénine permettent le maintien de la quiescence  (Ding et al. 2012; Greenbaum et al. 

2013). A l’inverse, le Stem Cell Factor (SCF), la Thrombopoïétine, Notch, l’Adiponectine les 

cytokines telles que l’IL-3, l’IL-6 et l’IL-12 sont impliqués dans l’activation de leur prolifération 

(Zhang & Lodish 2008). En plus de ces facteurs sécrétés, les interactions physiques des CSH 

avec les cellules du microenvironnement permettent leur rétention au sein de la niche. En 

effet, certaines études montrent que les CSH à l’état quiescent, sont retrouvées dans les 

niches vasculaires au niveau des artérioles, en interaction étroite avec les cellules 

endothéliales et que le clivage de ces interactions entraine leur entrée en prolifération 

(Kunisaki et al. 2013; De Grandis et al. 2016). Les CSH en prolifération s’éloignent alors des 
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artérioles pour se rapprocher des sinusoïdes (Zhang, Zhang, et al. 2019). D’autres études 

montrent que les CSH à l’état quiescent sont en intime contact avec les ostéoblastes au 

niveau de l’endoste (Suzuki et al. 2006). Il existe donc plusieurs niches hématopoïétiques et 

plusieurs cocktails de facteurs permettant le maintien de la quiescence. La niche médullaire 

adulte est également composée d’adipocytes dont le rôle a été initialement décrit comme 

délétère et apparaissant lors de l’obésité, de l’ostéoporose et du vieillissement (Justesen et 

al. 2001; Yeung et al. 2005; Scheller et al. 2015). Cependant, les adipocytes semblent jouer 

un rôle important de support pour les CSH via leur sécrétion d’adiponectine. En effet, chez 

des animaux invalidés pour l’expression de l’adiponectine, la reconstitution du système 

hématopoïétique à la suite d’une irradiation est lente et peu efficace, à cause d’une mauvaise 

différenciation des CSH (Masamoto et al. 2017).  

Les CSH interagissent également avec les éléments de la matrice extracellulaire (MEC) qui 

modifient leur état de quiescence et leur survie. Une MEC rigide permet le maintien à l’état 

quiescent des CSH alors qu’une MEC plus permissive entraine leur entrée en prolifération 

(Gvaramia et al. 2017).    
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Figure 2 : Les différentes niches médullaires : les cellules qui les composent et leurs sécrétions 

forment un environnement complexe (inspiré de (Zhang, Zhang, et al. 2019; De Grandis et al. 2016)) 

Les cellules bordantes de la moelle osseuse (ostéoblastes et ostéoclastes) forment la niche endostéale 

et libèrent de l’ostéopontine (OPN), de l’angiogénine (Ang), et du CXCL12 impliqués dans le maintien 

de la quiescence des CSH. Les niches vasculaires sont de deux types artériolaire et sinusoïdal. Elles sont 

composées de cellules endothéliales et de péricytes. Les péricytes produisent de la Nestin et les cellules 

endothéliales artériolaires de l’angiogénine et expriment des Selectines qui interagissent avec les CSH 

permettant leur rétention au sein de la niche et le maintien de leur quiescence. Au contraire la 

production de SCF entraine leur différenciation au niveau sinusoïdal. La niche est également composée 

de cellules souches mésenchymateuses (CSM) productrices de matrice extracellulaire (MEC) mais 

également de CXCL12 et d’angiogénine impliqués dans la quiescence des CSH et de SCF, d’IL-6 et du 

facteur Notch impliqués dans la différenciation des CSH. Les cellules de Schwann, productrices de TGF-

β, les mégacaryocytes producteurs de thrombopoïétine (TPO) et les adipocytes producteurs 

d’adiponectine composent également la niche médullaire. Générer avec BioRender.com. 

 

2.1.3. La différenciation hématopoïétique 

Pendant très longtemps, le modèle de la différenciation hématopoïétique a été considéré 

comme linéaire partant d’un précurseur commun qui devient de plus en plus restrictif dans 

sa capacité de production des cellules sanguines. On parle de hiérarchie arborescente où une 

cellule multipotente devient progressivement bipotente puis unipotente. Selon ce modèle, 

les MPP se différencient en progéniteurs spécifiques d’un lignage, CMP pour progéniteur 



-23- 
 

myéloïde commun et CLP pour progéniteur lymphoïde commun. Les CLP donnent naissance 

aux lymphocytes T, B et aux Natural Killer (NK). Les CMP quant à eux donnent naissance aux 

progéniteurs des mégacaryocytes et érythrocytes (MEP) et aux progéniteurs des 

granulocytes et macrophages (GMP). Les MEP vont eux même générer des érythrocytes 

(globules rouges) et des mégacaryocytes qui donneront les plaquettes. Les GMP se 

différencient en basophiles, éosinophiles, neutrophiles et monocytes. Les monocytes sont à 

l’origine des cellules dendritiques et des macrophages (Passegué et al. 2003; Wang & Wagers 

2011) (Figure 3)  

 

Figure 3 : Le modèle linéaire de différenciation hématopoïétique.  

Inspiré de (Lai & Kondo 2006; Castillo et al. 2007). Générer avec BioRender.com  

  

Ce modèle linéaire et hiérarchique a été contesté par plusieurs auteurs. En effet, les 

progéniteurs MPP sont subdivisés en 3 populations distinctes sur la base de l’expression de 

Flt3 et VCAM-1, et ces 3 populations ne sont pas capables de générer in vivo les mêmes 
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lignages cellulaires. Ainsi les MPP Flt3low, VCAM-1+ sont capables de générer toutes les 

lignées immunitaires, les MPP Flt3hi VCAM-1+ perdent la capacité de différenciation vers le 

lignage mégacaryocytaire et les MPP Flt3hi, VCAM-1- ne peuvent se différencier qu’en cellules 

de la lignée lymphoïde (Adolfsson et al. 2005; Lai et al. 2005; Lai & Kondo 2006). Yamamoto 

et al en 2013 ont démontré l’existence de progéniteurs myéloïdes dotés de capacités d’auto-

renouvellement, comme les CSH (Yamamoto et al. 2013). De plus, certains progéniteurs 

bipotents tels que les MEP peuvent être issus directement des CSH sans passer par des stades 

successifs intermédiaires, semblant donc être restreints vers un lignage bien plus en amont 

que ce qui était proposé (Naik et al. 2013).  En effet, il a été montré que des CSH exprimant 

fortement le marqueur c-Kit sont capables de générer directement des cellules de la lignée 

mégacaryocytaire sans passer par les différents stades de progéniteurs décrits plus haut (Shin 

et al. 2014). Cette hiérarchisation est de plus en plus remise en cause par l’arrivée du 

séquençage sur cellule unique et l’étude in vivo des progéniteurs hématopoïétiques (Perié & 

Duffy 2016) qui ont permis de mettre en évidence des progéniteurs multipotents déjà très 

engagés dans un lignage, caractérisés par l’expression simultanée de gènes caractéristiques 

des CSH et des précurseurs myéloïdes (Olsson et al. 2016). Ces données montrent que la 

perte de l'auto-renouvellement et la progression à travers des stades de différenciation 

successifs ne sont pas des étapes essentielles pour la différenciation des CSH et remettent 

en cause le modèle strictement linéaire de la différenciation hématopoïétique (Figure 4). 

 

Figure 4 : Un modèle de la différenciation hématopoïétique non linéaire proposé par Laurenti et 

Göttgens dans lequel les différents progéniteurs ne sont pas restreints à un lignage unique mais 

peuvent aussi générer des cellules des autres lignages (Laurenti & Göttgens 2018) 
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2.1.4. Des progéniteurs aux cellules matures du sang : la mise en place du système 

immunitaire  

 

 La régulation de la différenciation hématopoïétique 

 

L’orientation vers l’une ou l’autre des lignées hématopoïétiques est déterminée par 

l’expression ou la répression de facteurs de transcription, par des cytokines et des facteurs 

de croissance (Orkin & Zon 2008; Cheng et al. 2020; Metcalf 2008). La première cytokine 

découverte impliquée dans la différenciation hématopoïétique est l’érythropoïétine (EPO). 

En 1950, son implication dans la formation des érythrocytes a été démontrée in vivo (Dunjic 

et al. 1956). Ces études ont entrainé la mise en place d’une recherche active sur l’existence 

d’autres facteurs permettant la régulation de la différenciation hématopoïétique. Ces 

recherches ont permis la découverte des « Colony stimulating Factors » (CSF) capables de 

contrôler la formation les cellules de la lignée granulocytaire  (Stanley et al. 1975). 

Actuellement, les études in vivo ont montré qu’il existe plusieurs sous-catégories de CSF et 

qu’une multitude d’autres facteurs solubles contrôle la différenciation des CSH vers les 

différents lignages (Zhu & Emerson 2002; Seita & Weissman 2010). Ces facteurs agissent sur 

l’expression ou la répression de facteurs de transcription qui sont des marqueurs décisifs de 

la différenciation dans les différents lignages (Robb 2007; Cantor & Orkin 2001). Ainsi par 

exemple, le M-CSF agit directement sur les CSH et entraîne l’expression du facteur de 

transcription PU.1. L’expression de PU.1 permet la différenciation des CSH vers le lignage 

monocytaire (Mossadegh-Keller et al. 2013). En parallèle, PU.1 se lie directement au facteur 

de transcription GATA-1 empêchant sa fixation à l’ADN et l’activation de la différenciation 

mégacaryocytaire ou érythrocytaire (Rekhtman et al. 1999). Les différentes molécules et 

facteurs de transcription sont décrits dans la figure ci-dessous de manière non exhaustive 

(Figure 5).  
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Figure 5 : Les différents facteurs de transcription, cytokines et facteurs de croissance impliqués dans 

la différenciation des cellules hématopoïétiques  

(Cheng et al. 2020; Robb 2007; Cantor & Orkin 2001; Orkin & Zon 2008) Générer avec BioRender.com 

 

 Le système immunitaire  

 

Le processus d’hématopoïèse aboutit à la production de l’ensemble de ces cellules matures 

qui constituent le système immunitaire (SI). Le SI est divisé en deux grandes branches : le 

système immunitaire inné et le système immunitaire adaptatif. Les cellules de l’immunité 

innée représentent la première ligne de défense contre les infections. Elles défendent 

l’organisme à travers des mécanismes peu spécifiques mais sont armées pour reconnaitre 

des familles de molécules souvent présentes sur les pathogènes ou les cellules de l’organisme 

à éliminer. Elles sont produites puis en partie stockées dans la MO (neutrophiles, 

éosinophiles et monocytes) avant de patrouiller dans l’organisme. La maturation des 

monocytes s’effectue dans les tissus lors de leur conversion en macrophages ou cellules 

dendritiques. En revanche, les cellules du système immunitaire adaptatif ne constituent pas 

une ligne de défense rapide puisqu’elles nécessitent une phase de maturation dans le thymus 
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et de prolifération qui se produit dans les organes lymphoïdes secondaires (rate et nœuds 

lymphatiques) leur permettant une reconnaissance très spécifique des antigènes dans 

l’organisme. Elles permettent aussi de garder en mémoire la rencontre spécifique avec un 

pathogène. La communication entre ces deux systèmes est indispensable pour une 

régulation efficace du statut inflammatoire de l’organisme, notamment à travers la 

présentation de l’antigène (cf. chapitre II, 1.3) et le maintien de l’homéostasie tissulaire 

(Nicholson 2016; Parkin & Cohen 2001). Il existe d’autres types cellulaires intermédiaires 

entre ces deux lignages qui ont une morphologie de cellules du système adaptatif 

(lymphoïde) mais ne possèdent pas de récepteur antigéniques spécifiques tels que les 

Lymphocytes T γδ, les cellules « Natural killer T », ou les cellules lymphoïdes innées, qui 

jouent également des rôles importants dans la réponse immunitaire. Ces cellules de même 

que celles du système adaptatif ne seront pas détaillées dans ce manuscrit. 

Les cellules du SI inné (Tableau 1) ou adaptatif (Tableau 2) sont bien caractérisées et sont 

identifiables par l’expression de marqueurs de surface et intracellulaires spécifiques détaillés 

dans les tableaux ci-dessous.  

 

Tableau 1: Les cellules de l’immunité innée et leurs principaux marqueurs 
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Tableau 2 : Les cellules de l’immunité adaptative et leurs principaux marqueurs  

 

3. L’hématopoïèse extra-médullaire  

 

3.1.  L’hématopoïèse extra-médullaire en situation pathologique 
 

Nous avons vu dans les chapitres précédents que l’hématopoïèse a lieu principalement dans 

la MO. Cependant, lors de pathologies hématologiques ou nécessitant une forte expansion 

des cellules immunitaires les CSH peuvent quitter la MO et rejoindre principalement le foie 

et la rate pour assurer le renouvellement des cellules sanguines (Yang et al. 2020; Mende & 

Laurenti 2021).  

Des pathologies telles qu’une aplasie médullaire, une infection microbienne (Shahbazian et 

al. 2004), une tumeur (Wu et al. 2018), une anémie (Zhao et al. 2018) ou des stress 

métaboliques (cholestérol par exemple) (Westerterp et al. 2012) peuvent entraîner un 

dysfonctionnement de la MO, qui a pour conséquence la mobilisation des CSH et des 

progéniteurs dans la circulation sanguine et la colonisation d’autres organes . La plupart du 

temps, les sites d’hématopoïèse extra-médullaire sont le foie, la rate et les nœuds 

lymphatiques (Serrano-Lopez et al. 2021; Chiu et al. 2015). Cependant, certaines pathologies 

entrainent la relocalisation des CSH dans de multiples organes tels que l’intestin (colite), ou 

le cerveau (glioblastome) (Griseri et al. 2012; Lu et al. 2021). La mobilisation des CSH dans la 
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circulation sanguine est initiée par l’arrêt de leur rétention au sein de la MO (Lévesque et al. 

2001), l’augmentation de la perméabilité des sinusoïdes de la MO (Zhang, Supakorndej, et al. 

2019) et l’augmentation de signaux de recrutement des CSH vers des sites extra-médullaires 

(Katayama et al. 2006). Même si l’hématopoïèse extra-médullaire peut être une solution à 

court terme pour remplacer en partie l’hématopoïèse médullaire, elle entraine cependant 

des complications à long terme, comme par exemple la compression des organes dans 

lesquels elle se développe, ce qui peut entraîner des hémorragies ou la rupture de l’organe 

(Yang et al. 2020).   

3.2. L’hématopoïèse extra-médullaire physiologique : rôle du tissu adipeux  

 

L’existence d’une hématopoïèse extra-médullaire physiologique a été démontrée au sein du 

tissu adipeux (TA) chez le mammifère adulte, remettant en cause le dogme de l'origine 

strictement médullaire des CSH chez l’adulte en l’absence de pathologie.  

Le TA blanc est décrit comme l’organe principal du stockage des acides gras mais aussi 

comme un organe endocrine. C’est un tissu vascularisé et innervé, composé d’adipocytes 

blancs, mais également d’une fraction stroma-vasculaire. Celle-ci contient notamment des 

cellules stromales mésenchymateuses ou ASC (Adipose derived stromal cells) qui sont les 

précurseurs d’adipocytes, des cellules endothéliales, des cellules immunitaires, et une petite 

population de CSH (Figure 6). 

 

Figure 6 : La composition du TA.  

Générer avec BioRender.com 
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Les cellules de la fraction stroma-vasculaire (SVF) du TA présentent un potentiel de 

régénération hématopoïétique (Cousin et al. 2003). En effet, leur injection dans des souris 

irradiées létalement permet la survie des animaux et la reconstitution de taux normaux de 

cellules sanguines circulantes, suggérant que le TA peut être une source inattendue de 

progéniteurs hématopoïétiques. L’activité hématopoïétique du TA repose en fait sur la 

présence d'une population significative de cellules souches/progénitrices hématopoïétiques, 

comparables à celles de la MO (Poglio et al. 2012; Han et al. 2010). Cette population qui 

représente chez la souris environ 1% des cellules de la fraction stroma-vasculaire du TA, 

existe aussi chez l’Homme, et présente les mêmes caractéristiques phénotypiques que les 

CSH médullaires (Lin-, Sca1+ et c-kit+). Leur capacité d’auto-renouvellement a été évaluée par 

des expériences de greffes secondaires et leur multipotence démontrée in vitro et in vivo. 

Ces cellules sont en effet, capables de se différencier en cellules des lignages lymphoïde et 

myéloïde dans des systèmes de culture à long terme ainsi que dans des modèles de 

reconstitution hématopoïétique. Par la suite, cette hypothèse a été confirmée par la 

démonstration que le TA est un réservoir de progéniteurs mastocytaires, susceptible de 

générer des mastocytes matures et fonctionnels in vitro et in vivo (Poglio et al. 2010 ; Paupert 

et al. 2018).  

Les CSH du TA sont cependant différentes de celles de la MO. En effet, dans des modèles de 

souris chimères transplantées avec des CSH de TA, ces cellules se différencient 

majoritairement en cellules de la lignée myéloïde et en cellules NK. De plus, elles 

reconstituent principalement les populations immunes dans le TA. En effet, on ne retrouve 

pas leur descendance dans le sang ou les organes hématopoïétiques (MO, rate, thymus et 

nœuds lymphatiques), en conditions physiologiques (Poglio et al. 2012). Cette activité 

hématopoïétique est présente dans les différents dépôts adipeux blancs (sous-cutané et 

viscéral) chez la souris. Cependant, elle est différente dans ces deux dépôts avec une activité 

plus faible dans les dépôts péri-gonadique et viscéral par rapport aux dépôts sous-cutanés 

révélant un rôle du micro-environnement adipeux dans le contrôle de cette hématopoïèse 

(Luche et al. 2015).  

Dans le TA, le microenvironnement des CSH est composé principalement des adipocytes qui 

représentent les cellules fonctionnelles de ce tissu. Les adipocytes du TA sont, comme les 

adipocytes médullaires capables de sécréter de l’adiponectine (Nedvídková et al. 2005), on 
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peut donc envisager qu’ils permettent la différenciation des CSH du TA. En plus de 

l’adiponectine, les adipocytes du TA sont connus pour avoir une forte activité sécrétoire 

(leptine, apeline, adrénomédulline, cortisol, angiotensinogène…) (Wang et al. 2008) qui 

pourraient également agir sur les CSH et leur différenciation.  En outre, comme dans la MO, 

il pourrait exister dans le TA des niches particulières bien que cela n’ait à ce jour pas été 

décrit.  La présence de cellules endothéliales organisées sous forme de vaisseaux sanguins 

dans le TA pourrait représenter comme dans la MO des niches vasculaires. Cependant 

aucune étude n’a montré que les CSH du TA se trouvent à proximité de ces vaisseaux et ne 

s’est intéressé à l’influence des cellules endothéliales sur les CSH du TA.  

Les ASC représentent 40% de la SVF du TA chez la souris ce qui représente beaucoup plus 

que les CSM dans la MO (0,1%) (Strioga et al. 2012; Prunet-Marcassus et al. 2006). L’effet des 

ASC sur les CSH de MO a été bien étudié. En effet, la co-culture des ASC avec des CSH 

médullaires in vitro permet une expansion et une prolifération des CSH plus importantes que 

celles observées dans une co-culture avec des CSM médullaires (De Toni et al. 2011; Nakao 

et al. 2010; Andreeva et al. 2018). In vivo la co-transplantation en série de CSH médullaires 

et d’ASC en comparaison à une simple transplantation de CSH améliore la vitesse de 

reconstitution du système sanguin et la prise de greffes secondaires et tertiaires, ce qui 

prouve l’effet régulateur des ASC à la fois sur la survie et la différenciation des CSH 

(Fernández-García et al. 2015; Zhang et al. 2016). De plus, les ASC peuvent produire du G-

CSF, du GM-CSF et du M-CSF, facteurs indispensables à la différenciation des CSH vers le 

lignage myéloïde et ceci en plus grande quantité que les adipocytes (Kapur & Katz 2013; 

Kilroy et al. 2007; Corre et al. 2006).  

L’ensemble de ces résultats montre que le TA est une niche à part entière dont les différents 

composants peuvent permettre le maintien, la survie et la différenciation des CSH. Cette 

niche pourrait contribuer aux modifications des CSH du TA observées dans des conditions 

pathologiques telles que le diabète.   

En effet, le diabète et l’obésité s’accompagnent de modifications métaboliques notamment 

dans le TA. On observe ainsi une hypertrophie et une hyperplasie adipocytaires, qui 

s’accompagnent de l’augmentation de la production d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) 

(Frohnert & Bernlohr 2013), mais aussi des modifications du profil sécrétoire des ASC qui 

deviennent pro-inflammatoires (Acar et al. 2020). Ceci contribue à générer un 
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environnement pro-inflammatoire, qui, à terme entraine la fibrose du TA. Ces modifications 

du microenvironnement pourraient être à l’origine de l’orientation de la différenciation des 

CSH du TA vers des cellules myéloïde sécrétrices de cytokines pro-inflammatoires telles que 

l’IL-6 et le TNF-α décrites chez le sujet obèse ou diabétique  (Fuster et al. 2016; Karina et al. 

2020). Cela pourrait également expliquer les résultats obtenus au laboratoire dans lesquels 

la transplantation de CSH du TA de souris diabétiques chez des souris saines nourries avec 

un régime normal suffit à augmenter le nombre de macrophages pro-inflammatoires dans le 

TA et rendre les souris receveuses diabétiques. Ces résultats montrent que l’environnement 

modifie les propriétés intrinsèque des CSH du TA, ce qui modifie l’environnement dans lequel 

elles sont implantées (Luche et al. 2017).  

L’ensemble de ces données de la littérature démontre que l’hématopoïèse est un processus 

complexe débutant dès l’embryogenèse et se poursuivant à l’âge adulte dont l’ensemble des 

mécanismes n’a pas encore été élucidé. Elle est contrôlée par de multiples acteurs 

(cellulaires, matriciels et solubles) qui permettent le maintien et la différenciation des CSH 

afin de garantir la production des cellules sanguines qui sont des acteurs indispensables au 

fonctionnement de l’organisme. La dérégulation de ce processus conduit à l’apparition de 

pathologies. La découverte d’une hématopoïèse extra-médullaire au sein du tissu adipeux 

complexifie encore ce processus et interroge sur la contribution des cellules qui en résultent, 

en particulier les macrophages, au maintien de l’homéostasie de l’organisme.  
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Chapitre II : Les macrophages, des cellules sentinelles 

indispensables au maintien de l’homéostasie tissulaire 
 

Les macrophages littéralement « gros mangeurs » ont initialement été décrits pour leur 

capacité de phagocytose, c’est-à-dire l’ingestion de particules après une exposition à un 

pathogène ou à des dommages cellulaires non spécifiques. C’est Elie Metchnikov au XIXème 

siècle qui les décrit de la sorte, au départ dans des organismes primitifs puis chez les 

vertébrés. Il est le premier à mettre en évidence qu’il existe au sein des tissus des cellules 

impliquées non seulement dans le contrôle de l’homéostasie grâce à leur fonction de 

résorption tissulaire, mais aussi dans la défense de l’organisme contre les « envahisseurs ». 

Il remarque une certaine hétérogénéité de la phagocytose en fonction du corps « ingéré » 

mais aussi en fonction de la localisation tissulaire des cellules (Metchnikoff 1892). Il faudra 

attendre un siècle avant de connaitre les mécanismes moléculaires impliqués dans cette 

hétérogénéité. Les études de Metchnikov sont à l’origine de toutes les observations futures 

sur les macrophages qui sont des acteurs clés de l’immunité innée et sont présents dans la 

totalité des tissus de l’organisme. Ils jouent un rôle de sentinelles en intégrant les signaux de 

leur environnement, en adaptant leurs réponses à ces signaux et en relayant ces 

informations aux autres cellules de l’immunité innée et adaptative afin de maintenir 

l’homéostasie tissulaire.  

 

1. Fonctions générales des macrophages  

Le rôle central des macrophages dans le contrôle de l’homéostasie tissulaire et comme 

sentinelle de l’organisme est lié à leurs trois fonctions principales : la phagocytose, la 

sécrétion de médiateurs et la présentation de l’antigène. Ces trois fonctions font de ces 

cellules une des premières lignes de défense de l’organisme.  

 

1.1. La phagocytose  

 

1.1.1. Mécanisme général  

La phagocytose est un processus conservé au cours de l’évolution. Chez les organismes 

multicellulaires, elle est décrite comme permettant la reconnaissance et l’intégration de 
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particules supérieures à 0.5µm. Les phagocytes « professionnels » (macrophages, cellules 

dendritiques, monocytes, neutrophiles) sont capables de reconnaître et d’ingérer des micro-

organismes pathogènes mais également des débris cellulaires et des cellules apoptotiques 

(on parle alors d’efférocytose).  A travers ce processus, les macrophages permettent donc la 

défense de l’organisme contre les pathogènes mais aussi le maintien de l’homéostasie 

tissulaire en participant à la fois à l’organogenèse lors du développement embryonnaire et 

au remodelage tissulaire adulte.  

La phagocytose est subdivisée en trois phases (Uribe-Querol & Rosales 2020; Underhill & 

Goodridge 2012; Gordon 2016) (Figure 7) :  

- La reconnaissance de particules grâce à des récepteurs de surface ou cytosoliques 

dans le cas où les particules passent la membrane plasmique (détaillé ci-dessous) 

- L’activation de ces récepteurs entraîne l’internalisation des particules grâce à un 

remodelage membranaire permettant la formation du phagosome  

- La dégradation des particules : la fusion du phagosome avec le lysosome créant le 

phagolysosome dont le pH acide, les espèces réactives de l’oxygène (ROS) et les 

enzymes lysosomales hydrolytiques entrainent la dégradation des particules.  
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Figure 7 : Les étapes de la phagocytose. 

Après une étape de reconnaissance les macrophages internalisent les particules (bactéries, virus, et 

corps apoptotiques) dans le phagosome. Ce dernier fusionne avec le lysosome formant le 

phagolysosome menant à l’élimination des particules. (Murphy 2012) Générer avec BioRender.com 

 

1.1.2. Un large panel de récepteurs pour la reconnaissance des dangers   

 

Les macrophages, grâce à l’expression d’un grand nombre de récepteurs extracellulaires 

et intracellulaires sont capables de reconnaitre une grande variété de signaux. On classe 

ces signaux en deux grandes catégories : les PAMP pour « Pathogen-Associated Molecular 

Patterns » qui regroupent les molécules issues de pathogènes (bactéries, champignons, 

levures) et les DAMP pour « Damage-Associated Molecular Patterns » qui regroupent les 

signaux de lésion tissulaire et cellulaire (apoptose, nécrose, stress) (Tang et al. 2012).  

Les macrophages expriment un éventail de récepteurs leur permettant la reconnaissance 

de ces différents types de signaux, leur intégration de manière spécifique et ainsi une 

réaction spécifique et adaptée. 

Parmi ces récepteurs on distingue trois grands groupes : les récepteurs aux opsonines, les 

PRR « Pattern Recognition Receptor » et les récepteurs scavenger (Underhill & Goodridge 

2012). 
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 Les récepteurs aux opsonines  

Les récepteurs aux opsonines reconnaissent des molécules dérivant de l’hôte ou opsonines 

(anticorps, complément, fibronectine, lectine). Les opsonines (anticorps et complément) 

sont produites par les cellules plasmatiques, les cellules de l’immunité innée (monocytes, 

mastocytes, macrophages, cellules NK) et adaptative (LT), mais aussi par les hépatocytes et 

les cellules endothéliales. Elles circulent dans le sang et se lient à la membrane des cellules 

cibles à phagocyter via leur reconnaissance des molécules du « non-soi » (Lubbers et al. 2017; 

Thau et al. 2022). Parmi les récepteurs aux opsonines on compte deux grands types : les 

récepteurs au complément et les récepteurs du fragment constant (FcR) des 

Immunoglobulines (Ig) (García-García & Rosales 2002).  

 Les FcR peuvent reconnaitre les Ig de type A, G ou E respectivement FcαR, FcγR et 

FcꜪR. Les plus étudiés dans le processus de phagocytose chez la souris sont les FcγR. Ces 

derniers sont subdivisés en plusieurs groupes, ceux exprimant dans leur partie cytosolique le 

domaine ITAM, et ceux exprimant le domaine ITIM. Les FcγR associés au domaine ITAM 

stimulent la phagocytose alors que ceux associés au domaine ITIM entrainent l’inhibition de 

la phagocytose (Bournazos et al. 2020).   

 Les récepteurs au complément permettent la reconnaissance des opsonines C1q, C3b 

et C4b. Il existe quatre récepteurs différents : CR1, CR3, CR4 et CRig. Le CR1 (ou CD35) permet 

la reconnaissance des fragments C1q, C3b et C4b. Le CR3 formé du complexe CD11b/CD18 

et le CR4 formé du complexe CD11c/CD18 font partie de la famille des intégrines et peuvent 

fixer le C3b et ses produits de clivage mais aussi des produits de la matrice extracellulaire. Le 

CRig est spécifique de certains macrophages résidents (cellules de Kupffer dans le foie et 

macrophages cardiaques notamment) et permet la clairance des antigènes opsonisés avec le 

C3b (Van Lookeren Campagne et al. 2007; Freeman & Grinstein 2014).  

L’activation de ces récepteurs par reconnaissance des IgG ou du complément induit 

l’internalisation des pathogènes pour rejoindre la voie de phagocytose (Acharya et al. 2020).  

 

 Les Pathogen Recognition Receptor (PRR) 

Les PRR sont des récepteurs exprimés par les cellules de l’immunité innée impliqués dans la 

phagocytose et l’activation de la réponse inflammatoire. Ils permettent la détection des 
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motifs hautement conservés exprimés par la plupart des microbes, et de motifs du « soi » 

(cellules apoptotiques, nécrotiques ou signaux de stress). Ils sont subdivisés en 4 sous-types : 

Les TLR (Toll Like Recepors), les CLR (C-type Lectin Receptors), les RLR (RIG-I-Like Receptors) 

et les NLR (NOD-Like Receptors) (Lee & Kim 2007).     

Les TLR sont des récepteurs transmembranaires dont les parties extracellulaires 

reconnaissent différents pathogènes. La partie intracellulaire active les voies de signalisation 

spécifiques du ligand pour entraîner la réponse cellulaire adéquate, cette réponse est 

dépendante de l’origine du ligand fixé et de la catégorie de TLR. On dénombre 12 TLR 

différents chez la souris qui sont impliqués dans la reconnaissance de multiples pathogènes : 

virus, bactéries, protozoaires, champignons (Tableau 3). Les TLR1, TLR2, TLR4, TLR5 et TLR6 

sont localisés sur la membrane plasmique et reconnaissent principalement des motifs 

bactériens mais aussi des signaux de dommages cellulaires (y compris de cellules du « soi »). 

Les TLR3, TLR7 et TLR9 sont exprimés au niveau de la membrane de vésicules intracellulaires 

et permettent la reconnaissance d’acides nucléiques bactériens ou viraux (Imani Fooladi et 

al. 2011; Takeuchi & Akira 2010).  
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Récepteur Localisation Ligand Origine du ligand 

TLR1 Membrane plasmique  
Triacetyl lipopeptides et 

facteurs solubles  

Bactéries et 

mycobactéries  

TLR2 Membrane plasmique 
HSP70, Peptidoglycane, 

Lipoprotéine, HCV 

Hôte, bactéries 

Gram+, Virus  

TLR3 Endolysosome ARN double brin  Virus 

TLR4 Membrane plasmique 
LPS, protéines 

enveloppe, taxol 

Bactéries Gram-, 

virus, hôte, 

champignon 

TLR5 Membrane plasmique Flagelline  Bactéries  

TLR6 Membrane plasmique 

Zymozan, acide 

lipotechoïque, 

lipopetides diacyl, 

Facteur soluble de 

Tuberculosis, OsPA  

Champignons, 

Bactéries Gram+, 

Mycoplasme  

TLR7 Endolysosome ARN simple brin 
Virus, Bactéries, 

Hôte  

TLR9 Endolysosome ADN CpG  
Virus, Bactéries, 

Protozoaires, Hôte 

Tableau 3 : Les principaux TLR exprimés par les macrophages murins, leurs ligands et leurs 

localisations (inspiré de (Takeuchi & Akira 2010; Imani Fooladi et al. 2011) ) 

 

Les CLR sont majoritairement transmembranaires et sont impliqués dans la 

communication et l’adhésion cellulaires mais aussi dans la reconnaissance des PAMP et des 

DAMP. En effet, ils possèdent un domaine de reconnaissance des hydrates de carbone 

(sucres) leur permettant de reconnaitre les virus, les bactéries et les champignons mais aussi 

des signaux de mort cellulaire. On compte aujourd’hui plus de mille CLR différents classés en 

17 sous-types dans différents types cellulaires, selon la morphologie de leurs domaines et 

leurs fonctions. Les populations myéloïdes expriment principalement des CLR de type II, V et 

VI (Hoving et al. 2014) (Tableau 4). Par exemple, le CD209 (ou DC-SIGN), Dectine-2 et MINCLE 

appartiennent aux CLR de type II, sont dépendants du calcium et sont particulièrement 

impliqués dans la reconnaissance des motifs sucrés de la paroi des levures, champignons, 
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bactéries et virus. Dectine-1 est un récepteur de type V impliqué dans la reconnaissance de 

pathogènes (Levures, champignons, bactéries) mais aussi de cellules apoptotiques. Enfin 

parmi les récepteurs de type VI, le plus étudié est le CD206 (ou récepteur mannose) qui 

reconnait les domaines mannose et fucose des levures, virus et bactéries mais aussi les 

cellules apoptotiques (Sancho & Reis e Sousa 2012; Li & Wu 2021).  

 

Type Nom du récepteur Ligand Origine du ligand 

II 

CD209a ou DC-SIGN Mannose et Fucose 
Virus, Bactéries, 

Levure, Hôte 

Dectine-2 
Mannose et 

Mannane 
Virus, Levure, Hôte 

MINCLE 
Mannose, 

glycolipides 
Virus, Levure, hôte 

V Dectine-1 β-glucanes 
Bactéries, Levures, 

Champignons, Hôtes 

VI CD206 ou MR 
Mannose, Fucose, 

N-acetylglucosamine 

Virus, Levures, 

Bactéries, Hôtes 

Tableau 4 : Quelques CLR exprimés par les macrophages murins, leurs ligands et l’origine de leurs 

ligands (inspiré de (Sancho & Reis e Sousa 2012)) 

  

Les RLR pour « RIG-I-Like Receptor » sont des récepteurs cytosoliques permettant la 

reconnaissance des ARN et des ADN viraux.  Ils possèdent un domaine hélicase permettant 

l’ouverture des acides nucléiques de manière ATP dépendante (Kawai & Akira 2009; 

Rehwinkel & Gack 2020).  

Les NLR pour « NOD-like Receptor » sont également des récepteurs cytosoliques 

capables de reconnaitre des protéines de la paroi bactérienne grâce à leur domaine NATCH 

central (Kawai & Akira 2009).   

 

 Les récepteurs scavenger  

En plus de ces PRR on distingue une famille de récepteurs présents à la surface des 

macrophages qui jouent un rôle important dans le contrôle de l’homéostasie tissulaire : les 

récepteurs scavenger. Ils ne sont pas classés parmi les PRR car ils ont été historiquement 
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décrits comme permettant uniquement l’internalisation des lipoprotéines oxydées à faible 

densité (oxLDL). On sait aujourd’hui que leur rôle est bien plus vaste car ils ont la capacité de 

reconnaitre des DAMP (les lipides oxydés, les cellules apoptotiques) mais certains sont aussi 

capables de reconnaitre des pathogènes, ils pourraient donc intégrer la famille des PRR. 

Parmi les plus connus, on compte les récepteurs CD36, MerTK, MARCO et TIM-4 

indispensables à la reconnaissance et la phagocytose des cellules apoptotiques (Canton et al. 

2013 ; Taban et al. 2022).  

La diversité de ces récepteurs, leur redondance et leur activité permet une lutte active contre 

les dommages tissulaires initiés par des micro-organismes ou par des atteintes tissulaires. En 

effet, l’internalisation de ces récepteurs et l’élimination des particules qui s’y sont fixées 

permettent non seulement leur élimination par la phagocytose mais aussi l’initiation de la 

réponse inflammatoire par la production de médiateurs de l’inflammation.   

 

1.2. La sécrétion de médiateurs de l’inflammation 

 

1.2.1. Les médiateurs de l’inflammation  

 

Les macrophages sont les cellules sécrétrices de l’organisme parmi les plus actives. Les 

principaux médiateurs de l’inflammation produits par les macrophages sont subdivisés en 

différentes grandes familles que sont : les cytokines, les chimiokines, les médiateurs 

lipidiques et les espèces réactives de l’oxygène et réactives de l’azote (ROS et RNS). 

Les cytokines sont une famille de protéines à activité paracrine et autocrine 

permettant la régulation de l’inflammation via la régulation positive ou négative de 

l’expression de gènes ou facteurs de transcription. Leurs actions cellulaires sont diverses, 

elles peuvent entrainer la production d’autres médiateurs de l’inflammation par l’activation 

des récepteurs aux cytokines, moduler l’expression de récepteurs de surface à la membrane 

de différents types cellulaires, entrainer la prolifération de cellules stromales ou 

immunitaires, activer des cellules du système immunitaire. Elles sont subdivisées en 

plusieurs types : les interleukines (IL), les facteurs de stimulation des colonies (CSF), les 

facteurs de croissances (GF) et les facteurs de nécrose tumorale (TNF). Les différentes 

cytokines ont des fonctions redondantes faisant de la défense immunitaire un système 
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robuste (Mosser et al. 2021). Elles peuvent être pro-inflammatoires ou anti-inflammatoires 

(détaillé dans le chapitre II – 2.1.). 

Les chimiokines sont des molécules sécrétées qui ont un pouvoir d’attraction. Elles 

peuvent ainsi diriger la migration cellulaire d’autres cellules immunitaires pour renforcer la 

réponse inflammatoire. Elles peuvent également attirer des cellules non immunes qui 

pourront se différencier pour remplacer des cellules mortes au sein des tissus. Elles sont 

divisées en quatre groupes en fonction de leur conformation moléculaire (C, CXC, CC et CX3C) 

(Mosser et al. 2021).    

Les médiateurs lipidiques dérivent de l’hydrolyse de l’acide arachidonique (Figure 8). 

Ils peuvent moduler la réponse inflammatoire par leur nature pro- ou anti-inflammatoire. On 

distingue deux grandes voies de production des médiateurs lipidiques : la voie des 

cyclooxygénases (COX) et la voie des lipoxygénases (LOX) qui permettent la production 

respectivement de prostaglandines et leucotriènes/lipoxines (Harizi et al. 2008). Parmi les 

prostaglandines on retrouve les prostaglandines E2 et I2 (PGE2 et PGI2), impliquées dans la 

vasodilatation, la sensibilité à la douleur et la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires 

(Reader et al. 2011). A l’inverse, la prostaglandine D2 (PGD2) issue également de la voie des 

COX est plutôt anti-inflammatoire et favorise le recrutement des lymphocytes Th2 (Matsuoka 

et al. 2000). Le principal leucotriène produit est le leucotriène B4 (LTB4) impliqué dans la 

production de ROS et de cytokines pro-inflammatoires (Brain & Williams 1990). A l’inverse, 

les lipoxines A4 et B4 (LXA4 et B4) issues également de la voie des LOX ont des propriétés anti-

inflammatoires en inhibant la production de ROS, la production de chimiokines et la sécrétion 

de cytokines pro-inflammatoires (Chandrasekharan & Sharma-Walia 2015).  

 

Figure 8 : La voie de l’hydrolyse de l’acide arachidonique.  

(Rouge : action pro-inflammatoire ; Vert : action anti-inflammatoire). Inspiré de (Su & O’Connor 

2013) 
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Enfin, la production de ROS est dépendante de la NADPH oxydase située au niveau de 

la membrane plasmique ou mitochondriale. Les macrophages produisent principalement 

l’O2
- et l’H2O2. Les RNS sont produits grâce à l’action de l’oxyde nitrique synthase inductible 

(iNOS) qui entraine la production d’oxyde nitrique (NO) (Laskin et al. 2010). Ces médiateurs 

jouent un rôle important dans la  lutte contre l’invasion par les microorganismes mais 

également dans la régulation de la réponse inflammatoire par l’activation ou l’inhibition de 

voies de signalisation (IKK, AMPK), ou de facteurs de transcription (NFkB, HIF), ainsi qu’en 

étant à l’origine de mutations de l’ADN (Canton et al. 2021; Nathan & Cunningham-Bussel 

2013). 

L’ensemble de ces médiateurs de l’inflammation agit de manière paracrine sur les différents 

types cellulaires présents à proximité mais aussi de manière autocrine.  

    

1.2.2. Principales voies de signalisation permettant le contrôle de la synthèse des 

médiateurs de l’inflammation 

 

Outre leur rôle dans la phagocytose des PAMP et des DAMP, les différents récepteurs 

présentés ci-dessus (chapitre II- 1.1.2) activent de nombreuses voies de signalisation 

permettant l’activation de facteurs de transcription et la sécrétion des médiateurs de 

l’inflammation.  

Les principales voies de signalisation activées par les TLR passent par le recrutement des 

adaptateurs MyD88, TRAM et TRIF qui permettent le recrutement et l’activation des facteurs 

de transcription NFkB, IRF 3 et 7 (Alexopoulou et al. 2012) (Figure 9). Les NLR quant à eux 

agissent principalement par l’inflammasome qui est un complexe composé d’un NLR, d’une 

protéine adaptatrice et d’une pro-caspase. L’activation des NLR entraine le clivage de la pro-

caspase I en caspase I qui agit directement sur le clivage de cytokines (notamment du pro-IL-

1β en IL-1β) et les active (Figure 9) (Xu et al. 2019). Les RLR activent les complexes IKK (IκB 

Kinase) permettant l’activation des facteurs de transcription NFκB et IRF3 et 7 (Rehwinkel & 

Gack 2020). Les CLR ont des voies de signalisation très diverses, MAP kinsase, IKK, 

phospholipases… ce qui leur permet d’activer une multitude de facteurs de transcription tels 

que AP-1, NFκB… (Sancho & Reis e Sousa 2012) (Figure 9) 

Il existe autant de médiateurs de l’inflammation que de récepteurs mais les principales voies 

de signalisation activées à la suite de la fixation d’un médiateur de l’inflammation sur son 
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récepteur sont globalement les mêmes que celles activées par les PRR. Elles permettent aussi 

l’activation des voies JAK/STAT. Ainsi, l’IFN-γ active le facteur de transcription STAT1 alors 

que l’IL-10 ou l’IL-4 activent les facteurs de transcription STAT3 et 6 respectivement (Sica & 

Mantovani 2012) (Figure 9).   

Les facteurs de transcription activés permettent à leur tour la production de médiateurs pro- 

ou anti-inflammatoires. Ainsi on accorde un rôle plutôt pro-inflammatoire aux facteurs de 

transcription NFκB p50/65, AP1 IRF 3 et 7, STAT 1 et anti-inflammatoire aux facteurs de 

transcription NFκB p50/50 STAT 6 et 3, (Liu et al. 2014; Kadomoto et al. 2022).  

 

Figure 9 : Les principaux facteurs de transcription activés par la fixation de ligands sur les PRR et les 

récepteurs des médiateurs de l’inflammation.   

Inspiré de (Sancho & Reis e Sousa 2012; Sica & Mantovani 2012; Kadomoto et al. 2022; Alexopoulou 

et al. 2012; Xu et al. 2019; Rehwinkel & Gack 2020; Liu et al. 2014). Généré avec BioRender.com 

 

1.3. La présentation de l’antigène  
 

Les macrophages sont des cellules présentatrices d’antigènes professionnelles. Elles 

expriment non seulement des molécules du complexe majeur d’histocompatibilité de type I 

(CMH-I) exprimé par la plupart des cellules nucléées et impliqué dans l’activation des LT CD8 
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mais aussi le CMH de classe II (CMH-II) impliqué dans l’activation des LT CD4. C’est 

l’expression du CMH-II qui en fait des cellules professionnelles de la présentation d’antigène.  

Dès lors que du matériel (bactérien, viral, du soi…) est intégré dans le phagolysosome il est 

digéré en peptides/antigènes (via le processus de phagocytose présenté ci-dessus). Bien 

qu’une grande partie soit éliminée par voie d’exocytose, certains antigènes sont associés aux 

molécules du CMH-II et sont transportés à la membrane du macrophage. Ces antigènes sont 

ensuite présentés aux lymphocytes T CD4 soit au niveau du tissu dans lequel ils ont rencontré 

l’antigène, soit en transitant par la lymphe jusqu’aux nœuds lymphatiques. La présentation 

de l’antigène aux LTCD4 entraine leur polarisation vers un phénotype Th1 ou Th2 (Roche & 

Furuta 2015) (Figure 10). 

 

 

Figure 10 : La présentation de l’antigène par les macrophages.  

Après reconnaissance et digestion des particules à phagocyter dans le phagolysosome, celui-ci 

fusionne avec des vésicules Golgiennes portant le CMH-II. Le CMH-II portant l’antigène à présenter 

est exocyté et présenté aux lymphocytes T CD4. Inspiré de (Roche & Furuta 2015). Généré avec 

BioRender.com 
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2. Les macrophages : des cellules hétérogènes  

 

Malgré des propriétés générales communes, les macrophages n’en demeurent pas moins 

une population cellulaire très hétérogène. Leur hétérogénéité provient, d’une part, de leurs 

propriétés fonctionnelles. En effet, l’expression des divers récepteurs (membranaires et 

cytosoliques) et la production de médiateurs de l’inflammation résultant de l’activation de 

ces récepteurs en font des cellules pouvant adopter de multiples phénotypes. Cette 

hétérogénéité est d’autant plus importante que ces cellules sont éminemment plastiques en 

s’adaptant en permanence à leur environnement. D’autre part, leur hétérogénéité provient 

de leur origine qui leur procurerai des caractéristiques intrinsèques spécifiques. Ainsi, les 

macrophages résidents sont plutôt impliqués dans l’homéostasie tissulaire et les 

macrophages dérivés des monocytes plutôt impliqués dans la réponse inflammatoire. Même 

lorsque les monocytes infiltrent les tissus et se différencient en macrophages, ils ne sont pas 

toujours capables d’acquérir toutes les caractéristiques des macrophages résidents (Locati 

et al. 2020).     

 

2.1. Hétérogénéité fonctionnelle : la polarisation des macrophages  

 

Classiquement, dans les années 2000 les macrophages ont été décrits comme des cellules 

capables de se polariser de manière binaire vers un phénotype pro-inflammatoire 

(macrophages « M1 ») ou anti-inflammatoire (macrophages « M2 ») (Mills et al. 2000).  Cette 

classification repose sur le concept Th1 versus Th2 introduit en 1986 (Mosmann et al. 1986). 

Ainsi, Mills et ses collègues observent que des macrophages isolés à partir de différentes 

souches de souris (Balb/c vs C57Bl/6) répondent de manière divergente aux mêmes 

molécules (LPS et IFN-γ). Chez la souris Balb/c caractérisée par un contexte plutôt anti-

inflammatoire (Th2), les macrophages stimulés par le LPS et l’IFN-γ maintiennent une 

production de cytokines anti-inflammatoires (TGF-β) et l’expression de l’arginase, ce qui 

n’est pas le cas chez les souris C57Bl/6 qui présentent un contexte plutôt pro-inflammatoire. 

Ce concept a été fusionné avec les observations de Gordon en 1992 qui décrivaient des 

macrophages classiquement activés grâce à l’IFN-γ et alternativement activés grâce à l’IL-4. 

Ces deux types de macrophages présentent un phénotype différent notamment une 
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augmentation de l’expression des récepteurs mannose et une réduction de la production des 

cytokines pro-inflammatoires dans les macrophages stimulés à l’IL-4 (Stein et al. 1992). 

Même si cette caractérisation in vitro reste très utilisée et permet d’évaluer les capacités de 

polarisation des macrophages, elle est biaisée par le système de culture et ne reflète pas la 

capacité des macrophages à exprimer une multitude de facteurs pro- et anti-inflammatoires 

de manière simultanée in vivo. In vivo, la polarisation des macrophages est en effet contrôlée 

au moins en partie par l’environnement qui est modifié en permanence et dont les signaux 

à un instant t sont multiples. Chaque environnement possède donc un mélange de 

macrophage dont le phénotype oscille entre polarisation pro- et anti-inflammatoire en 

passant par tout un spectre non linéaire de polarisation (Murray 2016; Edholm et al. 2017) 

(Figure 11). In vivo, les deux extrêmes de polarisation n’existent pas au sein des tissus et ne 

permettent pas d’expliquer l’ensemble des capacités des macrophages à orienter le statut 

inflammatoire des tissus. En outre, réduire le rôle des macrophages à une expression de 

marqueurs de l’inflammation ne permet pas de décrire l’étendue de leurs activités. Il serait  

donc peut être plus juste de les caractériser par leurs fonctions qui pourraient apparaitre, 

disparaitre ou même coexister au sein de la même cellule (Nahrendorf & Swirski 2016).     

 

Figure 11 : Spectre de polarisation des macrophages  

Les tissus contiennent une population hétérogène de macrophages composés en réalité d’un mélange 

de différents états de polarisation dépendant de l’environnement. L’existence in vivo de macrophages 

pro- ou anti-inflammatoires tels que définis in vitro est très controversée à ce jour. Inspiré de (Murray 

2016; Edholm et al. 2017). Généré avec BioRender.com 

 

Cependant, ces extrêmes de polarisation sont toujours utiles in vitro et permettent de 

caractériser les capacités de shift des macrophages vers un phénotype pro ou anti-

inflammatoire. Dans le but de simplifier la plasticité des macrophages nous allons décrire les 
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deux extrêmes de polarisation qui sont observées in vitro : le macrophage pro-inflammatoire 

et le macrophage anti-inflammatoire (Figure 12).   

 

Figure 12 : Caractéristiques phénotypiques et fonctionnelles des polarisations pro- et anti-

inflammatoires des macrophages in vitro.   

Inspiré de (Yao et al. 2019). Généré avec BioRender.com 

La polarisation pro-inflammatoire apparait en réponse au TNF-α, à l’IFNγ et/ou au 

LPS. L’action de ces médiateurs sur les macrophages entraine l’activation des facteurs de 

transcription NF-κB, STAT-1 et 5, IRF3 et 5 et HIF-1α, qui est à l’origine des modifications 

métaboliques observées au sein des macrophages pro-inflammatoires. En effet, HIF-1α est 

impliqué dans la conversion de la 6-fructose-2-kinase en un isoforme plus actif qui entraine 

l’accumulation du fructose-2 biphosphate. Ce dernier induit alors une pression sur 

l’utilisation du flux glycolytique rendant les macrophages dépendants de la respiration 

glycolytique (Rodríguez-Prados et al. 2010). L’activation des facteurs de transcription 

entraine également la production de ROS et l’expression de la iNOS permettant la production 

de NO (Galván-Peña & O’Neill 2014), et la production de cytokines pro-inflammatoires telles 

que l’IL-12, l’IL1-β, l’IL-18, l’IL-23, l’IL-6 et le TNF-α, de chimiokines CXCL9, CXCL10, CXCL11, 

CXCL16 et CCL5 et la surexpression des récepteurs TLR-4 et 2, CD80, CD86 et CMH-II à leur 

membrane  (Yao et al. 2019; Lee 2019). Ces macrophages pro-inflammatoires jouent un rôle 
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essentiel dans la défense de l’organisme contre les pathogènes et les cellules tumorales, en 

initiant et en soutenant l’inflammation (Figure 11).  

La polarisation anti-inflammatoire apparait quant à elle en réponse à l’IL-4 et l’IL-13. 

Ces cytokines induisent l’expression des facteurs de transcription STAT3 et 6, PPARɣ et cMyc. 

L’augmentation de l’expression de ces facteurs  participe à la mise en place d’un métabolisme 

aérobie via la phosphorylation oxydative ainsi que la production de l’arginase une enzyme 

impliquée dans la production des composés du collagène (Munder et al. 1999; Galván-Peña 

& O’Neill 2014). L’activation de ces facteurs de transcription entraine également 

l’augmentation de l’expression des récepteurs mannose CD206 et CD209a (Stein et al. 1992) 

et des récepteurs scavenger tels que CD36 (Ferracini et al. 2013). De plus, les macrophages 

anti-inflammatoires produisent des chimiokines telles que CCL1, CCL17, CCL18, CCL22, CCL24 

et CXCL13 mais aussi des cytokines  comme le TGF-β, le VEGF et l’IL-10, ce qui leur confère 

une action immunosuppressive et pro-angiogénique, et les implique plutôt dans la résolution 

de l’inflammation et la réparation tissulaire (Cassetta et al. 2011; Yao et al. 2019) (Figure 11).  

 

L’immuno-métabolisme est de plus en plus étudié pour caractériser les macrophages. Non 

seulement ce métabolisme fournit l’énergie nécessaire à l’activité des cellules immunitaires, 

mais il peut également orienter les fonctions de ces cellules à travers le contrôle 

d’évènements transcriptionnels et post-transcriptionnels. In vitro, les macrophages 

présentent une très grande plasticité métabolique. Ainsi, une stimulation pro-inflammatoire 

(LPS, IFN-γ) entraine une augmentation de la glycolyse via l’augmentation de l’absorption de 

glucose. Celle-ci s’accompagne de ruptures dans le cycle de Krebs entrainant l’accumulation 

de citrate et de succinate (Jha et al. 2015; Lauterbach et al. 2019). Le citrate converti en 

acétyl-coenzyme A permet la transcription de gènes pro-inflammatoires par modification 

épigénétique puis sert de substrat pour la synthèse des acides gras (Wellen et al. 2009).  Le 

succinate entraine la stabilisation du facteur de transcription HIF-1α (qui entraîne la 

production d’IL-1β (Tannahill et al. 2013) et la production de NO participant au maintien du 

statut pro-inflammatoire du macrophage (Peyssonnaux et al. 2005). La production de NO 

entraîne la diminution de la respiration mitochondriale participant ainsi au maintien du 

métabolisme glycolytique (Van den Bossche et al. 2016) (Figure 13, gauche). En revanche, les 

stimulations anti-inflammatoires de macrophages non polarisés n’ont pas d’effet majeur sur 
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leur métabolisme (Figure 13, droite). Ces macrophages anti-inflammatoires sont caractérisés 

par une augmentation de la respiration mitochondriale, une production de cytokines anti-

inflammatoires et une forte expression de l'arginase-1 (cf. chapitre II 2.1 et chapitre III 2.2). 

Ils utilisent la glutamine pour alimenter le cycle de Krebs, et l’oxydation des acides gras 

permet la production de NADPH, H+ qui alimente la phosphorylation oxydative (Wang et al. 

2018; Huang et al. 2014). L’endocytose de lipides exogènes grâce à l’expression de CD36, et 

l’augmentation de l’activité de la synthèse des acides gras induisent une augmentation de 

l’oxydation des acides gras et la biogenèse mitochondriale menant à l’augmentation du taux 

de consommation d’oxygène (Huang et al. 2014). Le métabolisme de la glutamine entraine 

l’expression du coenzyme UDP-GlcNac (Uridine Diphosphate N-acétylglucosamine) 

permettant l’activation de récepteurs de surface typiques du macrophage anti-

inflammatoire tels que le CD206 (Figure 13, droite) (Jha et al. 2015).  

In vivo, ces observations ne sont pas aussi claires et suggèrent que l’identité métabolique des 

macrophages dépend non seulement des multiples signaux environnementaux comme 

présenté précédemment (cf. chapitre II - 2.1) mais aussi de la disponibilité des métabolites 

et des nutriments au sein des tissus (Wculek et al. 2022).  
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Figure 13 : Le métabolisme des macrophages en réponse à une stimulation pro-(gauche) ou anti-

inflammatoire (droite) (Wculek et al. 2022) 

 FAS : synthèse des acides gras ; FAO : oxydation des acides gras ; aKG : Alpha-Kétoglutarate ; SDH : 

succinate déshydrogénase ; OXPHOS : phosphorylation oxydatives ; PPP : voie des pentoses 

phosphate ; NADPH : Nicotinamide Adénine Dinucléotide Phosphate ; NAD : Nicotinamide Adénine 

Dinucléotide ; coA : coenzyme A ; Jmjd3 : Jumonji domain-containing protein-3 

 

2.2. Hétérogénéité ontogénique  

 

Pendant longtemps, les macrophages ont été décrits comme dérivant des monocytes 

circulants à partir de l’hématopoïèse médullaire adulte. Cependant, depuis quelques années, 

ce dogme a été remis en cause avec l’étude de l’hématopoïèse embryonnaire qui a mis en 

évidence la persistance à l’âge adulte de macrophages dérivés de l’hématopoïèse 

embryonnaire au sein des tissus.  

2.2.1. Origine embryonnaire des macrophages  

Tout au long du développement embryonnaire on voit apparaître des macrophages 

embryonnaires (cf. chapitre 1, 1.). Ces macrophages primitifs phagocytent les débris associés 
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au remodelage tissulaire lors de l’embryogenèse, ils permettent également le 

développement des vaisseaux sanguins au sein de l’embryon grâce à la production de VEGF 

(Fantin et al. 2010). On note deux vagues de colonisation des tissus par les macrophages ou 

leurs progéniteurs au cours de l’embryogenèse. Les premiers macrophages primitifs dérivent 

directement des pEMP issus du sac vitellin au jour 8,5 de vie embryonnaire. Les pEMP 

migrent via la circulation sanguine dans les tissus fœtaux et se différencient en macrophages 

sans intermédiaire monocytique. Ces macrophages sont retrouvés notamment dans le 

cerveau, l’épiderme, l’intestin, le cœur et le foie. La seconde vague se traduit par la migration 

des tEMP vers le foie fœtal de manière transitoire (E9,5) où ils se différencient localement 

en progéniteurs macrophagiques ou monocytes fœtaux (Yona et al. 2013; Mass et al. 2016).  

Ces monocytes fœtaux rejoignent les différents tissus fœtaux où ils se différencient en 

macrophages embryonnaires. Dans certains tissus comme la peau, l’intestin, le cœur et le 

foie, ils remplacent complètement ou partiellement les macrophages primitifs issus de la 

première vague. En revanche, dans le cerveau, ces nouveaux progéniteurs sont incapables 

de passer la barrière hémato-encéphalique qui est déjà mise en place. Les macrophages du 

cerveau (ou microglie) sont donc exclusivement des macrophages primitifs issus des EMP 

précoces (Ginhoux et al. 2010). Après la naissance, ce sont les monocytes issus de 

l’hématopoïèse définitive qui migrent vers les tissus et se différencient en macrophages 

(Figure 14) (Ginhoux & Guilliams 2016).  
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Figure 14 : Les vagues de colonisation de macrophages au cours du développement embryonnaire 

et après la naissance. 

 Les progéniteurs primitifs précoces pEMP migrent vers les différents organes au sein de l’embryon où 

ils se différencient en macrophages primitifs entre E7 et E9,5. Puis, les tEMP génèrent des monocytes 

fœtaux dans le foie fœtal qui migrent vers les différents organes où ils se différencient en 

macrophages embryonnaires et remplacent les macrophages primitifs, à l’exception des macrophages 

dans le cerveau qui sont isolés par la barrière hémato-encéphalique (BHE). Après la naissance, les 

monocytes médullaires migrent vers les différents organes où ils se différencient en macrophages pour 

remplacer/ compléter le pool de macrophages embryonnaires dans certains organes. Inspiré de 

(Hoeffel & Ginhoux 2015). Généré avec BioRender.com 

 

Les macrophages embryonnaires sont capables de proliférer et représentent dans certains 

tissus la majorité des macrophages résidents à l’âge adulte (Yona et al. 2013; Hashimoto et 

al. 2013). Ces macrophages qui persistent à l’âge adulte, s’auto-renouvellent 

indépendamment des monocytes (Guilliams et al. 2013; Hashimoto et al. 2013). On les 

qualifie de macrophages résidents (Dick et al. 2022). Chaque tissu contient donc une 

mosaïque de macrophages d’origines différentes qui lui est propre et qui dépend de 

l’accessibilité du tissu, de la niche tissulaire, de la capacité d’auto-renouvellement des 



-53- 
 

macrophages embryonnaires au sein du tissu et des agressions subies par le tissu au cours 

de la vie (Guilliams & Scott 2017) (Figure 15).  

 

Figure 15: Evolution des populations de macrophages au cours du développement dans le cerveau, 

le foie, la peau, le cœur et l’intestin avant et après la naissance.  

Inspiré de Lee and Ginhoux 2022 (Lee & Ginhoux 2022). Généré avec BioRender.com 

 

2.2.2. La composition des tissus en macrophages après la naissance et leur rôle au 

sein des tissus 

Ainsi plusieurs études se sont intéressées à la variation de la composition physiologique des 

tissus en macrophages dérivés de l’hématopoïèse embryonnaire ou adulte à l’âge adulte 

(Figure 15).   Le cerveau est le seul organe dans lequel tous les macrophages sont des 

macrophages primitifs dont l’auto-renouvellement suffit pour renouveler la population au 

cours de la vie de l’individu (Ginhoux et al. 2010). Les cellules de Langerhans (macrophages 

de l’épiderme), sont issues à la fois des EMP précoces mais aussi des monocytes du foie fœtal 

et ne sont pas remplacées à l’âge adulte par les monocytes dérivés de la MO (Merad et al. 

2002). Les macrophages du foie (cellules de Kupffer) (Yona et al. 2013), les macrophages 

péritonéaux (Cassado et al. 2015), les macrophages pulmonaires (macrophages alvéolaires) 

(Guilliams et al. 2013) et les macrophages de la pulpe rouge de la rate dérivent des 

monocytes fœtaux et sont très peu remplacés à l’âge adulte par les monocytes dérivés de 

l’hématopoïèse médullaire (Yona et al. 2013). A l’inverse, dans l’intestin (Bain et al. 2014), le 

pancréas, le cœur (Epelman et al. 2014), l’os (ostéoclastes) (Kotani et al. 2013) et le derme 
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(Tamoutounour et al. 2013) les macrophages embryonnaires sont plus ou moins rapidement 

remplacés par les monocytes issus de l’hématopoïèse médullaire dès la naissance et tout au 

long de la vie adulte. Le remplacement total des macrophages embryonnaires par les 

monocytes au moins au niveau de l’intestin a été attribué à « l’inflammation physiologique » 

qui réside dans l’intestin générée par l’exposition aux bactéries commensales et à la 

nourriture (Bain et al. 2014).    

Les macrophages sont localisés au sein des tissus dans des niches tissulaires qui 

permettent leur soutien physique (matrice), le maintien de leur pool par l’expression de 

facteurs de croissance, l’induction d’une identité tissu spécifique par l’expression de facteurs 

de transcription. En retour, les macrophages apportent un bénéfice à la niche, notamment 

en maintenant l’homéostasie du tissu  (Guilliams et al. 2020). Ainsi, les dynamiques d’auto-

renouvellement et d’infiltration des monocytes dans les tissus sont régies par l’équilibre de 

ces niches. Lorsque des macrophages de la niche entrent en apoptose ou lors d’une 

microlésion, le pool est rétabli grâce aux cellules de la niche et aux macrophages eux-mêmes 

qui produisent du M-CSF (Lavin et al. 2015). Chez la drosophile la distribution des 

macrophages au sein de l’organisme est bien définie et la perte d’inhibition de contact des 

phagocytes entre eux entraine leur redistribution, ce qui permet de retrouver l’équilibre dans 

l’organisme (Davis et al. 2012; Wood et al. 2006). La perte des macrophages tissulaires chez 

le mammifère pourrait entrainer des signaux de perte d’inhibition de contact, et donc la 

prolifération des macrophages, ce qui permettrait la reformation du pool de macrophages 

résidents (Guilliams et al. 2020).  Une inflammation aiguë ou une lésion tissulaire peut 

cependant entrainer des perturbations de la niche et la perte d’un grand nombre de 

macrophages résidents. Dans ce cas les monocytes circulants migrent alors dans les tissus et 

se différencient en macrophages pour participer au processus inflammatoire. Guilliams 

propose que l’expression transitoire de molécules d’adhésion et de chimiokines par les 

cellules de la niche permet le recrutement des monocytes si la niche est accessible (rupture 

de la barrière tissulaire). La production de M-CSF par la niche permet aux monocytes qui 

intègrent le tissu de se différencier en macrophages puis de proliférer (Guilliams et al. 2020). 

Enfin les différents signaux présents au sein de la niche qui donnent au macrophage son 

identité de macrophage tissulaire (spécifique pour chaque tissu) permettent aux 

macrophages dérivés des monocytes d’acquérir une identité tissu spécifique au cours du 
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temps dans la plupart des tissus (van de Laar et al. 2016; Scott et al. 2016; Lavin et al. 2014) 

(Figure 16). Cependant, dans certains cas, notamment dans le cerveau, ils ne peuvent pas 

acquérir totalement les caractéristiques des macrophages résidents même à très long terme 

(Bennett et al. 2018). 

 

Figure 16 : Hypothèse de Guilliams sur la capacité des monocytes à intégrer et persister au sein des 

tissus adultes en fonction du degrés de déplétion des macrophages  

En haut : Une petite atteinte tissulaire induit une faible déplétion des macrophages de la niche et une 
faible inflammation entrainant un petit recrutement de monocytes. Le repeuplement des niches de 
macrophage se fait alors principalement par la prolifération des macrophages résidents. Après 
résolution de l’inflammation une très petite proportion de macrophages dérivés des monocytes est 
retrouvée au sein du tissu.  
En bas : Une grosse atteinte tissulaire induit une forte déplétion des macrophages de la niche et une 

forte inflammation entrainant un grand recrutement de monocytes qui intègrent les niches tissulaires 

et se différencient en macrophages. Le repeuplement des niches par la prolifération des macrophages 

résidents n’est pas suffisante et les macrophages dérivés des monocytes prolifèrent également pour 

reconstituer les niches.  Après résolution de l’inflammation une grande proportion de macrophages 

dérivés des monocytes est retrouvée au sein du tissu (Guilliams et al. 2020). Généré avec 

BioRender.com 

 

Les macrophages résidents possèdent donc des caractéristiques spécifiques qui dépendent 

de la niche et les distinguent des macrophages dérivés de l’hématopoïèse médullaire. Ces 
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caractéristiques sont déterminées par leur origine, leur environnement local, le statut 

inflammatoire et le temps passé dans le tissu (Blériot et al. 2020).  On leur accorde ainsi des 

propriétés plutôt anti-inflammatoires et donc un phénotype « M2-like ». En effet, ils résident 

dans les tissus pour contrôler le statut inflammatoire et maîtriser le bon développement des 

organes. Leur environnement module leur statut inflammatoire et leur activité. Le rôle des 

macrophages dépend également des tissus dans lesquels ils se trouvent (Okabe & Medzhitov 

2016; Lee & Ginhoux 2022).   

2.2.3. Quelques exemples de macrophages tissulaires et leurs fonctions  

Dans le cerveau, la microglie joue un rôle très important dans le développement et la survie 

des neurones. En effet, son interaction étroite avec les neurones et les cellules gliales durant 

le développement permet le développement axonal via la sécrétion de facteurs de croissance 

(Ueno et al. 2013).  On lui attribue un rôle très important dans la plasticité synaptique 

permettant l’apprentissage durant le développement (Paolicelli et al. 2011) mais aussi les 

processus mnésiques à l’âge adulte (Parkhurst et al. 2013) (Figure 17).  

Dans le foie, les cellules de Kupffer caractérisées par l’expression de TIM4 et Clec4F (Blériot 

et al. 2021) participent à la détoxification du foie en métabolisant le fer (Theurl et al. 2008). 

Elles participent également à la métabolisation des lipides via l’expression du CD36 (Blériot 

et al. 2021) et sont capables de sécréter des facteurs de croissance permettant la réparation 

du foie en cas de lésion (Abshagen et al. 2007) (Figure 17).   

Physiologiquement dans le cœur, les populations de macrophages résidents sont constituées 

d’un mélange de macrophages résidents d’origine embryonnaire (TIMD4+ / CCR2- / Ly6C-) qui 

s’auto-renouvellent et sont impliqués dans l’homéostasie tissulaire et de différentes 

populations de monocytes qui intègrent le tissu, acquièrent des propriétés de macrophages 

résidents-like (CCR2-, TIMD4low, CMHII+, Ly6C+/ CCR2+, CMHII+, Ly6C+) et sont impliqués dans 

la signalisation inflammatoire (Epelman et al. 2014; Yanagihashi et al. 2017). Les 

macrophages embryonnaires sécrètent des facteurs permettant la mise en place de 

l’angiogenèse (Gula et al. 2021). La déplétion des macrophages cardiaques embryonnaires 

induit des troubles de la conduction électrique dans les oreillettes et les ventricules montrant 

qu’ils facilitent et contrôlent la conductance électrique des cardiomyocytes (Hulsmans et al. 

2017). En revanche, lors de la réparation cardiaque post infarctus du myocarde, les 
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macrophages infiltrés, dérivés des monocytes jouent également un rôle primordial en 

participant à la réparation (Dewald et al. 2005) (cf. chapitre 3, 2.4) (Figure 17).  

 

Figure 17 : Fonctions et origine des macrophages tissulaires dans le cerveau, le foie et le cœur. 

Inspiré de (Ueno et al. 2013; Paolicelli et al. 2011; Parkhurst et al. 2013; Blériot et al. 2021; Theurl et 

al. 2008; Abshagen et al. 2007; Epelman et al. 2014; Yanagihashi et al. 2017; Gula et al. 2021; 

Hulsmans et al. 2017; Dewald et al. 2005). Généré avec BioRender.com 

 

2.2.4. Les macrophages du tissu adipeux  

 

Dans le tissu adipeux (TA) les macrophages sont les cellules immunitaires majoritaires et 

jouent un rôle très important. Pendant longtemps ils n’ont été étudiés que dans des 

contextes inflammatoires d’obésité ou de diabète. Cependant, depuis plusieurs années des 

études se sont intéressées à leur rôle physiologique.  Ainsi, il est décrit qu’une déplétion 

totale des macrophages dans le TA sous-cutané en période post-natale induit chez la souris 

une diminution de la taille des adipocytes, ce qui suggère un rôle précoce des macrophages 

dans la mise en place du TA (Wei et al. 2005). A l’âge adulte, ils permettent le remodelage et 

l’expansion appropriée du TA (Asterholm et al. 2014). Dans des conditions inflammatoires, 

les macrophages forment des « structures en couronne » (CLS) autour des adipocytes, pour 
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assurer l’élimination des débris cellulaires et des gouttelette lipidiques libérées par les 

adipocytes apoptotiques (Cinti et al. 2005).  

Les macrophages du TA représentent une population hétérogène. Lors de l’obésité, une 

partie importante des macrophages provient de la différenciation des monocytes circulants, 

en réponse à l’inflammation chronique accompagnant l’hypertrophie/ hyperplasie 

adipocytaire (Weisberg et al. 2006; Weisberg et al. 2003). Chez un individu sain, une partie 

des macrophages présents dans le TA semble être capable de se maintenir indépendamment 

des monocytes circulants (Hashimoto et al. 2013). Certains auteurs décrivent ces 

macrophages comme issus du sac vitellin, grâce à leur suivi in vivo (Hassnain Waqas et al. 

2017). Cependant, ces résultats sont contestés par le fait que le TA ne se développe que 

tardivement, principalement après la naissance (Han et al. 2011). Comme nous l’avons décrit 

précédemment (cf. chapitre 1, 3.2), les macrophages du TA proviennent également de la 

différenciation de CSH présentes dans ce tissu (Poglio et al. 2012). Ces différentes études ne 

sont pas antinomiques. On peut en effet proposer que les progéniteurs primitifs issus du sac 

vitellin soient à l’origine des CSH présentes dans le TA à l’âge adulte. Par ailleurs, les 

macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA ont été étudiés dans un contexte de diabète 

induit par un régime gras. Il a été démontré que dans ces conditions, ces macrophages 

présentent un profil pro-inflammatoire. Leur déplétion inhibe le développement du diabète 

chez des souris nourries avec un régime gras, ce qui démontre  le rôle primordial qu’ils jouent 

dans la mise en place de l’inflammation et le maintien du diabète (Luche et al. 2017).  

  

L’ensemble de ces données démontre l’importance des macrophages dans la lutte contre les 

pathogènes mais aussi dans le maintien de l’homéostasie tissulaire. En effet, grâce à leur 

grande hétérogénéité ils sont capables de s’adapter et de répondre en permanence à leur 

environnement. Leur origine semble déterminante dans l’acquisition de leur phénotype et 

semble déterminer au moins en partie leurs propriétés fonctionnelles. La découverte de 

macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA ouvre un nouveau champs d’exploration sur 

leur rôle non seulement dans les pathologies associées au TA mais aussi dans le maintien de 

l’homéostasie tissulaire du fait de la présence d’un grand nombre de dépôt adipeux 

disséminés dans l’organisme.   
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Chapitre III : Les macrophages des acteurs clés de la 

réparation tissulaire  
 

1. Les différentes issues de la réparation tissulaire  

 

1.1. De la régénération à la cicatrisation/fibrose au cours de l’évolution des 

espèces et du développement post-natal  

 

La réparation tissulaire dans le règne animal est un phénomène complexe mettant en jeu 

différents acteurs cellulaires et moléculaires dont l’issue peut être de deux types : la 

cicatrisation ou la régénération.  

On définit la régénération comme un processus de réparation au cours duquel l’individu 

retrouve l’intégrité totale du tissu, de l’organe ou du membre, c’est-à-dire, un retour à la 

morphologie et la fonction initiales de la partie lésée.  

Cette capacité de régénération est bien décrite chez les organismes invertébrés et quelques 

vertébrés non mammaliens. En effet, on observe chez le ver planaire (invertébré) la 

régénération de l’organisme entier à partir d’un simple segment permettant la reformation 

du ver comprenant le système digestif, le cerveau et les connexions neuronales, les muscles 

et les tissus conjonctifs (Elliott & Sánchez Alvarado 2013; Peiris et al. 2014). Chez le poisson 

zèbre, le processus de régénération est également décrit dans la réparation de la nageoire 

caudale permettant la reformation de l’os, des vaisseaux et des nerfs (Akimenko et al. 2003; 

Nakatani et al. 2007; Marí-Beffa et al. 2007). Chez les amphibiens la capacité de régénération 

n’est pas la même chez toutes les espèces. Alors que la queue, les pattes, la rétine et la 

moelle épinière sont capables de régénérer chez la salamandre à n’importe quel stade de sa 

vie (Ferretti et al. 2003; Parish et al. 2007; Brockes & Kumar 2002), les grenouilles, capables 

de régénérer au stade larvaire perdent cette capacité lors de la métamorphose (Bertolotti et 

al. 2013).  

Chez le mammifère la capacité de régénération décroit au cours du développement 

postnatal. En effet,  chez le souriceau on observe une capacité de régénération cardiaque 

(Porrello et al. 2011; Porrello et al. 2013). La régénération spontanée du bout du doigt a 

également été démontrée chez le souriceau et le nourrisson (Han et al. 2008; Illingworth 
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1974). Il existe également quelques modèles de mammifères adultes qui ont conservé une 

capacité de régénération comme le rongeur Acomys dont la peau peut totalement régénérer 

après une lésion (Seifert et al. 2012) et la souris MRL (Murphy Roths Large), une souris 

génétiquement modifiée chez qui il a été montré une régénération du tissu adipeux, de la 

moelle épinière, du cartilage et du cœur (Leferovich et al. 2001; Clark et al. 1998; Labit et al. 

2018). Cependant, dans la majorité des cas, le mammifère adulte semble avoir perdu la 

capacité de régénération à la suite d’une lésion aigüe au profit de la cicatrisation.  

La cicatrisation est caractérisée par une perte de la morphologie et de la fonction tissulaires 

liée à l’apparition d’un tissu fibreux constitué d’un dépôt de matrice extracellulaire, qui 

remplace les cellules fonctionnelles. C’est le cas par exemple lors d’une lésion cutanée 

profonde où malgré la reformation de l’épithélium de surface, les annexes cutanées (glandes 

sudoripares, sébacées et follicules pileux) ne sont pas reformés (Gurtner et al. 2008). Dans 

certains cas, la cicatrisation peut mener à la fibrose, qui est caractérisée par un excès de 

matrice extracellulaire (notamment le collagène et la fibronectine). Alors que le dépôt de 

matrice extracellulaire est contenu lors de la cicatrisation, lors de la fibrose la matrice 

extracellulaire est produite en excès, ce qui entraine un remplacement progressif du tissu 

sain en tissu fibreux (dans et autour de la lésion) et conduit à l’altération fonctionnelle 

définitive du tissu touché (Wynn & Ramalingam 2012a). La fibrose est donc considérée 

comme une aggravation de la cicatrice. Il est intéressant de noter que la fibrose apparait au 

cours du vieillissement dans divers organes (Lee et al. 2021; Schaum et al. 2019; Biernacka & 

Frangogiannis 2011).  

 

1.2. Le système immunitaire au cœur de l’orientation vers la régénération ou 

la cicatrisation/fibrose  
 

Il a été démontré que le système immunitaire et particulièrement le système immunitaire 

inné intervient de manière décisive dans les différents organismes pour orienter la 

réparation vers la régénération ou la cicatrisation. En effet, chez le ver planaire une réponse 

inflammatoire très primitive est observée lors de la lésion. Même s’il ne possède pas de 

système immunitaire dédié, les cellules réticulaires sont recrutées lors de la lésion où elles 

présentent des capacités de phagocytose des débris et entrainent l’expression de perforine, 

une molécule de signalisation immunitaire. Sans l’action de ces cellules, la régénération au 
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sein de cet organisme est impossible (Altincicek & Vilcinskas 2008; Kangale et al. 2021).  Chez 

les amphibiens (grenouilles et salamandres), bien que la plupart des processus biologiques 

soient proches, on note de grandes différences dans l’organisation de leur système 

immunitaire adaptatif. En effet, chez la grenouille, le passage au stade adulte 

(métamorphose) est lié à l’apparition d’un système immunitaire adaptatif très développé et 

est associé à une perte de la capacité de régénération (Bertolotti et al. 2013; Robert & Cohen 

1998; Rollins-Smith 1998). En revanche, chez la salamandre, le passage à l’âge adulte est 

associé à l’apparition d’un système immunitaire adaptatif mais il est plus lent et moins 

développé que celui de la grenouille (Ussing & Rosenkilde 1995; Chen & Robert 2011), ce qui 

pourrait être responsable du maintien de la capacité de régénération chez l’individu adulte.  

Cette corrélation entre développement du système immunitaire adaptatif et disparition de 

la capacité de régénération est également vraie chez le mammifère. En effet, la capacité à 

régénérer en période néonatale est associée à la présence : d’un système immunitaire naïf, 

d’une réponse innée prépondérante, de lymphocytes T régulateurs patrouilleurs qui régulent 

l’inflammation initiée par l’immunité innée.  A l’inverse les cellules T effectrices sont très peu 

diversifiées ce qui empêche une réponse auto-réactive trop forte. L’éducation des 

lymphocytes T et la diminution des lymphocytes T régulateurs chez l’adulte semble conduire 

progressivement à la perte de la capacité à régénérer (Sattler & Rosenthal 2016; 

Georgountzou & Papadopoulos 2017; Rackaityte & Halkias 2020).  

En outre, lorsque le système immunitaire est dérégulé chez la mammifère adulte on assiste 

à des défauts de cicatrisation (ulcères ou fibrose). C’est le cas notamment lors du diabète 

induit par l’obésité au cours duquel, l’inflammation chronique entraîne des problèmes de 

fermeture de plaies (Greenhalgh 2003). Les patients atteints de la maladie de Crohn, une 

maladie auto-immune dans laquelle l’inflammation est dérégulée, présentent l’apparition de 

fibrose au niveau gastro-intestinal. (Rogler & Hausmann 2017). Chez l’individu âgé, on 

observe une modification du système immunitaire et l’apparition d’une inflammation de bas 

grade chronique appelée inflammaging qui corrèle avec l’expression de gènes pro-

fibrotiques (Franceschi & Campisi 2014; Ferrucci & Fabbri 2018).  

L’ensemble de ces résultats obtenus chez diverses espèces permet d’émettre l’hypothèse 

selon laquelle la perte de la capacité de régénération est corrélée à l’apparition d’un système 

immunitaire complexe, notamment à la mise en place de l’immunité adaptative (Figure 18).  
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Figure 18 : Corrélation inverse entre l’évolution / la complexification du système immunitaire et la 

capacité de régénération tissulaire.  

Inspiré de (Julier et al. 2017). Généré avec BioRender.com 

  

Ces données de la littérature démontrent que le système immunitaire est essentiel à la mise 

en place des processus de réparation tissulaire quelle que soit leur issue et les études sur 

l’importance du système immunitaire dans la réparation tissulaire ne cessent d’augmenter 

depuis les années 1980 (Figure 19a). Il est intéressant de noter que la grande majorité de ces 

publications porte spécifiquement sur l’implication des macrophages dans la réparation 

tissulaire (Figure 19b).   
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Figure 19 : Cinétique de l’évolution du nombre de publications sur le système immunitaire et la 

réparation tissulaire (a) et les macrophages et la réparation tissulaire (b). 

 Informations extraites de Pubmed 

 

Les macrophages jouent un rôle prépondérant dans la mise en place des processus de 

réparation tissulaire, tant chez les organismes non mammaliens que les mammifères.  En 

effet, chez la salamandre et le poisson zèbre, la déplétion des macrophages entraîne 

respectivement une absence de régénération de la patte ou une régénération anormale de 

la nageoire caudale (Petrie et al. 2015) (Godwin et al. 2013). Chez la souris, les modèles de 

réparation cutanée, pulmonaire ou hépatique ont permis de démontrer l’implication 

indispensable de différentes sous-populations de macrophages à la fois dans la mise en place 

mais également dans la réduction du tissu fibreux associé à la cicatrisation, empêchant 

l’évolution vers la fibrose (Lucas et al. 2010; Gibbons et al. 2011; Duffield et al. 2005). Les 

macrophages jouent donc un rôle important dans la réparation tissulaire quelle qu’en soit 

son issue en orchestrant l’évolution dans les différentes étapes de la réparation tissulaire 

(Das et al. 2015; Wynn & Vannella 2016; Julier et al. 2017).  

 

2. Le rôle des macrophages dans les différentes phases de la 

réparation tissulaire chez le mammifère  

 

Quelle que soit l’intensité de la lésion, et l’issue de la réparation, elle se déroule en trois 

grandes phases séquentielles qui se chevauchent et sont complémentaires : une phase 

d’hémostase/inflammation, une phase prolifération cellulaire et une phase de remodelage 

tissulaire (Figure 20).   
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Figure 20 : Cinétiques de la régénération tissulaire (à gauche) et de la cicatrisation (à droite)   

Inspiré de (Seifert et al. 2012) 

 

Les cinétiques d’apparition des populations cellulaires et des molécules produites au cours 

des différentes phases sont décisives et conditionnent l’issue de la réparation. Comme 

présenté précédemment, le système immunitaire est au cœur du processus de réparation et 

une modification de la phase inflammatoire peut retarder l’ensemble des phases qui suivent 

aboutissant à une réparation tissulaire altérée. Ce sont particulièrement les macrophages qui 

orchestrent non seulement la phase inflammatoire mais aussi les phases de prolifération 

cellulaire et de remodelage tissulaire grâce à leur flexibilité phénotypique et fonctionnelle 

(Forbes & Rosenthal 2014).  

 

2.1. Hémostase et inflammation    

 

A la suite d’une lésion aigüe entrainant une brèche vasculaire, se met en place la phase 

d’hémostase qui va permettre de contenir le saignement. Elle est subdivisée en trois phases : 

l’hémostase primaire, la coagulation et la fibrinolyse. Au cours de l’hémostase primaire, les 

plaquettes jouent un rôle important, en se fixant au collagène sous-endothélial via le facteur 

de Von Willebrand activant ainsi les plaquettes grâce à une signalisation intracellulaire 

complexe (Ruggeri 2007; Jackson 2007; Varga-Szabo et al. 2008). Cette activation entraine 

l’accumulation d’autres plaquettes au niveau de la lésion et l’agrégation plaquettaire à l’aide 

du fibrinogène plasmatique. Cette agrégation plaquettaire est ensuite consolidée grâce à la 

thrombine qui clive le fibrinogène en fibrine et permet la mise en place d’un réseau de fibrine 

au sein de cet agrégat, c’est la coagulation (Periayah et al. 2017). Vient ensuite l’étape de 

fibrinolyse où la lyse de la fibrine polymérique en fibrine soluble par la plasmine permet la 

dissolution du clou plaquettaire et le rétablissement du flux sanguin au niveau de la lésion. 
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Pendant longtemps considérée comme une phase passive permettant seulement l’arrêt du 

saignement, l’hémostase est maintenant considérée comme une phase active faisant partie 

de la phase inflammatoire. En effet, le clou plaquettaire sert de première défense contre les 

microorganismes qui pourraient infiltrer le tissu lésé. De plus, la dégranulation des 

plaquettes au sein du clou entraine la libération de facteurs de croissance (VEGF, PDGF) qui 

agissent sur les cellules mésenchymateuses et les cellules endothéliales environnantes, et de 

chémo-attractant (CCL5) pour les cellules immunitaires (von Hundelshausen et al. 2001; 

Mandel et al. 2022), notamment les neutrophiles et les monocytes. La fibrine soluble libérée 

lors de la fibrinolyse peut se fixer au niveau des intégrines (CD11b) présentes sur les cellules 

myéloïdes et entrainer l’activation du complément, permettant la libération de cytokines 

pro-inflammatoires par ces cellules (Luo et al. 2013; Sahni et al. 1998). Le clou plaquettaire 

sert également de matrice de soutien pour les cellules immunitaires qui ont été attirées sur 

le site de la lésion. L’hémostase est donc une phase essentielle qui participe activement à la 

mise en place et au bon déroulement de l’inflammation.  

 
 

La phase inflammatoire se met en place dans les 24h qui suivent la lésion. Elle permet, en 

plus de prévenir les infections, d’orchestrer la mise en place des phases suivantes de la 

réparation grâce à l’intervention de cellules immunitaires clés (neutrophiles, mastocytes, 

monocytes et macrophages). Elle est subdivisée en deux étapes : l’inflammation aigüe et la 

résolution de l’inflammation. 

 

2.1.1. Rôle des monocytes/macrophages dans l’inflammation aigüe  

 

L’inflammation aigüe est activée par la libération de DAMP (acide urique, HMGB1, ATP…) par 

les cellules lésées (Kono et al. 2014; Scaffidi et al. 2002), mais aussi de cytokines libérées de 

manière passive par les cellules nécrotiques (IL-1-α, IL-33) (Eigenbrod et al. 2009; Enoksson 

et al. 2011) et de PAMP (LPS, mannose) (présents ou non en fonction de la lésion). Ces 

signaux sont intégrés par les cellules de l’immunité innée présentes au niveau de la lésion, à 

savoir, les macrophages et les mastocytes, mais aussi par les cellules endothéliales et les 

plaquettes recrutées. L’intégration de ces signaux par les macrophages permet leur 

polarisation en macrophages pro-inflammatoires qui sécrètent des cytokines pro-
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inflammatoires telles que TNF-α et IL-6 (Daley et al. 2010),  des chimiokines telles que CXCL1 

et CXCL2 (Sawant et al. 2021; Quinton et al. 2004). Le TNF-α induit l’expression des 

selectines-E et P, ICAM1 et VCAM1 par les cellules endothéliales (Myers et al. 1992; Choi et 

al. 2018), ce qui, combiné à l’expression des chimiokines, permet le recrutement des 

neutrophiles présents dans la MO, leur migration via la circulation sanguine et leur 

extravasation au niveau du site de lésion (Shen et al. 2013; Zarbock et al. 2006). Arrivés au 

niveau du tissu lésé, les neutrophiles dégranulent entrainant la libération de ROS, de 

protéases et de protéines antibactériennes et phagocytent les débris cellulaires (de Oliveira 

et al. 2016). En plus de leur rôle de clairance ils produisent des chimiokines, principalement 

le CCL2 (ou MCP-1) qui entrainent le recrutement des monocytes issus de la MO vers le site 

de la lésion de manière CCR2 dépendante (Tsou et al. 2007; Dewald et al. 2005), et leur 

entrée dans les tissus par extravasation. Les signaux inflammatoires présents sur le site de la 

lésion les orientent vers une différenciation en macrophages pro-inflammatoires. Ces 

macrophages participent alors à la phagocytose des débris cellulaires et produisent des 

cytokines et des médiateurs pro-inflammatoires (TNF-α, IL-6, IL-1β, PGE2, NO, ROS) (Das et 

al. 2015). Ils participent ainsi à l’amplification de la réponse immunitaire pro-inflammatoire 

initiée par les cellules résidentes. Dans ce contexte très inflammatoire, le métabolisme du 

macrophage est orienté vers la glycolyse afin de produire l’énergie nécessaire pour la 

phagocytose et la production de cytokines (Varga et al. 2016; Morioka et al. 2018).  

Cette étape est absolument indispensable à la réparation tissulaire car elle permet de 

nettoyer le tissu des débris et potentiels micro-organismes, elle doit cependant, être 

rapidement résolue pour éviter la mise en place d’une inflammation chronique menant à 

l’absence de réparation tissulaire ou à la fibrose (ulcère ou cicatrice hypertrophique) (Figure 

21).  

 

2.1.2.  Rôle des macrophages dans la résolution de l’inflammation  

 

La résolution de l’inflammation est initiée par la phagocytose des neutrophiles apoptotiques 

par les macrophages aussi appelée efférocytose entre 48h et 72h après la lésion.  En effet, 

l’environnement pro-inflammatoire sur le site de la lésion maintient les neutrophiles en vie 

dans un premier temps, puis l’excès de ces cytokines pro-inflammatoires (notamment le TNF-
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α) (Akgul & Edwards 2003) et leur activité de phagocytose entrainent leur apoptose (Fox et 

al. 2010; Geering & Simon 2011). L’expression de signaux « find-me » (trouve-moi) et « eat-

me » (mange-moi) par les neutrophiles apoptotiques permet leur élimination par les 

macrophages. Les principaux signaux « find me » sont des facteurs sécrétés parmi lesquels 

la sphingosine-1-phosphate, la lysophosphatidylcholine et l’ATP qui sont les plus étudiés 

(Elliott et al. 2009; Gude et al. 2008; Lauber et al. 2003). Ces signaux sont reconnus par les 

macrophages via les récepteurs membranaires sphingosine-1-phosphate récepteur (S1PR), 

G2A et P2Y2  (Elliott et al. 2009; Gude et al. 2008; Lauber et al. 2003). Ces derniers, sont alors 

attirés vers les neutrophiles. Les signaux « eat-me » quant à eux sont exprimés à la surface 

des corps apoptotiques des neutrophiles. Les plus décrits sont les phosphatidylsérines (PS). 

Ils sont présents uniquement dans le feuillet interne de la membrane des cellules vivantes, 

leur exposition sur la partie externe est reconnue par les macrophages par l’intermédiaire de 

plusieurs récepteurs, tels que TIM-4, CD36, RAGE et MerTK (Naeini et al. 2020; Fadok et al. 

1998; Min et al. 2020). La fixation des neutrophiles apoptotiques sur les macrophages 

entraine des réarrangements du cytosquelette des macrophages entrainant l’internalisation 

des neutrophiles apoptotiques (Hochreiter-Hufford & Ravichandran 2013; Doran et al. 2020). 

L’efférocytose entraine un switch phénotypique des macrophages d’un phénotype pro-

inflammatoire vers un phénotype réparateur anti-inflammatoire. Ce changement de 

phénotype est dû à une modification du profil métabolique et du profil sécrétoire du 

macrophage.  En effet, dans les 24 à 72 heures suivant la lésion, on observe une diminution 

de l’expression des gènes de la glycolyse au profit de ceux impliqués dans le métabolisme 

oxydatif (OXPHOS) (Mouton et al. 2018; Varga et al. 2016). La phagocytose et le catabolisme 

des cellules apoptotiques produisent des acides gras qui activent la chaine mitochondriale 

dans le macrophage. L’activation de la respiration mitochondriale active les voies 

dépendantes de NAD+, notamment, la voie des Sirtuines menant à la production d’IL-10 

(Zhang, Weinberg, et al. 2019) indispensable à la résolution de l’inflammation. L’efférocytose 

entraine également  l’inhibition de la sécrétion de facteurs pro-inflammatoires, notamment 

le TNF-α, les ROS et le NO (De Lorenzo et al. 2010) et l’augmentation de la sécrétion active 

de médiateurs pro-résolutifs (Fadok et al. 2001; Elliott et al. 2017), parmi lesquels les 

médiateurs lipidiques, comme les résolvines (RvD1, RvD2 et RvE2) et LXA4 (Schwab et al. 

2007; Buckley et al. 2014; Sansbury & Spite 2016) qui induisent l’arrêt du recrutement des 

cellules immunitaires du sang. Après efférocytose, les macrophages surexpriment l’Arginase-
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1, la Dectine-1 et le CD206 caractéristiques des macrophages anti-inflammatoires (Daley et 

al. 2010),  synthétisent des médiateurs anti-inflammatoires tels que l’IL-4, l’IL-13, l’IL-1ra 

(Brancato & Albina 2011; Stein et al. 1992) et des facteurs de croissance permettant la 

sécrétion de matrice, la prolifération cellulaire et l’angiogenèse (TGF-β, PDGF, VEGF) (Serhan 

& Savill 2005; Fadok et al. 2001; Ortega-Gómez et al. 2013). Ces sécrétions sont 

indispensables à la mise en place de la phase proliférative. Les macrophages produisent 

également des chimiokines telles que CCL22, CCL17 qui sont à l’origine du recrutement des 

lymphocytes T  (LT) (Li et al. 2018; D’Alessio et al. 2019).  Dans ce contexte, les LT recrutés 

sont orientés vers un phénotype de LT régulateurs ou de LT Th2 notamment grâce à la 

production d’IL-10 et IL-4. La communication entre LT et macrophages au sein du tissu 

permet de continuer à orienter les macrophages vers un phénotype anti-inflammatoire et à 

réduire l’inflammation, notamment en inhibant le recrutement de nouveaux monocytes et 

en produisant de l’IL-10 et de l’IL-4. La présence des Treg dans le tissu permet de contrôler 

l’inflammation à long terme (Bonnefoy et al. 2018). La clairance des cellules apoptotiques et 

le switch phénotypique des macrophages vers un profil anti-inflammatoire sont 

indispensables et déterminants pour la progression vers la phase proliférative. Cela 

conditionne aussi l’issue de la lésion car un prolongement ou un retard de résolution de la 

phase inflammatoire entraine la mise en place d’une cicatrice fibrotique (Landén et al. 2016; 

Wynn & Barron 2010) (Figure 21).   
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Figure 21  : cinétiques d’apparition des différentes populations immunitaires au cours de 

l’inflammation aigüe et de la résolution de l’inflammation suite à une lésion tissulaire. 

 Les macrophages résidents présents dans le tissu s’activent et deviennent pro-inflammatoires. Leurs 

sécrétions permettent le recrutement des neutrophiles qui à leur tour permettent le recrutement des 

monocytes. Les monocytes dans le tissu se différencient en macrophages pro-inflammatoires et 

produisent des médiateurs inflammatoires amplifiant ainsi la réponse inflammatoire. L’excès 

d’inflammation entraine l’apoptose des neutrophiles qui sont reconnus par les macrophages. 

L’efférocytose des neutrophiles apoptotiques entraine un switch phénotypique des macrophages qui 

passent d’un statut pro-inflammatoire à un statut anti-inflammatoire permettant la résolution de 

l’inflammation. Les signaux sécrétés par les macrophages anti-inflammatoires permettent le 

recrutement des LT et leur conversion en LTreg permettant le maintien à long terme de la résolution 

de l’inflammation. En parallèle les macrophages dérivés des monocytes circulants acquièrent les 

propriétés des macrophages et persistent dans le tissu. Inspiré de (Julier et al. 2017). Généré avec 

BioRender.com 

 

2.2. La prolifération et le rôle des macrophages 

 

Trois à quatre jours après la lésion la phase proliférative se met en place. Elle est caractérisée 

par la mise en place d’un tissu provisoire, appelé tissu de granulation. C’est un tissu composé 

principalement de fibroblastes sécréteurs de matrice extracellulaire et richement vascularisé 



-70- 
 

qui remplace le clou plaquettaire mis en place durant l’hémostase. La reformation des 

vaisseaux (angiogenèse) est indispensable à l’apport en nutriments et en oxygène de ce tissu 

pour permettre la survie des cellules. La matrice est une matrice provisoire, réticulée, peu 

organisée, composée principalement de fibres de collagène de type III, permettant le 

recrutement et la prolifération des cellules souches stromales, qui contribueront à rétablir la 

partie fonctionnelle (parenchyme) du tissu (Krafts 2010). Lors de cette phase les 

macrophages jouent également un rôle primordial. En effet, ils sécrètent du VEGF et du PDGF 

qui induisent respectivement l’angiogenèse (Berse et al. 1992; Wynn & Vannella 2016) et la 

prolifération des fibroblastes principaux producteurs de collagène (Shimokado et al. 1985). 

De plus, ils surexpriment l’Arginase-1, entraînant ainsi la production de proline et de 

glutamate nécessaires à la formation du collagène (Thompson et al. 2008). Enfin, les 

macrophages sécrètent également du TGF-β (Murray & Wynn 2011; Lee et al. 2001). Cet 

environnement induit la différenciation des fibroblastes en myofibroblastes, étape qui 

marque la transition progressive de la phase proliférative vers la phase de remodelage. Les 

myofibroblastes sont caractérisés par une augmentation de la production de matrice 

extracellulaire, notamment de collagène de type I. La transition vers la phase de remodelage 

est ainsi marquée par le remplacement progressif du collagène fibrillaire de type III 

constituant la matrice provisoire par du collagène mature de type I, fortement organisé en 

faisceaux denses et parallèles. 

 

2.3. Le remodelage tissulaire et le rôle des macrophages  

 

La dernière phase de la réparation tissulaire est une phase de remodelage qui permet la 

différenciation terminale des cellules progénitrices du parenchyme, la maturation et le 

remaniement de la matrice extracellulaire ainsi que la migration et la différenciation des 

cellules stromales. Les macrophages jouent un grand rôle dans le remodelage de la matrice 

via la sécrétion de métalloprotéinases (MPP) et de cathepsine K qui permettent la 

dégradation du collagène. Ils sécrètent notamment la MMP-9 qui est impliquée dans la 

dégradation du collagène pulmonaire après une fibrose induite (Cabrera et al. 2007) et la 

MMP2 qui dégrade le tissu fibreux à la suite à d’une fibrose hépatique (Radbill et al. 2011). 

La sécrétion de cathepsine K est également de bon pronostique pour la réduction de la 

fibrose pulmonaire (Bühling et al. 2004; Zhang et al. 2011).  
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De plus, les macrophages jouent également un rôle dans leur dialogue avec les CSM 

présentes dans les différentes tissus (Aurora & Olson 2014; Abnave & Ghigo 2019). En effet, 

dans le rein, le muscle, le cœur ou le cerveau ils promeuvent la survie, la prolifération et/ou 

la différenciation de cellules progénitrices grâce à la sécrétion d’un certain nombre de 

facteurs (TGF-β, IL-10, Wnt7b, IL-6, IL-1β, TNF-α, IGF-1…) (Freytes et al. 2013; Mounier et al. 

2013; Lin et al. 2010; Arnold et al. 2007; Lu et al. 2011; Saclier et al. 2013; Miron et al. 2013).  

 

2.4. Origine des macrophages dans la réparation tissulaire  

 

Les macrophages comme nous venons de le décrire, jouent un rôle primordial dans la mise 

en place, le déroulement et l’issue de la réparation tissulaire, grâce à leur plasticité qui leur 

permet de s’adapter à leur environnement et de le modifier en retour pour orchestrer la 

réparation. L’origine des macrophages au cours des différentes étapes de la réparation n’est 

pas tout à fait claire. Il semblerait que les macrophages résidents jouent un rôle primordial 

dans les toutes premières étapes suivant la lésion en envoyant les premiers signaux de 

détresse. Par la suite, les macrophages dérivés des monocytes circulants sont fortement 

recrutés, ils envahissent le tissu et deviennent grandement majoritaires lors de la phase aiguë 

de l’inflammation et exercent leur fonction pro-inflammatoire (Kratofil et al. 2017). En 

parallèle, les signaux pro-inflammatoires diminuent la prolifération des macrophages 

résidents (Mu et al. 2021). En revanche, lors de la résolution de l’inflammation les signaux 

anti-inflammatoires, notamment l’IL-4 produits non seulement par les macrophages mais 

aussi les LT Th2, peuvent stimuler de nouveau la prolifération des macrophages résidents 

(Jenkins et al. 2013). Il a été démontré dans la peau, le péritoine, le cerveau, les poumons, le 

cœur et le foie que les macrophages résidents sont capables durant la phase de résolution 

de proliférer pour reconstituer une partie du pool de macrophages résidents (Hoyer et al. 

2019; Hashimoto et al. 2013; Ajami et al. 2011; Davies et al. 2013; Chorro et al. 2009). Même 

si la majorité des macrophages dérivés des monocytes circulants meurt du fait de leur courte 

durée de vie (Janssen et al. 2011; Patel et al. 2017), certains effectuent une conversion 

phénotypique et acquièrent les caractéristiques de macrophages résidents durant 

l’inflammation (Yona et al. 2013).  C’est le cas notamment lors de l’infarctus du myocarde où 

les macrophages résidents induisent le recrutement des neutrophiles et des monocytes 

circulants avant de migrer à distance de l’infarctus. Les monocytes circulants qui rejoignent 
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le site infarci sont très pro-inflammatoire (Ly6Chi) dans un premier temps puis une deuxième 

vague de colonisation de monocytes moins inflammatoires (Ly6Clow) apparait. La déplétion 

des macrophages embryonnaires résidents (CCR2-) induit une aggravation du phénotype 

cardiaque (hypertrophie cardiaque et altération de la fraction d’éjection) (Bajpai et al. 2019). 

L’absence de monocytes Ly6Clow est aussi associée à la mauvaise réparation cardiaque avec 

une augmentation de la taille de la cicatrice (Hilgendorf et al. 2014). Les monocytes se 

différencient ensuite en macrophages résidents avec un profil plutôt inflammatoire et 

remplacent en partie le pool de macrophages résidents embryonnaires (Rizzo et al. 2022).  

 

La proximité des différents dépôts adipeux avec la plupart des organes et la présence d’une 

hématopoïèse endogène dans ce tissu capable de générer des macrophages (cf. chapitre II - 

2.2.4) pose la question de l’intervention de ces macrophages dans la réparation tissulaire des 

organes, notamment la réparation cardiaque. En effet,  l’hématopoïèse du TA génère 

également des mastocytes, qui interviennent dans la réparation cardiaque post-infarctus du 

myocarde, en jouant un rôle bénéfique sur le remodelage cardiaque au contraire des 

mastocytes d’origine médullaire (Ngkelo et al. 2016). 

En outre, au cours de la vie, et à travers les divers challenges rencontrés par les tissus, le pool 

de macrophages résidents pourrait être peu à peu remplacé par des macrophages dérivés de 

monocytes circulants. Ces macrophages pourraient avoir de moins bonnes capacités de 

renouvellement et un phénotype un peu plus inflammatoire que les macrophages résidents. 

Ceci, pourrait expliquer en partie l’inflammation de bas grade observée avec l’âge et le 

développement progressif de fibrose dans les différents organes avec le vieillissement.   

  

L’ensemble de ces données, démontre l’importance du système immunitaire dans l’évolution 

des processus de réparation tissulaire, et notamment des macrophages qui sont 

indispensables à la régénération chez les organismes doués de régénération. Les 

macrophages résidents présents chez le mammifère adulte ont également un rôle 

déterminant dans la cicatrisation et des modifications de leur phénotype peuvent entrainer 

des complications de la réparation comme la fibrose ou l’absence de cicatrisation (ulcères). 

Le rôle des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA dans ces processus est une 

question encore non explorée.   
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Etude expérimentale  
Dans les tissus les macrophages jouent donc un rôle primordial dans le maintien de 

l’homéostasie tissulaire et dans le retour à l’homéostasie après une exposition à un 

pathogène ou une lésion tissulaire.  De nombreuses études ont ainsi démontré que 

l’absence, la modification phénotypique, ou la perturbation de la cinétique d’apparition des 

macrophages empêche la régénération chez les organismes dotés de cette capacité, et 

augmente la fibrose chez les organismes qui cicatrisent. Ils sont ainsi indispensables car ils 

orchestrent l’ensemble des phases nécessaires à la réparation du tissu. L’origine des 

macrophages a également été démontrée comme déterminante dans l’orchestration de la 

réparation. Nous avons donc émis l’hypothèse selon laquelle les macrophages dérivés de 

l’hématopoïèse du TA jouent un rôle différent de celui des macrophages médullaires dans 

la réparation tissulaire, que ce soit dans le TA ou à distance, et qu’une dérégulation de ce 

processus est impliquée dans les altérations tissulaires observées avec le vieillissement. 

Ces différences sont expliquées par des caractéristiques intrinsèques différentes entre ces 

deux types de macrophages.  

Pour tester ces hypothèses nous avons étudié ces macrophages issus de différentes origines 

à la fois in vivo et in vitro. Dans un premier temps, l’objectif de nos travaux a été d’étudier le 

rôle des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA in vivo dans la réparation endogène 

du TA puis à distance dans la réparation cardiaque en les comparant aux macrophages 

médullaires. L’absence de marqueurs spécifiques connus des macrophages dérivés de 

l’hématopoïèse du TA a nécessité l’utilisation d’un modèle de chimères hématopoïétiques 

nous permettant de suivre in vivo ces macrophages, à la suite d’une ablation massive du TA 

ou après un infarctus du myocarde. Nous nous sommes ensuite intéressés au vieillissement, 

caractérisé par une altération de la réparation tissulaire, et nous avons quantifié les 

proportions des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA et de macrophages 

médullaires au cours du temps, toujours dans le modèle de chimères hématopoïétiques. 

Enfin, pour comparer les propriétés intrinsèques de ces macrophages in vitro et nous 

affranchir du modèle de reconstitution hématopoïétique, nous avons développé un système 

de culture en 3 dimensions permettant de cultiver et de maintenir en culture les 

macrophages résidents du TA.    
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Chapitre I : Etude du rôle des macrophages issus de 

l’hématopoïèse du TA dans la réparation du TA post-

lipectomie et la réparation cardiaque pots-infarctus du 

myocarde in vivo 
 

1. La construction de chimères hématopoïétique permet le suivi des 

macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA ou médullaire  

Le TA blanc est largement répandu dans le règne animal et joue le rôle de principale réserve 

énergétique de l’organisme. Chez l’homme, comme chez la souris, le TA blanc est localisé 

sous forme de dépôts présents dans différents sites anatomiques. Les dépôts les plus 

importants se retrouvent dans les régions sous-cutanées, intra-abdominales (omental et 

retropéritonéal) et périgonadique (uniquement chez la souris). Il existe d’autres dépôts, 

notamment autour du cœur (TA péricardique) ou dans la moelle osseuse (TA médullaire). Le 

TA sous-cutané chez l’Homme est retrouvé sous toute la surface du corps sous forme d’une 

couche localisée sous le derme alors que chez la souris il est retrouvé sous forme d’un dépôt 

au niveau inguinal (Figure 22).  

 

Figure 22 : Les principaux dépôts adipeux blanc chez l’Homme et la souris (Luong et al. 2019) 
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En dehors de son rôle de stockage des acides gras, et d’organe endocrine, le TA blanc héberge 

également une hématopoïèse (Introduction, Chapitre I, 3.2) productrice de cellules 

immunitaires. Les macrophages sont les cellules immunitaires les plus abondantes dans le 

TA, puisqu’ils représentent plus de 40% de la fraction des cellules immunitaires dans un tissu 

sain.  Ces macrophages proviennent de l’hématopoïèse endogène du TA mais également de 

macrophages dérivés des monocytes circulants issus de l’hématopoïèse médullaire et il 

n’existe à ce jour, pas de marqueur spécifique pour les distinguer (Figure 23).   

 

 

Figure 23 : la composition en macrophages du TA  

Généré avec BioRender.com  

Dans ce contexte, l’étude de ces cellules in vivo est complexe et a nécessité la génération de 

chimères hématopoïétiques. Nous avons en effet travaillé sur un modèle de reconstitution 

hématopoïétique établi au laboratoire, et permettant le suivi des cellules dérivées de 

l’hématopoïèse du TA ou de l’hématopoïèse médullaire.  Pour cela, nous avons trié des CSH 

à partir de TA sous-cutané ou de MO provenant de souris donneuses exprimant la dTomato 

(dT) de manière constitutionnelle (dTomato+) sous le contrôle du promoteur Rosa26 

(ubiquitaire). Les CSH (dT+) de TA ou de MO ont ensuite été co-injectées avec des cellules de 

MO totales issues de souris C57Bl/6 à des souris receveuses irradiées létalement. L’injection 
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de cellules de MO totale permet la survie des animaux irradiés. Dans ce modèle de 

reconstitution hématopoïétique, le compartiment immunitaire des souris chimères est 

reconstitué au bout de 6 à 8 semaines post-irradiation.  

Au terme de ces 6 à 8 semaines, 2 types de souris chimères sont donc obtenues (Figure 24) :  

- Des souris transplantées avec des CSH dT+ du TA, et dont une partie des macrophages 

est dT+ et dérive de l’hématopoïèse du TA, et l’autre partie dT- dérive de la MO 

(chimères TA) 

- Des souris transplantées avec des CSH dT+ de la MO, dont l’ensemble des 

macrophages dérive de l’hématopoïèse médullaire (chimères MO) et qui sont donc 

dépourvues de macrophages dérivées de l’hématopoïèse endogène du TA. 

 

Figure 24 : Schéma représentatif des deux types de constructions de chimères hématopoïétiques 

(TA ou MO) 

Les CSH de MO ou de TA de souris dTomato sont triées puis injectées à des souris C57Bl/6 létalement 

irradiées. Après 6 semaines, les souris sont reconstituées et possèdent un TA contenant une population 

de macrophages soit uniquement dérivés de l’hématopoïèse de la MO (chimère MO, en haut) soit 

dérivés à la fois de l’hématopoïèse du TA (dTomato+) et de l’hématopoïèse médullaire (non marqués) 

(chimères TA, en bas). Généré avec BioRender.com 
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Nous avons également généré un modèle de chimères dans le but de dépléter 

spécifiquement les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA ou de la MO. Dans ce 

modèle, les souris donneuses expriment le récepteur à la toxine diphtérique (DT) sous le 

contrôle du promoteur CD11c. De la même manière que précédemment, les CSH sont triées 

à partir de TA ou de MO et co-injectées avec des cellules de MO totale dans des souris 

receveuses irradiées létalement. Dans ce modèle, l’injection de DT entraine la déplétion des 

cellules exprimant le CD11c (Jung et al. 2002). Les travaux antérieurs du laboratoire ont 

montré que dans le TA, les cellules CD11c+ sont principalement des macrophages (Luche et 

al. 2017). L’injection de DT permet donc la déplétion spécifique des macrophages dérivés de 

l’hématopoïèse endogène du TA ou de celle de la MO. Dans ce type de reconstitution, les 

souris donneuses sont CD11c-DTR/dT- et les souris receveuses irradiées sont dT+. Les cellules 

immunitaires dérivées des CSH transplantées sont donc dT-. L’injection de toxine diphtérique 

chez les chimères reconstituées permet donc de générer deux types de chimères (Figure 25):  

- Des chimères MO-DTR dont les macrophages dérivés de l’hématopoïèse médullaire 

sont déplétés  

- Des chimères TA-DTR dont les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA sont 

déplétés  
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Figure 25 : Schéma représentatif des deux types de constructions de chimères hématopoïétiques 

permettant la déplétion des macrophages (TA-DTR ou MO-DTR) 

Les CSH de MO ou de TA de souris CD11c-DTR sont triées puis injectées à des souris dTomato+ 

létalement irradiées. Après 6 semaines, les souris sont reconstituées et possèdent un TA contenant 

soit uniquement de macrophages dérivées de l’hématopoïèse de la MO (chimère MO-DTR, en haut) 

soit des macrophages dérivés à la fois de l’hématopoïèse du TA (non marqués) et de l’hématopoïèse 

médullaire (dTomato+) (chimères TA, en bas). L’injection de Toxine Diphtérique (DT) entraine la 

déplétion des macrophages non marqués par la dTomato. Généré avec BioRender.com 

 

2. Etude du rôle des macrophages dans différents contextes de 

lésion aigüe  

 

2.1. Les modèles de lésion tissulaire  

 

Comme présenté dans l’introduction, la capacité de régénération des tissus semble avoir été 

perdue au cours de l’évolution. En effet, le mammifère adulte ne régénère que dans de très 

rares cas (souris MRL par exemple). Cette capacité de régénération semble en étroit lien avec 

le système immunitaire et son évolution.  En outre, de nombreuses études ont été menées 

sur les organismes dotés de capacité de régénération et les macrophages ont été démontré 
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comme étant des acteurs essentiels de la régénération (Petrie et al. 2015; Gibbons et al. 

2011; Julier et al. 2017) .  

Nous avons étudié l’implication des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA dans les 

processus de réparation, non seulement au sein du TA mais aussi à distance dans un modèle 

de réparation cardiaque.  

 

2.1.1.  Modèle de régénération induite dans le TA inguinal sous-cutané chez la 

souris C57Bl/6 et les chimères hématopoïétiques (la lipectomie) 

 

Afin d’étudier, l’importance des macrophages dans la réparation du TA nous avons utilisé un 

modèle de lésion développé au laboratoire et qui conduit soit à une régénération soit à une 

cicatrisation (Labit et al. 2018).  

Ce modèle (appelé lipectomie) consiste en une ablation massive (30 à 40%) du TA sous 

cutané inguinal de souris C57Bl/6 (de l’aine au nœud lymphatique) (Figure 26). La réparation 

spontanée de la lésion est une cicatrisation. La régénération du TA sous-cutané est induite 

par injection de Naloxone méthionine (NalM) au moment et après la lipectomie, au niveau 

du site de lésion (1 fois par jour pendant 4 jours).   Afin d’étudier le rôle des macrophages 

dérivés de l’hématopoïèse du TA dans la capacité de régénération du TA des souris, ces 

expériences ont été menées sur les deux types de chimères hématopoïétiques présentées ci-

dessus.  

Nous avons donc émis l’hypothèse selon laquelle la phase précoce de l’inflammation et 

notamment les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA jouent un rôle indispensable 

dans la régénération du TA après lipectomie.  
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Figure 26 : Modèle de lipectomie et d’induction de la régénération ou de la cicatrisation 

La lipectomie représentant une ablation de 30 à 40% du TA sous-cutané est réalisée sur des souris 
C57Bl/6 ou chimériques. Puis l’injection de NalM entraine la régénération et de NaCl (Chlorure de 
sodium) entraine la cicatrisation (contrôle). La régénération est mesurée grâce à l’index de 
régénération.  

 

2.1.2.  Modèle de l’infarctus du myocarde  

En parallèle, nous nous sommes intéressés à un autre modèle de lésion, l’infarctus du 

myocarde (IM), dans un contexte physiologique et chez des animaux diabétiques. En effet, il 

a été montré qu’à la suite d’un infarctus du myocarde, plusieurs populations de cellules 

myéloïdes, parmi lesquelles les macrophages et les mastocytes, sont recrutées sur le site de 

la lésion et participent au processus de réparation et de remodelage cardiaque. De plus, dans 

un contexte de diabète de type 2, ces cellules immunitaires présentes dans le cœur adoptent 

un profil pro-inflammatoire et deviennent alors néfastes pour la réparation tissulaire. Enfin, 

des travaux réalisés au laboratoire montrent d’une part que les mastocytes dérivés de 

l’hématopoïèse du TA participent au remodelage cardiaque après infarctus (Ngkelo, 2016), 

et d’autre part que cette hématopoïèse du TA est perturbée avec la mise en place d’un 

diabète de type 2, ce qui conduit à la production de cellules inflammatoires. Nous avons donc 

émis l’hypothèse selon laquelle le TA pourrait participer au processus de remodelage 

cardiaque via la production de macrophages, et que le dysfonctionnement de 

l’hématopoïèse endogène du TA chez le sujet diabétique contribuerait à une perturbation de 

ce remodelage. 

Pour tester cette hypothèse, nous avons induit un infarctus du myocarde par ligature de 

l’artère descendante gauche chez des souris chimères nourries avec un régime contrôle ou 
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gras (HFD) pendant 2 mois (Figure 27). La mesure de la fraction d’éjection a été mesurée 

dans le ventricule gauche grâce à la formule suivante : Fraction d’éjection = (volume de 

sang en fin de diastole – volume de sang en fin de systole) / volume de sang en fin de 

systole   

 
Figure 27 : Modèle de l’infarctus du myocarde et de l’induction du diabète 

Des souris C57Bl/6 ou chimères sont nourries avec un régime gras ou normal pendant 2 mois, puis 

elles subissent une ligature de l’artère descendante gauche induisant l’infarctus du myocarde. Généré 

avec BioRender.com 

 

2.2.  Résultats  

 

Les résultats de ces deux articles montrent que le TA peut être considéré comme un réservoir 

de macrophages capables de participer à un processus de réparation/régénération tissulaire 

à la suite d’une lésion aigüe, dans le TA ou à distance. Cependant, alors que ces macrophages 

dérivés de l’hématopoïèse endogène du TA ont un effet bénéfique dans la régénération du 
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TA, leur intervention à distance dans le cœur entraine un excès de fibrose associé à une 

mauvaise récupération fonctionnelle des capacités cardiaques.  De plus, dans des conditions 

diabétiques qui aggravent la fonction et le remodelage cardiaques post-ischémique, le TA 

n'est plus utilisé comme réservoir de macrophages inflammatoires. 

Le rôle indispensable des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA dans la régénération 

du TA est démontré par la comparaison des deux types de chimères. En effet, les chimères-

MO qui ne possèdent plus de macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA perdent la 

capacité de régénérer.  De plus, nos résultats montrent que la régénération est associée à 

une capacité accrue d’efférocytose des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA par 

rapport aux macrophages médullaires qui infiltrent le tissu lors de la lésion. En effet, lorsque 

l’efférocytose des neutrophiles par les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA est 

bloquée (anticorps anti-TIM4), les souris sont incapables de régénérer. A l’inverse, l’induction 

de la régénération s’accompagne d’une augmentation de l’efférocytose et de la clairance des 

neutrophiles uniquement dans les chimères TA.  

Dans le contexte de la réparation cardiaque, les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du 

TA infiltrent le cœur après un infarctus du myocarde comme les macrophages médullaires. 

Ils présentent des caractéristiques pro-inflammatoires et sont de mauvais pronostique pour 

la réparation cardiaque. En effet, la déplétion des macrophages quelle que soit leur origine 

induit une amélioration de la réparation cardiaque. Chez des animaux diabétiques, les 

macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA ne sont plus recrutés sur le site de la lésion, 

suggérant que la mauvaise réparation cardiaque observée dans ces conditions 

physiopathologiques n’est pas due à ces macrophages et à la perturbation de l’hématopoïèse 

endogène du TA.     

 

2.3.  Conclusion  
 

L’ensemble de ces résultats montre que les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA 

interviennent dans les processus de réparation tissulaire localement ou à distance. Leur 

intervention à distance remet en question le dogme selon lequel, l’ensemble des 

macrophages recrutés qui interviennent lors d’une lésion proviennent tous de la MO. Ils sont 
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également, comme les autres populations de macrophages, sensibles à leur environnement, 

et peuvent présenter des fonctions différentes selon leur localisation.  En effet, dans leur 

tissu de résidence, ils sont indispensables à la régénération du tissu suggérant qu’ils 

permettent une meilleure résolution de l’inflammation que les macrophages médullaires. 

Alors que lors de leur intervention à distance dans un environnement inflammatoire ils 

présentent un phénotype inflammatoire délétère pour la réparation cardiaque.  

Ces résultats nous ont amenés à nous intéresser au vieillissement. En effet, le vieillissement 

s’accompagne dans plusieurs tissus d’une diminution de la population de macrophages 

résidents au profit de macrophages dérivés de monocytes circulants (Duong et al. 2021), 

corrélée à une altération de la réparation tissulaire. Nous avons donc émis l’hypothèse selon 

laquelle cette altération de la réparation tissulaire serait due à une disparition progressive 

des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA, ou à une altération de leurs fonctions. 
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Article 1 : Driving regeneration, instead of healing, in adult 

mammals : the decisive role of resident macrophages 

through efferocytosis  
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Tissue repair after lesion usually leads to scar healing and thus loss of function in adult mammals. ln contrast, other adult 
vertebrates such as amphibians have the ability tô regenerate and res10re tissue homeostasis after lesion. Understanding the 
control of the repair outcome is thus a concerning challenge for regenerative medicine. We recently developed a model of induced 
tissue regeneration in adult mice allowing the comparison of the early steps of regene~atlve and scar healing processes. By using 
studies of gain and loss of function, specific cell depletion approaches, and hematopoietic chimeras we demonstrate here that 
tissue regeneration in adult mammals depends on an early and transient peak of granulocyte producing reactive oxygen specîes 
and an efficient efferocytosis specifically by tissue-resident macrophages. These findings highlight key and early cellular pathways 
able to drive tissue repair towards regeneration in adult mammals. 

npj Regenerative Medicine (2021 )6:41; https//doi.org/10.1038/s41536-021-0015H 

INTRODUCTION 
Repair processes following tissue injury result either in regenera­
tion or in scar formation. Whereas scar healing commonly leads to 
the loss of functional tissue and fibrous scar development, 
regeneration completely recapitulates the original tissue architec­
ture and function. The understanding of the control of repair 
outcome is, therefore, a concerning challenge for regeneratîve 
medicine1• 

Regeneration has mostly been studied in lower vertebrates and 
in newborn mammals, since adult mammals do not regenerate, 
and instead heal tissue damages with a scar except in specific 
strains such as the spiny mouse2 or the MRUMP J mouse' . Most of 
the studies dealing with tissue /epair in adult marnmals thus 
recapitulate the healing process and not regeneration. ln a 
recently developed model of tissue lesion, relying on massive 
resection of the subcutaneous fat pad, we have been able to 
induce adipose tissue (AT) regeneration in adult mice. By using 
this model to compare the regenerative and scar healing 
processes, we demonstrated that regeneration is controlled 
through the generation of an early, large, and transient peak of 
reactive oxygen species (ROS)4

• Because ROS actas both signaling 
molecules and mediators of inflammation5

, our findings sug­
gested a peculiar role of the inflammatory process in tissue 
regeneration in adult mammals as it has been demonstrated in 
lower vertebrates6

• 

At a cellular scale, granulocytic neutrophils and macrophages 
are the key players in the inflammatory process. ln bath lower 
vertebrates and mammals, no study has yet demonstrated the role 
of neutrophils in regeneration. ln contrast, macrophages have 
been involved in regeneration in salamander7, neonatal mice in a 

myocardial infarction model8, as well as in adults in a digitip 
amputation context or in Acomys mice9. The phagocytosis of 
apoptotic neutrophils by macrophages via a process called 
efferocytosis is one of the main mechanisms contributing to the 
resolution of inflammation in physiological situations10

. This 
overall process is partly orchestrated by pro-and anti-inflamma­
tory cytokines as well as eicosanoids such as prostaglandins and 
leukotrienes that therefore contribute to control tissue repair11

• 

Recent studies have highlighted the complexity of the 
macrophage population, by identifying the roles of functionally 
distinct macrophage subsets in tissue homeostasis and tissue 
repair 12

-
15

• lndeed, bone marrow (BM) derived monocytes 
recruited after tissue lesion are pro-inflammatory and exhibit 
tissue-destructive activity, whereas tissue-resident populations are 
pro-resolutive and drive tissue repair16

. Like other adult tissues, 
the AT hasts distinct populations of macrophages displaying 
unique tissue distributions, transcriptional profiles, and functions 
and have distinct origins 17·

18
• Among the origins, we have 

demonstrated that in adult mice, AT-macrophages belong to a 
specific and quantitatively significant hematopoietic process, 
relying on the presence of peculiar hematopoietic stem cells 
inside the AT19 .20. lnterestingly, disruption of endogenous AT 
hematopoiesis leads to inflammatory macrophages production 
that specifically contributes to chronic inflammation and AT 
dysfunction in contrast to macrophages derived from the BM2 

' . 

These results suggest that in the AT, macrophages may promote 
beneficial or detrimental effects on tissue homeostasis depending 
on their local or medullar origin. 

We thus hypothesized here t hat the early inflammatory phase 
following injury is crucial in the tissue repair outcome and we 
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2 
investigated the precise role of granulocytes and macrophages in 
tissue regeneration in adult mammals with a focus on macro-­
phage origin. By using in vivo gain or loss of function studies, we 
show here that a rapid and transient peak of ROS-producing 
granulocytes is required for regeneration. ln addition., macro­
phages derived from AT-hematopoiesis direct the repair process 
towards regeneration due to their efficient efferocytosis, in 
contrast to medullar macrophages that nurture inflammation 
and thus promote scar healing. 

RESULTS 
Regenerative healing is characterized by an early and 
transient inflammation 
To analyze the role of the inflammatory response in the outcome 
of tissue lesion, we used the previously validated model of 
subcutaneous AT (scAT) resection 4. Massive resection of scA T 
followed by treatment with NaCI or Naloxone Methiodide (NalM), 
an antagonist of opioid receptors, resulted in scar healing or 
regeneration, respectively, one month post-resection as previously 
described4

• As expected and compared to NaCI (contrai) mice that 
exhibit scar healing, NalM treatment-induced macroscopic scAT 
regeneration (Fig. 1 a) is associated with an increased weight ratio 
between the resected scA T and its contralateral uninjured 
counterpart (Fig. 1 b). Regeneration was associated with the 
presence of unilocular fully differentiated adipocytes and new 
vessel formation as revealed by BODIPY and lectin staining, 
respectively (Fig. le). ln contrast, scar healing was characterized by 
strong collagen libers deposition as revealed by Second-Harmonie 
Generation imaging, and the absence of adipocyte differentiation 
(Fig. l e). 

We first determined the temporal and dynamic inflammatory 
response to surgical tissue resection in both scar (NaCI) and 
regenerative (NalM) healing conditions. Compared to scar healing, 
regenerative condition was characterized by a significant and 
transient increase in the expression of pro--inflammatory cytokines 
such as interleukin (11)1 '3, 116 and tumor necrosis factor-alpha (Tnfo) 
as well as anti-inflammatory cytokines such as transforming 
growth factor-beta (Tgf'3) and 1110, 6 h post-resection, in the 
resection plane (Fig. 1 d). This upregulation of pro- and anti­
inflammatory cytokines was associated with a significant increase 
in expression of enzymes involved in the production of pro· 
inflammatory lîpid mediators (Cox-2, Pge2 synthase), and to a 
lesser extent in Pgd2 synthase but not in the expression of 
enzymes involved in the leukotriene production (Alm<S, Lta4h) 
(Fig. 1 e). The induction of Cox-2 and Pge2 synthase expression 
was reflected by an increased ratio between prostaglandins (PG) 
E2 and D2 12 h post-resection (Fig. 1 f). We then used heatmap 
visualization (Fig. l g) and princîpal component analysis (PCA) 
(Fig. 1h-j) to determine whether regenerative and scar healing 
conditions can be characterized by a global gene signature. The 
heatmap of the expression of 12 genes (cytokines and lipid 
mediator synthesis enzymes) 6 h post-resection (Fig. 1g), high­
lighted a differential expression pattern between regenerative and 
scar healing conditions. PCA was then used to reduce the 
dimensionality of the dataset while retaining most of its original 
variability. Consequently, we reduced a set of correlated variables 
(the gene expressions) into fewer uncorrelated variables (the 
dimensions). The projection of the data into this new set of 
dimensions revealed a clear clustering between the two groups on 
the first and second dimensions 2 and 6 h post-resection (Fig. 1 h, i), 
although the discrimination is clearer at 6 h than at 2 h post­
resection between regenerative and scar healing conditions, as 
revealed by the principal components that account for 67% of the 
variability of the da1a at 2 h post-resection while it accounts for 
7S% at 6 h post-resection (Fig. 1 h, i). lnterestingly this clustering 
completely disappears 1 2 h post-resection (Fig. lj). We thus 
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demonstrated here that an early but transient Inflammation is 
associated with regeneration, and that a specific pattern of gene 
expression 6 h post-resection may be predictive of the regen­
erative outcome. 

Regenerative healing depends on ROS production by 
neutrophils 
The early inflammation was associated with an infiltration of the 
resection plane by small round leukocytes, of typical granulocytic 
neutrophil morphology (segmented or ringform nucleus with 
condensed chromatin and pale cytoplasm) (Fig. 2a, zoom). The 
granulocytic infiltration was observed in both the connective 
tissue and in :he scAT (mainly as intravascular leukostasis and 
perivascular cuffings) in the resection plane (Fig. 2a), as 
demonstrated by histological evaluation. The nature of infiltrating 
leukocytes was confirmed by flow cytometry. Both neutrophils 
and monocytes were identified as CD4Yt-/CD11 b+ /F4/8o- /ly6G+/ 
Ly6C and CD45 '/CDll b ' /F4/8o- /Ly6G · /Ly5C 1, respectively 
(Fig. 2b), following the gating strategy shown in Supplementary 
Fig. 1 a. Neutrophils, but not monocytes, increased in the resection 
plane 6 h post-resection in regenerative compared to scar healing 
condit ions (Fig. 2a, b). Moreover, the expression of Cxcll , a 
chemokine that in paralle l to TNFa induces the infiltration of 
neutrophils22

, was significantly and transiently increased in the 
injured scAT during regeneration (Fig. 2c). 

To unravel the role of granulocytes in the NalM-induced 
regeneration process, their specific depletion was undertaken 
in vivo using an anti-Grl blocking antibody. We first verified that 
Gr-1 antibody revealed mainly monocytes and neutrophils 
(Supplementary Fig. 2a) and that anti-Grl injection induced a 
drastic and specific depletion in granulocyte, and especially 
neutrophils (LY6G ') population in the scAT in vivo from 24 to at 
least 72 h after injection (Supplementary Fig. 2b, c). ScAT resection 
was thus performed 24 h after anti-Grl injection. ROS production 
quantified 6 h post-resection was significantly decreased in the 
injured scAT after anti-Grl treatment (Fig. 2d, e), and return to 
basal values (dotted line). This significant decrease in ROS 
production was associated with inhibition of regeneration 
quantified 4 weeks post-resection (Fig. 2f). lndeed, the weight 
ratio between resected and contralateral scAT returned to values 
observed in scar healing conditions (Fig. 2g). These data 
demonstrate for the first time that the ROS required for 
regeneration are produced by g ranulocytes. ln addition, ROS 
production was quantified in vivo by using luminol that enables 
bioluminescence imaging of myeloperoxidase activity23 suggest· 
ing that ROS production post-resection depends mainly on 
neutrophils. 

ln parallel, ROS production was quantified in vitro in scAT-Grl ' 
and Grl - cells sorted 6 h post-resection, from mice previously 
treated or not with NalM. ln contrast to scAT-Grl cells (data not 
shown), scAT-Grl + cells were able to produce ROS (Fig. 2h). ln 
addition, when sorted from NalM-treated mice, scAT-Grl • cells 
exhibited a significantly higher ROS production than scAT-Grl + 
cells sorted from NaCl,treated mice (Fig. 2h) thus confirming the 
results obtained in vivo. NalM being an antagonist of µ opioid 
receptors, mice knock out for the µ opioid receptor (µ KO mice), 
and therefore unable ta respond to endogenous opioids through 
activation of this receptor subtype, were subjected to scAT 
resection before Grl I cell sorting from resection plane 6 h post­
resection. ROS production was significantly higher in scAT-Grl + 
cells sorted from µKO mice compared to NaCl-treated mice but 
remained slightly lower than the production ouantified in scAT­
Grl + cells sorted from NalM treated mice (Fig. 2h). ln order to 
confirm the involvement ofµ receptors in the NalM effect, Grl t­
cells were treated with DAMGO, a selective µ opioid receptor 
agonist, that reverses the inhibitory effect of NalM. ln this 
condition, the ROS production by Grl 1 cells sorted from NalM 
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mice was inhibited (Supplementary Fig. 2d) suggesting again a 
direct effect of opioids on granulocytes through µ opioid 
receptors. lnterestingly, this high ROS production is assocîated 
with a spontaneous scAT-regeneration after resection in µKO mice 
(Fig. 2i), the weight ratio between resected and contralateral scAT 

Published in partnership with the Australian Regenerative Medicine lnstitute 

12h post-resection 
--------~ • NaCI (Scar healing) 

! . . 
~ " 

, 
.. 
.. 

' " DM,11'2.IW.) 

• NalM (Regen healing) 

being similar in µKO and NalM-treated mice and significantly 
higher than in NaCl-treated mice (Fig. 2j). Altogether, these results 
demonstrate that through a direct effect on µ opioid receptors, 
NalM-induced ROS production by granulocytes determines t issue 
repair outcome. 
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Fig. 1 Regenerative healing is characterized by early and t ransient inflammation. a Representative pictures of scAT 1 month post-resection 
and NaCI (scar healing condition) or NalM (regeneratlve conditlon) treatmem (scale bar: 0.5 cm). b Weight ratio between resected and 
contralateral scAT 1 month post-resectlon ln NaCI or NalM-treated mice (n = 12- 15 per group). c Representative pictures of resection plane 
area in NaCI and NalM treated mice one month post-resection. Adipocytes (yellow) were stained with Bodipy and vessels (red) with in vivo 
Lectin injection. Collagen libers (gray) were imaged using a second harmonie generation (SHG) signal. Images were obtalned uslng maximum 
lntenslty projections of 23 stack images. (scale bar: 50 µm). d, e Quantification by RTqPCR at 2 h, 6 h, and 12 h post-resection of mRNA 
encoding cytokines (lnterleukin ip, 6 (/11/3, /16), Tumor Necrosis Factor Il (Tnfa), Transforming Growth Factor p (Tgf{J) and interleukin 10 (/110)) (d ) 
and enzymes involved ln lipid mediator synthesis (Cyclooxygenase 2 (cox2), Prostaglandin E2 symhase (Pge2 synthase), Prostaglandin 
D2 synthase (Pgd2 synchase), Arachidonate 5-llpoxygenase (Alox.5) and Leukotrlene A4 Hydrolase (Lra4h)) (e) in SVF lsolated from the in]ured 
scAT of NaCI or NalM treated mice (n = 4-6 per group). f Quantification of PGD2 and PGE2 metabolites in the exudate of the resection plane of 
NaCI or NalM treated mice, 6 and 12 h post-resection. Results are expressed as a ratio between PGD2 and PGE2 metabolltes (n = 5-7 per 
group). g Heatmap performed on 14 standardized gene expressions, 6 h post-resectlon. The dendrogram performed according to the Ward 
method was able to cluster between scar and regenerative healing conditions. Principal component analysis performed at 2 h (h) 6 h (i) and 
12 h O) post-resection on standardized gene expression. lndlviduals With scar heallng and regenerative healing signatures were colored in red 
and green, respectively. Data are represented as mean ± SEM. (*p< 0.05, **p < 0.01, **"p < 0.001 between scar and regenerative heal ing 
conditions). NalM naloxone methiodide, scAT subcutaneous adipose tissue, SVF stromal vascular fraction, wt weight. 

Efficient efferocytosis of neutrophils by CD11 , .- macrophages 
is required for regeneration 

One of the mechanisms by which granulocytes (neutrophils and 
monocytes) are involved in tissue repair is their transition to 
apoptosis followed by their dearance by macrophages (efferocy­
tosis) 10• We thus focused on the resolution phase of inflammation 
following scAT resection with or without NalM treatment, and 
performed a time-course study of the inflammatory cell popula­
tions during 72 h following resection, focusing Or\ neutrophils 
(CD45+ /CDl 1 b-t-;F4/80- /Ly6C- /Ly6G+), monocytes (CD4s+; 
CDl 1 b 1 /F4/80 /Ly6C ' /Ly6G ) and macrophages (CD45 t-; 
CD11 b4 /F4/80 4 /Ly6G- ) following the gating strategy shown in 
Supplementary Fig. lb. The resection led to an early peak (6 hl of 
neutrophils followed by a rapid return to basal values in the 
resection plane in regenerative condition, whereas the increase in 
neutrophils number was delayed (24 hl and persisted for 72 h 
post-resection in scar healing condition (Fig. 3a). The monocyte 
number remained low in regenerative conditions while it 
increased in scar healing mice 24 h post-resection and returned 
to basal values thereafter (Fig. 3b). The total macrophage number 
increased following resection, with a maximum observed at 24 h, 
then reaching a plateau, and no significant differences were 
observed between the two conditions (Fig. 3c). Most of the 
macrophages in the resection plane 24 h post-resection were 
producing IL-6 (Fig. 3d, e), and a smaller proportion was producing 
TNFa and IL-10 (Fig. 3d, e). The percentage of IL-6-producing 
macrophages was significantly lower in regenerative than in scar 
healing conditions, while the opposite was observed for TNFa­
producing macrophages (Fig. 3e). Macrophage efferocytosis 
capacity was then assessed in vivo in regenerative or scar healing 
conditions. To this end, isolated and CMTMR-labeled neutrophils 
were injected in vivo 3 h before resection. Neutrophil viability was 
evaluated by annexin V staining. Ali CMTMR+ neutrophils were 
alive before injection, while most of them were apoptotic 
(Annexin v +) at the time of efferocytosis analysis (Supplementary 
Fig. 3a). Macrophages having or not engulfed neutrophils were 
then visualized (Fig. 3f) and quantified in the resection plane 17 h 
post-resection, a time-point corresponding to the progressive 
decrease in neutrophil number in regenerative conditions (Fig. 3a). 
The percentage of efferocytic macrophages was significantly 
higher in regenerative than in scar healing conditions (Fig. 3g). To 
test whether efficient efferocytosis was required for regeneration, 
inhibition of efferocytosis was performed in regenerative condi­
tions by using an anti-TIM4 blocking antibody that disrupts the 
interaction between apoptotic cells and macrophages24

. lsotype 
was used as a contrai. Treatment with anti-TIM4 antibody in 
regenerative conditions induced a drastic decrease. in the 
percentage of efferocytjc macrophages that returned to basal 
values (Fig. 3g), suggesting that efferocytosis was mainly 

npj Regenerative Medicine (2021 ) 41 

medfated through TIM4 receptor 1n these conditions. This 
d isruption of TIM4-mediated efferocytosis prevented NalM­
induced regenerative healing, as demonstrated by both macro­
scopie observations (Fig. 3h) and scAT weight ratio that retumed 
to values obtained in scar healing (NaCI) conditions (Fig. 31). We 
also investigated the expression of CD36, another major receptor 
involved in efferocytosis. Neither the percentage of macrophages 
expressing CD36 nor the. expression of CD36 in sorted macro­
phages differed between scar and regenerative healing condi­
tions, 24 h post-resection (Supplementary Fig. 36-d), suggesting 
that this receptor was not involved in the d ifferential efferocytic 
activity. Altoge1her, these data demonstrate for the first time that 
an efficient Tll\14-mediated efferocyrosis of apoptotic neutrophils 
by macrophages is a crucial mechanism requïred for tissue 
regeneration. 

Knowing that macrophages are a heterogeneous population 
d ifferentially involved in the acute inflammatory phase of tissue 
repair, we then quantified both pro- and anti-inflammatory 
macrophages, based on the expression of CDl l e and CD206 
respectively. The number of pro-inflamrnatory (CD11 c+) macro­
phages substantially increased (5><) to reach a maximum of 24 h 
post-resection (Fig. 3j). ln cont rast, the number of ant­
inflammatory (CD2061 ) macrophages slightly increased (2><) frorn 
6 to 72 h following resection (Fig. 3k). No significant d ifference was 
observed between healing and regenerative conditions. 

To uncover the role of CDl 1 c ' macrophages in tissue repair, we 
used CD11c-DTR mice, in which, CD11 c+ cells can selectively be 
depleted by injection of diphtheria toxin (DT) as previously 
described25

. We first confirmed that in the scAT, most of the 
CD11c+ cells expressed the macrophage markers F4/80 and 
CDl lb (Supplementary Fig. 4a). The toxin was injected 24 h before 
surgery, and regeneration was analyzed 4 weeks later. As contrais, 
we used CD11c-DTR mice injected with DT. As expected, DT 
t reatment efficiently decreased the number of CDl 1 c + macro­
phages (CD4S- /CD11 b 4 / F4/804 ) present in the resection plane 
24 h post-resection (Supplementary Fig. 4b). lt resulted in a 
significant accumulation of neutrophils (Fig. 31. m), suggesting an 
altered efferocytosis. Depletion of CD11 c+ macrophages a lso 
prevented NalM-induced tissue regeneration (Fig. 3n), and 
decreased the weight ratio between resected and contralateral 
scAT to values obtained in scar healing (NaCI) condition (Fig. 3o). 
These data underlined the crucial role of CDl 1 c+ macrophages in 
the handling of tissue repair. 

AT resident macrophages but not classical BM-derived 
macrophages are required for tissue regeneration 

We previously demonstrated that scAT myeloid populations 
mainly originate from AT hematopoiesis rather than BM 
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hematopoiesis in physiological conditions20 . We thus investigated 
the origin of the macrophages involved in regeneration. Chimeric 
mice were generated by using standard repopulation assays as 
previously described20 by inj ecting 2 x 103 scA T-LSK or BM-LSK 
sorted from tdîomato mice mixed with 2 x 105 BM cells isolated 
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from CS?Bl/6 mice (Fig. 4a). Injection of BM cefls ensured the 
survival of the recipient, as previously described26

. Chimeric mice 
were then subjected to scAT resection 6 weeks alter transplanta­
tion once the reconstitution was complete. The total chimerism 
and the origin of macrophages were determined by flow 
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6 
Fig. 2 Neutrophils depletion impairs ROS production and inhibits scAT regeneration in NalM-treated mice. a Representative comparative 
microscopie aspects of the resectlon plane of scAT 8 h post-surgery in NaCI and NalM-treated mlce (Hemalun & eosin stalnlng). 
b Representatlve hlstograms and dot plot analyses of SVF cells isolated from NaCI (red curve) or NalM {green curve) treated mice 6 h posr­
resection, showing the percentage of CD45 cells and granulocytes (neutrophils: CD45 /Ly6G /Ly6C /CO11 b • and monocytes CO45' / 
Ly6G· /Ly6C' /CO11 b -+ ) in the resectlon plane. c Gene expression quantification by RT-qPCR of the chemokine Cxc/1 in SVF isolated from the 
resection plane of NaCl-treated or NalM-treated mice 2, 6, and 12 h post-resection (n = 4 per group). d Represenrarive in vivo lmaging of ROS 
production 6 h post-resection in NalM-treated mice, treated or net with anti•Gr1 blocking antibody (Ab u-Gr1 ). e Quantification of 
ROS production ln vivo from O to 72 h post-resection in NalM-treated mice, treated or noi wlth Ab a-Gr1. The dotted lin es represent ROS 
production obtained in NaCl-treated mice (n = 5 per group). f Representative pictures of scAT 1 month post-resection, ln NalM-treated mice 
treated or net with Ab a-Gr1 (scale bar: 0.5 cm). g Weighr ratio between resected and contralateral scAT 1 month post-resection in NalM 
treated mice, treated with isotype or Ab u-Grl (n = 7- 8 per group). The dotted line show values obtalned ln scar healing (NaCI) conditions. h ln 
vitro quantification of ROS production by Grl ' populations sorted from scAT of NaCI, NalM, or µKO mice 6h post-resection (n = 4-6 per 
group). i Representative pictures of scAT 1 month post-resection, in NaCI or NalM-treated mice and in NaCl-treated mice knoc:k out for theµ 
oploid receptor (µKO) (scale bar: 0.5 cm). j Welght ratio between resected and contralateral scAT 1 mon th post-resection in Na Cl, NalM-treated 
and µKO mic:e (n = 9-16 per group). Data are represented as mean±SEM (*p < 0.05, •**p<0.001 between scar and regenerative healing 
conditions). ATadipose tissue, AU arbitrary units, AUC area under the curve, NalM naloxone methiodide, scAT subcutaneous adipose tissue. 
SVF stroma! vascular fraction, ROS reactive oxygen species, wt welght. 

cytometry 24 h post-resection. Total chimerism in the AT of 
chimeric mice reached 50-70%, and ail the macrophages present 
in the resection plane derived from the BM in BM-chimeric mice or 
from the scAT in AT-chimeric mice (Fig. 4b). 

ln order to compare BM and scAT-macrophage functîon, 
efferocytosis was assessed by in vivo-specific assays. lnterestingly, 
flow cytometry analysis demonstrated a signifîcant increase in 
phagocytic macrophages in the resection plane 24 h post­
resection in AT- compared to BM-chimerîc mice in regenerative 
conditions (Fig. 4c, d) associated with a signifîcant decrease in 
neutrophil number (Fig. 4e) (for gating strategy, see Supplemen­
tary Fig 1 b). On the contrary, in BM-chimeric mice, there was no 
difference in the percentage of phagocyting macrophages in vivo 
or in neutrophil numbers between scar and regenerative healing 
conditions (Fig. 4c- e). Then, to demonstrate that these differences 
in efferocytosis capacity drive tissue repair outcomes towards 
regeneration or scar healing, regeneration was assessed 4 weeks 
later. Macroscopic observations showed that AT-chimeric mice 
were able to regenerate but net BM-chimeric mice that instead 
displayed scar healing (Fig. 4f). ln addition, we observed a 
signifîcant difference in the weight ratio between resected and 
contralateral scAT in NalM versus NaO treated AT-chimeric mice, 
while no difference was observed in BM-chimeric mice (Fig. 4g). 
Histological analyses of resection planes performed in NalM­
treated chimeric mice revealed large unilocular fully differentiated 
adipocytes in AT-mice, as well as organized vascularization 
(Fig. 4h). ln contrast resection plane in BM-mice was characterized 
by scattered adipocytes with small lipid droplets embedded in 
collagen deposition (Fig. 4h). These results suggest that macro­
phages play distinct role in healing process according to their 
origin. Altogether, these results show that macrophages originat­
ing from both the BM and the AT contribute to scar healing. 
However, in contras! to BM macrophages, scAT macrophages are 
the only ones able to exhibit efficient efferocytosis and rapid 
clearance of neutrophils and thus to drive tissue regeneration. 

DISCUSSION 
ln this study, we compared the early cellular mechanisms driving 
tissue healing or regeneration in adult mammals. By using a newly 
developed model of tissue regeneration in a commonly used 
strain of mice4

, we demonstrated that a transient and early peak 
of neutrophils and their ROS production, as well as their rapid 
elimination by resident macrophages through an efficient 
efferocytosis, are required for regeneration in adult mice. 

Tissue injury classically leads to an early pro-inflammatory step, 
characterized by the production of pro-inflammatory mediators27

. 

Here, the increase in the expression of pro-inflammatory cytokines 
in regenerative conditions shortly after scAT resection is consistent 
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with the role of self-limiting acute inflammation in proper 
restorative response. lndeed, only a few studies highl ight the 
crucial role of intense and transient production of pro­
inflammatory cytokines to al low correct tissue repair28·29_ As an 
example, the inhibition of IL- 1~ and TNFa expression by 
glucocorticoids leads to healing defects, and this study suggests 
that early induction of these genes is one of the important 
mechanisms in this process28

. Among the fîrst cytokines involved 
in this tissue repair, IL--6 and TNFa have been shown to promote 
different tissue regeneration in mammals and zebrafîsh30

•
31

• ln 
addition, the early and transient upregulation of IL- 10 and TGF~ 
observed in regenerative conditions are in line with the anti­
inflammatory/pro-repair activities ofthese cytokines 16 • Among the 
other signaling molecules released during inflammation are the 
prostaglandins. PGE2 and 02 are indeed produced in a time­
dependent fashion, and actively contribute to t issue repair3433

. ln 
agreement with our data, the inhibition of the PGE2-degrading 
enzyme, thus leading to an increase in PGE2 levels, has been 
shown to promote tissue repair in a mouse model of live r injury34

. 

When analyzed together through PCA, our results show that the 
global gene expression discriminates between regenerative and 
scar healing conditions, but only very early after tissue lesion, 
suggesting that temporal eues are critical for the tissue repair 
outcome. This is in agreement with previous work showing that 
cytokines such as IL--6 are protective and limit host damage in the 
short term, but can aise be deleterious when chronically 
elevated35

. lt has to be noted however, that unlike our work, 
most of the studies on tissue regeneration do not focus on the 
earliest steps of tissue repair. 

The early pro--inflammatory stage following tissue injury is 
dominated by innate immune cells such as neutrophils and 
macrophages. The accumulation of granulocyles and especially 
neutrophils immediately after tissue damage has been largely 
documented36

, and is supported by the upregulation of Cxcll , a 
chemokine that contributes to anract neutrophils on the lesion 
site22

• Neutrophils have been described as critiral players in injury 
and repair although. it was unclear whether they have beneficial 
or detrimental healing functions37

. ln addition, ROS production 
was shown to eîther directly induce tissue damages5 or to be 
involved in regeneration process in diverse species including 
mammalian ones4•38. Here, our data clearly identify granulocytes 
as responsible for ROS production required for regeneration in 
mammals. Moreover. we demonstrated that through a direct 
effect on µ opioid receptor, NalM, an antagon ist of this receptor 
induces the production of ROS by granulocytes. The µ opioid 
receptor has already been described on granulocytes, and in 
agreement with our results, it is suggested 1hat its activation 
inhibits the inflammatory response39

. 
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Our results highlight the involvement of macrophages in 
regeneration. This is in agreement with previous studies 
performed in different vertebrates among which Acomys or 
newborn mice and showing that macrophage depletion inhibits 
regeneration•,9•40- 42_ A bilateral link between ROS and 
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macrophage efferocytosis has been recently proposed. lndeed, 
ingestion of apoptotic neutrophils by macrophages activates ROS 
production that in turn facilitates efferosome maturation and 
neutrophil degradation43

. However, how macrophages initiate this 
pro-regenerative response remains unclear. Gain and loss of 
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Fig. 3 Efficient efferocytosis of apoptotic neutrophils by CD11 c· macrophages is required for regeneration. Ti me-course study of the 
number ri neutrophils (CD45- /CDl 1 b· /F4/80- /Ly6c-1Ly6G ' ) (a), monocytes (CD45 .. /CDl 1 b .. /F4/80- /Ly6C· /Ly6'3) (b) and macrophages 
(CD45 • /CDl 1 b - /F4/80 /Ly6G - ) (c) in the scAT of NaCI and NalM treated mice (n = 5-13 per group). d Representative hlstogram of fl'ow 
cytometry of IL-6, TNFa, and IL-10 staining (gray histogram) or isotype (white histogram) on macrophages in resection planes 24h post­
resection. e Percentage of IL-6, TNFa, and IL-10 producing macrophages in Na Cl or NalM treated mice 24 h post-resection (n = 5 per group). 
f Examples of the imaging flow cytometry channels of macrophages stained with F4/80 (pink) and having engulfed (iower panels) or not 
(upper panels) CMTMR stained apoptotic neutrophils (yellow) in scAT of NaCl-treated mice 1 7 h post-resection. g Quantification of efferocytic 
macrophages in the scAT of NaCI and NalM-treated mice with isotype or TIM4 blocking antibody (n = 4-7 per group). h Representative 
pictures ri scAT 1 month post-resection, in mice treated wlth NalM and with or wlthout blocking TIM4 antibody (scale bar: 0.5 cm). i Weight 
ratio between resected and contralateral scAT 1 month post-resection in mice treated witli NalM and with or without blocking TIM4 antibody 
(n = 6) The dotted llne show values obtained in scar healing (NaCI) conditions. Quantification of macrophages CD11c• (J1 and CD206- (k) in 
NaCI and NalM-treated mice 24 h post-resection, (n = 5 per group). 1 Representative dot plots of flow cytometry analyses showing neuttophils 
(CD45 /CDl 1 b /F4/80 /Ly6C /Ly6G·) 24 h post-resection in scAT of CD11 c-DTR~ and CD11c-DTR mice treated with NalM and diphtheria 
toxin (DT). m Quantification of neutrophils 24 h post-resection in CD11c·DTR· and CD1 1c-DTR. mlce treated wlth DT and NalM (n = 4- 5 per 
group). n Representative pictures of scAT 1 month post-resection in CD11 c-DTR and CD11 c-DTR mice treated with NalM and DT (scale bar. 
0.5 cm). o Weight ratio between resected and contralateral scAT in CD11c-DTR • and CD11 éDTR mice treated with NalM and DT (n = 4). The 
dotted line shows values obtained ln scar healing (NaCI) conditions. Data are represented as mean ± SEM. (*p < 0.05, -p < 0.01 between scar 
and regenerative healing conditions). Ab Antibody, NalM naloxone methiodide, CMTMR 5-(and-6)-(((4-chloromethyl)benzoyl)amino) 
tetramethylrhodamine, scAT subcutaneous adipose tissue, wt weight. 

efferocytic function have shown that the timely clearance of 
apoptotic cells is required to induce healing in various mammal 
tissues40

•44•45. lndeed, the prolonged presence of neutrophils in 
the wound triggers additional production of inflammatory 
mediators and is deleterious for proper tissue repair46

. Here, we 
propose that this mechanism is required for regeneration. in 
addition, efferocytosis is mediated through TIM4, a receptor 
shown to be expressed in various resident macrophages including 
peritoneal macrophages, and required for their efferocytic 
activity47

. Moreover, by using CDl lc+ cell depletion, we identified 
CDl 1 c+ macrophages as crucial actors in this context. it has to be 
noted that this strategy depletes the whole CDl lc ' population. 
Although it mostly contains macrophages in these conditions, the 
involvernent of other cell types such as dendritic cells cannot be 
totally excluded. ln the AT, CDl lc+ macrophages have been 
identified as pro-inf)ammatory and involved in the clearance of 
senescent cells48

,
49

. The expression of CDl 1 c has also been 
associated with bath tissue resident macrophages that play a 
central raie in non-inflammatory apoptotic cells clearance 
required for the maintenance of tissue homeostasis50

•
51 and 

monocyte-derived macrophages involved in tissue repair52
. 

Finally, one of our most striking results reveals that AT-resident 
macrophages derived from AT-endogenous hematopoiesis, but 
not BM-derived macrophages, are necessary for enabling regen­
eration. lndeed, using chimeric mice, we demonstrated that prer 
regenerative efferocytotic macrophages originated from AT. This 
result emphasizes the beneficial role of myeloid cells deriving 
from endogenous AT hematopoiesis in tissue repair in contrast to 
medullar-originating cells, as already proposed in the context of 
cardiac remodeling after infarction53

• ln addition, these data are in 
line with the concept that the contribution of macrophages to 
tissue regeneration following injury depends on their lineage and/ 
or developmental origin. lndeed, evidences in liver suggest that 
monocyte-derived macrophages can accelerate fibrosis resolu­
tion54 while a more recent study showed that resident dermal 
macrophages contribute to axon regeneration aher nerve injury55

. 

ln the heart, resident macrophages derived from the primitive yolk 
sac and fetal progenitors are involved in tissue remodeling and 
cardiac regeneration while macrophages originating from defini· 
tive hematopoietic progenitors participate in the initiation of 
inflammat ion%•57. 

Altogether, our rîndings indicate that early and transient 
reèruitment of granulocytes producing ROS concomitant with an 
early inflammation is required for tissue regeneration in adult 
mice. We also elucidated the main raie of CD11 c+ resident 
macrophages in the clearance of neutrophils to promote 
regeneration. This work highlights a cellular pathway able to 
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drive tissue repair towards regeneration in adult mammals and 
highlights potential targets that could be manipulated to induce 
regeneration in the context of tissue injury. Further studies 
characterizing the intrinsic phenotype of pro-resolutive resident 
macrophages will advance our understanding of their precise 
roi es in driving tissue repair towards regeneration rather than scar 
formation. 

METHODS 
Animais 
Experirnents were pe rformed on 5- 7 weeks-old male C57BL/6 mice 
(Envigo) and congenic male B6.129(Cg)-Gt (ROSA)26Sor'm4!ACT1>,dTom••0 ,· 

eG,P>Luo/J (also known as mTmG mice; (Jackson Laboratories, stock No. 
007676). Animais were group-housed in a controlled environment (12-h 
light/dark cycles 3t 21 •q with unrestricted access to water and a standard 
chow diet in a pathogen-free animal facility. Granulocytes depletion was 
achieved by i.p. injection of 200 µg of anti-mouse Gr-1 blocking antibody 
(clone R86-8CS, BioXCell, West Lebanon, NH, USA) 24 h before surgical AT 
resection. For CD11c+ cell depietion, transgenic CDllc-DTR mice were 
injected i.p. with 20 ng/kg of diphtheria toxin the day before tissue 
resection as previousiy described". 

Before tissue removal, mice were killed by cervical dislocation. Ail 
experiments were carried out in compliance with European Cornmunity 
Guidelines (2010/63/UE) and approved by the institutional ethics 
committee and from the Ministry of National Education, Higher Education 
and Research (protocol reference: 10691-201802091153445-vl). 

Sub-cutaneous AT (scAT) resection 
Animais were anesthetized by inhalation of isoflurane 12.5%) and subjected 
to a single incision on the abdomen to access and resect 35-40% of the 
righ t scAT between lymph node and groin. The skin was then closed with 
three suture points. Mice were then injected subcutaneousiy atthe surgery 
site, once a day from do to d3 post-resectiOn with NalM (17 mg/kg, Sigma 
Aldrich, Saint Louis, MO, USA) or NaCI 0.9"/4 to induce, respectively, 
regenerative or scar healing, as previously described4

• ScAT regeneration 
was assessed by morphological observat ions and calcuiating the weight 
ratio between the right (resected) and the ieft (contBlateral) fat pads. 

ln vivo ROS imaging 
Mice were brlefly anesthetized by inhalation of lsonurane (2.5%) and 
injected i.p. with 5 mg of luminoi (5-amnio-2,3-dihydro-1,4-Phtalazine­
dione, Sigma Alarich, Saint Louis, MO, USA). ln vivo bioluminescence was 
lmaged uslng an IVIS Spectrum 200 (Caliper Life Science, Hopkinton, MA, 
USA) during 2 min exposure at different times after luminol injection. 
Image analyses were performed using Living Image 3.0 Software (Caliper 
Life Science, Hopkinton, MA, USA). The color lntensity of the pictures was 
calibrated from 30 (min) to 330 (max). For each anirml, the sham surgery 
area signal was iubtracted to a resected area photon flux. 
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At necropsy, BM cells wer,e immediat ely flushed from t he sampled femurs 
with a-MEM medium (Life Technologies). Resection planes were carefully 
dissected, mechanically di,ssociated, and digested at 37 •c with collagenase 

(Roche Diagnostics, Mannheim, Germany) for 30 min. Cells from the scAT 
SVF were collected by centrifugat ion after elimination of undigested 
fragments by filtration as previously described20

. Red blood cells were 
removed by incubat ion in hemolysls buffer (140 mM NH.CI and 20 mM 
Tris, pH 7.5). Cells were then counted and used for flow cytometry, cell 
sorting in vitro ROS quantification, or Real-Time PCR 
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Fig. 4 AT Resident macrophages but not classical BM-derived macrophages are required for tissue regeneration. a Hematopoietic 
chlmera strategy: 2 x 103 LSK cells sorted from the scATorthe bone marrow (8M) of mTmG mlce were co-injected with 2 x 10~ total 8M cells of 
C578I6 into lethally irradiated (57816 reclplents. Two months after hematopoletic reconstitution, scAT resection was performed and chimeric 
mice were treated with NaCI or NalM. b Representative histograms showing chimerism (tdTomato staining) in total immune cells (CD45 · J and 
macrophages (c045-+ /CDl 1 b-+ / Ly6Gï F4/80- ) in NalM-treated AT- and BM-chlmeric mice, 24 h post-resection. c Representative histograms of 
CFSE staining ln macrophages 24 h post- resection ln NaCI and NalM-treated chimeric mice, corresponding to the percentage of macrophages 
having engulfed CFSE' neutrophils. d Quantification of efferocytic macrophages 24 h posNesection in NaCI and NalM-treated chimeric mice 
(n cca 5 - 6). e Quantification of neutrophil number by flow cytometry 24 h post-resection, in NaCI or NalM, treated mice (n = 7- 8 per group). 
f Representative plctures of scAT 1 month post-resectlon, in BM- and AT-chimeric mlce treated or not with NalM (scale bar: 05 cm). g Weight 
ratio between resected and contralateral scAT in AT- and BM-chimeric mice 1-month post-resection (n = 5- 8 per groupJ. h Representative 
pictures of resection plane area of NalM-treated AT- and BM- chlmerlc mlce, one-mon th post resection. Adipocytes (yellowl were stained with 
Bodipy and vessels (red) with in vivo Lectln injection. Collagen fibers (gray) were lmaged using second harmonie generatlon (SHG) signal. 
Images were obtained using maximum intensity projections of 23 stack images (scale bar: 50 µm). Data are represented as mean ± SEM. (*p < 
0.05, "*p < 0.01, " '**p < 0.001 between scar and regeneratlve healing conditions). AT adipose tissue, BM bone marrow, LSK un- /Sca-1 • /cKir 
cells, NalM naloxone methiodide, scAT subcutaneous adipose tissue, wt weight. 

Competitive repopulation assays 
Competitive repopulation assays were conducted as described pre­
liiously'0. Briefly, 2 x 1o' Lih- / Sca-1 +/c-Kir (LSK) cells sorted from the 
scAT or the BM of donor mice were mixed with 2 x Hf competitors BM 
total cells from CS7B1/6 mice. Donor mice were mT/mG mice expressing 
Tomato ubiquitously. ln all the experiments, control and experimental LSK 
cells were sorted from animais of equal age. LSK purity was determined by 
flow cytometry and was between 92% and 97%. The mixed population was 
injected i.v. into lethally irradiated (lOGy, 137Cs source) recipient mice of 
equal age. Mice reconstituted with AT- or BM-LSK (AT-mice or BM-mice) 
were then allowed to recover for 6 weeks. Chimerism was assessed by 
quantifying Tomato· (dP) cells among total CD45+ cells in the SVF. 

RNA extraction and real-time PCR 
Total RNA was isolated from SVF by RLT:ethanol 100% extraction and 
purified using a Microprep kit (Zymo). 250 ng of total RNA was reverse­
transcribed using the High Capaàty cDNA Reverse Transcription kit (Life 
Technologies/Applied Biosystem), SYBR Green PCR Master Mix (Life 
Technologies/Applied Biosystem), and 300 nmol/ L primers (Supplementary 
Table 1) on an Applied Biosystem StepOne instrument. Ali relative gene 
expression was determined using the MCT method and normalized to the 
3684 level. 

ELISA cytokines titration 
At necropsy, exudates were collected at the resection plane 6 and 12 h 
post-resection (400µL). The release of PGD2 and PGE2 was determined. 
with a commercially available OptiEIA kit (BD Biosàences) according to the 
manufacturer's instructions. 

Flow cytometry analysis and cell sorting 
Freshly isolated 9/F cells were stained in PBS containing FcR-blocking 
reagent for 30 min on ice With fluorochrome-conjugated antibodies. 
Phenotyping was performed by immunostaining with conîugated rat anti­
mouse Abs and compared with isotype-matched control Abs (Supple­
mentary Table 2). Cell apoptosis was assessed by AnnexinV (eBioscience) 
.:.nc:l OAPI (,jtaining arcarding t o thP m~nu~rturPr'(,; instrurtionç_ CP.li(; WP.rP 
then analyzed on an LSR Fortessa flow cytometer (BD Biosciences). Data 
acquisition and analysis were performed using Diva (Becton Dickinson) and 
Kalusa version 1.2 (Beckman Coulter) software, respectively, following 
gating strategles indicated in Supplementary Fig 1. 

For LSK cell-sorting experiments, SVF cells were stained with Ly-6NE 
(Sca-1), CDl 17 (c-Kit) antibodies, and Uneage Panel (Lin). Cells negative for 
lineage markers were gated, and Sca-1 and CD117 double-positive cells 
were sorted (BD FACSAria Fusion Ill Cell sorter, BD Biosciences). Enrichment 
of the LSK was determined' by flow cytometry and varied between 92% 
and 97%. A similar strategy was used to sort macrophages on the basis of 
CD45, CDl 1 b, and F4/ 80 expression (Supplementary Table 2). 

ln vivo efferocytosis assay 
Neutrophils from CS7Bl/ 6 miee were isolated from the BM using a 
neutrophil isolation kit according to the manufacturer's instructions 
(Miltenyij. Neutrophils were then stained with 2.5 µM of CellTrace 
carboxyfluorescein succinimidyl ester (CFSE; Molecular Probe) or 5-µM of 
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chloromethyl-benzoyl--aminotetramethyl--rhodamine (CMTMR; Molecular 
Probe). Three heurs before scAT resection, 3 x 106 neutrophils were 
injected i.v. into wild-type, AT- or BM-chimeric mice. The resection plane 
was removed 17 h aftet resection and the proportion of macrophages 
CFSE' or CMTMR+ was visualized and quantified by Image flow cytometry 
and flow cytometry, respectillely, as described prelliously58

• 

Efferocytosis irhibltion was achleved by three successive i.v. injections of 
anti-mouse TIM4 blocking antibody (TIM4 Ab; 0.5 mg/mice/injection) 
(BioXCell, West Lebanon, NH, USA) or its isotype control (rat lgG2b clone 
LTF-2, BioXCell) 12 h before and 3 and 17 h after surgery. 

Image flow cytometry 
lndividual cell images were acquired using IDEAS software (Amnis Merck 
Millipore, Billerica, MA, USA) on a 3-laser 6-channel imaging flow cytometer 
(Image Stream X Mark Il, Amnis Merck Millipore) with x40 magnification. 
For each data file, at least 50,000 single cells were a:quired-debris and 
doublets were e>:cluded based on their area and aspect ratio. Single-stain 
controls were acquîred (all channels on, no brightfield and no sîde scatter 
image), a compensation matrix was calculated and then applied to the 
data files using IDEAS software (Amnis Merck Millipore). Briefly, focus cells 
were identified 1,sing the gradient RMS feature of the brightfield channel 
(Ch04). Single cells wete then identified from de bris and cell èlusters using 
a plot of aspea ratio vs. area of the brightfield ::hannel. Finally, we 
analyzed single cells with plot based on the intensity of CMTMR and F4/ 
80 staining (Ch03 and CH06, respectively). 

Histological evaluation 
3 h after surgical resection, resection planes were sampled at necropsy, 
fixed in 10% neutral buffered formalin and paraffin-embedded. Three µm­
thick paraffin sections were stained with hematoxylin and eosin and 
microscopically evaluated by a pathologist. 

Biphoton microscopy 
The mice were injected in vivo with retro-orbital TRITC, Griffonia 
Simpliàfolia Lectin (Eurobio) to achieve proper vessel labeling. At 30 min 
after in vivo lectin injection, animais were eutharized and scAT was 
temoved, oriented, and fixed a,ernight . scAT was embedded in 2% 
agarose gel and eut into 300 µm slices, then incubated in Bod ipy in PBS/ 
0.2% triton 1 h 3t room temperature. lmaging was performed using a 
Biphotonie Laser Scanning microscope (LSMBBO-Carl Zeiss, Jena, 
Germany) with an objective lens LCl'Plan Apochromat' x l0/0.45 and 
excited using 468nm(bodipy), 561 nm(lectin), and 840 nm (SHG) lasets. 
Images obtained were treated with Fiji Software. 

ln vitro ROS quantification 
The oxygen-dependent respiratory production was measured by chemi­
luminescence in the presence of luminol (66 µM, Sigma-Aldrich) using a 
thermostatically rnonitored luminometer (37°Q (210410A EnVision Multi­
label Reader) on 14 x 104 Gr1- or Gr1-+ cells sorted from SVF. DAMGO ([D­
Ala2, N-Me-Phe4, GlyS-ol]-Enkephalin acetate sait, Sigma Aldrich) was 
added 5 min before luminescence measure. The luminol detects both 
reactive ol<yger and nttrogen intermediates (02.-, ONOO-, OH.). 
Chemiluminescence was continuously monitoted for 1 h. The ROS level 
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was quantîfied and compared between different conditîons using the area 
under the curve. 

Statistical analyses 
Experiments done previously were used to determine animal sample size 
with adequate stafütical power. The number of animais used in each study 
is indicated in the figure legends. Mice were randomized allocated to the 
different groups and investigators were blinded to analyses. Ali results are 
given as means ± SEM. Normallty was checked using the D'Agostino and 
Pearson omnibus normality test, and variance between groups was 
compared. Statistical differences were measured using an unpaired two­
sided Student's t-test, or a nonparametric test (Mann--Whitney) when data 
did not pass the normality test, or when variances between groups were 
different. Data were analyzed using an ANOVA test when there were more 
than two groups. Ali st.atinical analyses were carried out using GraphPad 
Prism 9.0 software and a t.vo-tailed p value with a 95% confidence interval 
was acquirecf. p < 0.05 was considered as signlficant. The following 
symbols for statistical significance were used throughout the manuscript: 
*p < 0.05; *"p < 0.01; -p<0.001. 

For gene expression at 5 and 12 h, a principal component analysis (PCA) 
was also performed as an unsupervîsed dimension reduction method. R 
software 3.6.3 with the "factoextra" 1.0.6 and "FactoMineR" 2.3 packages 
were used. 

Reporting summary 
Further information on re,earch design is available in the Nature Research 
Reporting Summary linked to t his article. 

DATA AVAILABILITV 
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Supplementary Fig 1 
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Supplementary Figure 1: Hierarchical gating strategies for flow cytometry analyses. 

. -

O' tiJ!-

CD1lb 

''Ly6G 

(a) Cells were first gated on FSC/SSC ta eliminate de bris, before gating on DAPI- ta ident ify viable 

ce lis. F4/80 and CD11b staining was then analyzed on CD45+ ce lis. Ta accurately define positive 

versus negative ce lis fo r each antibody, isotype contrais were used. (b) Ce lis were first gated on 

FSC/SSC ta eliminate de bris, before gating on DAPI- ta identify viable cells. CD45+/CD11b+ ce lis were 

then analyzed ta identify macrophages, neutrophils and monocytes, according ta the expression of 

F4/80, Ly6C and Ly6G. lsotype contrais were used ta define positive versus negative subsets. This 

gating strategy was applied in Figures 3 and 4. 
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Supplemantary Fig 2 
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Supplementary Figure 2: ln vivo treatment with anti-Gr-1 antibody depletes neutrophil population. 

(a, b) Representative cytometry analyses of SVF cells isolated from NalM {A) or NalM + anti-Grl 

blocking antibody {Ab a,-Grl) (b) treated mice 72h post-injection, showing CDllb and F4/80 staining 

in CD45+/ Grl+ population in t he front lesion area. (c) Quantification of CD45+/Grl+ cells in scA T 24, 

48 and 72h after treatment with or without Ab a,-Grl in NalM treated mice {n=3). (d) ln vitro 

quantification of ROS production by Grl+ populations sorted from scAT of NalM mice treated or not 

with the selective µ-opioid receptor agonist DAMGO, 6h post-resection (n=3 per group). Data are 

represented as mean ± SEM. (*p < 0.05; ***p<0.001). Ab: Antibody, NalM: Naloxone Methiodide, 

SVF: Stroma! Vascular Fraction, DAMGO: [D-Ala 2, N-MePhe 4, Gly-ol]-enkephalin. 
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Supplementary Fig 3 
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Supplementary Figure 3: Neutrophil apoptosis anid CD36 expression in macrophages. 

(a) Representative flow cytometry histograms showing the percentage of annexin V+ ce lis in the 

co45+ / Ly6G+/CMTMR+ population before injection (left) and 17h post-resection (right). White 

histograms represent isotype controls. (b) RepresE!ntative dot plots of CD36 staining on macrophages 

24h post-resection in scar (NaCI) and regenerative (NalM) healing conditions. (c) Quantificat ion of 

CD36+ macrophages 24h post-resection in scar (NaCI) and regenerative (NalM) healing conditions 

(n=7-8 per group). (d) Quantification by RT-qPCR 21t 24h post-resection of mRNA encoding cd36 in 

macrophages sorted from the resection plane of sicar (NaCI) or regenerative (NalM) conditions (n=S 

per group). Data are represented as mean ± SEM. NalM: Naloxone Methiodide, scA T: subcutaneous 

Adipose Tissue. 
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Supplementary Figure 4: ln vivo treatment with diphtheria toxin depletes CDllc+ macrophages in 

scAT. 

(a) Representative flow cytometry analysis of CDllb and F4/80 staining in the CD45+/CD11c+ 

population. (b) Quantification of CD11c+ macrophages 24h post-resection in CD11c-DTR+ and CDllc­

DTW mice treated with DT and NalM {n= 5 per group). Data are represented as mean ±SEM. DT: 

Diphteria Toxin, NalM: Naloxone Methiodide, scAT: subcutaneous Adipose Tissue. 
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Supplementary Table 1: Muri ne primer sequences used in qPCR analyses 

Gene Forward primer Reverse primer 
36b4 AGTCGGAGGAATCAGATGAGGAT GGCTGACTTGGTTGCTTTGG 

Pgel synthase ATGAGGCTGCGGAAGAAGG GCCGAGGAAGAGGAAAGGATAG 
Coxl AACCGAGTCGTTCTGCCAAT CTAGGGAGGGGACTGCTCAT 
Alox5 GTGCTGCTTGAGGATGTGAA CTACGATGTCACCGTGGATG 

Pgdl synthase TGGGAAGACAGCGTTGGAG AGGCGAGGTGCTTGATGTG 
Lta4h CGTGCCCTTAGTTCCACATT GTTGACAGCTGAACCCCAGT 

116 TTCCTCTCTGCAAGAGACTTC CTGCAAGTGCATCATCGTTGT 
1118 TGCCACCTTTTGACAGTGATG TTGGAAGCAGCCCTTCATCTT 
Tnfa GGCGGTGCCTATGTCTCA CGATCACCCCGAAGTTCAGTA 
Tg/8 TGATACGCCTGAGTGGCTGTCT CACAAGAGCAGTGAGCGCTGAA 
1110 CGGGAAGACAATAACTGCACCC CGGTTAGCAGTATGTTGTCCAGC 

Cxcll CCGAAGTCATAGCCACACTCA CTCCGTTACTTGGGGACACC 
cd36 GATGTGGAACCCATAACTGGATTCAC GGTCCCAGTCTCATTTAGCCACAGTA 

Supplementary Table 2: Anti-mouse antobodies used in flow cytometry analyses 

Antibody Clone Manufacter 
( 045 30F11 BD Bioscience 
(0117 2B8 BD Bioscience 
CDllb Ml/70 BD Bioscience 
CDllc N418 eBiosciences 
(0206 MR6F3 eBiosciences 
F4/ 80 BM8 e Bio sciences 

Lin 145-2(11 BD Bioscience 
Ly6G 1A8 BD Bioscience 
Ly6C AL-21 BD Biosciences 
Gr-1 RB6-8CS BD Biosciences 
Scal D7 eBiosciences 
IL6 MPS-20F3 BD Biosciences 
lll0 JESS-16E3 BD Biosciences 

TNFa. MP6-XT22 eBiosciences 
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Abstract: Medullary and extra-med ullary hematopoiesis has been shown to govern inflammatory cell 
infiltration and subsequently cardiac remodeling and function after acute rnyocardi1al infarction (M[). 

Ernerging evidence positions adipose tissue (AT) as an alternative source of immune œll production. 
We, therefore, hypothesized that AT could actas a reservoir of inflarnmatory œlls ihat participa te in 
ca rdiac horneostasi.s after MI. To reveal the distinct role of inflammatory cells derived from AT or 

bone marrow (BM), dùmeric mice were generated using standard repopulation assays. We showed 
that AMI increased lhe number of AT-derived macrophages in the cardiac tissue. These macrophages 
exhibit pro-inflarnmatory characteristic.s and their specific depletion improved ca,rdiac function as 
well as decreased infarci size and interstitial fibrosis. We then reasoned that the alteraHon of AT­
immune compartment in type 2 diabetes could, thus, con tribu te to defects in cardiac remodeling. 
However, in these conditions, myeloid cells recruited in füe infarcted heart mainly originale from 
the BM, and AT was no longer used as a myeloid cell reservoir. Altogether, we showed here füat a 
subpopulation of cardiac inflarnmatory macrophages emerges from myeloid œlls of AT origin and 
plays a detrimental role in cardiac remodeling and fonction aHer Ml. Diabetes abro~;ates the ability of 
AT-derived myeloid ceJls to populate the infarcted heart. 

Keywords: macrophages; myocardial infarci.ion; adipose tissue; diabetes 

1. Introduction 

Following injury, damaged tissue is repaired tlu·ough the coordinated biological actions 
of d ifferent œ ll types, am ong w hich immune cells p lay a critical role. ln a s teady sta te 
condition, leukocytes mainly derive from bone marrow (BM) hematopoie tic stem cells 
(HSCs). Rem arkably, recentworks h ave challenged the view o f the med ullary origi.n of 
hem atopoiesis and fow1d that systemic inflammation can also stimula te ,extramed u llary 
hematopoiesis in a duit mice and humans. Consis tent w ith this, emerg ing eviidence positions 
adipose tissue (AT) as an alternative reservoir o f inflamma tory cell production. lndeed, a 
s igni.ficant population o f ce Us harboring the same phenotype as BM-derived H SCs have 
been ident:ified in AT [1,2). These cells exhibit the functional features of bona-fide H SCs, 
such as m ultipotency and self-renewaJ. In addition, AT-derived H SCs present an intrinsic 
potential to replenish ail major hematopoietic lineages in long term reconstittution assays, as 
well as to efficiently generate myeloid cells within AT b ut not in conventional hematopoietic 
organs, suggesting a priority homing to AT [2). Th is endogenous AT hematopoietic activity 
contributes to tissu e hom eostasis not only in the AT-imm u ne comparhnent, bu t also in 
other organs [3]. Indeed, AT could serve as a reservoir of myeloid cells able to contribute to 
tissue repair processes in the AT itself, and also in other organs. For example, AT-derived 
m acrophages are requ i.red for AT regeneration [4] and AT-derived m ast cells are capable 

/,,/, f. Mol. Sei. 2022, 23, 10498. h ttps: / /doi.org/10.3390/ijms231810498 https:/ /www.mdpi.com/ journal/ ijms 
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of hom.ing to clifferent organs such as the skin and gut, where they acqufr,e the properties 
of functional tissue mast cells [5]. In agreement w ith this, cardiac mast r elis populating 
the ischemic milieu mainly arise from AT [6]. Such endogenous AT hematopoiesis is 
altered in diabetes, leading to the production of inflammatory cells that sustain c.hronic 
low-grade ·inflammation [7], suggesting that AT reservoir potential and function could be 
modified in metabolic disease and could contribute to alteration of tissue repair process in 
the diabetic setting. 

In the heart, both the innate and adaptive immune systems have been shown to 
regulate cardiac remodeling and function after acute myocardial infarction (MI). In partic­
ular, monocytes and macrophages exhibit a central role in the acute and chronic phases 
of post-MI cardiac repair, as the balance between their pathogenic and pro-healing func­
tion controls the disease outcome (8). Of note, Ly6C1ligh monocytes are continuously 
recruited into ischemic tissue in the first week after Ml, and maintenance of this influx 
depends on monocyte mobilization from a splenic reservoir [9], as well as activation of 
emergency myelopoiesis to increase monocyte production in the bone marrow (meduIJary 
monopoiesis) and the spleen (extramedullary monopoiesis) (10,11). Many of these mono­
cytes may either die or exit the cardiac tissue, whereas surviving monocirtes populating 
the ischemic milieu may acquire distinct macrophage phenotypes associated with specific 
functions in the resolution of inflammation, tissue repair and rernodeling '(12). Consistent 
with this, macrophages mediate the efferocytosis of injured ca.rdiomyocytes, favoring the 
secretion of the proangiogenic and antifibrotic vascular endothelial growth factor to locally 
repair the dysfunctional heart (13]. 

Of great interest, in the se tting of type 2 d iabetes, monocyte and m,1crophage fates 
switch toward an inflamma tory phenotype that precipita tes ad verse ven tricu lar remodeling 
a.fter acute 'MI (14]. Studied diabetic patients displayed an imbalanced inflammatory versus 
reparative macrophage ratio attributable to a reduction in the number of reparative cells (15 ]. 
The inflammatory versus reparative macrophage ratio was also d irectly correlated with 
waist circurnference and glycated hemoglobin. ln a rat mode[ of type 2 d iabetes, the heme 
oxygenase inducer, hemin, promoted preferential polarization of macrophages toward 
anti-inflammatory phenotype in cardiac tissue with concomitant improvement o f cardiac 
function (16]. Diabetic mice had increased numbers of circulating Ly6C1ligh monocytes, 
reflecting hyperglycemia-induced proliferation and expansion of bone marrow m yeloid 
progenitors, as well as relea.se of monocytes into the circulation. Remarkably, treatment of 
hyperglycemia reduced monocytosis [17]. Hence, diabetes could also shape inflammatory 
œ ll infiltration through activation of monocyte mobilization from medullary and extra­
medullary reservoirs, induding AT. 

We, therefore, hypothesize that, in addition ta metabolic and endocrine signais, AT 
could act as a reservoir of myeloid cells that participa te in cardiac remodeling after Ml. 
We also speculate that diabetes could impact inflammation-dependent cardiac remodeling 
through the activation of AT hematopoiesis. 

2. Results 
2.1. Establishment of Expai111entnl Mode/s 

To reveal the distinct role of macrophages derived from AT or BM, chirneric mice were 
generated using standard repopulation assays, as previously described [2]. Briefly, letha.IJy 
irradiated wild-type C57Bl/ 6 mice were reconstituted with 2.lü3 AT-HS:C (AT-mi.ce) or 
BM-H SC (BM-mice) sorted from tdTomato miœ and with 2.105 BM cells isolated from 
wild-type C57Bl/ 6 mice (Figure 1A). Injection of BM cel ls ensured the survival of both 
AT-mice and BM-mice, as previously described (2,18). Chimerism was determined by 
flow cytomeh·y (Figure lB) in AT, BM and spleen. Total chimerism in the AT reached 40 
to 70% in AT- and BM-chimeric mice, respectively (Figure l C). In contras.t, chimerism in 
hematopoietic orga.ns, i.e., BM and spleen, was detected onlyin BM-chi.meric mice and not 
inAT-chirneric animais (Figure lC), as previously described (1). Using these experimental 
models, co45+ / d-rt" cells were identified, and represented a.round 3-4% of total immune 
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cells in the heart of AT-mice, suggesting that a small population of co45+ cells originating 
from AT populated the cardiac tissue in steady state conditions (Figure l C'). 
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Figure 1. Establishment of clùmeric mice models t·o reveal the distinct role of adipose tissue or bone 

marrow-derived inflammatory cells. (A) Hematopoietic clùmera stra tegy: 2.103 hematopoietic stem 

cells (HSC) sorted from sub-cutaneous adipose tissue (AT) or bone marrow (BM) of mTmG mice were 

co-injected with 2. HP total BM ce!Js from C57Bl6 mice into lethally irradiated C57Bl6 recipients. Eight 

weeks after hernatopoietic reconstitution, dùmeric mice were subjected to myocardial infarction. 

(B) Representative dot plots of flow cytometry analyses showing the clümerism (tdT+ cells among 

co45+ cells; open histogram) or wild type cells (dT; grey histogram) in the AT of AT- chirneric 

mice (n = 4). (C) Quantification of the chimerism in sub-cutaneous AT, BM, heart and spleen of 

AT- and BM-chimeric mice (n = 4---0). (D ) Ejection Fraction in unoperated AT- and BM chimeric 

mice (n = 8). (E) Quantification of ejection fraction, infarct size and interstHial ffürosis in sham and 

ùi.farcted clùrneric mice (n = 5). Comparisons between 2 group were performed using Dunn's multiple 

comparisons test. •• p < 0.01. 
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To assess the in vivo functional relevance of our experimental models, chimeric mice 
were subjected to myocardial infarction (MI), 8 weeks after reconstitution. Cardiac function 
was evaluated before and after MI in AT- and BM-chimeric mice. The left ventricle ejection 
fraction was sin1ilaJ' in AT- and BM-mice before surgery (Figure l D). As expected, MI 
prompted a severe decrease in left ventride ejection fraction and a significant increase in 
infarct size as well as interstitial fibrosis, at 2 weeks after the onset of ischemia (Figure lE). 
MI related effects on cardiac function and remodeling were sinùlar in AT- and BM-mice, 
validating the use of these experimental models (Figure l E). 

2.2. A S11bsd of Cardincinflnmnzatory Myeloid Cells Emerges ftom AT-E11dogenous Hematopoiesis 

We next hypothesized that MI could prompt the recruitment and infiltration of inflam­
matory cells originating from AT hematopoiesis within the ca.rdiac tissue. Flow cytometry 
ana lyses were, thus, performed to identify dr immune cells in the heart and blood of AT­
chimeric mice (Figw-e 2 and Supplementary Figure Sl). No CD45+ dr+ cells were present in 
the blood of mice before surgery, and only a few were identified in the heart (Figure 2A). 
MI inc.reased co45+ dT+ cell numbers and percentage in blood and heart, reaching a maxi­
mum on day7 after MI (Figure 2A). We then attempted to cha.racterize the type of cardiac 
CD45+ dr+ cells in this experimental setting at 7 days post-MI. dr+ cells were identified as 
mainly myeloid cells of monocyte and macrophage phenotype. dT' cells were not detected 
within the population of lymphoid cells induding T and B lymphocytes (Figure 2B). 

To further confirm the relevance of the AT rese.rvoi..t~ we compared the number of 
monocytes and macrophages in both AT-mice and BM-mice. We showed that AT- and BM­
mice displayed similar numbers of total and dT' cardiac monocytes and maa·ophages at 
day 7 after Ml (Figure 2C). Equivalentamounts of dT+ monocytes were also found in blood, 
BM and spleen, 7 days post-Ml (Supplementary Figure S2A) showing that the engraftment 
of AT-derived myeloid cells was similar to medullar ce.Us. To compare cells of adipose 
and BM origin, dT+ macrophages were sorted from the hearts of AT- and BM-chimeric 
mice, 7 days post-MI. dT+ macrophages f.rom AT-mice and f.rom BM-mice displayed similar 
expression of inflarnrnatory cytokines such as IL-1 j3 and IL-6 (Figure 2D), as Weil as of IFNy, 
TNFoc, rL-12p40, and chemokines (CCL2, CCL3 and CCLll) (Supplementa1y Figme S2B). 
In contrast, the production of anti-inflammatory cytokine rL-10 was significantly lower in 
cardiac macrophages sorted from AT-mice compa:red wi.th BM-nùce (Figure 2D), suggesting 
that cardiac macrophages derived from AT-endogenous hematopoiesis Iikely exert pro­
inflammatory function. 

These results demonstrate that pro-inflammatnry myeloid cells originating from en­
dogenous AT he.matopoiesis are able to b·ansiently infiltra te the heart after Ml, whe.re they 
are expected to exhibit pro-inflarnmatory characteristics and subsequently have deleterious 
effects on cardiac homeostasis. 

2.3. Specific Depletiol! of AT-Derived Myeloid Cel/s Impmves Cardiac Remodeling after Ml 

To deterrnine the role of AT-derived macrophages in cardiac .remodeling after Ml, 
a hematopoietic repopulation assay was performed, using AT-HSC or BM-HSC isolated 
from mice expressing the diphtheri.a toxin receptor (DTR) under control of the full CDllc 
promoter [7], mixed with competitorBM cells frommT / mG mice, and transplanted into 
lethally irradiated mT /mG recipient mice. Chimeric mice received either diphtheria toxin 
(DT) in orde.r to specifically deplete CD11c+ macrophages deriving from AT or BM, or PBS 
(Figure 3A). In both AT- and BM-mice, DT treatment reduced ca.rdiac CDl 1c+ cells, and 
more specifically, cardiac CDl le+ macrophages (Figure 3B). As a result, cardiac function 
was improved as revealed by the increase in left vent.ride ejection fraction in DT-trea ted 
mice compared w ith controls (Figure 3C). ln addition, whereas capilla.ry density was 
unaffected, both infarct size and interstitial fibrosis were significantly decreased after DT 
treatrnent (Figure 3C). 
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Finally, DT treatment reduced pro-inflammatory cytokines such as IL-1(3, IL--6, IFNy, 
and TNFix. in the heart (Figure 4A) and blood (Figure -Œ) in both AT- and BM-mice. 
DT treatment also decreased chemokines such as CCL2, CCL3, and CCL4 in the heart, 
confim1ing the local inflammation decline (Supplementary Figure S3A,B). These results 
suggest th.at pro-inflammatory CD11c+ ceU-derived macrophages from AT origin display 
deleterious effects in the infarcted heart. 
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Figure 2. Adipose tissue i.s a reservoir of monocytes and macrophages populating the infarcted 
heart. (A) Quantification of CD45+ /d'f+ in blood and heart of sham and înfarcted AT-chimeric 

mice (n = 4- 9). (B) Percentage of dT' cells in mye loid and lymphoid populations, in the heart of 

AT-mi ce, 7 days post Ml (n = 7). (C) Quantification of dT+ and dT- Ly6Chigh, Ly6C10w monocytes and 

macrophages in the heart, 7 days after Ml in BM- and AT-chimeric mice (n = 4- 10). ln the s tacked 
bars, black columns indicate the number of dt œlls and colored columns the number of d'I1' cells in 

BM-miœ (grey) or AT-mice (blue). (D ) Quantification of IL-1 oc, IL-6 and IL-10 production in cardiac 

macrophages sorted from BM- and AT-m.iœ 7 days post MI (n = 4-6). Comparisons between groups 
were performed using Dunn's multiple comparisons test (B) or Mann-Whitney Test (D). • p < 0.05; 

** p < 0.01. 



-108- 
 

ln/. / . Mol. Sei. 2022,23, 10498 6 oflS 

A DonorC011c~ L.ethally lrradlated Chlmerfe 6" mTlmGRecipieot!TNoe Mice 

'-.x9otol d1'BM ~ 2n,,,,11~ cfIB ~ ~ } 
AM -HSC:. . SM Mit;• n T s Myo~ rdJal 

~eld1· BMcef~ 2100011,. ~ ~ c;--- lnfan:tion 

T-HSC ~ TMlce ~ ~ 
B 

0
soo~CD11c•cells 

0
,~acrophages 

i: 8 . 8 . i, a D 
~100 ~ ... ! -- .... 

PBS DT PE1S D T P05 DT PBS OT 
~ ~ ~ ~ 

/\T-mlce PBS /\T-mlce DT 

Figure 3. Depletion of adipose tissue-derived C D11c+ macrophages improves cardiac remodeling and 
function after acute MI. (A) Schematic representation of experimental proced ure: lethally irradia ted 

mT /mG recipient mice were co-injected with hematopoietic stem cells (HSC) sorted from sub­

cutaneous adipose tissue (AT) or bone marrow (BM) and total BM cells isolated from CDl lc-DTR and 

rnT /mG donor mice, respectively. Eight weeks after reconstitution, chirneric rnice were treated with 
diphtheria toxin (DT) or PBS as control at day 0, 3 and 6 after the ischernic insult. (B) Quantification 

of CDllc+ cells and CDllc+ macrophages in the heart, 7 days post-MI in BM- and AT-rnice (n = 3--4). 

(C) Representabve photornicrographs and quantification of ejecbon fraction, infarction size (scale 
bar, 2 mm), interstitial fibrosis (scale bar, lOµm) and capillary density (scale bar, 10 µm) in BM and 

AT-miœ treated with or without DT (n = 4----8). Comparisons between groups were performed using 

Dunn's multiple comparisons test. • p < 0.05 in DT vs. PBS treated mice. 
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Figure 4. Depletion of adipose tissue-derived CDl 1c+ macrophages lowers cardiac inflammation. 
IL-lcx, IL-6, IFNy and TNFcdevels in the heart (A) and the blood (B) of AT-and BM- chîmeric miœ 

treated with or without diphtheria toxin (DT), 7 days post- Ml (n = 4-o). Cornparisons between 

groups were performed using Dunn's multiple comparisons test. ~ p < 0.05 in DT vs. PBS treated 

miœ. 

2.4. Diabetes Abrogates AT-Derived Cel/ Supply in the Heart 

We then reasoned that pathological conditions affecting AT, such as a high fat d iet 
(HFD), may exacerba te the contribution of AT-derived maa·ophages w ithin cardiac tissue. 
For this purpose, AT- and BM-chimeric mice were fed either with norma l chow (NC) or 
a HFD fo.r 8 weeks (Figure 5A). HFD has previously been described to induce insulin 
resistance and dysglycernia in mice, including chimeras [7, 19 ]. We first characterized the 
metabolic profile of these chimeric mice. As expected, after 8 weeks of HFD, total body 
weight and sub-cutaneous AT weight were slightly increased (Supplementary Figure S4A). 
Chimeric mice became glucose intolerant as revealed by an intraperitoneal glucose toler­
ance test, and their fasting glucose levels were significantly higher than those of normal 
chow fed mice (Supplementary Figure S4B). In Ml mice, HFD induced a decrease in Jeft 
ventricle ejection fraction (Figure 5B), and an increase in infarct size and interstitial fibrosis 
(Figure sq, confinning that HFD worsens post-ischemic cardiac function and remodeling. 
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Figure 5. High Fat Diet worsens cardiac remodeling and function. (A) Schematic representation of 
experimental procedure: lethally irradiated recipient mice were co-injected with hematopoietic stem 

cells (HSC) sorted from sub-cutaneous adipose tissue (AT) or bone marrow (BM) and total BM cells 

isolated from mT /mG donor and C57Bl6 donor mice, respectively. Eight weeks after reconstitution, 
mice were the.i1 fed a normal Chow (NC) or a high fat diet (HFD) for 2 months. (B) Ejection fraction 

and (C) infarct s ize as well as interstitial fibrosis in BM- and AT- mke fed a normal Chow (NC) or 

a high fat diet (HFD) for 2 months and then challenged with Ml (n = 4- 10). Comparisons between 

groups were performed using Dunn's multiple comparisons test. • p < 0.05 in H FD vs. NC fed mice. 

This alteration in cardiac remodeling was associated with an increase in Ly6CHigh 
and Ly6CLow monocytes and macrophages in the heart of HFD mice compared with NC 
animais, 7 days post-MI in both AT- and BM-chimeric mice (Figure 6A). However, in 
AT-chimeric mice, the percentage of dT+ cells within the myeloid populations d id not 
ino·ease in parallel (Figure 6A) suggesting that, in diabetic mice, myeloid cells recruited in 
the infarcted heart originated from the BM, and that AT was no longer used as a myeloid 
cell reservoir. The accumulation of cardiac monocytes and macrophages was assodated 
wüh an increase in pro-inflammatory cytokines (IL-1 (3, fL..6, IFNy) in the heart (Figure 6B) 
and blood (Figure 6C), suggesting a pro-inflammato1y polarization for these macrophages. 
Chemokines levels were not changed in diabetic mice in both the heart (Supplementary 
Figure S4C) and blood (Supplementary Figure S4D), except for CCL4 that was increased in 
diabetic conditions in the infarcted heart. 
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Figure 6. Diabetic chimeric mke exhibit higher ca,rdiac inflammation. (A) Quantification of total 

and dT+ Ly6CH.ighand Ly6C1-0 w monocytes, and macrophages in the heart of BM- and AT-mi ce fed 

a normal chow (NC) or a high fat diet (HFD) for 8 weeks (n = 4-S). (B,C) Cytokine levels in the 

heart (B) and the blood (C) of BM- and AT-mice fed a normal chow (NC) or a high fat diet (HFD) for 

8 weeks (n = 4-5). Analyses have been performed 7 days after the onset of acute Ml. Comparisons 
between groups were perforrned using Dunn's mulUple comparisons test. • p < 0.05 and *" p < 0.01 in 

HFD vs NC fed mice. 

To confirm that macrophages deriving from endogenous AT hematopoiesis d id not 
p lay a role in cardiac remodeling after MI under d iabetic conditions, CDllc+ macrophages 
stemming from AT-hematopoiesis were speci.fically depleted using the strategy described 
above. Briefly, irradiated mice were reconstituted with AT-HSC or BM-HSC cells sorted 
from CD1 lc-D1R mice, before being fed with an HFD or an NC for 8 weeks. DT treatment 
was achieved before Ml, and cardiac fU11ction and inflammation were estimated 14 days 
post-slll·gery. ln d iabetic BM-chimeric mice, DT treatment improved cardiac function and 
remodeling, as revealed by the increase in left ventride ejection fraction and capillary 
density, and the decrease in interstitial fibrosi:s and infarct size (Figure 7 A). Nevertheless, 
DT treatment d id not restore cardiac function and remodeling in treated diabetic AT­
dùmeric mice (Figure 7 A). ln this line of reasoning, DT trea tment decreased monocyte and 
macrophage numbers (Figure 7B) as w ell as pro-inflammatory cytokine levels (IL-1(3, IL-6 
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and IFNy) (Figure 7C) in diabetic BM-chimeric mice but not in diabetic AT-chimeric mice. 
Altogether, these results suggest that diabetes abrogates the ability of AT-derived m yeloid 
cells to populate the infarct heart. 
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Figure 7. Adipose tissue-derived CDllc+ macrophage depletion did not regulate cardiac function 

and remodeling in diabetic mice. (A) Ejection fraction, interstitial _fibrosis, infarct size and capillary 

density in diabetic BM-and AT-chimeric mice treated with or without diphtheria toxin (DT) (n = 6-8). 
(B) Monocyte and macrophage number in the heart of diabetic BM- and AT-chimeric mice treated with 

or without DT, (n = 6-8). (C) IL-loc, IL-6 and fFNy levels i11 the heart of diabetic BM-and AT-chimeric 

mice treated with or without diphtheria toxin (DT) (n = 4-o). Comparisons between groups were 

performed using Du1m's multiple comparisons test(• p < 0.05 in DT vs. PBS treated mice). 

3. Discussion 

In the present work, we demonstrated thatasubset of cardiac in.flammato1y maa-ophages 
emerged from myeloid cells of AT origin and p layed a deleterious role in post MI cardiac 
remodeling. Furthermore, in diabetic conditions that worsen post-ischemic card iac function 
and remodeling, the AT was no longer used as a reservoir for inflamma tory macrophages. 

Cardiac macrophages are a heterogeneous cell population of distinct origin exhibiting 
speci.fic phenotype, fw1etion and localization. In s teady s tate cond itions, the adult heart 
contains subsets of resident macrophages of embryonic origin [20). The low number of 
AT-derived œlls in physiological conditions likely precludes a substantial role for these cells 
in cardiac homeostasis. In this Une of reasoning, in physiological conditions, AT-derived 
immune cells primarily repopulate the AT immune compartrnent [2). In sharp contrast, 
the contribution of the AT reservoir to the pool of cardiac monocytes and macrophages is 
substantial after acute MI. Ly6CHigh monocytes are continuously recruited into the ischemic 



-113- 
 

/11/. / . Mol. Sei. 2022, 23, 10498 lloHS 

tissue in the fù-st week a.fter Ml, and maintenance of this influx depends on monocyte 
mobilization from a splenic reservoir and activation of emergency myelopoiesis to increase 
monocyte production in the bone rnarrow (medullary monopoiesis) and in the spleen 
(extramedullary monopoiesis) [10,11]. One can then speculate that AT could participa.te 
in the activation of emergency extramedullary myelopoiesis to increase inflammatory cell 
production and govein cardiac repair after acute MI. 

Our results indicated that macrophages derived from AT-HSC promoted adverse 
ventricular remodeling and cardiac dysfunction. The deleterious role of AT-derived 
macrophages in post-ischemic cardiac remodeling contrasts with the beneficial function 
of these cells in the con.trot of AT homeostasis and repaù- [4]. This dual role emphasizes 
the importance of macrophage imprinting by the cellu lar 1ùche they reside in. lndeed, it 
has been shovm that circulating monocytes engra.fti.ng in tissues, acguire the phenotype 
and .functional properti.es of their resident counterparts (21 ]. Early after Ml, the card iac 
microenvironment is filled w ith pro-inflammatory media to rs that are able to d rive the po­
larization of macrophages (22]. One can, thus, postula.te tha t AT-derived macrophages are 
shaped by the inflammatory post-ischernic cardiac niche and, thus, adopt an inflammatory 
profile, contributing to adverse remodeling of the in.farcted heart. 

This also indicates that ca..rd iac macrophage states are strongly influenced by their 
tissue nùcroenvironment, likely leading to substantial d i.fferences between mice and human 
maa·ophage-related effects. Macrophages within the mouse heart can be segregated into 
CCR2- and CCR2+ subsets with distinct origiru, repopulation processes and functions. On 
the sa.me note, the human cardiac tissue comprises CCR2- and CCR2+ macrophages with 
distinct functional properties and origins, equivalent to that ofmurine macrophages (23]. 
Nevertheless, even by using fate mapping stud ies in mi.ce and single-cell RNA sequenc­
ing in humans to identify the most trai1sa-iptionally conserved subset of maa-ophages, 
these cells stiU display species-specific transcription.al differences [24]. In addition, human 
macrophages are a hlghly heterogeneous population of cells. It has been shown that stimu­
lation ofhuman macrophages with diverse activationsignals, leads to the acquisition of a 
data set of 299 macrophage transcriptomes. Hence, although central t:ranscriptional regula­
tors associa ted with all human macrophage activation have been identified, they are under 
the control of stimulus-specific programs [2.'i]. Furthermore, spatial multi-onùc mapping of 
human myocardial infarction also reveals that a given cell state changes based on the cells' 
neighborhood. For example, gene-regtùatory programs driving in.jury of card iomyocytes, 
activated phagocytic macrophages and t heir relation to myofibroblast differentiation in 
cardiac tissue remodeling are dependent on specific myocardial tissue zones and disease 
stages [26]. Hence, tissue macrophage heterogeneity is a a·iticaJ determinai1t of immune 
responses and Likcly govems the distinct ability of human o..r mouse maa-ophages to shape 
the infarcted heart. 

Diabetes is associated wi th an increase in total macrophage number and pro-inflammato.iy 
cytokine production_ in the infarcted myocardium. In agreement with these data, we have 
previously shown that diabetes induces an alterati.on of endogenous myelopoiesis in the AT 
that leads to the production of pro-inflammatory macrophages [7]. A similar mechanism 
has been described for medullar HSC tha t undergo an epigenetic modification in d iabetic 
nùce, leading to increased macrophage number and pro-inflammatory polarization [27,28]. 
Although the total number of maa-ophages increased in the infarcted myocardiun1, the per­
centage of myeloid cells arising from the AT was severely decreased, showing that in diabetic 
conditions cardiac macrophages prefe.rentially derive from circulating medullar monocytes. 
In agreement with this, the specific depletion of AT-derived macrophages had no effect on 
cardiac function after tvll, whereas imp rovement of card.iac function was obse.rved following 
depletion of BM-derived m acrophages. Hence, in diabetes, AT-derived macrophages do not 
engraft in the myocardium and are, thus, not involved in cardiac remodeling. It is likely 
that medullar macrophages have a competitive advantage over .AT-derived macrophages 
for engraftment in the diabetic cardiac n iche. In this li.ne of reasoning, the diabetic heart is 
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characte1ized by shuctural and metabolic abnormali ties [29,30] that could explain dilierential 
cell engraftment. 

We identified a novel population of cardiac macrophages that dedves from endoge­
nous AT hematopoiesis and accumula tes in the infarcted myocardium, hatboring deleteri­
ous effect in cardiac homeostasis. Identification of the molecular and cellular mechanisms 
that control AT-derived macrophages recruitment and polarization w ill provide new in­
sights in the regulation of cardiac remodeling following Ml. 

4. Materials and Methods 

Animais: Expetiments were performed on 5 to 7 Week-old male C57BL/6 mice (En­
v igo, Gannat, France), congenic male B6.129(Cg)-Gt(ROSA)26Sortm4(ACTB-tdTomato,­
EGFP)Luo/J (mTmG mice, The Jackson Laborato1y, Bar H arbor, USA, s tock N°007676), 
and CD11c+-DTR mice. Animals were group-housed in a controlled environment (12 h 
light/ dark cycles at 21 °C) w ith unrestricted access to water and a standard chow d iet 
in a pa thogen-free animal facility. For CD11c+ cell depletion, mice received an intra peri­
toneal injection of diphtheria toxin (20 ng/.kg) at day 0, and 3 and 6 days after the onset 
of ML Mice were euthanized by cervical dislocation under prior sedation by inhalation of 
isoflw·ane (2.5%). 

Single ce// suspensions: At mice necropsy, BM cells were immediately flushed from the 
sampled femurs and tibias with oc-MEM medium (Life Technologies, Saint Aubin, France). 
Splenocyte suspensions we:re obtained by crushing the spleen through a 40 ~lm cell strainer 
and a red blood cell lysing buffer (StemCell Technologies, Saint Egrève, France) was used to 
remove red blood cells. Subcutaneous AT was carefull y dissected, mechanically dissociated 
and digested at 37 °C w ith collagenase (Roche Diagnostics, Maimheim, Germany) for 
30 min. Cells from the AT stroma vascular fraction (SVF) were collected by centrifugation 
after e lirnination of undigested fragments by filtration, as previously described [2]. Red 
blood œ lls were removed by incubation in hemolysis buffer (140 mM NH4Cl and 20 mM 
Tris, pH 7.6). Left ventricles were collected and minced w ith fine scissors, gently passed 
with PBS/1 % fetal bovine serurn (FBS) through a 12-well T1Ssue Disaggregator (Bel-ArtTM 
SciencewareTM, Fisher Scientific, Illkirch-Graffenstaden, France), and then filtered through 
40 µm nylon mesh to generate cardiac cell suspensions. Cells were then counted and used 
for flow cytometry, or real-time PCR. 

Competitive repopulation assays: Competitive repopulation assays were conducted as 
described previously [2]. Briefly, 2.103 Lin- /Sca-1+/ c-Kit+ cells (HSC) sorted from the AT 
or the BM of donor mice were mixed w ith 2.105 competitor BM total œ lls from C57Bl/6 
mice. In a.li the experiments, control and experimental HSC were sorted from animals 
of equal age. The mixed population was in travenously injected into le thally irradiated 
(10Gy, 137Cs source) recipient mice of equal age, previously anesthetized by inhalation 
of isoflurane (2.5%). Mice reconstituted w ithAT- or BM-HSC (AT-or BM-mice) were then 
allowed to recover for 8 weeks. Ail experin1ents were carried out in compliance w ith 
European Community Guidelines (2010/63/UE) and approved by the Institutional Ethics 
Committee (US 006/CREFRE; CEEA-122) and from the Miriistry of National Education, 
Higher Education and Research (protocol reference: 10691). Chirnerism was assessed by 
quantifying Tomato+ (dT+) œ lls among total CD45+ cells in the SVF. 

Acute myocardia/ infarcticm: Myocardial infarction was induced by left coronary lig­
ation as previously described [31,32]. All experiments were conducted according to the 
Ethical Committee for Animal Experimentation (University of Paris, CEEA 34) and the 
National Charter on the Ethics on Animal Experimentation from the French Minister of 
Higher Education and Research under the reference MESR: n° 01373.01. Briefly, after their 
anesthesia using ketarnine (100 mg/kg body weight) and xylazine (10 mg/kg body weight), 
mice underwent a thoracotomy in the fourth left intercostal space, and a ligation of the 
left anterior descendirig artery. The same procedure was performed on the sham-operated 
mice except that the ligation was not tied. Transthoracic echocardiography was performed 
using an echocardiograph (ACUSON S3000 ultrasound) eguipped w ith a 14 MH z linear 
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transducer (1415SP) as previously described [31,32). Two-dimensional parasternal long-axis 
views of the left ventricle (LV) were obtained for guided B-mode measurements at the end 
of the diastole (d) and systole (s). For functional analysis of the LV viable myocardium, we 
evaluated the LV end d iastolic and end systolic volu me. Percentage ejection fraction (%EF) 
was cakulated using the following formula: ¾EF = [(LVEDV-LVESV)/LVEDV] X 100 [32]. 
For evaluation of card iac remodeling, hearts were excised, rinsed in PBS and frozen in 
liquid nih·ogen. H P.arts were rut by II cryostat (CM 30.'iOS, 1 e ira, Paris, France) into 'i-7 µm 
thick sections. Masson's trichrome and Sirius red staining were performed for infarct size 
and myocardiaI fibrosis evaluation, respectively. Infarct size was calcula ted as the ratio 
of total infarct circumference divided by total left ventricle circumference, as p reviously 
described [31,32]. 111e collagen volume fracti.on was calculated as the ratio of the total area 
oi interstitial fibrosis to the myocyte area in the entire visual field of the section. Endothelial 
cells within capillaries were visualized after Bandeiraea Simplicifolia lectin staining (1: 100, 
FITC-conjugated G riffonia simplicifolia, Sigma-Aldrich, Saint-quentin Fa llavier, Fr ance), 
and cardiomyocytes after wheat germ agglutinin s taining (1:200, Texas Red-conjugated, 
ThermoFisher, Montigny le Bretonneux, France). The resu!ts are expre.ssed as a ratio of the 
number of capillaries per cardiom yocytes. 

Flow cytometry a11aiysis and ce// sorting: Single-cell suspensions of mice spleen, BM, 
heart, blood and SVF were stained in PBS containing FcR-blocking reagent for 30 min at 
4 °C with fluorescent-conjugated antibodies. Phenotyping was performed by i.rnmunos­
taining with conjugated rat anti-mouse Abs and compared w ith isotype-matched contrai 
Abs (Supplementary Table Sl ). Events were then acquired on a LSR Fortessa flow cy­
tometer (BD Biosciences, Le pont de claix, France). Data acquisi tion and analysis were 
performed using Diva (version 8, Becton Dickinson, San Jose, CA, USA) and Kalusa ver­
sion 1.2 (Beckman Coulter, Villepin te, France) or FlowJo software version 10.4.2 (FlowJo 
LLC, Becton Dickinson , Ashland, OR, USA ). Dead cells, debris or red blood cells were 
excluded according to forward scatter (FSC) and side scatter (SSC) profiles. co45+ leuko­
cytes were then gated: dendritic ce Us were identified as CD11chigh MHCilhigh cells, neu­
trophils as C Dllb+Ly6G+ cells, monocytes as CD11 b+F4/80-Ly6C-Ly6Chigh or Ly6C10w 

cells, macrophages as CD11b+Ly6G-CD64+F4/80+ cells. C Dllb- leukocytes were recog­
nized and then gated on B220 and CD3: B lymphocytes were cha.racterized as B220+ cells, T 
œ lls as CD3+ cells and then s tratified by CD4 and CDS expression. 

For H SC-sorting experiments, SVF cells were stained w ith Ly-6A/E (Sca-1), CD11 7 
(c-Kit) antibodies, and Lineage Panel (Lin). Cells negative for lineage markers were gated, 
and Sca-1 and CD117 double-positive cells were sorted (BD FACSAria Fusion III Cell sorter, 
BD Biosdences), as previously described [2]. Enrichment of the HSC was determined by 
flow cytometry and varied betv.reen 92% and 97%. 

For cardiac macrophage sorting, hearts were collected and enzymatically d.igested for 
30 min in a buffer containing Collage.nase JI (1 m g/mL, Serlabo technologies, Enh·aigues, 
France), Collagenase IV (1 mg/ mL, Serlabo technologies, Entraigues, France) and Protease 
XIV (0.1 mg/mL, Sigma-Aldrich). Single-cell suspen sion was then obtained by passing 
tlu·ough a 40 µm cell strainer, before staining with fluorescently tagged antibodies and 
eF!uor780-conjugated Fixable Viability Oye (eBioscience, Villebon sur Yvette, France). 

Chnracterization of cardiac milcrophnges: FACS-sorted cardiac macrophages were then 
used to assess cytokine levels using Bio-Plex Multip lex Immunoassay System (Bio-Rad, 
Marnes la coquette, France). 

Statïstîcal anaiysis: Variance between three or more independent groups was compared 
by using Kruskal-Wallis one-way ANOVA. StatisticaI differences were measured using 
Dunn's multip le comparisons test or non-parametric Mann-Whitney Test. A LI s ta tistical 
analyses were carried out using GraphPad Prism 9.0 software (Ritme, Paris, France). A 
p value < 0.05 was considered significant. The following symbols for statistical significance 
were used throughout the m anuscript: * p < 0.05; ** p < 0.01; **,.. p < 0.001. 



-116- 
 

 

ln/. /. Mol. Sei. 2022,23, 10498 

References 

14 of15 

SupplementaryMaterials: The supporting information can be downJoaded at: hllps://www.mdpi. 

com/ article / 10.3390/ ijm523181049~/s1 . 

Author Contributions: Conœptualization, J.-S.S. and B.C.; methodology, validation and formal 
analysis, l.G. and V.R.; investigation, l.G., V.R., P.A., A.A., V.O., M.-L.R., J.V. and M.L.; writing­
original drait preparation, review and editing, visualization, supervision, project administration and 
funding acquisition, J.-S.S. and B.C. Ail authors have read and agreed to the published version of 
the manuscript. 

Funding: This research was funded by French National Research Agency (ANR), Project «WAT­
HEART» (ANR 16-CE14-0006-01 & ANR 16-CE14-0006-02). 

Institutional Review Board Statement: The animal study protocols were carried out in compliance 
with European Community G11idelines (2010/63/UE), and approved by the institutional ethics 
committees (US 006/ CREFRE; CEEA-122, and University of Paris, CEEA 34) and from the Ministry 
of National Education, Higher Education and Research (protocol reference: 10691 and 01373.01 ). The 
reporting in the manuscript follows the recommendations in the ARRIVE guidelines. 

Informed Consent Statement: Not applicable. 

Data Availability Statement: The datasets used and/or analyzed during the current sh.tdy are 
available from the corresponding au thor on reasonable request. 

Acknowledgments: The authors thank the US006/CREFRE lNSERM/UPS (folùouse, France) and 
specifically the zootechnical core facility for animal care, as well as the imaging platform for small 
an.imals of Université de Paris for echocardiographic analysis. 

Conflicts of Inte.rest: The authors dedare no conilicl of interest. 

1. Han, J.; Koh, Y.J.; M oon, H.R.; Ryoo, H.G.; Cho, C. H.; Kim, T.; Koh, G.Y. Adipose tissue is an extramedullary reservoir for 
functional hematopoietic stem and progenitor cells. Blood 2010, 115, 957- 964. [CrossRef] [PubMed] 

2. Poglio, S.; De Toni, F.; Lewandowski, O.; Minot, A.; Arnaud, E.; Barroca, V.; Laharrague, P.; CasteiUa, L.; Cousin, B. In situ 
production of innate immune cells in murine white adipose tissue. Blood 2012, 120, 4952-4962. [CrossRef] [PubMed] 

3. Cousin, 13.; Casteilla, L.; Laharrague, P.; Luche, E.; Lorsignol, A.; Curnmetti, V.; Paupert, J. lmmuno-metabolisrn and adipose 
tissue: The key role of hernatopoietic stem œlls. Biochimie 2016, 124, 21- 26. [CrossRef] [PubMed] 

4. Ra biller, L.; Robert, V.; Arlat, A.; Labit, E .; Ousset, M.; Salon, M.; Coste, A.; Costa-Fernandes, O.; Monsarrat, P.; Ségui, 13.; et al. 
D riving regeneration, instead of healing, in a duit mammals: The decisive role of resident macrophages through efferocytosis. 
NP/ Regen. Med. 2021, 6, 1-12. [CrossRef] 

5. Poglio, S.; De Toni-Costes, F.; Arnaud, E.; Laharrague, P.; Espinosa, E.; Casteilla, L.; Cousin, B. Adipose tissue as a dedicated 
reservoir of functional mast cell progenitors. Sfe111 Ce/1s 2010, 28, 2065- 2072. (Cros,Ref] 

6. Ngkelo, A.; Richart, A .; Kirk, J.A.; Bonnin, P.; Vilar, J.; Lemitre, M.; Marck, P.; Branchereau, M.; Le Gall, S.; Renault, N.; et al. Mast 
cells regldate myofilament calcium sensitization and heart fi.mction after myocardial infarction. J. Exp. Med. 2016, 213, 1353- 1374. 
[CrossRei] 

7. Ludte, E.; Robert, V; Cuminetti, V.; Pomie, C.; Sastoume-Arrey, Q.; Waget, A.; Arnaud, E.; Varin, A.; La.bit, E.; Laharrague, P.; et al. 
Corrupted adipose tissue endogenous myelopoiesis .initiates diet-induœd metabolic disease. eLife 2017, 6, e23194. [Cros&ReJl 

8. Peet, C.; I vetic, A.; Bromage, D.I.; Shah, AM. Cardiac monocytes and macrophages after myocardial infarction. Cardiovasc. Res. 
2020, 116, 1101-1112. [CrossRef] 

9. Nahrendorf, M.; Swirski, F.K.; Aikawa, E.; Stangenberg, L.; Wurdinger, T.; F igueiredo, J.L.; Libby, P.; Weissleder, R; Pittet, M.J. 
The healing myocardium sequentially mobilizes two monocyte subsets with divergen! and complementary fw1ctions. J. Exp. Med. 
2007, 204, 3037- 3047. [OossRef] 

10. Swirski, F.K; Nahrendorf, M.; Etzrodt, M.; Wildgruber, M.; Cortez-Retamozo, V.; Panizzi, P.; Figueiredo, J.L.; Kohler, R.H.; 
Chudnovskiy, A .; Waterman, P.; et al. Identification of splenic reservoir monocytes and their deployment to inflammatory sites. 
Scieuœ 2009, 325, 612- 616. [CrossRef] 

11. Leuschner, F.; Rauch, P.J.; Ueno, T.; Gorbatov, R.; Macinelli, B.; Lee, W.W.; D utta, P.; Wei, Y.; Robbin.s, C.; lwamoto, Y.; etal. Rapid 
monocyte kinetics in acute myocardial infarction are sustained by extramedullary monocytopoiesis. /. Exp. Med. 2012, 209, 
123-137. [CrossRef] [PubMed] 

12. Sica, A.; Mantovan.i, A. M acrophage plasticity and polarization: In vivo veritas. f. Clin. Investig. 2012, 122, 787- 795. [Croi;sRet] 
fPubMed] 



-117- 
 

ln/. /. Mol. Sei. 2022,23, 10498 15 of 15 

13. Howangyin, K.Y.; Zlatanova, L; Pinto, C.; Ngkelo, A.; Cocha.in, C.; Rouanet, M.; Vilar, J.; Lemjtre, M.; Stockmann, C.; 
Flcischma.n.n, B.K; el al. Myeloid-Epithelial-Reproductive Receptor Tyrosine Kinase and Milk Fat Globule Epidermal Growth 
Factor 8 Coordinately Improve Remodeling After Myocardial l.nfarction via Local Delivery of Vascular Endothelial Growth Factor. 
Circula/ion 2016, 133, 826---839. [CrossRef] [PubMed] 

14. Singla, O.K.; Singla, R.D.; Abdelli, L.S.; Glass, C. Fibroblast growth factor-9 enhances M2 macrophage difierentiation and 
attenuates adverse cardiac remodeling in the infarcted dfobeHc heart. PLoS ONE 2015, 10, e0120739. (CrossRef] 

15. Fadini, G.P.; de Kreutzenberg, S. V.; Boscaro, E.; Albiero, M; Cappellari, R.; Krankel, N .; Land messer, U.; Toniolo, A; Bolego, C.; 
Ggnarella, A; et al. An unbalanced monocyte polarisation in peripheral blood and bone marrow of patients with type 2 diabetes 
has an impact on m.icmangiopathy. Diabetologia 2013, 56, 1856--1866. (CrossRef] 

16. Jadhav, A; Tiwari, S.; Lee, P.; Ndisang, J.F. l11e heme oxygenase system selectively enhances the anti-inflammatory macrophage­
M2 phenotype, reduces pericardial adiposity, and ameliorated ca.rdiac inju.ry in diabetic cardiomyopathy inZucker diabetic fatty 
rats. /. Phannacol. Exp. Ther. 2013, 345, 239- 249. [C.rossRef] 

17. Nagareddy, P.R.; Murphy, AJ.; Stirzaker, R.A.; Hu, Y; Yu, S.; Miller, RG.; Ramkhelawon, B.; Distel, E.; Westerterp, M.; 
Huang, L.S.; et al. Hyperglyœm.ia promotes myelopoiesis and impairs the resolution of atherosclerosis. Cel/ Metab. 2013, 17, 
695---708. [CrossRef] 

18. Miller, C.L.; Dykstra, B.; Eaves, C.J. Characterization of mouse hematopoietic stem and progenitor cells. Curr. Protoc. lmnmnol. 
2008, 22,228.2. [CrossRef] 

19. Burcelin, R.; Crivelli, V.; Da cos ta, A; Roy-Tirelli, A.; Thorens, B. Heterogeneous metaboHc adaptation of C57BL / 6J mice to 
high-fat diet. Am. f. Physiol. E11docri110/. Metab. 2002, 282, E834-E842. (CmssRe_f] 

20. Zaman, R.; Hamjdzada, H.; Epelman, S. Exploring cardiac macrophage heterogeneity in the healthy and diseased myocardium. 
Curr. Opi11. Imrn11nol. 2021, 68, 54---ô.3. (CrossRell 

21. Guilliams, M.; Thierry, G.R; Bonnardel, J.; Bajenoff, M Establishment and Maintenance of the Macrophage Niche. lrnnnmity 2020, 
52, 434--451. [CrossRell [PubMed] 

22. Frantz, S.; Nahrendorf, M. Ca_rdiac macrophages and their role in ischaemic heart disease. Cardiovasc. Res. 2014, 102, 24~248. 
[CrossRef] [PubMed] 

23. Bajpai, G.; Schneider, C.; Wong, N.; Bredemeyer, A; Htùsmans, M.; Nahrendorf, M.; Epelman, S.; KreiseJ, D.; Liu, Y.; Itoh, A.; et al. 
The human heart contains distinct macrophage subsets with divergent origins and functions. Nat. Med. 2018, 24, 1234- 1245. 
[CrossRef] 

24. Dick, S.A.; Wong, A.; Hamidzada, H.; Nejat, S.; Nechanitzky, R.; Vohra, S.; Mueller, B.; Zaman, R; Kantores, C.; Aronoff, L.; et al. 

Three tissue resident macrophage subsets coexist across organs with conserved origins and life cycles. Sei. Tnunwwl. 2022, 
7, eabf777. [CrossRef) (PubMed] 

25. Xue, J.; Schmidt, S. V.; Sander, J.; Draffelm, A; Krebs, W.; Quester, I.; De Nardo, D.; Gohel, T.D.; Emde, M.; SchmidJeilhnei; L.; et al. 
Transcriptome-based network analysis reveals a spectrum mode! of human macrophage activation. lmmrmity 2014, 40, 274-288. 
(CrossRef] [PubMed] 

26. Kuppe, C.; Ramirez Flores, R.O.; Li, Z .; Hayat, S.; Levinson, R.T.; Liao, X.; Hannani, M.T.; Tanevski, J.; Wunnemann, P.; 
Nagai, J.S.; et al. Spatial multi-omjc map of human myocardial infarction. Nature 2022, 608, 766--777. [CrossRd ] [PubMed] 

27. Yan, J.; TI.e, G.; Wang, S.; Tutto, A; DeMarco, N .; Khair, L.; Fazzio, T.G.; Messina, LM. Diabetes impairs wound healing by 
Dnmtl-dependent dysregulation of hematopoietic stem cells differentiation towards macrophages. Nat. Commun. 2018, 9, 33. 
[CrossRef] 

28. Barman, P.K.; Koh, T.J. Macrophage Dysregulation and lmpaired Skin Wound H ealing in D iabetes. Front. Ce/1 Dei•. Bio/. 2020, 
8,528. [CrossReJ:] 

29. Ritchie, R.H.; Abel, E.D. Basic Mechanisms of Diabetic Heart Disease. Circ. Res. 20201 126, 1501- 1525. [CrossRefl 
30. Lopaschuk, G.D. Met.abolie Abnormalities in the Diabetic Heart. Hearl Fail. Rev. 2002, 7,149. [CrossRef] 
31. Zlatanova, !.; Pinto, C; Bomùn, P.; Mathieu, J.R; Bakker, W; Vilar, J.; Lemitre, M.; Voehringer, D.; Vatùont, S.; Peyssom1aux, C.; et al. 

Iron Regtùator Hepcidin Impairs Macrophage-Dependent Cardiac Repair After lnjury. Cirrnlalion 2019, 139, 153~1547. [CrossRef] 
[r ubMedl 

32. Lima Correa, B.; El Harane, N .; Gomez, !.; Rachid Hocine, H .; Vilar, J.; Desgres, M.; Bellamy, V; Keirththana, K.; Guillas, C.; 
Perotto, M.; et al. Extracellular vesides from human cardiovascular progenitors trigger a reparative immu.ne response in infarcted 
hearts. Cardiovasc. Res. 2021, 117, 292- 307. [CrossRef] [PubMed) 



-118- 
 

 

A 

B 

C 

Dendritic cells ~l i :B 
~Ll D ---~-. b---+j- LJ·· ~r:·· Monocytes 
" -~- --·...... (f)(f) d-~ •.. ::.~.==. ==~-1 ~ lL ~,•._ ....... ~ . .,,..., .....J .... _, ... _ 

MHC Il CD11c FSC-A 

----

~ - i -... ~:1 , ~ 

üb Cf) • 
en "1 • ~ 

Siglec-f 
.,,-

T lymphocytes ·: 1 ~ 1,.- __ 

§~. ~ 

Neutrophils 

8220 

Ly6C High 
monocytes 

B lymphocytes 

Ly6C Law 
monocytes 

D iD ,.,_- - =~ ... . -· ... ~' ... . .., ... 

Ne trophils 

.. 
•. 

Eosinophils 

Macrophages 

Supplemental Figure 1 



-119- 
 

 

  

A 3000 1000 

" 
'8 300000 

$ 
~ o. 

~ 2000 :, ., 
E -'o 0 

~ 200000 li' 500 i 10000 
~ 
.; il " ., 

100000 .; " u 
0 0 

BM-mice AT-mice BM-mice AT fflce BM-mice AT--mice 

50000 Ly6C Low monocyte 70000 

60000 " 
11soo 

- 50000 C. 
:, ., 
~ 40000 -0 

~200 ] 30000 
Ê1000 

!!!. 
., il .; c.> 20000 

"100 
10000 

.; 
u 

BM-mice AT-mâ:e BM-mice Aîfflice BM--mice AT--mice 

B 
25 80 800 

20 
600 !!!. !!!. :l 

_ ~ 15 

Q 
.; 

~ ~ 
z0 ~~ 40 Q ce-g 400 
!= g 10 zg .., 0 ... - .... -"' îll -,i, 
~ C. c. 200 

5 

0 
BM-mice AT-mice BM-mice AT 1'llice BM--mice AT-mice 

8 1, o. 

~ 6 g u !!!. 

8 
.!2 0.3 

8 
.; .; 1 . 

8 
.; 

'.j " .., " - " ui 88 [j g 02 
U0 u~ 'a, io 0 

C. 2 a. 0.1 

0 0.0 0.0 
BM-mice AT-OlÎce BM-mice AT-mice B M--mîce AT--mice 

Supplemental Figure 2 



-120- 
 

  

A 
200 • 

~ 1SO 

Q lisl 
~ i D Ê [d i E 8i E 

i Q ioo !2 g ! 
N '.'.l :3 ..J • • <) <) = u e u so u 1 u 

PB§_________.QI PBS DT FSS DT PBS DT FSS DT FSS DT --- ---
BM-mice AT-mice BM-mice AT-mice BM-m ice AT--mioe 

B 2SO 2S 1 

200 1 
20 g Ê 

~ ~· 
1 Id 

E E 

! 'so El g 
! 1S 

a ll 
t, 8 ~ 100 '.'.l 10 :3 

ËI u 8 u 
<.) • u r.;;;a so s i:=:a 

0 0 
PBS DT PBS DT PBS DT PBS DT PBL__Q_T FSS DT ---

BM-mice AT·m ice BM-mîce- AT-mice BM-mice A T-mice 

Supplemental Figure 3 



-121- 
 

 

 

 

A 

B 

~ a ~ ' NC HFD NC HFO ---
BM-mic-e Af.-mîce-

.. SM-mice HFD + AT-mioo HFD 

800 -0- BM:-m!ce liC * A.T•{nice NC 

l! ~·· w 
·i 400 

s 
5 200 

•+--~-~-~-~-~-~ 

1 0 

§0.8 

~O.G 
'f 
1- 0 ,4 .. 
u 
"' 0.2 

0 .0 

~ -
0 lllilil 

0 

NC HFD NC HFD 

e~_nice, AT-mice-

*** 1,0 , 
w * *** 
ro 100 
Ë • 
~ 
0) 50 
i 
~ 
.l! 

0 
0 20 &o 60 ao 100 rzo NC HFD NC HFD NC HF1J 

TIITl()(,nln) 
BM-mice AT-mice AT-mîce 

C 
150 1lO 

= B!8 
~ 60 

Bi 8 }'oo - 140 -'.l '.3 
u u 
(,) u ,0 

0 
"C KFD NC HFD NC HFD NC HFD NC HFD NC f<FO 

BM·mice AT 4 mice BM-mice AT-mice BM-mice AT-mice 

D 
250 

200 ggQ. g lœ i;;i 1 Ôi si }150 

~ ~ 

i i 
- 4 

'.:1100 '.3 :3 
u u V u u 2 u 

so 2 

0 
NC KFD NC HFD NC HFO NC f< FO NC HFO ,ic HFO 

BM-mice AT-miœ BM--mice AT-mice BM-rnice A T-mice 

Supplemental Figure 4 



-122- 
 

3. Un modèle de lésion particulier : le vieillissement  

 

D’un point de vue biologique le vieillissement est caractérisé comme étant le produit de 

l’accumulation de dommages moléculaires et cellulaires, qui, avec le temps entrainent une 

perte d’homéostasie tissulaire se traduisant par une moins bonne capacité de réparation des 

organes (Schmauck-Medina et al. 2022). Il a été mis en évidence que l’inflammation joue un 

rôle primordial dans l’établissement de ce statut biologique. En effet, le vieillissement est 

caractérisé par une augmentation de la concentration de molécules pro-inflammatoires dans 

la circulation aussi appelé « inflammaging » (Franceschi & Campisi 2014). Cette inflammation 

chronique de bas grade est délétère pour le bon fonctionnement des organes notamment 

pour la réparation tissulaire car elle semble associée à la fibrose (Wynn & Ramalingam 

2012b). Avec l’âge, le TA subit de nombreux changements et il a été proposé comme un 

indicateur de fragilité et de déclin de l’état de santé (Stout et al. 2017; Ou et al. 2022). En 

effet, il est l’un des premiers organes impacté par le vieillissement avec une accumulation de 

l’expression de gènes impliqués dans la réponse immunitaire et la production de matrice 

extra-cellulaire (Schaum et al. 2019) mais également avec une accumulation de cellules 

inflammatoires (Lumeng et al. 2011). Le TA semble également être une source importante 

de cytokines pro-inflammatoires au cours du vieillissement, participant à la mise en place de 

« l’inflammaging » (Starr et al. 2009).  

Par ailleurs, le vieillissement se caractérise également par une modification de l’équilibre 

tissulaire en terme de composition en macrophages. En effet, il semblerait qu’au cours du 

temps, les macrophages résidents soient peu à peu remplacés par ceux dérivés des 

monocytes circulants  (Molawi et al. 2014; Geissmann et al. 2003) et que les macrophages 

résidents des tissus acquièrent un phénotype pro-inflammatoire (Duong et al. 2021). Dans 

ce contexte, nous avons émis l’hypothèse selon laquelle une perturbation de l’hématopoïèse 

du TA au cours du vieillissement ayant pour conséquence la modification phénotypique et/ou 

fonctionnelle des macrophages résidents du TA pourrait participer à la mise en place des 

dérégulations inflammatoires associées au vieillissement.   

Pour répondre à cette question, nous avons utilisé le même modèle de chimères 

hématopoïétiques que précédemment. Après avoir vérifié l’efficacité de la reconstitution 
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hématopoïétique 2 mois après la greffe par biopsies du TA, nous avons laissé les souris vieillir 

jusqu’à 12 à 15 mois, âge maximum de survie des chimères. Nous avons ensuite prélevé les 

TA sous-cutanés de ces chimères et avons quantifié par cytométrie de flux les populations de 

cellules immunitaires et analysé leur origine.  

 

3.1.  Résultats  
 

 

Figure 28 : Quantification de l’évolution des populations de CD45 et de macrophages dans le TA de 

souris jeunes et âgées et analyse de leur origine.  

Après digestion des TA sous-cutanés des souris chimères MO et TA jeunes (4 mois) ou âgées (12 mois), 

la SVF a été marquée avec des anticorps anti-CD45, anti-CD11b, anti-F4/80 puis analysée en 

cytométrie de flux. Les pourcentages et nombres de cellules CD45+ parmi les cellules vivantes (A et B), 

de macrophages parmi les cellules CD45+ (C et D) ont été quantifiés dans chacune de ces conditions. 

La proportion et le nombre de cellules chimériques (dT+) dans chacune de ces populations a également 

été quantifiée (E, F, G et H).  

 

Les principaux résultats obtenus montrent que les chimères MO et TA présentent les mêmes 

pourcentages de cellules CD45+ et de macrophages à 4 mois, comme à 12 mois (Figure 28A, 
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27B, 27C). En revanche, le vieillissement s’accompagne dans les deux types de chimères, 

d’une modification des populations immunitaires.  

En effet, le pourcentage et le nombre de cellules CD45+ augmente significativement avec le 

vieillissement passant de 20 à plus 60% dans le TA sous-cutané (Figure 28A, 28B). En 

revanche, le pourcentage de macrophage est significativement diminué chez les chimères 

âgées comparées aux jeunes alors que le nombre reste identique (figure 28C et D), et ce, 

dans les deux types de chimères.  

De façon intéressante, au cours du vieillissement, les cellules dérivées de l’hématopoïèse du 

TA n’évoluent pas de la même façon que celles dérivées de la MO. En effet, la proportion de 

cellules dT+ dans la population CD45+ n’est pas modifiée avec le vieillissement dans les 

chimères MO (Figure 28E) alors que leur nombre augmente (Figure 28F). Chez les chimères 

TA la proportion et le nombre de cellules hématopoïétique sont drastiquement diminués. En 

effet, on ne retrouve quasiment plus aucune cellule immunitaire dérivée de l’hématopoïèse 

du TA dans le TA sous-cutané des souris âgées (Figure 28G, 28H).  

 

3.2. Conclusion  
 

Ces résultats suggèrent en accord avec la littérature qu’avec l’âge, la composition 

immunitaire du TA est modifiée (Lumeng et al. 2011). L’augmentation de la proportion de 

cellules CD45+ corrélée à la diminution de cellules CD45 dT+ dans les chimères TA, et leur 

augmentation en nombre dans les chimères MO suggère une augmentation de l’infiltration 

de cellules CD45+ dérivées de l’hématopoïèse médullaire avec le vieillissement. La diminution 

de la proportion de macrophages parmi les cellules CD45+ mais leur stabilité en nombre au 

sein du TA indique que les cellules infiltrées ne sont pas des macrophages. En outre la 

diminution du chimérisme uniquement dans la population de macrophages issus des 

chimères TA indique que les macrophages dans le TA des souris âgées dérivent de 

l’hématopoïèse médullaire. Il serait intéressant de déterminer quelles sont ces populations 

infiltrées. Il pourrait s’agir de monocytes infiltrés de la MO, de neutrophiles ou de 

lymphocytes T et B qui participent à l’inflammation chronique du TA observée avec l’âge 

(Trim et al. 2018; Ou et al. 2022; Bapat et al. 2015).  
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L’hématopoïèse du TA semble donc bien altérée avec l’âge et même disparaitre, remplacée 

par l’hématopoïèse médullaire. L’absence de chimérisme dans les chimères TA ne nous a pas 

permis d’isoler les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA et d’analyser leur 

phénotype au cours du vieillissement. Cependant, l’absence de macrophages dérivés de 

l’hématopoïèse du TA pourrait contribuer à l’altération de la réparation tissulaire observée 

au cours du vieillissement.  
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Chapitre II : Etude des caractéristiques phénotypiques et 

fonctionnelles des macrophages dérivés de 

l’hématopoïèse du TA et comparaison avec les 

macrophages dérivés de l’hématopoïèse médullaire in 

vitro 
 

1. La production de macrophages résidents du TA grâce à un modèle 

de culture 3D 

Après avoir mis en évidence des différences fonctionnelles in vivo des macrophages dérivés 

de l’hématopoïèse du TA comparés aux macrophages dérivés de l’hématopoïèse médullaire 

nous avons cherché à caractériser in vitro leurs propriétés phénotypiques et fonctionnelles. 

Nous avons ainsi cherché à déterminer si les différences observées in vivo entre ces 2 types 

de macrophages étaient liées à des caractéristiques intrinsèques ou associées à leurs 

environnements.  

L’étude in vitro des macrophages résidents nécessite leur mise en culture, ce qui constitue 

un réel enjeu. En effet, peu d’études décrivent l’isolement, la mise en culture et le maintien 

in vitro à moyen terme des macrophages résidents sans altération de leur fonction. Ainsi, 

récemment, l’étude de macrophages alvéolaires a été réalisée sur une culture de 

macrophages médullaires traités avec un cocktail de cytokines afin de reproduire au 

maximum le phénotype des macrophages résidents du poumon, car les macrophages 

alvéolaires ne se maintiennent pas en culture  (Luo et al. 2021). Connaissant l’importance de 

l’origine développementale des macrophages présentée dans l’introduction (chapitre II,2.2), 

des altérations de phénotypes des macrophages purement résidents n’est pas à exclure dans 

ce type de différenciation.  D’autres systèmes de culture des macrophages résidents ont été 

développés, notamment par la co-culture de ces macrophages avec les cellules stromales 

correspondant à leur tissu d’origine (Ogawa et al. 2019; Tsurutani et al. 2021). Bien que très 

efficaces pour le maintien à long terme et la préservation des fonctions de ces macrophages 

résidents, ces techniques nécessitent par la suite de séparer les macrophages des cellules 

stromales avant de pouvoir les analyser, et cette étape est souvent délétère pour les cellules. 
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Sur la base d’une étude menée au laboratoire, nous avons développé une autre stratégie de 

culture.  La SVF de TA humain est effectivement capable de former spontanément des 

sphéroïdes après 5 à 7 jours en culture dans des plaques Ultra-low adherence (ULA). L’ajout 

de stem cell factor dans le milieu de culture induit l’apparition progressive et continue dans 

le temps d’une population pure de mastocytes à l’extérieur du sphéroïde (Paupert et al. 

2018). Nous avons utilisé cette stratégie pour produire des macrophages de TA de souris in 

vitro. Pour cela, nous avons isolé la SVF du TA sous-cutané de souris et l’avons mise en culture 

dans des plaques ULA dans un milieu supplémenté en M-CSF murin (facteur de croissance 

permettant la différenciation des macrophages). De la même manière qu’avec le TA humain, 

nous avons observé la formation spontanée d’un sphéroïde après 4 jours de culture, et 

l’apparition de cellules adhérentes hors du sphéroïde, au fond des puits de culture à partir 

du 7ème jour de culture (Figure 29). Les cellules isolées disséminées autour du sphéroïde ont 

été analysées en cytométrie de flux, ce qui nous a permis de montrer que la population 

présente au fond du puit est homogène et a toutes les caractéristiques phénotypiques d’un 

macrophage : CD45+, CD11b+, F4/80+.  

Ainsi, ce système de culture en 3 dimensions nous a permis de produire des macrophages 

résidents du TA pour pouvoir en étudier leurs caractéristiques et leurs fonctions et les 

comparer à celles des macrophages médullaires.         
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Figure 29 : Modèle de culture in vitro en 3D permettant la production de macrophages du TA 

Généré avec BioRender 

 

2. Résultats  

Le sytèsme de culture en 3D nous a permis de produire en quantité suffisante des 

macrophages matures (expression du CD45, F4/80 et CD11b) à partir de SVF du TA sans tri 

préalable. Ainsi, nous avons pu étudier l’expression de marqueurs cractéristiques des 

macrophages en cytométrie de flux (CD206, Dectin, CMH-II, MerTK, CD16/32 et CD36) et les 

caractéristiques fonctionnelles par la production de cytokines (CXCL1, IL-6, TNF-α, IL12p40, 

IL12p70, TGF-β et CCL22), la respiration mitochondriale et glycolitique, la fontion de 

phagocytose (E. Coli et Candida Albicans) et la capacité de polarisation pro-inflammatoire 

(IFN) et anti-inflammatoire (IL-4) de ces macrophages en comparaison avec les 

macrophages dérivés des monocytes médullaires. Les résultats montrent que le phénotype 

des macrophages du TA est différent de celui des macrophages d’origine médullaire à l’état 

basal avec une signature CD206, CMHII, CD36 et Arginase-1. De façon surprenante, les 

macrophages du TA présentent à la fois une activité mitochondriale et une activité 

glycolytique plus importantes que les macrophages médullaires, ce qui suggère une flexibilité 
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énergétique beaucoup plus grande. Cependant, leur capacité de polarisation vers un 

phénotype pro-inflammatoire semble identique à celle des macrophages médullaires alors 

qu’ils répondent moins bien à la polarisation IL-4 que les macrophages médullaires. Cette 

différence de polarisation anti-inflammatoire pourrait être due à la surexpression des 

marqueurs anti-inflammatoires à l’état basal, qui ne permettrait pas l’augmentation de 

l’expression de ces marqueurs avec l’IL-4. Enfin, les capacités de phagocytose de bactéries 

(E. Coli) et de levures (Candida Albicans) semblent identiques entre les deux populations de 

macrophages. Cependant la capacité à lier Candida Albicans est augmentée pour les 

macrophages du TA ce qui concorde avec leur surexppression à l’état basal de CD206 et 

Dectine, deux récepteurs des mannanes exposés à la membrane des levures.   

 

3. Conclusion 

 

Cette étude nous a permis de mettre au point au outil efficace permettant la production de 

de macrophages résidents du TA matures et fonctionnels avec des caractéristiques 

spécifiques de macrophages résidents du TA (Russo & Lumeng 2018). La comparaison de leur 

phénotype et de leur fonction avec les macrophages dérivés de la différenciation des 

monocytes médullaires montre que les macrophages du TA ont des caractéristiques 

particulières. En effet, ils semblent plus anti-inflammatoires que les macrophages 

médullaires mais ont la même capacité à s’orienter vers un phénotype pro-inflammatoire et 

à éliminer des pathogènes. Grâce à cette étude, la production de macrophages résidents in 

vitro et l’étude de différents challenges (molécules pharmaceutiques, modifications 

environnementales…) est rendue possible pour mieux identifier les différences de réponses 

entre macrophages résidents et ceux dérivés des monocytes médullaires.  
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Article 3 : Phenotypic and functional characteristics of 

adipose-tissue resident macrophages obtained in 3-

dimensional culture and comparison with bone-marrow 

derived macrophages 
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ABSTRACT 

INTRODUCTION 

Macrophages are distributed all over the body and are critical players in a wide variety of 

physiological processes, including development, regeneration of tissues and organs, removal 

of pathogens, inflammatory response). In adult mammals, two types of macrophages have 

been described in most tissues, tissue-resident macrophages and bone marrow (BM)-derived 

macrophages. Classically, tissue- resident macrophages are described to originate from yolk-sac 

progenitors, self-renew by proliferation under homeostatic conditions, and exhibit anti-

inflammatory properties. In contrast, BM-derived macrophages differentiate from circulating 

monocytes, infiltrate tissues and are involved in inflammatory responses (Ginhoux & Guilliams 

2016; Lee & Ginhoux 2022). In addition, in the adipose tissue (AT), we identified a specific and 

quantitatively significant hematopoietic process, relying on the presence of hematopoietic 

stem/progenitor cells, and contributing to the resident AT-macrophages population (Poglio et 

al. 2012). Interestingly, these AT-macrophages play crucial and specific roles in the control of AT 

homeostasis and regeneration in contrast to macrophages derived from the BM. Indeed, 

inflammatory macrophages derived from endogenous hematopoiesis specifically contribute to 

chronic inflammation and AT dysfunction in a diabetic context, in contrast to macrophages 
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derived from the BM (Luche et al. 2017). In addition, in contrast to BM macrophages, AT 

macrophages are the only ones able to exhibit efficient efferocytosis and rapid clearance of 

neutrophils in a model of AT resection and thus to drive tissue regeneration (Rabiller et al. 2021). 

Furthermore, a subset of cardiac inflammatory macrophages emerged from AT hematopoiesis 

and played a deleterious role in cardiac remodeling following myocardial infarction (Gomez et 

al. 2022). These beneficial or deleterious roles of AT-macrophages emphasize the importance of 

macrophage imprinting by the cellular niche they reside in, and have led us to study their intrinsic 

properties in vitro. In this study, we adapted an efficient method developed to produce mature 

and functional human AT-mastocytes (Paupert et al. 2018), to generate resident AT-

macrophages. We demonstrate here that three-dimensional culture of AT stroma-vascular cells 

leads to the production of mature and functional AT-macrophages that display specific 

phenotypic, metabolic and functional characteristics compared to BM-derived macrophages. 

 

MATERIAL AND METHODS 

Animals 

Experiments were performed on 6 to 8 weeks old male C57Bl6/J Hola HSD mice (ENVIGO). 

Animals were group-housed in a controlled environment (12-h light/dark cycles at 21 °C) with 

unrestricted access to water and a standard chow diet in a pathogen-free animal facility.  

Before adipose tissue and femur removal, mice were killed by cervical dislocation. All 

experiments were carried out in compliance with European Community Guidelines 

(2010/63/UE). 

 

Isolation of adipose derived stromal vascular cells fraction (SVF) and bone marrow cells  

Sub-cutaneous adipose tissues (sc-AT) were collected, and lymph nodes removed. Femurs 

were collected and immediately flushed with α-MEM medium. Sc-AT sustained a mechanical 

dissociation and enzymatic digestion at 37°C with collagenase (NB4, Sigma) for 30 min. After 

filtration and centrifugation, stroma vascular cells were isolated as described previously 

(Rabiller et al. 2021). A red blood cells lysis (NH4Cl 155 mM, K2HPO4 5,7 mM et EDTA 0,1mM) 

was performed on bone marrow (BM) and adipose SVF and cells were then counted with 

Beckman coulter.  
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In vitro production of adipose tissue macrophages (ATM) 

Adipose SVF cells were seeded on ultra-low adherence (ULA) 96 wells round bottom plates 

(COSTAR) (105 cells/well) with 200µL of RPMI supplemented with Glutamax medium (Gibco), 

Heat Inactivated Newborn Calf Serum (hiNBSC) (10%), a cocktail of Amphotericin, 

Streptomycin and Penicillin (1%) and M-CSF (10ng/mL) allowing spheroid formation. Cells 

were centrifuged briefly and incubated at 37 °C with 5% CO2. After two days of culture there 

is a natural cell aggregation leading to a spheroid formation. At day 7, we can see cells leaving 

the spheroid and adhere to the culture plate.   

 

In vitro macrophages culture  

BM cells were seeded on non-adherent Petri dishes at a concentration of 2.106 cells in 10 mL 

of RPMI supplemented with Glutamax medium (Sigma), hiNBSC (10%), a cocktail of 

Amphotericin, Streptomycin and Penicillin (1%) and M-CSF (10ng/mL). Cells were then 

incubated at 37 °C with 5% CO2.  

After 13 days of culture, differentiated BM- and AT-macrophages were counted and seeded 

on adherent culture plates with RPMI supplemented with Glutamax medium (Sigma), hiNBSC 

(10%) and a cocktail of Amphotericin, Streptomycin and Penicillin (1%) overnight.  

Macrophages were then treated or not with IL4 (10ng/mL) or IFNg (50ng/mL) for 4 hours 

(gene expression) or 24h (protein expression), or used for flow cytometry analyses or 

functional assays (phagocytosis and ROS production).  

 

Spheroid dissociation  

After 7, 13 or 21 days of culture spheroids were collected and dissociated with NB4 (1,7 

U/mL) and dispase I (2,5U/mL) at 37°C for 40 minutes. Spheroid were then mechanically 

dissociated with a pipette and centrifuged to complete dissociation.   

 

RNA Extraction and Real Time qPCR 

RNA were extracted from AT and BM macrophages were lysed and purified using a Promega 

extraction kit (Relia PreP ™ RNA Cell Miniprep). 250 ng of total RNA were reverse-transcribed 

using the High Capacity cDNA Reverse Transcription kit (Applied Biosystems, Thermo Fisher 

Scientific). cDNA were diluted and mixed with FAST SYBR GREEN (Roche Dignostics), and 

primers (Supplementary Table) on a LightCycler 480 (Roche Applied Science). All relative 
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gene expression was determined using a standard curve realised with cDNA dilutions (1/5, 

1/10, 1/20 and 1/40) and the ratio with GAPDH reporter gene.  

 

Flow cytometry analysis  

AT and BM macrophages or dissociated spheroid cells were incubated with live/dead reagent 

(Thermosienific) and FcR-blocking reagent for 15 min at 4°C (except for CD16/32 staining). 

Cells were then stained with conjugated rat anti–mouse antibodies and the specificity of each 

staining was checked using specific isotype controls (Supplementary Table).  The intracellular 

staining was realized: cells were fixed with 2% PFA solution for 15 minutes and permeabilized 

with 0,5% Saponin. Then, cells were incubated with intracellular antibody’s diluated in 0.5% 

Sapnonin for 40 minutes. Flow cytometry data were collected on an LSR Fortessa flow 

cytometer (BD Bioscience) using DIVA (Becton Dickinson) software. Data were analysed using 

Kaluza version 2.1 software. Unsupervised and nonlinear dimensionality reduction analysis 

of flow cytometry data (T-SNE) data was realized using FlowJo 10.8.1 software after a Arcsin 

normalization of fsc files. Data were homogeneized by downsampling of each sample (15 865 

events/sample) and gated on alive, CD45+, F4/80+, CD11b+ cells before to apply the nonlinear 

dimensionality reduction to segregate populations into the expression of specific 

macrophage markers.   

 

Cytokine and NO production analysis  

After 24h of treatment (cf. in vitro macrophages culture) supernatants of AT or BM 

macrophage cultures were collected and Cytokines, Chemokines or NO production were 

measured. Cytokine and chemokines production were analyzed with Mouse 

Macrophage/Microglia LEGENDPlexTM fluorescence bead-based immunoassay (BioLegend) 

to probe and quantify the levels of 13 solubles factors (CXCL1, TGF-β1, IL-18, IL-23, CCL22, IL-

10, IL-12p70, IL-6, TNF-α, G-CSF, CCL17, IL-12p40, IL-1β) following supplier’s protocol. Raw 

data were given as the MFI of phycoerythrin (PE) signal. The concentration (pg/mL) of each 

soluble factor present in culture supernatants was determined by comparing the PE MFI for 

each target against 13 individual protein standards. Data were analysed using LEGENDplexTM 

v.8.1 data analysis software (BioLegend). NO production was quantified using Griess reagent 

(homemade ref). A NaNO2 concentration range were realized (64, 32, 16, 8, 4, 2, 1 and 0 µM) 

to measure sample NO concentration and deposited (50µL of each concentration) with 
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samples (50µL) on a white plate. Then Griess reagent were added (50µL). Absorbances were 

measured 30 minutes later in ENVISION (PerkinElmer) at 630 nm. 

 

Metabolic flux analysis 

AT and BM macrophages at 13 days of differentiation were seeded at 20,000 cells/well in a 

poly-D-lysine-coated Seahorse XFe96 cell culture microplate in complete RPMI/Glutamax 

medium supplemented with Heat Inactivated Newborn Calf Serum (hiNBSC) (10%) and a 

cocktail of Amphotericin, Streptomycin and Penicillin (1%) and incubated overnight at 37 °C 

in 5% CO2. A minimum of 5 replicate wells were plated for each condition. Sensor cartridges 

were hydrated overnight in Seahorse XF calibrant at 37 °C without CO2 supplementation. On 

the day of the assay, macrophages were thoroughly washed with PBS and the culture 

medium was replaced with XF DMEM supplemented with glutamine (2 mM), pyruvate (1 

mM) and glucose (10 mM) for the Mito Stress Test or without glucose for the Glycolysis Stress 

Test. The plate was then incubated for 1 hour at 37 °C without CO2 supplementation while 

the Seahorse XFe96 Analyzer was calibrated. Mito stress test consisted of the sequential 

injection of oligomycin (1 µM), FCCP (1 µM) and rotenone (1 µM) + antimycin A (1 µM). 

Glycolysis stress test was performed using glucose (10 mM), oligomycin (1 µM) and 2-

deoxyglucose (100 mM). OCR and ECAR were measured 3 times with 6 min intervals at the 

basal level then after each injection. All measures were normalized to the number of DAPI-

stained nuclei per well at the end of the experiment, using the Operetta High Content 

Imaging System (Perkin Elmer). Cell density, plate coating and FCCP concentration were 

determined by a dedicated pilot experiment. Data were analyzed with the Agilent Wave 

desktop software. 

 

in vitro study of phagocytosis 

To evaluate phagocytosis of E. Coli, AT or BM-macrophages were incubated with pHrodo E. 

coli Bioparticles (100µg/mL) (Invitrogen, Thermo Scientific) in S3 IncuCyte (sartorius). 

Pictures of bright field and red fluorescence were acquired each 15 minutes during 48 hours. 

Data were analysed with S3 IncuCyte software measuring red object intensity on cells area. 

Area under the curve were then calculated.  

Candida Albicans strain was seeded on Sabouraud Petri dish 24 hours before experiment. AT- 

or BM-macrophages were washed with DMEM medium to remove serum and incubated with 
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Candida Albicans for 30 minutes at 37°C (ratio 3 yeasts per macrophages). Unbound yeasts 

were removed by successive washes. Macrophages were then incubated for 4 hours at 37°C 

with 5% CO2 to evaluate killing of C. Albicans or stored at 4°C to evaluate binding of C. 

Albicans. Cells were then lysed by adding sterile H2O 5 minutes at room temperature and PBS 

was added to stop the reaction. Cell lysates were seeded on Sabouraud medium and 

incubated for 24h at 37°C to determine yeast colony forming unit (CFU).   

 

In vitro ROS production  

AT- or BM-macrophages ROS production was evaluated adding 5-amino-2,3-dihydro-1,4-

phthalazinedione (Luminol; Sigma) on culture dish. Basal chemiluminescence reflecting ROS 

production was measured continuously during 30 minutes at 37°C  with luminometer 

ENVISION  (PerkinElmer). 

 

Statistics  

Statistics analyses were performed unsing Prism v9.0 software (GraphPad) by paired t-test. 

A p value < 0.05 were considered statistically significant.   

 

RESULTS 

Generation of AT- macrophages from 3D culture system. To overcome the multiple obstacles 

in culturing ATM, we adapted a previously published protocol of 3D culture, used to generate 

mast cells from human AT (Papupert, 2018). Stromavascular fraction (SVF) of subcutaneous 

AT was plated on ultra-low adherent plates in medium supplemented in macrophage colony-

stimulating factor (M-CSF). This led to the formation of spheroids after 4 days in culture, and 

the spheroids were maintained for at least 10 days (fig. 1A). The size of the spheroids (fig. 

1B), and their cell content (fig. 1C) decreased from 4 to 13 days in culture. Spheroids 

composition was analyzed by flow cutometry after enzymatic dissociation. As uncultured 

SVF, spheroids contained 20 to 40% of CD45+ cells (fig. 1D), and this proportion remained 

stable over time. Interestingly, and in contrast to uncultured SVF, macrophages identified as 

CD45+/CD11b+/F4/80+ accounted for the major immune population within the spheroid (fig. 

1E). Starting at day 10, dispersed cells surrounding the spheroid were observed (fig. 1F), and 

up to 5x103 cell/spheroid were obtained at day 13 (fig. 1G). These cells formed an 
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homogeneous immune population mostly expressing the macrophage cell surface markers 

CD45, CD11b and F4/80 (fig. 1H, 1I). Macrophage purity reached 71.98 ± 2.42 % after 13 days 

in culture (fig. 1I). The 3-dimensional culture system also generated CD11b+/F4/80- myeloid 

cells, accounting for 15.21 ± 2 % of the population surrounding the spheroid (fig. 1I). Flow 

cytometry analyses also showed that the large majority of macrophages expressed Ki67 (fig. 

1J), indicating that they were proliferating in these conditions. Hence, this approach allows 

us to obtain alive tissue macrophages in culture without the need for purification by cell 

sorting.  

Cultured AT-macrophage population exhibit specific features compared to macrophages 

derived from medullar monocytes. Macrophages generated from AT spheroids or from BM 

monocyte differentiation were harvested and then seeded on adherent culture dishes, for 

24h before flow cytometry analysis. We used t-Stochastic Neighbor Embedding (t-SNE) 

analysis to qualitatively assess the difference between AT- and BM- macrophages. In contrast 

to conventional sequential biaxial plot-based analysis, t-SNE analysis generated a single map 

in which the complex multi-dimensional geometric relationships between single cells were 

represented within a two-dimensional space. Singlet and viability gating was performed 

manually prior to data export for analysis (fig. 2A). Individual flow cytometry standard files 

of AT- and BM- macrophages were concatenated to ensure spatial alignment of the same 

population between samples. 15865 cells were randomly used per sample to create a final 

file containing 158650 total cells. The data set was analyzed with the t-SNE algorithm, that 

grouped cells in distinct clusters (Fig. 2B) in which the expression of each parameter was 

visualized with a color code from blue (low expression) to red (high expression) (Fig. 2C). Each 

population was then characterized based on the expression of each antigen as shown on 

their corresponding histograms (Fig. 2C) AT- and BM- macrophages clustered separately, 

mainly based on the expression of MHC Class II, MerTK, CD206, Dectin, CD36 and CD209 (DC-

Sign) (fig. 2B, 2C).  

The comparison between both population was then quantified using conventional flow 

cytometry analysis. The MFI (fig. 2D) and the percentage of positive populations (fig. 2E) were 

shown for classical core macrophage cell surface markers. Consistent with t-SNE 

visualization, we found an significantly higher MFI for MHC class II, MerTK, CD206, Dectin, 

CD16/32 and CD36 in AT-Macrophages compared with BM macrophages. In contrast, no 
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difference in the intensity level of CD209 was observed between both populations (fig. 2D). 

In addition, the percentages of CD206, CD36, CD209 (DC-Sign) and CD16/32 positive cells 

accounted for 76 to 97% of AT-macrophages. In contrast, Dectin, MHC class II and MerTK are 

expressed on 6 to 22% of the population (fig. 2E). It has to be noted that no/almost no BM-

macrophages expressed these 4 markers. 

In order to evaluate the functional capacity of AT and BM-macrophages, the production of 

cytokines was quantified in the cell culture supernatant in unstimulated conditions. We used 

LEGENDPlex bead-based assays to quantifiy the amount of secreted CXCL1, IL-6, TNF-α, 

IL12p40, IL12p70, TGF-β and CCL22 via flow cytometry. As expected, in the absence of 

stimulus, low levels of cytokine release were detected in BM-macrophages. We show that 

AT-macrophages were able to release cytokines to the same extent than BM-macrophages 

except for CXCL1, IL6 and CCL22 that were present in significantly higher amounts in the 

supernatants of AT-macrophage cultures as compared to BM-macrophages. Altogether, 

these results show that AT- and BM-macrophages display different phenotypic and 

functional characteristics. However, these did dot allow to conclude about a pro- or anti-

inflammatory phenotype. We next evaluated the expression of iNOS and Arginase-1 by RT-

qPCR, as representative M1 and M2 polarisation marker respectively in unstimulated (Fig. 

2G). Unstimulated AT-macrophages clearly expressed Arginase-1 in contrast to BM- 

macrophages that expressed iNOS. This signature was associated with a lower NO and ROS 

production by AT- macrophages, indicating that in unstimulated conditions, AT-macrophages 

exhibit a less pro-inflammatory phenotype than BM- macrophages and suggest that these 

two populations display different metabolic activities. 

Cultured AT-macrophages display high metabolic rate. Specific metabolic pathways are 

increasingly being recognized as critical hallmarks of macrophage subsets. We sought to 

determine the energetic metabolism of AT and BM macrophages using the Seahorse 

technology, that allows for the real-time measurement of extracellular acidification rate 

(ECAR, indicative of glycolytic function) and oxygen consumption rate (OCR, indicative of 

oxidative phosphorylation), as readouts of cellular bioenergetic profiles in response to 

metabolic stressors. Glycolysis stress tests were performed to assess the macrophages 

glycolytic function. AT macrophages exhibited a higher ECAR than BM macrophages (Figure 

3A), which translated into significantly higher key parameters of glycolytic function such as 
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glycolysis (3.7 fold), glycolytic capacity (5.9 fold) and glycolytic reserve (300 fold) (Figure 3B). 

To check if BM macrophages had a compensatory mitochondrial metabolism, we performed 

mitochondrial stress tests. Strikingly, AT macrophages also had a higher OCR than their BM 

counterparts (Figure 3C) with, in particular, a significantly higher basal respiration (2.2 fold), 

maximal respiration (3.6 fold) and respiration-coupled ATP production (2.4 fold) (Figure 3D). 

These results indicate that AT macrophages exhibit a highly energetic metabolic state (high 

glycolytic capacity and respiration concomitantly) at the contrary of BM macrophages that 

adopt a relatively low bioenergetic profile, evocative of a quiescent state (Figure 3E). In hand 

with these observations, the highly active metabolic state of AT macrophages translated into 

a high ATP production rate, that was twice greater than that of BM macrophages (Figure 3F). 

M1/M2 polarisation induction of cultured AT- macrophages. We further compared a 

polarisation capacity of cultured AT- versus BM-macrophages to classical M1 or alternative 

M2 phenotype in response to 24 hours of stimulation with IFN-g and IL-4 respectively. To this 

end, pro- or anti-inflammatory cell surface markers induction and the production of pro- and 

anti- inflammatory cytokines in the cell culture supernatants were assessed by flow 

cytometry. As expected IFN-g treatment induced an increased expression of MHC ClassII in 

both AT- and BM-macrophages, in contrast to the expression level of CD209 that was 

unchanged by the treatment. In addition, IFNg treatment did not dramatically change the 

pourcentages of macrophages expressing MHC Class II and CD209. This phenotypic signature 

was associated with an increased secretion of TNF-a, IL-6, and IL-12p40 in a similar extent in 

both types of macrophages. Strikingly, CXCL1 levels were decreased only in BM-macrophages 

cultures under IFNg treatment, and the secretion of IL-12p70 remained unchanged.  

IL-4 treatment was used to polarize macrophages towards an anti-inflammatory phenotype. 

As expected, CD206, Dectin and CD16/32 expression was enhanced by the treatment in both 

AT- and BM-macrophages. MerTK expression level remained unchanged while CD36 was 

induced only in BM-macrophages. IL-4 did not induce any change in the percentage of 

positive cells for each cell surface marker, except for Dectin in BM-macrophages. IL-4 

treatment drastically increased CCL22 in both AT- nad BM- macrophages, with a higher 

induction in BM- than in AT cultures. TGFb secretion was slightly but not significantly induced 

by IL-A in AT- and BM- macrophages, and TNFa production decreased only in AT-
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macrophages. Strikingly, CXCL1 secretion was decreased only in BM-macrophages cultures 

under IL-4 treatment. 

Altogether these results showed that both AT-and BM macrophages are activated either by 

IFNg towards a proinflammatory phenotype or by IL-4 towards an anti-inflammatory 

phenotype. However, although IFNg induced similar changes in AT- and BM- macrophages, 

IL-4 polarisation was less pronounced in AT-macrophages than in BM ones. 

AT-macrophages exhibit similar phagocytic activity than BM-Macrophages. The phagocytic 

capacity of AT macrophages was then assessed in vitro by incubating these cells with bacteria 

E. Coli or yeast Candida Albicans. Indeed, phagocytosis of E. Coli is classically used to measure 

macrophage function. In addition, the overexpression of CD206 and Dectin (both being 

receptors for mannans) in AT-macrophages suggests that these macrophages could be 

efficient in yeast phagocytosis. As shown in Fig. 5A and 5B, AT-macrophages produced in 

vitro were able to phagocyte E. Coli with the same efficiency than BM-macrophages. In 

addition, when incubated with Candida Albicans, AT-macrophages were able to bound and 

kill the yeasts. Interestingly, the binding capacity was significantly higher in AT than in BM-

macrophages, although their killing efficiency was similar. 

 

DISCUSSION 

AT- macrophages paly a crucial role in the control of AT homeostasis and development of 

metabolic diseases (Olefsky & Glass 2010; de Luca & Olefsky 2008; Heilbronn & Campbell 

2008; Suganami & Ogawa 2010; Bourlier & Bouloumie 2009; Luche et al. 2017). However, 

their in vitro study is hindered due to the lack of a good culture system able to generate 

sufficient amounts of cells recapitulating in vivo features. In addition, most of the studies 

have been performed in obese mice, on sorted population. In this study, we developped a 3-

dimensional in vitro sytem allowing the obtention of AT resident functional macrophages, 

without the need for cell sorting, and their culture for a couple week. Our system also paves 

the way for follow-up functional studies of these highly specialized cells. 

Indeed, few studies describe the isolation, and the in vitro culture of resident macrophages 

without altering their function. Alveolar macrophage-like cells were obtained from BM 
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monocyte differentiation by adding cytokines in culture medium (Luo et al. 2021). Other 

systems for culturing resident macrophages have been developed, including co-culture of 

these macrophages with stromal cells (Ogawa et al. 2019; Tsurutani et al. 2021). Although 

very effective for long-term maintenance and preservation of function of these resident 

macrophages, these techniques subsequently require separation of the macrophages from 

the stromal cells before they can be analyzed, and this step is often deleterious to the cells.  

Our system generates cells expressing specific cell surface markers of mature macrophages 

such as CD11b and F4/80. In addition the expression of CD206 suggests that these AT-

macrophages exhibit phenotypic features of M2-like resident macrophages considered as a 

niche for adipocyte progenitors in AT (Nawaz & Tobe 2019). In our system, AT-macrophages 

were able to proliferate, as it is described in lean mice that show basal self-renewal of 

resident AT-macrophages (Li et al. 2020). 

It is proposed that in vivo, AT-macrophages are of anti-inflammatory phenotype, associated 

with a high oxidative rate capacity and mitochondrial function (Huang et al. 2014). In contrast 

to these studies, AT-macrophages generated in our system display both high OCR (measure 

of oxidative phosphorylation) and ECAR (measure of aerobic glycolysis), showing a high 

metabolic activty after stimulation. This signature is often associated with activated 

macrophages in the peritoneum (Pavlou et al. 2017), and in obese AT (Serbulea et al. 2018; 

Sharma et al. 2020), although a recent study suggests that glycolysis is essential to the M2 

macrophage polarization (Yu et al. 2020). Finally, AT-macrophages generated in our in vitro 

system exhibit functional hallmarks of mature macrophages, as they are able to respond to 

pro- and anti-inflammatory stimulation, by adapting their cell surface and secretory 

phenotype. In addition, they exhibit efficient phagocytosis of different pathogens. 

This study is also dedicated to the comparison between AT-macrophages considered as 

resident, and macrophages obtained from classical monocyte differentiation. Little is known 

about this in vitro comparison, especially in AT. We show here a separate clustering between 

AT- and BM- macrophages, mainly based on different expression levels of macrophage 

markers. In addition, they differ in Arginase and iNOS expression, ROS production and basal 

respiration. Overall, the phenotypic and metabolic features of AT and BM- macrophages 

suggests a different polarization in the basal state, AT-macrophages showing a more anti-

inflammatory phenotype than BM-ones, consistent with in vivo data on resident versus 
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monocyte-derived macrophages (Park et al. 2022; Lee & Ginhoux 2022). Although these 2 

populations show phenotypic differences, we were not able to identify a cell surface marker 

specific for AT- or BM-macrophages. IL-4 treatment induces a higher response in BM-

macrophages than in AT-macrophages and this could be related to the higher expression of 

M2 phenotypic markers in the basal state in these AT- macrophages than in BM- 

macrophages. In contrast, the effect of IFNg is similar in both populations, consistent with 

the same phagocytic capacity. This has already been described for Kupffer cells, that are 

capable of responding to an infectious challenge in a similar way than bone marrow derived 

macrophages in vivo despite distinct transcriptomic signature (Beattie et al. 2016)  

In conclusion, the results of our study provide an effective culture method for resident AT-

macrophage that preserve their phenotypic and functional fetaures. It provides an efficient 

tool for future studies to explore differentiation and function of AT-macrophages in vitro, in 

different physiological or pathological contexts. 
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LEGENDS TO FIGURES 

 

Figure 1 : Generation of AT- macrophages from 3D culture system 

Seeding of the SVF cells obtained from murine subcutaneous AT into low adherent plates 

leads to the formation of spheroids. A. Representative picture of these spheroids at 4, 7 and 

13 days of culture. Acquisition was performed using an inverted Nikon Objective x40 (scale 

bar 200µm). B. Kinetic of the spheroid size. C. Spheroid cell number at day 7 and 13 of culture. 

D, E After dissociation, at day 7, 13 and 21, spheroid composition was analyzed by flow 

cytometry. (D) Percentage of hematopietic (CD45+) and non hematopoietic (CD45-) cells 

within the spheroid, and (E) percentage of macrophages identified as CD45+/CD11b+/F4/80+ 

in the CD45+ population of the spheroid quantified by flow cytometry at day 7 and 13 and 

compared to uncultured SVF. F, G, H, I. Starting at day 10 of culture, dispersed cells migrate 

outside of the spheroids. (F) Representative picture of cells that have migrated out of the 

spheroid after 13 days in culture (scale bar 200µm). (G) Number of dispersed cells per 

spheroid obtained after 7 and 13 days in culture. (H) Representative dot plot of flow 

cytometry showing the expression of macrophage specific markers on the surface of cells 
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that have migrated out of the spheroid and selected among singlet alive cells (I). Percentages 

of macrophages (CD45+/F4/80+/CD11b+) and monocytes (CD45+/CD11b+/F480-/Ly6C+) 

among CD45+ dispersed cells surrounding spheroids and quantified by flow cytometry at day 

13 (J). Representative histogram of flow cytometry showing the expression of Ki67 on 

macrophages surrounding spheroids. Results are expressed as mean + ou- SEM  

 

Figure 2 : AT macrophages are mature and phenotypically different from BM macrophages 

Macrophages generated from AT spheroids or from BM monocyte differentiation were 

harvested and then seeded on adherent culture dishes, for 24h. Cells and supernatent were 

then collected and analysed by flow cytometry A, B and C. Unbiased analysis of 5 

independant samples of AT and BM-macrophages was realised using tSNE map with the 

signal strenght of key phenotypic macrophages markers, express with a blue-green-yellow-

red continuous color scale. A. Gating strategies for BM macrophages (left) and AT 

macrophages (right). B. Cell clustering of both macrophage populations showing that BM and 

AT macrophages are distinct populations. C. Intensity of expression of each markers (F4/80, 

CD11b, CD209, CD45, CMHII, MerTK, CD16/32, CD36, Dectin-1, CD206). The expression of 

each parameter was visualized with a color code from blue (low expression) to red (high 

expression) on the t-SNE map, and each population was then characterized based on the 

expression of each antigen as shown on their corresponding histograms D. MFI of 

macrophages markers analyzed by flow cytometry in AT macrophages compared to BM 

macrophages (n=3 to 10). Results are expressed as percentage of values obtained in BM 

macrophages and compared using paired t-test. E. Percentage of AT and BM macrophage 

(CD45+, CD11b+, F480+) expressing extracellular markers : CD36, CD206, Dectin-1, MerTK, 

CD209, CD16/32, CMHII, TLR4 and TLR2 (n=3 to 10). Results are expressed as percentage of 

macrophage population and compared using paired t-test. F. Cytokine production was 

quantified by LEGENDplex in supernatant of AT and BM macrophages cultures in 

unstimulated condition. G-I. Arginase-1 and iNOS mRNA expression evaluated by RT-qPCR 

for (n=3) (G). Nitric Oxyde (NO) production was quantified in the culture medium using Gries 

Reactif (n=5) (H). ROS production was followed during 90min using Luminol and 

Luminescence was measured (n=10) (I). Results are expressed in pg/µl and compared using 

paired t-test. * p<0,05, ** p<0,01 ; *** p<0,001 ; **** p< 0,0001 

 

 

Figure 3 : AT macrophages are more metabolically active than BMDM  

A,B, C and D. Mitochondrial respiration and glycolytic capacity of AT and BM macrophages 

were quantified using Seahorse Agilent Technlogie 96eXF. Results were normalized to the 

cell number using DAPI staining after the assay. A and B. Extracellular Acidification Rate 

(ECAR) upon glycolytic stress (injection of Glucose, Oligomycin and 2-Deoxyglucose) was 
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measured. (A) Representation of real-time measurement of ECAR. (B) Glycolysis, glycolytic 

capacity and glycolytic reserve were calculated (n=5). C and D. Oxygen Consumption Rate 

(OCR) upon mitochondrial stress (injection of Oligomycin, FCCP, Rotenone and Antimycin A) 

was measured. (C) Representation of real-time measurement of OCR. (D) Basal respiration, 

maximal respiration and respiration-coupled ATP production were calculated (n=5). E. Energy 

map of maximal respiration versus glycolytic capacity after FCCP injection (n=5). F. Glyco- and 

mito-ATP production rates were calculated using the aforementioned ECAR and OCR data 

(n=5). Results were compared using Paired t-test. * p<0,05, ** p<0,01 ; *** p<0,001 ; **** 

p< 0,0001    

 

Figure 4 : AT and BM macrophages are differentially polarized by IL-4 and IFN-γ  

Macrophages produced by adipose tissue spheroids and BMDM were seeded on adherent 

culture dish for 24h, then, they were IL-4 stimulated or IFN-γ stimulated for 24h. After 

différenciation with IL-4 or IFNγ MFI (A and E) and % (B and G) expression of macrophages 

markers were analysed by flow cytometry (n=3 to 6) and supernatent were collected to 

analyse cytokine production by LEGENDPlex (D and H) (n= 5 to 6) in AT macrophages 

compared to BM macrophages. Representative MFI histogramm of unstimulated condition 

and stimulated condition were represent for MHC class-II and CD206 under IFN-γ (C) and IL-

4 (F) stimulation respectively. A, B, C and D. IFN-γ stimulation. E, F, G and H. IL-4 stimulation. 

We used Paired t-test for data analysis to compare BM and AT macrophages. $ p<0,05 ; $$ 

p<0,01. We used One Sample t-test analysis to compare stimulated condition to 

unstimulated * p<0,05 ; ** p<0,01 ; *** p<0,001 

 

Figure 5 : AT-macrophages are able to phagocyte with the same efficiency than BM-

macrophages   

Phagocytic capcity of macrophages was assessed using C. Albicans yeast or E.Coli. A and B. 

pHRodo E.Coli were added to macrophages and phagocytosis (apparition of red particles) 

was analysed on InCucyte during 48 hours A Representatives pictures (IncuCyte) of E. Coli 

phagocytose of BM- (up) and AT- (down) macrophages before (left) and after culture (right). 

B. Quantification of phagocytosis. Results are express in AUC of red particles repported to 

cells aera. (n=3) C and D. C. Albicans yeast were added on macrophages for 30 minutes then 

one culture plate was conserved at 4°C to evaluete binding capacity (C) and the other at 37°C 

to evaluate killing capacity (D). Macrophages were lysed and supernatent were spred on 

Sabouraud Petri. 24h later colonies were counted. Results are express in % of binding or 

killing colonies. (n=6) Results were compared using Paired t-test * p<0,05, ** p<0,01 ; *** 

p<0,001 ; **** p< 0,0001. 
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Antibody Fluorescence Provider Clone 

F4/80 PECy7 eBioscience BM8 

CD11b PerCPCy5.5 BD M1/70 

CD45 APC-Cy7 BD 30F11 

CD45 BV786 BD 30F11 

MHC-II V500 BD M5-114-15.2 

CD206 APC eBioscience MR6F2 

Dectine-1 FITC Miltenyi REA263 

CD209a BV711 BD 5H10 

CD36 PE Biolegends HM36 

MerTK BV650 BD 108928 

CD16/32 APC-Cy7 BD 2.4G2 

Supplementary Table 1 : Antibodies for cytometry stainings 
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Discussion  
Comme évoqué dans l’introduction, les macrophages et particulièrement les macrophages 

résidents jouent un rôle primordial dans les processus de réparation tissulaire. L’existence 

d’une hématopoïèse extra-médullaire dans le TA remet en question les dogmes 

précédemment établis selon lesquels les macrophages présents dans les tissus et qui 

interviennent dans la réparation tissulaire sont issus soit de l’hématopoïèse embryonnaire 

soit de la différenciation des monocytes médullaires. Dans ce contexte, la mise en évidence 

des caractéristiques des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA et la compréhension 

de leurs dynamiques d’intervention dans la réparation tissulaire a fait l’objet de mon travail 

de thèse.  

Grâce au développement d’un système de culture en 3 dimensions, nous avons produit des 

macrophages ayant conservé des caractéristiques spécifiques des macrophages résidents du 

tissu adipeux (Russo & Lumeng 2018). Nous n’avons cependant pas pu déterminer si les 

macrophages produits étaient issus des CSH présentes dans la SVF du TA ou uniquement de 

leur prolifération. En effet, même si nous avons démontré la présence de CSH dans le 

sphéroïde, nous n’avons pas pu identifier la présence de progéniteurs myéloïdes. En 

revanche, lorsqu’on isole le sphéroïde des macrophages et qu’on le remet en culture en 

présence de M-CSF, il est de nouveau capable de générer des macrophages. Même si une 

partie des macrophages produits provient de la prolifération des macrophages présents 

initialement dans la SVF, ces résultats suggèrent que le sphéroïde est une source de cellules 

capables de se différencier en macrophages. La comparaison des deux populations de 

macrophages nous a permis de mettre en évidence une polarisation plus anti-inflammatoire 

des macrophages du TA à l’état basal que de ceux dérivés de la MO. Ce résultat est cohérent 

avec les données de la littérature qui montrent que les macrophages résidents du TA sont 

impliqués dans la production de cytokines anti-inflammatoires, le remodelage tissulaire via 

la clairance des cellules apoptotiques et la résolution de l’inflammation (Lumeng et al. 2008). 

Nous avons également démontré qu’ils sont au moins aussi plastiques que ceux de la MO car 

capables de répondre à des stimulations métaboliques et inflammatoires. Cette observation 

concorde avec la description de l’importance du microenvironnement dans l’acquisition du 

phénotype des macrophages notamment au cours de l’obésité où l’environnement 
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inflammatoire chronique les polarise peu à peu en macrophages pro-inflammatoires 

(Suganami & Ogawa 2010). Ces études s’ajoutent à celles déjà menées in vivo sur les 

macrophages résidents et l’importance de leur niche dans l’orientation de la polarisation des 

macrophages résidents (Guilliams et al. 2020).   

Dans la biologie actuelle, définir la polarisation d’un macrophage au sein d’un tissu est une 

tâche complexe. En effet, la plasticité des macrophages leur confère la possibilité d’intégrer 

et de répondre à une multitude de signaux de l’environnement par l’acquisition d’une 

multitude de phénotypes et de fonction. Les macrophages ne peuvent donc plus être définis 

selon les anciennes nomenclatures définies in vitro.  

De façon intéressante, cette plasticité du macrophage pourrait être comparée à celle de la 

cellule souche, capable de se différencier en une multitude de types cellulaires. Il a d’ailleurs 

été montré que les macrophages présentent un profil d’expression plus proche de celui d’une 

cellule progénitrice (myoblaste, pré-adipocyte, cellule souche embryonnaire) que d’une 

cellule différenciée (Charrière et al. 2006).  Certains travaux montrent également que des 

macrophages matures et fonctionnels issus de monocytes sanguins humains, sont capables 

in vitro à la suite d’un traitement spécifique, d’exprimer les marqueurs de cellules d’un 

lignage non-hématopoïétique comme par exemple des cellules épithéliales ou endothéliales 

(expression de la kératine après traitement à l’EGF, du facteur de von Willebrand après 

traitement au VEGF, …) (Zhao et al. 2003). Par ailleurs, d’autres études proposent que des 

cellules présentant des caractéristiques phénotypiques et fonctionnelles des macrophages 

(ou « macrophage-like »)  proviennent de cellules stromales tissulaires notamment dans le 

TA (Charrière et al. 2003; Cousin et al. 1999).  On pourrait donc proposer que, à l’instar de la 

cellule souche (Zipori 2004), la fonction de macrophage puisse être assumée par plusieurs 

types cellulaires et soit donc un état, plutôt qu’une identité. Ceci pourrait aussi expliquer 

l’étendue des phénotypes des macrophages observés au sein des différents tissus et leur 

spécificité de fonction au sein de leur tissu de résidence.   

Les résultats que nous avons obtenus in vivo dans nos deux modèles de réparation 

démontrent l’étendue de la plasticité des macrophages du TA. En effet, leur rôle réparateur 

au sein de leur niche et leur rôle délétère dans la réparation cardiaque montrent leur 

capacité d’adaptation environnementale.   
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Au sein de leur propre tissu, ils jouent un rôle bénéfique sur la réparation tissulaire de la 

même manière que les macrophages résidents sont protecteurs dans la réparation des tissus 

dans lesquels ils sont localisés et permettent le retour à l’homéostasie. Ici, nous avons 

démontré qu’au-delà de la réparation, ils sont indispensables à la régénération du TA 

normalement perdue chez le mammifère adulte. L’hématopoïèse du TA est orientée vers la 

différenciation myéloïde in vivo, et contribue donc au système immunitaire inné et très peu 

au système immunitaire adaptatif. Cela concorde avec les données de la littérature qui 

présentent la perte de capacité de régénération en corrélation avec l’apparition du système 

immunitaire adaptatif (Bertolotti et al. 2013; Sattler & Rosenthal 2016). Dans notre étude 

nous avons démontré que ce sont les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA qui sont 

indispensables à la mise en place de la régénération. Cependant, ils ne permettent pas la 

régénération de manière spontanée du TA, montrant qu’il existe bien chez les mammifères 

adultes un verrou à la régénération qui agit sur les cellules de l’immunité innée dérivées de 

l’hématopoïèse du TA.    

Le TA est un des tissus très conservé au cours de l’évolution (McKay et al. 2003). On le 

retrouve notamment chez l’insecte (très étudié chez la drosophile) sous le nom de corps gras 

où il est défini comme un organe multifonctionnel permettant le stockage d’énergie, la 

production endocrine mais également la réponse immunitaire par la production de peptides 

antimicrobiens (Yongmei Xi 2015). Même s’il semble constitué de façon très différente chez 

les vertébrés et les invertébrés, un grand nombre de gènes du métabolisme ont été étudiés 

et sont conservés au cours de l’évolution  (Kadereit et al. 2008). A ce jour, il n’existe pas 

d’étude, à ma connaissance, ayant comparé la conservation des gènes de l’immunité 

présents dans le corps gras de la drosophile au cours de l’évolution, chez le poisson ou les 

amphibiens. Cependant, on retrouve bien des corrélation d’expression des protéines de 

l’immunité chez le mammifère et la drosophile (Charroux & Royet 2010) suggérant que le 

rôle immunitaire du TA a été conservé au cours de l’évolution.  Chez les amphibiens et le 

poisson zèbre, l’étude du TA est limitée à sa capacité à stocker l’énergie. Les propriétés 

inflammatoires et la présence de cellules immunitaires dans le TA chez ces espèces n’ont été 

étudiées qu’au cours de maladies métaboliques telles que l’obésité mais jamais en conditions 

physiologiques (Gesta et al. 2007). L’importance du TA dans les phénomènes de régénération 

n’a pas non plus été étudiée chez ces organismes. En revanche,  chez la souris, le TA du derme 
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est indispensable à la mise en place d’une réparation cutanée efficace notamment à travers 

l’activation de macrophages (Shook et al. 2020). On pourrait proposer que le TA est un 

organe primitif qui permet une réponse immunitaire innée plus adaptée aux phénomènes 

de régénération que la réponse immunitaire engagée par les cellules médullaires.  

Nous avons démontré que les monocytes et les macrophages dérivés de l’hématopoïèse du 

TA sont des acteurs de la réparation cardiaque à distance. Précédemment, l’origine des 

macrophages intervenant dans la réparation post-infarctus du myocarde était limitée à la 

présence des macrophage résidents du cœur et à l’infiltration des monocytes médullaires 

(Bajpai et al. 2019). Nous avons clairement démontré ici, qu’à la suite d’un infarctus du 

myocarde les monocytes et les macrophages du TA infiltrent le cœur et participent à la mise 

en place de la fibrose cardiaque. Alors que physiologiquement, on ne retrouve pas de cellules 

dérivées de l’hématopoïèse du TA dans le sang des souris, on a pu en identifier à la suite d’un 

infarctus du myocarde comme cela est observé pour les monocytes médullaires (Dutta & 

Nahrendorf 2015). L’infarctus active également une hématopoïèse d’urgence dans la rate et 

induit la migration de monocytes spléniques vers le site infarci (Swirski et al. 2009; Leuschner 

et al. 2012).  Ainsi, le TA pourrait servir de réservoir dans lequel l’hématopoïèse d’urgence 

serait activée par les signaux pro-inflammatoires induits par la lésion et interviendrait plus 

rapidement que les monocytes médullaires. En revanche, nos études ne nous ont pas permis 

de déterminer si ces cellules myéloïdes étaient issues du TA péri-cardiaque ou d’un tissu 

adipeux plus éloigné comme le TA sous-cutané, qui est le dépôt adipeux dans lequel 

l’hématopoïèse est la plus efficace. Il serait également intéressant de déterminer la nature 

des cellules qui migrent vers les organes lésés. Deux hypothèses coexistent, soit les 

macrophages sont recrutés directement depuis le dépôt adipeux, soit ce sont des monocytes 

qui circulent comme c’est le cas des monocytes médullaires (Rizzo et al. 2022). 

Physiologiquement, le TA contient très peu de monocytes. L’activation de l’hématopoïèse 

par des signaux inflammatoires pourrait induire leur production et leur migration vers le site 

de la lésion. Ceci a déjà été démontré pour les mastocytes dérivés de l’hématopoïèse du TA. 

En effet, alors qu’ils représentent une population minoritaire dans le TA, l’infarctus du 

myocarde entraine une forte infiltration des mastocytes du TA (Ngkelo et al. 2016).  

L’hématopoïèse du TA semble donc comme celle de la rate jouer un rôle d’hématopoïèse 

d’urgence, au moins dans le cœur en fournissant des cellules immunitaires au tissu lésé. Alors 
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que les mastocytes dérivés de l’hématopoïèse du TA jouent un rôle bénéfique dans la 

réparation cardiaque post-infarctus en augmentant la contractilité des fibres cardiaques 

(Ngkelo et al. 2016), les macrophages jouent un rôle délétère, similaire à celui des monocytes 

recrutés depuis la MO avec des actions pro-inflammatoires et pro-fibrotiques (Kratofil et al. 

2017). Des études sur le cœur plusieurs mois après l’infarctus pourraient également révéler 

si, comme les macrophages dérivés des monocytes médullaires, les macrophages dérivés de 

l’hématopoïèse du TA peuvent rester dans le tissu cardiaque à long terme et participer à 

l’inflammation de bas grade qui persiste post-infarctus (Kain et al. 2014).  

La proximité du TA avec la plupart des organes suggère que les cellules immunitaires 

(notamment les macrophages et les monocytes) pourraient intervenir lors de microlésions 

qui surviennent dans les organes au cours de la vie. Les résultats préliminaires que nous 

avons obtenus, montrent que l’hématopoïèse du TA diminue avec l’âge et que la majorité 

des macrophages du TA provient de la MO chez la souris âgée. En outre, nos études in vitro, 

renforcent ce message puisque nous avons été dans l’incapacité de produire des 

macrophages avec notre système de production en 3 dimensions à partir de TA sous-cutané 

de souris âgées (résultats non montrés). L’augmentation de l’inflammation observée dans le 

TA avec le vieillissement (Schaum et al. 2019) pourrait donc être due au moins en partie, à 

un remplacement des macrophages dérivés de l’hématopoïèse du TA par ceux dérivés de 

l’hématopoïèse médullaire plutôt qu’à des modifications phénotypiques des macrophages 

produits par l’hématopoïèse endogène du TA.  

Enfin, un nombre croissant d’études décrit l’existence de progéniteurs hématopoïétiques au 

sein d’autres tissus que la MO, y compris en conditions physiologiques (Mende & Laurenti 

2021). On retrouve ainsi des CSH ou des progéniteurs hématopoïétique dans la rate, le foie, 

le poumon, le muscle, la gencive, le rein et l’intestin grêle (Asakura & Rudnicki 2002; Kotton 

et al. 2005; Lefrançais et al. 2017; McKinney-Freeman et al. 2003; Krishnan et al. 2021). Les 

études préliminaires menées sur ces progéniteurs ont montré qu’ils étaient capables, in vitro, 

de produire des colonies (Asakura & Rudnicki 2002). In vivo, les CSH musculaires de manière 

identique aux CSH du TA ont permis la reconstitution hématopoïétique de souris irradiées 

(McKinney-Freeman et al. 2003). En revanche la capacité de repeuplement des CSH de la rate 

semble moins efficace que celle des CSH de MO mais elles permettent la production 

localement de cellules immunitaires participant au pool de cellules immunitaires spléniques 
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(Morita et al. 2011). Des résultats très préliminaires obtenus avec notre système de culture 

en 3 dimensions montrent qu’il est possible de produire des macrophages à partir de 

poumons et de foie, ce qui serait cohérent avec l’existence au sein de ces tissus d’une 

hématopoïèse endogène permettant la production de cellules immunitaires, même si nous 

n’avons pas clairement identifié le mécanisme de production des macrophages dans notre 

système de culture.  

La présence d’une hématopoïèse endogène dans différents organes pourrait remettre en 

question le dogme selon lequel les cellules immunitaires tissulaires proviennent 

exclusivement de l’hématopoïèse embryonnaire ou médullaire adulte et pourrait expliquer 

au moins en partie les altérations hématopoïétiques observées avec l’âge. Etant donné 

l’importance de la niche dans la différenciation des CSH, les modifications du stroma qui 

accompagnent le vieillissement pourraient être à l’origine d’une modification voire d’une 

incapacité des CSH à générer des cellules hématopoïétiques différenciées. En effet, la fibrose 

observée avec l’âge dans les différents organes et notamment dans le TA où elle apparaît 

précocement (Schaum et al. 2019), pourrait contraindre les CSH à un état de quiescence 

forcé, et donc diminuer voire abolir leur différenciation en cellules immunitaires résidentes. 

Ces dernières devraient alors être remplacées par les cellules immunitaires d’origine 

médullaire afin de maintenir l’équilibre tissulaire. L’altération de l’hématopoïèse extra-

médullaire, ajoutée aux modifications de la niche médullaire chez le sujet âgé pourrait donc 

expliquer le biais de différenciation des CSH médullaires vers la myélopoïèse observé au 

cours du vieillissement (Kovtonyuk et al. 2016). L’excès de cellules dérivées de 

l’hématopoïèse médullaire considérées plus pro-inflammatoires que les cellules résidentes 

au sein des tissus participerait ensuite à l’accentuation du profil inflammatoire des tissus 

observée au cours du vieillissement.  

En conclusion, le travail décrit dans ce manuscrit montre que les macrophages dérivés de 

l’hématopoïèse du TA ont des caractéristiques particulières et jouent un rôle spécifique dans 

les processus de réparation tissulaire. Le rôle exact des cellules à l’état physiologique n’a pas 

encore été élucidé. Elles pourraient constituer une population immunitaire d’urgence 

susceptible d’être recrutée en cas de besoin, et/ou une réminiscence de l’évolution. 

L’ensemble de ces études remet en cause le dogme selon lequel l’hématopoïèse adulte a lieu 
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uniquement au sein de la MO et interroge sur le devenir des CSH tissulaires au cours du 

vieillissement.  
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