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Résumé 
 

Le Peroxysome Proliferator-Activated Receptor α (PPARα) est un récepteur nucléaire jouant 

un rôle clé dans la prévention de la stéatohépatite non-alcoolique (NASH) et constitue une cible 

thérapeutique prometteuse pour le traitement de cette maladie. Cependant, son expression est 

diminuée dans les foies des patients atteints de NASH. De plus, les agonistes de PPARα en essais 

cliniques ne semblent pas être suffisamment efficace pour résoudre la maladie. L’étude des 

mécanismes de régulation de PPARα lors de la progression de la NASH est donc cruciale pour mieux 

définir les stratégies thérapeutiques contre cette atteinte hépatique. Pour cela, dans le cadre de ce 

projet de thèse, une analyse transcriptomique de foies de patients atteints de NAFLD a été réalisée et 

les gènes surexprimés lors de la progression de la maladie ont été identifiés. Parmis ces gènes, se 

retrouve l’Human leukocyte antigen-F Associated Transcript 10 (FAT10 ou UBD) dont l’expression 

corrèle positivement avec la sévérité de la maladie et négativement avec l’expression de PPARα dans 

les foies humains. FAT10 code pour une protéine de la famille des « ubiquitin-like » connue pour être 

impliquée dans le développement de l’hépatocarcinome. Cependant, son éventuel rôle dans le 

développement d’autres atteintes hépatiques, telles que la NASH, n’a pas été étudié à ce jour. Ainsi, 

l’objectif de cette thèse a été de caractériser l’expression de FAT10 in vivo lors de la progression de la 

NASH et d’étudier l’impact de FAT10 sur l’activité et l’expression de PPARα dans ce contexte. 

Ainsi, la surexpression de Fat10 est retrouvée dans les foies des souris atteintes de NASH suite 

à différents régimes. L’étude des hépatocytes de ces souris démontre que cette surexpression est 

spécifique des hépatocytes dans lesquelles l’expression de Fat10 corrèle négativement à celle de 

Pparα. Dans les foies des souris et des humains atteints de NASH ainsi que dans les hépatocytes 

humains surexprimant FAT10 une interaction entre FAT10 et PPARα est mise en évidence. La 

diminution de l’expression de FAT10 in vitro favorise l’activité de PPARα et le métabolisme des lipides. 

La surexpression de FAT10, au contraire, inhibe l’expression des gènes cibles de PPARα et réprime le 

métabolisme des lipides. In vivo, ces résultats sont retrouvés puisque la surexpression de Fat10 dans 

le foie des souris réprime l’activité transcriptionelle de Pparα en réponse à un jeûne et en réponse à 

un agoniste.  

L’ensemble de ces données montre donc que FAT10 est surexprimée dans les hépatocytes lors 

du développement de la NASH. Cette surexpression est associée à une interaction entre FAT10 et 

PPARα et à une inhibition de l’activité de PPARα en réponse au jeûne et à un traitement par un 

agoniste. Ces résultats identifient donc FAT10 comme un nouveau régulateur négatif de l’activité de 

PPARα dans un contexte de NASH. 
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Abstract 
 

The Peroxysome Proliferator-Activated Receptor α (PPARα) is a nuclear receptor playing a key 

role in the prevention of Non-alcoholic steatohepatitis (NASH). Thus, it is an interesting therapeutic 

target for the development of treatments against this disease. However, PPARα expression is 

decreased in the livers of NASH patients and PPARα agonists have lacked efficiency in the resolution 

of the disease. The study of the mechanisms involved in PPARα regulation during NASH progression is 

crucial in order to determine better therapeutic strategies against this disease. In the context of this 

thesis, a transcriptomic analysis of NASH human livers was performed to identify the genes 

overexpressed during the disease progression. Among these genes, the Human leukocyte antigen-F 

Associated Transcript 10 (FAT10 or UBD) was found to correlate positively with NASH severity and 

negatively with PPARα expression in human livers. FAT10 encodes for a protein part of the “ubiquitin-

like” family which is known to be involved in the development of hepatocarcinoma. However, FAT10’s 

role in the development of other hepatic diseases, such as NASH, has not been studied yet. Thus, this 

thesis aims at caracterizing Fat10 expression during NASH progression and to study the impact of 

FAT10 on PPARα expression and activity in this context.  

 Fat10 expression was assessed in several murine models of NASH. As FAT10 is known to 

interact with its targets to regulate their expression and activity, FAT10 interaction with PPARα was 

measured by co-immunoprecipitation and Proximity Ligation Assay on human and murine livers in vivo, 

and on human hepatocytes cell lines in vitro. The impact of FAT10 modulation on PPARα activity and 

expression was determined with human hepatocytes cell lines and a surexpression murine model 

induced by adenoviral infection. 

 Fat10 overexpression is observed in the livers of mice during NASH development. The study of 

hepatocytes isolated from these mice shows that this overexpression is specific of the hepatocytes in 

which Fat10 expression correlates negatively with Pparα expression. In human and murine livers 

overexpressing FAT10, an interaction between FAT10 and PPARα is observed. FAT10 downregulation 

in vitro improves PPARα activity and lipid metabolism. FAT10 overexpression in hepatocytes cell lines, 

on the contrary, inhibits PPARα target genes expression and lipid metabolism. In vivo, these results are 

reproduced since Fat10 overexpression in mice livers represses Pparα activity in response to fasting 

and agonist treatment. 

 Altogether, these results demonstrate that FAT10 is overexpressed in hepatocytes during 

NASH progression. This overexpression leads to an interaction between FAT10 and PPARα and to the 

repression of PPARα activity in response to fasting or agonist treatment. Such data identify FAT10 as a 

new negative regulator for PPARα during NASH development.   
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PCLS : Precision-cut liver slices 

PCNA : Proliferating cell nuclear antigen  

PDGFα : Platelet derived growth factor alpha  

PDH : Pyruvate dehydrogenase 

PDK4 : Pyruvate dehydrogenase kinase 4 
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QSP : Quantité suffisante pour  

Rab7 : Ras-related protein 7  

ACAD : FAD-dependant Acyl-CoA 

dehydrogenase  
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mTOR 

RE : Réticulum endoplasmique  

REV-ERB : Reverse gene of thyroid receptor  
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ROS : Reactive oxygen species 

RT : Rétro-transcription  

RXR : Retinoic X receptor  

S : Stéatose  

Saa : Serum amyloid A 

SAE : SUMO-activating enzyme  
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SLC27A : Solute carrier 27A 

SMRT : Silencing mediator of retinoid and 
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SPPARM : Selective PPAR modulators  

SQSTM1 : Sequestosome 1  

SRC : steroid receptor coactivator 

SREBP : Sterol regulatory element binding 

protein 

STAT : Signal transducer and activator 

transcription  

SUMO : Small ubiquitin-like modifier  
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TBL1 : Transducin beta-like protein 1  
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TIF : Transcriptional mediators intermediary 
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TNF : Tumor necrosis factor  
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VLDL : Very low density lipoprotein  
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Avant-propos 
 

 Les NAFLD sont un problème de santé publique grandissant pour les sociétés actuelles. Cette 

manifestation hépatique du syndrome métabolique est un spectre de pathologies complexe et 

constitue un facteur de risque majeur dans le développement d’autres maladies métaboliques, telles 

que les maladies cardiovasculaires ou le diabète de type 2. Les NAFLD se caractérisent par une 

accumulation chronique de lipides dans le foie qui donne lieu à une inflammation que l’on qualifie de 

stéatohépatite non-alcoolique (NASH). Une fibrose peut alors se développer dans le tissu hépatique 

jusqu’à atteindre le stade de cirrhose. Dans le cadre de l’étude des mécanismes impliqués dans le 

développement des NAFLD, le récepteur nucléaire PPARα a été identifié en tant que cible 

thérapeutique potentielle. En effet, l’activation de PPARα par ses agonistes est hépatoprotectrice 

puisque le récepteur nucléaire induit la transcription de gènes clés du métabolisme des lipides. De 

plus, PPARα inhibe des facteurs importants des voies de signalisation de l’inflammation et prévient la 

fibrogenèse. Malheureusement, l’expression génique de PPARα est diminuée avec la progression de la 

NASH.  

 

 Ainsi, dans l’équipe, l’étude transcriptomique d’une cohorte de patients obèses atteints de 

NAFLD a été réalisée dans le but d’identifier des gènes associés à cette diminution de l’expression de 

PPARα lors de la progression de la maladie. Ainsi, une corrélation négative entre l’expression de PPARα 

et celle de FAT10 a été observée. Le projet de thèse s’est donc articulé autour de la compréhension de 

l’implication de la protéine codée par FAT10 dans la régulation de l’expression et de l’activité de PPARα 

lors de la progression de la NASH. 

 

 Ce manuscrit de thèse retrace donc la progression de ce projet et débute par l’introduction 

composée de 3 parties. La 1ère partie présente la protéine « ubiquitin-like » FAT10, impliquée dans de 

nombreux mécanismes physiopathologiques. FAT10 est surexprimée par des stimuli pro-

inflammatoires dans les différents tissus de l’organisme, notamment dans le foie. Cependant, son rôle 

dans les atteintes hépatiques associées au métabolisme, telles que la NASH, est méconnu. La 2nde partie 

décrit l’organe touché par ces pathologies qu’est le foie, son rôle clé dans le métabolisme des lipides 

ainsi que les déséquilibres à l’origine du développement des NAFLD. Enfin, la 3ème partie se concentre 

sur la cible thérapeutique de choix qu’est PPARα pour le traitement des NAFLD. Son rôle dans le 

métabolisme des lipides ainsi que les effets de son activation sur les NAFLD sont détaillés dans cette 

partie.  
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 Le cœur de ce manuscrit présente les travaux originaux répondant à la question de l’impact 

de FAT10 sur la régulation de l’expression et de l’activité de PPARα lors de la progression de la NASH. 

La caractérisation de l’expression de FAT10 dans ce contexte pathologique ainsi que l’impact de sa 

modulation sur l’expression et l’activité de PPARα y sont explorés à l’aide de plusieurs modèles 

humains et murins in vivo et in vitro. 

 

 Les résultats ainsi présentés font l’objet d’une discussion scientifique et ont été valorisés dans 

le cadre d’un article scientifique soumis pour publication et lors de communications orales dans 

différents congrès nationaux et internationaux. La discussion et les annexes comprenant une version 

de l’article ainsi que la liste des communications orales se retrouvent à la fin du manuscrit. 

 

 Finalement, les résultats obtenus lors de ce projet de thèse ont permis d’identifier FAT10 

comme un nouveau régulateur négatif de l’activité de PPARα lors du développement de la NASH. Cette 

découverte ouvre la voie pour une meilleure compréhension des mécanismes impliqués dans la 

progression de la maladie et le développement de meilleures stratégies thérapeutiques.  
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Partie 1 : FAT10, une ubiquitin-like jouant des rôles multiples 
 

1) Présentation générale 

 

a. Définition 

 

L’étude de la région codant le complexe majeur d’histocompatibilité de classe I (MHC class I) a 

permis d’identifier des gènes appartenant à différentes classes structurelles. Parmi ces gènes se 

retrouve le Human leucocytes antigen (HLA)-F adjacent transcript 10 (FAT10) ou ubiquitin D (UBD) (W. 

Fan et al., 1996). Initialement, ce gène a été identifié comme étant exprimé dans les cellules B et code 

pour une protéine ayant une structure de di-ubiquitine (Gruen et al., 1996).  

De par sa structure (Fig. 1), analogue à l’ubiquitine, FAT10 fait partie de la famille des 

« ubiquitin-like ». Cette famille regroupe des protéines qui partagent une structure et une évolution 

proche de celles de l’ubiquitine. Tous les membres de la famille « ubiquitin-like » présentent une 

structure en « β-grasp fold » composée d’un feuillet β à 5 brins qui entourent une ou plusieurs hélices 

α (Hochstrasser, 2009). Cette famille rassemble deux types de protéines ubiquitin-like : le type I, 

comprenant les protéines activées puis conjuguées à leurs substrats que sont SUMO (Small Ubiquitin-

like MOdifier), NEDD8 (Neural precursor cell Expressed Developmentally Downregulated Protein 8), 

ATG8 (Autophagy-related protein 8), ATG12 (Autophagy-related protein 12), URM1 (Ubiquitin-related 

modifier 1), UFM1 (Ubiquitin-fold modifier 1), FAT10, et ISG15 (Interferon-stimulated Gene 15). Le 

type II comprend les protéines qui ne sont pas liées à des substrats et qui font partie de protéines 

multi-domaines comme HUB1 (Histone mono-Ubiquitination 1), ESC2 (Establishment Silent Chromatin 

2) ou FUBI (FAU ubiquitin-like)(Cappadocia and Lima, 2018). 

 

 
Figure 1 : Structure de la protéine FAT10 et représentation schématique (adaptée de Aichem et al., 2018). 
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Les protéines de la famille des « ubiquitin-like » ont principalement été identifiées pour être 

des signaux de dégradation via le 26S protéasome. En effet, le signal prédominant déclenchant la 

dégradation protéasomale consiste en la fixation de chaînes d’ubiquitines, or, les « ubiquitine-like » 

ayant une structure proche jouent également ce rôle. Le 26S protéasome est la protéase principale 

dans les cellules eukaryotes et est composé d’une unité 20S en forme de tonneau ainsi que de deux 

particules régulatrices (19S RP et PA700). L’unité 20S est composée de 4 anneaux, eux-mêmes 

composés de 7 sous-unités α aux extrémités et 7 sous-unités β au milieu du 20S. Les unités régulatrices 

19S sont quant à elles composées d’une base et d’un couvercle. La base est composée de 6 ATPases : 

Rpt1-Rpt6, et de 3 non-ATPases : Rpn1 (nommée S2 chez l’humain), Rpn2 (S1) et Rpn13 (Adrm1). Rpn1 

et Rpn13 sont des sites de fixation pour l’ubiquitine ou les ubiquitin-like. Le couvercle est composé de 

9 sous-unités. À l’interface entre le couvercle et la base se retrouve l’unité Rpn10 (S5a) avec laquelle 

l’ubiquitine et FAT10 peuvent notamment interagir (Fig. 2) (Aichem and Groettrup, 2020).  

 

 
Figure 2 : Structure du 26S protéasome (adaptée d’Aichem and Groettrup, 2020). 

 

b. Structure 

 

La structure de FAT10 est donc proche de celle de l’ubiquitine mais comporte des différences 

avec cette dernière. En effet, la protéine est composée de deux domaines « ubiquitin-like » en N-

(A) Représentation en ruban de la structure de FAT10, mise en évidence par cristallographie aux rayons X 
et RMN. (B) Représentation schématique de FAT10 avec, de gauche à droite, l’extension N-terminale non 
structurée, le domaine « ubiquitin-like » (N) présent en N-terminal, le « linker », le domaine « ubiquitin-like 
» (C) présent en C-terminal et le domaine di-glycine (GG). Cette représentation schématique sera utilisée 
dans les figures suivantes pour représenter FAT10. 



31 
 

terminal et en C-terminal reliés entre eux par un linker court et flexible de 5 acides-aminés (Gao et al., 

2014). Ces deux domaines partagent respectivement 29% et 36% de leurs séquences en acides-aminés 

avec l’ubiquitine. L’identification précise de la structure de FAT10 est récente et a été laborieuse à 

cause de la nature insoluble de la protéine. Cependant, la mutation des résidus cystéines, sites 

privilégiés de formation de ponts disulfures rendant la protéine insoluble, a permis d’identifier la 

structure de la protéine par RMN (Résonnance Magnétique Nucléaire) et par cristallographie. Cette 

étude confirme la présence de deux domaines repliés de la même façon que l’ubiquitine mais ayant 

des mouvements indépendants l’un de l’autre (Aichem et al., 2018). 

Le domaine en C-terminal de FAT10 lui permet d’interagir avec le domaine von Willebrand A 

(VWA) sur l’unité Rpn10 du protéasome 26S et d’être reconnu par ce dernier (Fig. 3 (1)) (Rani et al., 

2012). A l’extrémité C-terminale de FAT10 se retrouve aussi un motif diglycine (GG) indispensable pour 

l’activation de l’ubiquitine-like dans le processus d’interaction covalente avec ses substrats 

(Schmidtke, Aichem and Groettrup, 2014).  

Le domaine en N-terminal permet à FAT10 d’interagir avec le domaine UBA (ubiquitin-

associated) présent sur la protéine NUB1L (NEDD8 ultimate buster-1 long). NUB1L est une protéine 

induite par les interférons et composée d‘un domaine ubiquitin-like en N-terminal et de 3 domaines 

UBA en C-terminal. NUB1L joue un rôle de « linker » entre le protéasome et FAT10 puisqu’elle interagit 

avec le domaine VWA de RPN10 pour former un complexe ternaire avec le protéasome 26S (Fig. 3 

(2))(Rani et al., 2012). Enfin, à l’extrémité N-terminale de FAT10 se retrouve une extension 

heptapeptidique peu repliée et lâche importante pour la dégradation protéasomale dépendante de 

FAT10 (Aichem et al., 2018).  

 La structure de FAT10 diffère aussi de celle de l’ubiquitine par son repliement. FAT10 est 

repliée de façon plus lâche que l’ubiquitine et comporte des peptides mobiles à ses extrémités. Or, la 

dégradation par le protéasome ne dépend pas uniquement de la fixation de motifs ubiquitine ou 

ubiquitin-like, il faut aussi que le repliement du substrat se relâche pour permettre une interaction 

avec l’anneau ATPase du 26S protéasome (Fig. 3 (3)). Cette fonction, habituellement réalisée par la 

protéine VCP (valosing-containing protein) pour les substrats ubiquitinylés, n’est pas nécessaire pour 

les substrats FATylés qui sont déjà plus lâches notamment grâce à l’heptapeptide flexible en N-terminal 

de FAT10 (Aichem et al., 2018). 

Deux séquences humaines de FAT10 sont publiées et ne diffèrent que d’un acide aminé en 

position 160 qui est soit une cystéine (FAT10 CYC, NCBI GeneBank Accession No NM_006398), soit une 

sérine (FAT10 SYC, NCBI GeneBank Accession No AF123050). Le séquençage de plusieurs lignées 

cellulaires a permis de confirmer l’expression des deux isoformes en fonction des lignées cellulaires. 

Les HEK293T, par exemple, expriment la forme CYC de FAT10 (Aichem, Boehm, et al., 2019). 
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Figure 3 : Interaction de FAT10 avec le 26S protéasome (adaptée d’Aichem and Groettrup, 2020). 

 

c. Mécanismes d’action de FAT10 

 

L’action de FAT10 sur ses substrats passe par son interaction avec ses derniers. En effet, une 

analyse par spectrométrie de masse a permis d’identifier 569 partenaires pour FAT10 dont 31% 

interagissent de façon covalente, les 69% restant interagissent de façon non-covalentes (Leng et al., 

2014). Comme énoncé précédemment, le rôle principal de FAT10 est la dégradation de ses substrats 

via la voie du protéasome qui peut être dépendante ou non de l’ubiquitine.  

 

i. Interaction covalente 

 

L’interaction covalente de FAT10 avec ses substrats se déroule d’une façon analogue à 

l’ubiquitinylation et est appelée FATylation. Ce processus consiste en une cascade enzymatique faisant 

intervenir en premier lieu une E1 ligase. Lors de cette première étape, l’E1 active FAT10 en formant 

une liaison thioester avec sa partie C-terminale lors d’une réaction ATP-dépendante. Il a été démontré 

que l’E1 spécifique à la FATylation est UBA6 (Ubiquitin-like Modifier Activating Enzyme 6) (Chiu, Sun 

and Chen, 2007; Jin et al., 2007). Cette enzyme n’a pour substrats que l’ubiquitine et FAT10 et se fixe 

avec une affinité plus importante à FAT10 par rapport à l’ubiquitine (Gavin et al., 2012; Yuan et al., 

FAT10 peut interagir de 3 façons avec le 26S protéasome : (1) de façon directe via son extrémité C-terminale 
avec le domaine VWA de Rpn10 ; (2) de façon indirecte via son extrémité N-terminale avec le domaine UBL de 
Nub1L qui intéragit à son tour avec le domaine VWA de Rpn10 ; (3) de façon directe avec l’anneau ATPase du 
26S protéasome grâce à l’heptapeptide flexible de FAT10 à l’extrémité N-terminale. 
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2022). Cette fixation est dépendante du linker présent entre les deux domaines ubiquitin-like de 

FAT10. Enfin, il a été montré que FAT10 se fixe à une autre E1 ligase : UBE1 (Ubiquitin-activating 

enzyme 1). Néanmoins, contrairement à UBA6, UBE1 n’agit pas comme une E1 pour FAT10 et la fixation 

de FAT10 à cette E1 module sa dégradation protéasomale (Bialas, Groettrup and Aichem, 2015).  

La deuxième étape de la FATylation est réalisée par une E2 ligase et la ligase interagissant de 

façon exclusive avec UBA6 est USE1 (UBA6-specific E2 conjugating enzyme 1 ou UBE2Z pour E2 

ubiquitin-conjugating enzyme Z). UBA6 transfère alors FAT10 à USE1 via une trans-thioesterification 

(Aichem et al., 2010). De plus, USE1 est capable de s’auto-FATyler en cis sur la lysine 323 ce qui a pour 

effet de moduler sa dégradation via le protéasome. Cependant, l’auto-FATylation d’USE1 ne modifie 

pas l’activité de l’E2 ligase ni sa capacité à distinguer FAT10 des motifs ubiquitinylés (Aichem, Catone 

and Groettrup, 2014). La structure de FAT10 est importante dans ce processus de transfert E1-E2 

puisqu’une mutation du linker empêche la FATylation de nombreux substrats de FAT10 dont USE1 

suggérant une moins bonne interaction de FAT10 avec ces ligases en l’absence de linker (Aichem et al., 

2018). La mutation de l’extrémité C-terminale de FAT10, quant à elle, bloque la spécificité du transfert 

entre USE1 et UBA6 de FAT10 (Schelpe et al., 2016). 

Lors de l’ubiquitinylation, une dernière étape médiée par une E3 ligase permet le recyclage 

des protéines d’ubiquitine, mais, à ce jour l’identification d’une E3 spécifique de la FATylation n’est 

pas claire. En effet, plusieurs études ont démontré que le taux de dégradation de FAT10 s’aligne avec 

celui de ses substrats ce qui suggère une dégradation de l’ubiquitin-like avec ses substrats par la voie 

du protéasome et une absence de recyclage de FAT10 (Hipp et al., 2005; Aichem, Catone and 

Groettrup, 2014). Cependant, l’existence d’une E3 dans le processus de FATylation est mentionnée 

dans plusieurs études comme nécessaire à la dégradation de certains substrats, tels que p62 par 

exemple (Aichem et al., 2012). Récemment une E3 ligase, Parkin, impliquée dans la FATylation a été 

identifiée in vitro dans une lignée cellulaire humaine de neurones et semble jouer un rôle dans la 

fixation de FAT10 spécifiquement sur certaines cibles comme Mfn2 (Mitofusin 2)(Roverato et al., 

2021).  

Enfin, il n’y a pas d’élément à ce jour indiquant que la dégradation via la FATylation nécessite 

la fixation de plusieurs protéines FAT10 comme cela peut être le cas pour l’ubiquitine. De façon 

intéressante, il a été démontré que certains substrats de FAT10 sont multi-mono-FATylés comme p62 

(Aichem et al., 2012). 

 

ii. Interaction non-covalente 

 

FAT10 est aussi capable d’interagir de façon non-covalente avec ses substrats. Pourtant, il est 

paradoxal de constater que cette forme d’interaction est peu étudiée. En effet, la proportion FATylée 
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d’un substrat donné est de 5-10% ce qui laisse une grande partie non-modifiée susceptible d’interagir 

non-covalemment avec FAT10 (Bialas et al., 2019). Certains substrats qui interagissent covalemment, 

comme UBE1, p62, eEF1A1 (Eukaryotic Translation Elongation Factor 1 α 1), JunB, OTUB1 (OTU 

deubiquitinase), PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen) et p53 interagissent aussi de façon non-

covalente mais cet aspect est peu étudié (Li et al., 2011; Aichem et al., 2012; Yu et al., 2012; Aichem, 

Catone and Groettrup, 2014; Chen, W. E. I. Zhang, et al., 2018; Aichem, Sailer, et al., 2019; Bialas et al., 

2019). Cette interaction non-covalente semble se faire via le domaine N-terminal de FAT10 (Liu et al., 

1999). 

 

d. Expression et régulation de FAT10 

 

FAT10, contrairement à l’ubiquitine, n’est exprimée à l’état basal que dans les organes du 

système immunitaire tels que le thymus, les ganglions lymphatiques, et la rate mais aussi dans le foie 

fœtal (Lee et al., 2003). L’expression constitutive de FAT10 dans ces tissus est liée à l’expression du 

gène dans certaines cellules immunes : les cellules T CD8+, les cellules dendritiques et les cellules 

« Natural Killer » (NK) dans le sang humain mais aussi dans les cellules T régulatrices, macrophages et 

monocytes de la rate de souris.  

Cependant, il a été démontré que l’expression de FAT10 pouvait être induite dans de 

nombreux types cellulaires en réponse à des stimuli pro-inflammatoires. En effet, sur le promoteur de 

FAT10 se trouve un domaine ISRE (Interferon Sequence Responsive Element) permettant la 

surexpression de FAT10 en réponse à un traitement aux cytokines pro-inflammatoires (J. Oliva et al., 

2010). Ainsi, un traitement au TNFα (Tumor Necrosis Factor α) induit l’expression de FAT10 dans 

plusieurs lignées cellulaires cancéreuses ainsi que dans des HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial 

Cells) isolées (Raasi et al., 1999). Il a aussi été démontré qu’un co-traitement TNFα/IFNγ induit FAT10 

dans les cellules immunes circulantes isolées du sang humain (Schregle et al., 2018), et dans la lignée 

hépatocytaire HepG2. Dans les HepG2, le co-traitement TNFα/IL6 (Interleukine 6) induit également 

l’expression de FAT10 et il a été démontré que cette induction passe par la voie NF-κB (Nuclear Factor 

κ B)/STAT3 (Signal Transducer and Activator Transcription 3). En effet, le promoteur de FAT10 

comporte des sites de fixation à NF-κB/STAT3 qui, une fois activés par des cytokines comme TNFα, IFNγ 

et IL6, induisent la transcription de FAT10 in vitro et in vivo (Choi, Kim and Yoo, 2014a).  De plus, dans 

les hépatocytes cancéreux in vivo et in vitro, la surexpression de GRP78 (78kDa Glucose Regulated 

Protein), une protéine de la classe des HSP70 (70kDa Heat Shock Proteins) ayant un rôle de chaperonne 

du RE (réticulum endoplasmique), induit la voie NF-κB via la phosphorylation d’IκKα/β (Iκ Kinase α/β). 

Cette activation de la voie NF-κB conduit à l’induction de l’expression de FAT10 et favorise la 

progression de l’HCC (Luo et al., 2018). 
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L’activation de la voie NF-κB peut être inhibée grâce à la silibinine, une molécule connue pour 

inhiber les voies de MAPK (Mitogen-Activated Protein Kinase), STAT, NF-κB et AP-1 (Activator Protein 

1) induites par TNFα et IFNγ. La silibinine inhibe donc indirectement l’expression de FAT10 (Gao et al., 

2015). Cette dernière peut également être bloquée par un inhibiteur synthétique de JAK2 (Janus Kinase 

2), AZ960. En effet, l’inhibition de JAK2 par l’AZ960 bloque STAT1/ 3 et 5 ce qui résulte en une 

diminution de l’activité du promoteur de FAT10 (Fig. 4)(Reznik et al., 2019). 

Il a également été démontré que la transcription de FAT10 peut être régulée par le facteur de 

transcription p53. En effet, p53 est une phosphoprotéine nucléaire régulant la transcription de 

nombreux gènes en se fixant sur le promoteur de ses cibles, entrant ainsi en compétition avec 

d’éventuels activateurs. L’étude des mécanismes de régulation de FAT10 a révélé que p53 se fixe sur 

le promoteur de FAT10 et réprime son activité. Par conséquent, l’activité du promoteur de FAT10 est 

diminuée dans les lignées cellulaires p53 positives comme les HepG2, contrairement aux cellules p53 

négatives, comme les Hep3B (Zhang, Jeang and Lee, 2006).  

Une fois exprimée, le compartiment cellulaire dans lequel la protéine FAT10 se localise n’est 

pas identifié clairement et des résultats contradictoires ont été obtenus. Dans les cellules, la protéine 

semble se localiser dans le noyau, le cytoplasme et la mitochondrie in vitro et in vivo (Raasi, Schmidtke 

and Groettrup, 2001; Lee et al., 2003; Snyder et al., 2009). Plus précisément dans les hépatocytes, les 

marquages de la protéine par immunofluorescence démontrent une localisation diffuse mais aussi 

sous forme d’agrégats dans des conditions de stress prolongées (traitement cytokinique 

chronique (Oliva et al., 2010) ou traitement avec un composé porphyrinogénique, le DDC (3,5-

diethoxycarbonyl-1,4-dihydrocollidine)(Oliva et al., 2010). De façon surprenante, Oliva J et al, 

observent la présence de Fat10 dans les hépatocytes binucléées mais dans un seul des noyaux de ces 

cellules dans le foie des souris nourries au DDC. Ce phénomène inexpliqué suggère un mécanisme 

complexe de translocation de FAT10 du cytoplasme au noyau (Oliva et al., 2010). 

Une fois exprimée, la protéine FAT10 a une demi-vie courte, estimée à 2 heures environ, qui 

est certainement due au fait que FAT10 est dégradée en même temps que ses substrats (Raasi, 

Schmidtke and Groettrup, 2001). De plus, l’interaction de FAT10 avec Nub1L accélère sa dégradation 

(Hipp et al., 2004; Schmidtke, Kalveram and Groettrup, 2009).  

Enfin, l’expression de FAT10 est régulée en fonction du cycle cellulaire. En effet, l’expression 

génique de FAT10 est réprimée en phase G2/M du fait de la diminution de l’activité de son promoteur 

lors de cette phase. Les auteurs suggèrent que cette répression en phase G2/M empêche l’interaction 

de FAT10 avec MAD2 (Mitotic Arrest Deficient 2), protéine du « spindle assembly checkpoint » (Lim, 

Zhang and Lee, 2006). En effet, FAT10 interagit avec MAD2 et induit sa dégradation protéasomale, ce 

qui conduit à une répartition aberrante des chromosomes lors de la division cellulaire. Ainsi, l’absence 

de FAT10 lors de la phase G2/M prévient cette aneuploïdie (Liu et al., 1999). 
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Figure 4 : Régulation de FAT10 (adaptée d’Aichem and Groettrup, 2016). 

 

2) Action sur les partenaires d’interaction 

 

a. Description du rôle d’ubiquitin-like 

 

Le rôle principal de FAT10 consiste à dégrader ses partenaires via les principales voies de 

dégradation que sont la voie protéasomale et la voie de l’autophagie. 

 

i. Dégradation via la voie du 26S protéasome 

 

La fixation de FAT10 sur ses partenaires, comme la fixation de l’ubiquitine, est un signal de 

dégradation via la voie du protéasome. Cette dégradation peut être dépendante de l’ubiquitine. En 

effet, l’ubiquitine se fixe à FAT10 et S. Buchsbaum et al ont démontré que cette fixation est responsable 

de la dégradation de FAT10 (Fig. 5)(Buchsbaum, Bercovich and Ciechanover, 2012). 

Cependant, ce résultat est nuancé par d’autres observations démontrant que l’adressage des 

partenaires de FAT10 au protéasome peut aussi se faire indépendamment de la fixation de 

l’ubiquitine.  En effet, comme mentionné précédemment, FAT10 interagit avec Nub1L (Hipp et al., 

L’expression de FAT10 est principalement induite par les voies de signalisation 
pro-inflammatoire (jaune). Cette expression peut être bloquée par des 
inhibiteurs indirects tels que la silibinine ou l’AZ960, le suppresseur de tumeur 
p53 réprime l’expression de FAT10 (bleu). Une fois exprimée, la protéine FAT10 
est principalement dégradée via la voie du protéasome. 
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2004). Or, Nub1L interagit, d’une part, avec la sous-unité Rpn1 du protéasome 26S via son motif 

« ubiquitin-like » en N-terminal et, d’autre part, avec FAT10 via son domaine UBA en C-terminal. Ainsi, 

le lien formé entre FAT10 et le protéasome 26S par Nub1L permet à FAT10 de dégrader ses partenaires 

(Fig. 5 (2))(Hipp et al., 2004; Schmidtke, Kalveram and Groettrup, 2009). De plus, comme mentionné 

précédemment, l’extrémité C-terminale de FAT10 interagit directement avec le domaine VWA de la 

sous-unité Rpn10 du protéasome 26S menant à une dégradation de FAT10 et de ses partenaires. Ce 

mécanisme est complémentaire de la fixation Nub1L dépendante de FAT10 sur Rpn1 et il laisse le motif 

N-terminal de FAT10 libre. En effet, la fixation directe de FAT10 sur Rpn10 induit une dégradation lente 

de l’ubiquitin-like en l’absence de Nub1L (Fig. 5 (1)). Or, cette dégradation est accélérée lorsque les 

complexes FAT10/Nub1L se fixent sur Rpn1 avec un transfert de FAT10 sur Rpn10 via son motif N-

terminal. Enfin, les auteurs suggèrent un modèle « facilitateur » où FAT10 et Nub1L se fixent 

respectivement sur Rpn10 et Rpn1 et Nub1L de façon indépendante et simultanée (Fig. 5 (3)). La 

proximité des deux protéines aux voisinage du 26S protéasome favoriserait alors la dégradation de 

FAT10 (Rani et al., 2012). 

Lors d’une réaction inflammatoire, l’unité 20S du protéasome 26S est remplacée par 

l’immunoprotéasome composé de 3 sous-unités peptidolytiques : β1i (LMP2, Latent Membrane 

Protein 2), β2i (MECL-1, Multicatalytic Endopeptidase Complex-Like 1), et β5i (LMP7). Cette conversion 

induit une augmentation de l’activité « chemotryspsin-like » et « tryspin-like » de 

l’immunoprotéasome et supprime son activité « caspase-like » afin d’augmenter la production de 

ligands de classe MHC I nécessaire à la présentation des antigènes. De plus, l’immunoprotéasome a 

été identifié comme étant impliqué dans la pathogenèse de maladies inflammatoires, telles que 

l’arthrite rhumatoïde ou les maladies inflammatoires de l’intestin mais aussi le diabète de type 2. Or, 

il a été démontré que FAT10 est dégradée de la même façon dans des cellules HEK293T exprimant le 

protéasome 26S ou l’immunoprotéasome (Schmidtke et al., 2017). Cela suggère que la dégradation 

des complexes FATylés n’est pas affectée par la conversion du protéasome 26S en 

immunoprotéasome.  
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Figure 5 : Dégradation des substrats FATylés par le protéasome 26S (adaptée de Rani et al., 2012). 

 
 

ii. Dégradation via l’autophagie 

 

La voie de dégradation protéasomale est la voie de dégradation principale des protéines. 

Cependant, quand la capacité de dégradation du 26S protéasome est dépassée, des mécanismes de 

compensation se mettent en place. L’une de ces voies de compensation est la macroautophagie qui 

se déroule en plusieurs étapes. La première étape de la macroautophagie est la formation d’un 

autophagosome à partir de mécanismes membranaires dynamiques : une portion de membrane, 

appelée le phagophore, s’invagine et s’étend pour former une sphère qui englobe une partie du 

cytoplasme contenant les éléments à dégrader. Cet autophagosome fusionne ensuite avec le 

lysosome, une organelle ayant un contenu acide composé notamment d’hydrolases, pour former un 

autophagolysosome. Le contenu de cette vésicule est alors dégradé par les hydrolases et les produits 

de dégradation sont renvoyés dans le cytoplasme pour servir de source d’énergie notamment (Ohsumi, 

2014). 

Ainsi, lors d’un blocage de la voie protéasomale, les protéines malformées peuvent être 

redirigées vers des inclusions appelées agrésomes via un transport le long du réseau microtubulaire 

La dégradation des substrats FATylés avec le 26S protéasome peut avoir lieu de façon 
indépendante de la fixation de l’ubiquitine par différents mécanismes (représentés en rouge 
à gauche) : (1) lentement par l’interaction directe de FAT10 avec Rpn10 ; (2) rapidement par 
l’intermédiaire de Nub1L qui intéragit avec Rpn1 et réalise un transfert des complexes 
FATylés sur Rpn10 ; (3) de façon facilitée lorsque FAT10 et Nub1L intéragissent 
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impliquant les complexes dynéines. Ces inclusions sont ensuite dégradées par la voie de la 

macroautophagie. Or, la prise en charge des protéines polyubiquitinylées par les complexes dynéines 

fait intervenir la protéine HDAC6 (Histone deacetylase 6) qui, d’une part, se lie aux complexes dynéines 

et, d’autre part, se lie aux protéines poly-ubiquitinylées via son motif à doigt de zinc (« zinc 

finger »)(Kawaguchi et al., 2003). De façon intéressante, une interaction non-covalente entre FAT10 et 

HDAC6 a été démontrée dans la lignée cellulaire HEK293T uniquement dans des conditions d’inhibition 

du protéasome. L’étude de l’interaction révèle que le domaine « zinc finger » d’HDAC6 et son unité 

catalytique 1 sont tous les deux capables de se fixer à FAT10. La fixation d’HDAC6 se fait sur les deux 

domaines ubiquitin-like de FAT10 et non par son domaine diglycine C-terminal. Cette interaction induit 

alors une relocalisation des complexes FATylés dans un agrésome périnucléaire via les réseaux de 

microtubules. Les auteurs démontrent qu’HDAC6 est nécessaire à la formation des agrésomes 

contenant FAT10 (Kalveram, Schmidtke and Groettrup, 2008). Un autre facteur reliant FAT10 à la voie 

de l’autophagie est p62 (ou sequestosome 1, SQSTM1). Comme mentionné précédemment, FAT10 

interagit avec p62 et favorise sa dégradation (Aichem et al., 2012), or, p62 est une protéine impliquée 

dans la dégradation des protéines polyubiquitinylées via l’autophagie. En effet, le domaine UBA en C-

terminal de p62 se fixe aux chaînes d’ubiquitine qui se forment sur les protéines à dégrader. Ensuite, 

p62 interagit avec la protéine LC3 (1A/1B Light Chain 3) qui se trouve à la membrane des 

autophagosomes dirigeant ainsi les protéines poly-ubiquitinylées vers la dégradation lysosomale 

(Pankiv et al., 2007). De façon intéressante, p62 interagit également avec le protéasome 26S via son 

domaine Phox-BEM1 (Bud Emergence 1) et est aussi capable d’adresser des protéines 

polyubiquitinylées à cette voie de dégradation (Fig. 6)(Myeku and Figueiredo-Pereira, 2011).  

 

 
Figure 6 : Dégradation des substrats FATylés par la voie de l’autophagie (adaptée de Basler et al., 2015). 

 

b. Autres modes d’action de FAT10 
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Au-delà de son rôle de signal de dégradation, FAT10 est aussi capable de stabiliser ses 

partenaires ou même de moduler leur activité indépendamment de leur dégradation.  

La stabilisation de certains partenaires par FAT10, phénomène contre-intuitif de prime abord, 

a été étudiée. En effet, une compétition entre FAT10 et l’ubiquitine a été mise en évidence par l’étude 

de certains de ses substrats comme eEF1A1 (Liu et al., 2016), la β-caténine (Yuan et al., 2014), la 

survivine (Dong et al., 2016), ZEB2 (Zinc-finger E-box Binding homeobox 2)(Zou et al., 2018), YAP1 (Yes-

Associated Protein 1)(Yi et al., 2020) ou Cav3 (Cavéoline 3)(Zhou et al., 2018). Pour ces partenaires, la 

fixation de l’ubiquitine sur les résidus lysines est diminuée par FAT10 qui se lie aux mêmes résidus avec 

une meilleure affinité. Ici, FAT10 antagonise l’ubiquitine et la dégradation via le protéasome en aval.  

De plus, FAT10 interfère avec la SUMOylation. En effet, l’interaction non-covalente de FAT10 

avec SUMO bloque la fixation de SUMO sur ses substrats. Le mécanisme de cette inhibition passe par 

l’interaction non-covalente de FAT10 avec le domaine d’adénylation du dimère AOS1 (aussi SAE1 

SUMO-activating enzyme 1)-UBA2 (aussi SAE2) qui est l’E1 ligase impliquée dans la SUMOylation. Or, 

le domaine d’adénylation du dimère est le domaine auquel se fixe SUMO. FAT10 bloque ainsi la 

SUMOylation en bloquant l’interaction de SUMO avec son E1 ligase. Cette inhibition de la SUMOylation 

se répercute sur la régulation de substrats SUMOylés. L’activité de JunB ou des corps PML 

(Promyelocytic Leukemia), induite par la SUMOylation, est inhibée en présence de FAT10 (Li et al., 

2011; Aichem, et al., 2019).  

La fixation de FAT10 peut aussi avoir un impact direct sur ses partenaires. Par exemple, la 

FATylation de p53 entraîne une modification de la conformation de la protéine. Ce changement de 

conformation induit par FAT10 n’altère pas la translocation de p53 dans le noyau, nécessaire à son 

activité, mais bloque l’activité de p53 directement. Sachant que p53 régule négativement la 

transcription de FAT10, ce mécanisme suggère une boucle de répression entre les deux protéines (Li 

et al., 2011). De plus, l’interaction non-covalente de FAT10 avec RIG-I (retinoic acid inducible gene 1) 

interfère avec la fonction anti-virale de la protéine qui est nécessaire à la production d’interféron de 

type I lors d’une infection virale. Deux mécanismes ont été proposés pour expliquer le blocage de la 

voie RIG-I par FAT10. Il a d’abord été avancé que FAT10, en se fixant sur les domaines CARD (Caspase 

Activation and Recruitment Domain) de RIG-I, favorise la précipitation de RIG-I sous forme insoluble le 

rendant moins actif (Nguyen et al., 2016). Une autre étude démontre que l’interaction de FAT10 avec 

RIG-I bloque l’ubiquitinylation des domaines CARD qui font partie du mécanisme d’activation de RIG-I 

(Wang et al., 2019).  

 

Ainsi, la fixation de FAT10 sur ses partenaires, qu’elle soit covalente ou non, n’est pas seulement 

un signal de dégradation mais elle peut aussi conduire à la désactivation ou même parfois à la 
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stabilisation de ses partenaires (Fig. 7). L’étude de l’impact de FAT10 sur ses différents partenaires a 

alors permis de déterminer son rôle physiologique et pathophysiologie.  

 

 

 

3) Rôles de FAT10 

 

L’étude du mécanisme d’action de FAT10 ainsi que l’étude de ses cibles a permis de mieux 

comprendre les rôles physiologiques et physiopathologiques que joue l’ubiquitine-like dans 

l’organisme (Fig. 8). 

 

a. Rôles physiologiques de FAT10 

 

i. Rôle dans l’immunité 

 

FAT10 est exprimée de façon constitutive dans les organes du système immunitaire et plus 

précisément dans certaines populations de cellules immunes. De ce fait, son rôle dans l’immunité a 

été étudié.  

Figure 7 : Cibles de FAT10 caractérisées à ce jour (adaptée d’Aichem A et al., 2020). 

La revue bibliographique des cibles de FAT10 caractérisée à ce jour a été schématisée ci-dessus. Les cadres bleus désignent le 
domaine dans lequel les cibles ont été étudiées (majoritairement dans le cadre de l’étude de cancers). Les flèches allant de 
FAT10 vers ses cibles indiquent le type d’interaction de FAT10 avec chaque cible lorsqu’il est connu. En jaune italique est indiqué 
le mécanisme par lequel FAT10 agit sur les différentes cibles. Les cibles sont entourées de cadres rouges en traits pleins 
lorsqu’elles sont stabilisées ou en traits pointillés lorsqu’elles sont dégradées. Enfin, l’impact physiologique de la modulation de 
ses cibles par FAT10 est indiqué à côté de chaque protéine, lorsqu’il est connu. 
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Le rôle que joue FAT10 dans l’immunité adaptative a d’abord été étudié. Il est établi que la 

fixation de FAT10 sur les résidus N-terminaux d’antigènes viraux favorise leur dégradation 

protéasomale ainsi que la présentation de leurs épitopes aux molécules du MHC-I (Major 

histocompatibility complex class I)(Ebstein, Lehmann and Kloetzel, 2012). La voie du MHC-I permet la 

présentation d’antigènes qui sont des peptides issus principalement de la dégradation via le 

protéasome aux lymphocytes T cytotoxiques (Basler, Buerger and Groettrup, 2015). Par exemple, 

l’étude de FAT10 dans les mTECs (medullary Thymic Epithelial Cells) montre que l’ubiquitin-like est 

constitutivement exprimée dans ces cellules et elle favorise la présentation des peptides à ces cellules 

(Buerger et al., 2015). La fixation de FAT10 est aussi impliquée dans la voie du MHC-II, dont les 

antigènes proviennent de la dégradation par la voie de l’autophagie et son présentés aux cellules T 

CD4+. En effet, comme expliqué précédemment, FAT10 interagit avec p62, acteur majeur de 

l’autophagie (Aichem et al., 2012). De plus, FAT10 peut, comme le fait l’ubiquitine, se fixer à la surface 

de bactéries telles que Salmonella Tiphimurim, et déclencher leur autophagie (qualifiée de 

xénophagie) via l’interaction avec p62. La déficience en Fat10 chez la souris favorise alors l’infection 

bactérienne (Spinnenhirn et al., 2014). 

FAT10 joue aussi un rôle dans l’immunité innée puisqu’il régule négativement la sécrétion 

d’interféron de type 1 via le blocage de la voie RIG-I mentionné précédemment. En effet, l’ADN viral 

est reconnu via cette voie ce qui active la voie NF-κB en favorisant la production d’interféron de type 

1 pour promouvoir l’inflammation. FAT10 inhibe donc ce processus en désactivant RIG-I (Nguyen et 

al., 2016; Wang et al., 2019). FAT10 régule aussi la production d’interféron de type 2 par les cellules T 

CD8+. L’étude de souris infectées avec le virus LCMV (lymphocytic choriomeningitis virus) révèle que 

FAT10 régule l’équilibre entre IFN type 1 et 2 chez des souris infectées LCMV en diminuant la sécrétion 

d’IFNα et IFNβ et en augmentant la sécrétion d’IFNγ (Mah, Roverato and Groettrup, 2020). 

Enfin, il a été démontré que l’expression de FAT10 est induite dans les cellules dendritiques 

en réponse à plusieurs stimuli de maturation tels qu’un cocktail de cytokines pro-inflammatoires, un 

traitement LPS (Lipopolysaccharide), un traitement Poly(I :C) (copolymère d’acides polyinosinique et 

polycytidylique) ou un traitement avec le CD40L (ligand CD40). De plus, la protéine FAT10 et son 

activité de conjugaison à ses partenaires est aussi augmentée dans ces conditions et contribue, selon 

les auteurs, au switch de la fonction de capture d’antigène à celle de dégradation puis de présentation 

des cellules dendritiques (Ebstein et al., 2009). Enfin, les lymphocytes des souris déficientes pour 

FAT10 sont plus sensibles à l’apoptose que ceux des souris contrôles suggérant un rôle protecteur de 

FAT10 pour ces cellules de l’immunité innée (Canaan et al., 2006).  

 

ii. Rôle de cardioprotection 
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 FAT10 est exprimée dans le myocarde humain et murin à l’état basal et protège les 

cardiomyocytes de l’apoptose en réponse à l’ischémie. En effet, plusieurs mécanismes impliquant 

FAT10 ont été proposés dans le but d’expliquer le rôle cardioprotecteur de FAT10. D’abord, 

l’expression de FAT10 augmente en réponse à l’ischémie in vitro et in vivo et bloque l’expression du 

micro ARN miR34-a via l’inhibition de p53. L’inhibition de l’expression de miR34-A favorise alors 

l’expression de la protéine anti-apoptotique BCL2 (B cell lymphoma 2)(Peng et al., 2013). De plus, un 

autre mécanisme de protection cardiaque par FAT10 a été proposé par Wan R et al. Selon les auteurs, 

FAT10 entre en compétition avec la SUMOylation et favorise la dégradation protéasomale de SIRT1 

(sirtuin 1), une déacétylase connue pour favoriser l’autophagie (Wan et al., 2021). Enfin, la FATylation 

entre également en compétition avec l’ubiquitinylation de Cav3, inhibant ainsi la dégradation 

protéasomale de cette protéine protectrice contre l’apoptose des cardiomyocytes et limitant les 

lésions cardiaques (Zhou et al., 2018). De la même façon, FAT10 inhibe l’ubiquitinylation et la 

NEDDylation (fixation de l’ubiquitin-like NEDD4-2) de la protéine Nav1.5, canal sodique voltage-

dépendant nécessaire à la bonne contraction des cardiomyocytes. La FATylation de Nav1.5 protège 

ainsi de l’arythmie ventriculaire induite par l’ischémie (Liu et al., 2021). 

 

 Malgré ses fonctions immunitaires et cardioprotectrices, l’expression de FAT10 a aussi 

largement été étudiée dans le cadre de pathologies associées à un contexte pro-inflammatoire 

favorable à l’expression de l’ubiquitin-like. 

 

b. Rôles physiopathologiques de FAT10 

 

i. Rôle d’oncogène et paradoxe pro-apoptotique 

 

La résistance à l’apoptose promue par FAT10 et observée dans le cœur peut aussi, dans 

d’autres organes, favoriser le développement de pathologies et notamment de cancers. En effet, il a 

été démontré que FAT10 est surexprimée dans un grand nombre de tumeurs issues d’HCC 

(Hepatocellular Carcinoma) et est même qualifiée d’oncogène (Lee et al., 2003). Cette surexpression 

semble être précoce puisque dans un modèle de souris C3H nourries au DDC, la surexpression de 

FAT10 est observée au niveau des lésions prénéoplasiques (Oliva et al., 2008). La surexpression de 

GRP78, une chaperonne du réticulum endoplasmique jouant un rôle crucial dans le contrôle qualité 

des protéines, est observée dans les hépatocytes cancéreux humains et conduit à l’activation de la 

transcription de FAT10 en activant la voie NF-κB (Luo et al., 2018). 

Les rôles de FAT10 dans la carcinogenèse des hépatocytes sont multiples car son expression 

est associée à une induction de la prolifération via son interaction avec eEF1A1 (Liu et al., 2016) et 
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avec la β-catenine (Yuan et al., 2014). FAT10 contribue aussi à la carcinogenèse en inhibant la 

réparation des dommages à l’ADN, via son interaction avec PCNA (Chen, W. Zhang, et al., 2018). De 

plus, la surexpression de FAT10 inhibe l’activité de p53, suppresseur de tumeur, ce qui renforce le 

caractère malin des hépatocytes (Li et al., 2011; Choi, Kim and Yoo, 2014). Enfin, FAT10 interfère avec 

le « spindle assembly checkpoint », un complexe protéique assurant la correcte répartition des 

chromosomes lors de la métaphase, en interagissant avec MAD2 (Liu et al., 1999). Lors de la 

surexpression de FAT10, MAD2 ne se localise plus au niveau du kinetochore ce qui conduit à une 

aneuploïdie chromosomale (Ren et al., 2006). Cette mauvaise répartition chromosomale est alors 

associée à une augmentation des capacités prolifératives et d’invasion des cellules (Theng et al., 2014). 

FAT10 favorise ainsi la carcinogenèse dans les cellules tumorigéniques et non-tumorigéniques (Gao et 

al., 2014) et a aussi été associée à d’autres cancers que l’HCC, tels que l’ostéosarcome (Yi et al., 2020), 

le gliome (Dai et al., 2016), l’adénome canalaire pancréatique (Sun et al., 2014), le cancer du sein (Zou 

et al., 2018), de la vessie (Dong et al., 2016) et du colon (Qing et al., 2011).  

Paradoxalement et contrairement à ce qui est observé dans les cellules cardiaques et dans les 

hépatocytes, FAT10 peut tout de même favoriser l’apoptose dans d’autres cellules. En effet, la 

surexpression stable de FAT10 dans la lignée HeLa induit l’apoptose de cellules. Ce phénomène passe 

par la voie des caspases et est atténué par la mutation du domaine di-glycine de FAT10 suggérant un 

rôle de la FATylation dans le processus d’apoptose (Raasi, Schmidtke and Groettrup, 2001). Ce rôle 

pro-apoptotique se confirme in vivo dans les cellules épithéliales tubulaires rénales d’un modèle murin 

de néphropathie induite par infection virale (Ross et al., 2006). 

 

ii. Maladies neurodégénératives 

 

FAT10 a aussi été identifiée dans le cadre des maladies neurodégénératives. En effet, lors du 

développement de ces maladies, une accumulation de protéines non dégradées s’agrégeant ensemble 

est observée et participe à la pathogenèse. Par exemple, l’agrégation de protéines, de type 

polyglutamine est caractéristique de maladies héréditaires comme la maladie d’Huntington ou 

l’amyotrophie spinolobulaire. Or, FAT10 interagit avec ces polyglutamines avec une forte affinité ce 

qui suggère un rôle de FAT10 dans l’agrégation des polyglutamines (Nagashima et al., 2011). De plus, 

un parallèle entre la formation d’agrégats protéiques dans les hépatocytes, les corps de Mallory (MDB, 

Mallory-Denk Bodies), et dans les neurones a été proposé dans une revue écrite par French SW et al. 

Dans cette revue, les auteurs proposent un rôle pour FAT10 dans la formation des agrégats observés 

dans le cerveau de patients atteints de maladie d’Alzheimer qui serait similaire à celui établi dans le 

foie. Cette comparaison s’appuie notamment sur les résultats d’une thèse intitulée « The modulation 

of Tau aggregation in a cell model of Alzheimer’s disease by the proteasome adaptor protein NUBI » 
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écrite par Emma Richet (2012, University College London) et montrant une surexpression de FAT10 

dans le cortex entorhinal et l’hippocampe des patients atteints de maladie d’Alzheimer (French et al., 

2016). Cette surexpression est probablement due à l’inflammation qui se développe dans le cerveau 

quand l’amyloïde β, protéine s’accumulant et formant des plaques d’amyloïde, active les cellules 

gliales qui se mettent à sécréter de façon chronique des cytokines pro-inflammatoires, telles que TNFα, 

IL1α et β (Ozben and Ozben, 2019).  

Plus récemment, une E3-ligase pour FAT10 a été identifiée dans une lignée cellulaire de 

neuroblastes humains. Cette ligase, appelée Parkin, interagit avec FAT10 et conduit à la FATylation de 

Mfn2, une protéine impliquée dans la fusion mitochondriale. La surexpression de FAT10 dans ces 

cellules empêche alors la mitophagie, normalement induite par Parkin, et favorise l’apoptose des 

neurones (Roverato et al., 2021). 

 

iii. Désordres métaboliques 

 

L’étude des souris déficientes pour Fat10 a mis en avant un potentiel rôle de la protéine dans 

la modulation du métabolisme énergétique. En effet, les adipocytes de ces souris ont une taille réduite 

par rapport aux souris contrôles et ont donc un tissu adipeux blanc moins volumineux, 

particulièrement le tissu adipeux épidydimal chez les mâles et peri-ovarien chez les femelles. En 

conséquence, ces souris ont une masse corporelle inférieure à celles des souris contrôles, tout en 

conservant une masse maigre similaire (Canaan et al., 2014). Des préadipocytes porcins traités avec 

un shARN ciblant Fat10 montrent une différenciation altérée et une diminution des gènes de 

l’adipogenèse et des phosphorylations d’AKT (ou PKB, Protein Kinase B), et de la voie mTOR 

(mechanistic Target Of Rapamycin), ce qui confirme une implication de FAT10 dans l’adipogenèse (C. 

Zhao et al., 2018). De plus, la diminution de l’adiposité des souris déficientes pour Fat10 est associée 

à une meilleure sensibilité à l’insuline et une meilleure tolérance au glucose suggérant un meilleur 

métabolisme du glucose chez ces souris (Canaan et al., 2014).  

Enfin, les souris déficientes pour Fat10 présentent une modulation de la dépense énergétique 

puisqu’elles consomment plus d’énergie que les souris contrôles. Cette consommation accrue 

d’énergie est associée à une utilisation plus importante des lipides par les souris déficientes pour Fat10 

et une surexpression des gènes de la β-oxydation des acides gras dans les muscles squelettiques tels 

que Pparα (Peroxysome proliferator-activated receptor α), Pgc1α (PPARγ coactivator 1 α), Acsl1 (acyl-

CoA synthetase long-chain family member 1) ou Acox (Acyl-CoA Oxidase). De plus, cette observation 

est associée à une augmentation de la lipolyse dans les adipocytes isolés des souris déficientes pour 

Fat10 suggérant un métabolisme des lipides plus efficace chez les souris déficientes pour Fat10 

(Canaan et al., 2014). 
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iv. Rôle dans les stéato-hépatites 

 

Dans le foie, il est démontré que l’expression de FAT10 est augmentée lors du développement 

d’un HCC mais l’expression de FAT10 a aussi été étudiée dans le foie lors d’autre pathologies et en 

particulier lors de l’hépatite caractérisée par une inflammation du tissu hépatique. Une étude de 

cohorte démontre notamment que le marquage immunofluorescent spécifique de FAT10 est 

augmenté dans le foie des patients atteints de stéato-hépatite alcoolique (ASH) et non-alcoolique 

(NASH)(Jia et al., 2018). Ces résultats ont par la suite été confirmés par une étude transcriptomique 

comparant l’expression de FAT10 dans le foie de patients en surpoids atteints de simple stéatose 

comparés à des patients obèses atteints de NASH (Arendt et al., 2019). Enfin, une autre étude 

transcriptomique confirme les résultats précédents sur une plus large cohorte composée de patients 

contrôles non-obèses (avec un indice de masse corporelle (IMC) inférieur à 25 ayant subi une 

cholécystectomie non-inflammatoire et n’ayant aucun signe histologique de stéatose) et de patients 

obèses morbides (IMC>40kg/ m²) ayant un foie sain (score d’activité NASH (NAS) proche de 0), une 

simple stéatose (NAS proche de 2, sans signe d’inflammation ou de fibrose) ou une NASH (NAS>3 avec 

inflammation et fibrose). L’expression génique de FAT10 est augmentée par l’obésité dans le foie des 

patients, qu’ils soient sains, stéatosés ou atteints de NASH. De plus, l’expression de FAT10 est 

maximale chez les patients obèses atteints de NASH et elle corrèle positivement avec la sévérité de la 

maladie mesurée par le NAS (Dali-Youcef et al., 2019). Cependant, l’expression de l’E1-ligase impliquée 

dans la FATylation, UBA6, est diminuée dans les foies de patients atteints de cirrhose, d’ASH, et de 

NASH suggérant une diminution de la fixation covalente de FAT10 dans ces conditions (H. Liu et al., 

2014). 

Le rôle de FAT10 dans le développement de l’hépatite, alcoolique ou non-alcoolique, n’a pas 

été exploré. Néanmoins, une étude intéressante de l’implication de FAT10 dans la formation 

d’agrégats protéiques dans le foie, les corps de Mallory-Denk (« Mallory-Denk bodies », MDB), connus 

pour être associés à la sévérité des dommages hépatocellulaire, a été menée. En effet, le traitement 

de souris sauvages avec du DDC, une molécule porphyrinogénique, induit le développement des corps 

de Mallory dans le foie ainsi qu’une inhibition de la dégradation protéasomale via le protéasome 26S 

qui est converti en immunoprotéasome. Ainsi, il a été démontré que l’expression génique de FAT10 

est augmentée dans le foie des souris nourries au DDC. Cependant, l’expression des enzymes impliqués 

dans la FATylation, Uba6 et Use1, est diminuée dans les foies de souris nourries au DDC (H. Liu et al., 

2014). Or, l’ajout de DDC à la nourriture de souris déficientes pour Fat10 n’induit pas la formation des 

MDB ni l’inhibition du protéasome 26S ce qui signifie que Fat10 est nécessaire à la formation des MDB 

dans le foie (French et al., 2012).  
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Figure 8 : Rôles physiologiques et physiopathologiques de FAT10. 

 

Ces différents résultats montrent donc que FAT10 est surexprimé dans le foie dans un contexte 

pro-inflammatoire. De plus, FAT10 est nécessaire à la formation des MDB qui sont associés à la sévérité 

de pathologies hépatiques telles que la NASH. Malgré une bonne connaissance du rôle de FAT10 dans 

la pathogenèse de l’HCC, aucune étude n’a été conduite à ce jour pour établir le rôle de FAT10 dans 

les désordres métaboliques observés dans le foie tels que la NASH. Or, le foie est un organe complexe 

participant à des fonctions vitales de l’organisme.   

L’impact physiologique de FAT10, lorsqu’il est exprimé constitutivement (à gauche) et physiopathologique, lorsqu’il est 
surexprimé (à droite) sont représentés dans la figure ci-dessus. Les flèches jaunes indiquent les rôles déterminés par 
l’étude de la surexpression de FAT10 dans les différents organes. Les flèches bleues indiquent les rôles déterminés par 
une déficience en Fat10 chez la souris. 



48 
 

  



49 
 

Partie 2 : Le foie, organe clé du métabolisme énergétique 
 

1) Le foie 

 

Le foie est un organe vital, prenant place du côté droit de l’abdomen sous la cage thoracique, 

il est au centre de nombreux processus physiologiques chez les mammifères.  

 

a. Anatomie macroscopique 

 

Chez l’humain, le foie est majoritairement recouvert par une capsule fibreuse nommée 

capsule de Glisson prenant place sous le péritoine viscéral. Il est traditionnellement décrit comme 

divisé en deux larges lobes sur la face diaphragmatique (face lisse, en forme de dôme et épousant le 

diaphragme) : le lobe droit et le lobe gauche, ainsi que de deux lobes, plus petits, sur la face viscérale 

(face plane et épousant les replis du péritoine) : le lobe caudé et le lobe carré. Plus récemment, une 

division de l’organe en neuf segments prenant en compte le réseau vasculaire et biliaire a été établie 

(Malarkey et al., 2005). Le ligament falciforme, dans la continuité de la capsule de Glisson, permet le 

rattachement de l’organe à la paroi abdominale (Gerber and Thung, 1987). La veine porte et l’artère 

hépatique sont les principaux vaisseaux qui irriguent le foie. 70% du flux sanguin hépatique est issu de 

la veine porte, drainant le sang provenant des veines mésentériques, gastriques et de la rate. Les 30% 

restant du flux proviennent de l’artère hépatique qui irrigue le foie d’un sang riche en oxygène 

provenant du cœur. Le sang, issu de ces deux vaisseaux, irrigue les différents lobes du foie via les 

sinusoïdes hépatiques qui aboutissent dans les veines centro-lobulaire puis le sang quitte le foie par 

les veines hépatiques vers la veine cave inférieure (Fig. 9)(Malarkey et al., 2005).  

Chez les rongeurs, et particulièrement chez la souris, le foie est de forme convexe sur le dessus 

au contact du diaphragme et de forme concave sur le dessous, épousant les organes abdominaux. Il 

est découpé en 4 lobes similaires à ceux observés chez l’humain : le lobe gauche, le lobe droit, le lobe 

médian et le lobe caudé. Ces lobes peuvent être subdivisés en deux lobes le lobe gauche ou droit 

médian et latéral, et le lobe caudal ou papillaire. Un quatrième lobe, beaucoup plus petit et peu visible 

est qualifié de lobe carré. Comme chez l’humain, sur la face dorsale du foie des souris, les lobes gauches 

médians et latéral sont fixés au diaphragme par des ligaments respectivement appelés ligament 

coronaire et ligament triangulaire. Sur la face ventrale, le ligament hépatorénal relie le lobe caudal au 

rein droit. Un ligament falciforme est aussi présent chez la souris, mais il ne remplit pas de fonction 

particulière et est un vestige du développement embryonnaire du foie. La vascularisation du foie de 

souris est similaire à celle du foie humain (Fiebig et al., 2012).  
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Figure 9 : Anatomie et vascularisation du foie (Encyclopædia Britannica https://www.britannica.com/science/human-

digestive-system/Gross-anatomy#/media/1/1081754/68633). 
 

b. Anatomie microscopique 

 

A l’échelle microscopique, le foie est constitué d’une succession d’unités fonctionnelles 

composant le parenchyme hépatique. Cette organisation microscopique est comparable entre le foie 

humain et le foie murin. 

 

i. Le lobule hépatique 

 

Le lobule hépatique est la portion de forme hexagonale ayant pour centre une veine centro-

lobulaire et pour sommets les rassemblements de trois vaisseaux appelés espaces portes (un canalicule 

biliaire, une veinule porte et une artériole hépatique). Des travées d’hépatocytes, délimitées entre 

elles par les sinusoïdes irriguant le lobule, relient le centre du lobule à ses sommets. Le lobule 

hépatique est l’unité qui permet de décrire à l’échelle microscopique la fonction hépatique ainsi que 

la vascularisation du foie (Fig. 10 (A))(Rappaport AM et al., 1954). 

 

ii. Le lobule portal 

 

Le lobule portal, de forme triangulaire, comporte à sa base un espace porte et à son sommet 

opposé, une veine centro-lobulaire. Il représente l’unité biliaire du foie puisque les canalicules biliaires 

suivent les travées d’hépatocytes de la veine centro-lobulaire vers l’espace porte (Fig. 10 (B)).  
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iii. L’acinus hépatique 

 

L’acinus hépatique, en forme de losange, est délimité par deux veines centro-lobulaires et deux 

espaces portes se faisant face. Il est centré sur une branche de l’artère hépatique et il représente 

l’unité artérielle du foie (Fig. 10 (C)).  

Le sang circule à travers les sinusoïdes hépatiques depuis les espaces portes vers les veines 

centro-lobulaires alors qu’au contraire, la bile circule dans les canalicules biliaires vers les espaces 

portes pour rejoindre les canaux biliaires (Gerber and Thung, 1987). Les sinusoïdes hépatiques sont les 

capillaires qui acheminent le sang à travers les travées d’hépatocytes et ils sont constitués d’une paroi 

de cellules endothéliales. Ces cellules, ainsi que l’espace qu’elles forment avec les lames d’hépatocytes 

(l’espace de Disse), permettent les échanges directs de grosses molécules (250kDa) (Fig. 10 (D))(Braet 

and Wisse, 2002).  

 

 
Figure 10 : Anatomie microscopique du foie (adaptée d’Amboss ; https://www.amboss.com/us/knowledge/Liver).  

 

c. Les cellules hépatiques 

 

La multitude des fonctions exercées par le foie nécessite une grande diversité cellulaire et le 

recensement d’au moins 15 types cellulaires différents a été réalisé dans un foie normal. Les types 

cellulaires majoritaires sont les suivants (Fig. 11) :  

Représentations schématiques (A) d’un lobule hépatique, (B) d’un lobule portal, (C) d’un acinus hépatique. (D) 
Représentation détaillée d’un lobule hépatique. 
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i. Les cellules endothéliales 

 

Les cellules endothéliales composent la paroi des capillaires sinusoïdes qui irriguent les lobules 

hépatiques. Ces capillaires se distinguent des autres capillaires de l’organisme car les cellules qui les 

composent présentent des pores à leur surface, elles sont alors qualifiées de « cellules fenêtrées ». 

D’un diamètre de 100nm, ces pores confèrent aux cellules endothéliales un rôle de barrière entre la 

lumière des sinusoïdes et l’espace de Disse et seules les particules d’une taille inférieure au diamètre 

des pores peuvent traverser cette barrière (Braet and Wisse, 2002). 

 

ii. Les cellules stellaires 

 

Dans l’espace de Disse, cité précédemment, se retrouvent les cellules stellaires hépatiques (ou 

cellules de Ito) qui sont des myofibroblastes spécifiques du foie. Ces cellules, représentant environ 10% 

de l’ensemble des cellules résidentes dans un foie normal, sont dans un état basal quiescent qui peut 

évoluer vers un état actif en réponse à des lésions du tissu. Physiologiquement, ces cellules participent 

à plusieurs processus comme le développement du tissu hépatique, le métabolisme de la vitamine A, 

le maintien de la matrice extracellulaire, ou la sécrétion de médiateurs tels que les facteurs de 

croissance. Cependant, il a été montré que l’activation de ces cellules leur permet de proliférer et leur 

confère des capacités de contractilité. De plus, les cellules stellaires activées produisent de la matrice 

extracellulaire et en particulier du collagène de type 1 associé au développement de la fibrose. Cette 

fibrogenèse, lorsqu’elle devient chronique, entraîne un remodelage de la matrice extra-cellulaire au 

sein du foie et participe au développement de maladies hépatiques telles que la cirrhose (Puche, 

Saiman and Friedman, 2013). 

 

iii. Les cellules de Küpffer 

 

Les cellules de Küpffer sont les macrophages résidents du foie et représentent 10-15% des 

cellules totales dans un foie sain. Elles sont présentes dans les sinusoïdes hépatiques, elles sont ancrées 

au sein de l’endothélium, et elles ont un rôle de défense immunitaire contre les pathogènes provenant 

de la circulation sanguine. En effet, les cellules de Küpffer expriment à leur surface des phagosomes et 

de nombreux récepteurs tels que les récepteurs de reconnaissance de motifs moléculaires (ou 

« Pattern recognition receptor », PRR). L’activation de ces récepteurs entraîne alors l’activation des 

cellules de Küpffer et conduit à leur polarisation en macrophages de type M1 ou M2 respectivement, 

qualifiés de classique ou alternative (Li et al., 2017).  
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Un grand nombre de facteurs peuvent provoquer l’activation des cellules de Küpffer qui vont 

à leur tour se mettre à sécréter de nombreux modulateurs pro-inflammatoires comme IL1, IL6 et TNFα. 

Dans un premier temps, l’activation des cellules de Küpffer a été identifiée comme protectrice, mais 

lorsqu’elle devient chronique, elle peut être délétère. En effet, il a notamment été démontré que des 

souris C57Bl/6J pour lesquelles les cellules de Küpffer ont été détruites par un traitement aux 

liposomes de chlodronate et qui ont été nourries avec un régime déficient en méthionine et choline 

vont présenter une NASH moins sévère que les souris contrôles (Rivera et al., 2007). Cependant, cette 

ablation des cellules de Küpffer dans un modèle de souris obèses suite à un régime riche en graisse 

induit un développement plus rapide de la stéatose hépatique (Clementi et al., 2009). Ces données 

montrent donc que l’activation chronique des cellules de Küpffer est impliquée dans le développement 

des pathologies hépatiques de façon complexe (Li et al., 2017).   

 

iv. Les hépatocytes 

 

Les hépatocytes sont les cellules les plus nombreuses du foie. En effet, elles représentent 60% 

des cellules hépatiques et occupent 80% du volume de l’organe. Au niveau du pôle basolatéral, les 

cellules sont en contact avec le sang via l’espace peri-sinusoïdal. Les membranes au niveau du pôle 

apical délimitent, quant à elles, les canalicules biliaires dans lesquels circule la bile sécrétée depuis les 

hépatocytes (Gissen and Arias, 2015). 

La structure des hépatocytes est adaptée à la réalisation de fonctions métaboliques. Ces 

cellules sont constituées d’un large noyau central et d’un cytoplasme contenant un grand nombre 

d’organelles. Les réticulums endoplasmiques, lisse et granulaire, occupent 15% du cytoplasme qu’ils 

partagent avec environ 500 peroxysomes et 1000 mitochondries, acteurs du métabolisme énergétique 

effectué par la cellule. Les hépatocytes ont aussi pour fonction principale la production de la bile 

(Malarkey et al., 2005). 

Les hépatocytes aident au maintien de l’homéostasie énergétique en participant notamment 

au métabolisme du glucose, des lipides, et du glycogène et ce en fonction de leur localisation dans le 

lobule hépatique. En effet, le sang riche en oxygène et en nutriments provenant de la triade portale 

s’appauvrit à mesure qu’il traverse les sinusoïdes jusqu’à la veine centrale. On parle de « zonation » 

avec d’une part, des hépatocytes péri-portaux qui sont exposés au sang enrichi et qui sont impliqués 

majoritairement dans la gluconéogenèse, l’oxydation des acides gras ou la synthèse de glycogène. 

D’autres part, les hépatocytes péri-centraux qui sont exposés au sang appauvri et impliqués dans les 

processus de glycolyse et de cétogenèse (Paris and Henderson, 2022). 
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Figure 11 : Organisation cellulaire d’une sinusoïde hépatique (Amboss ; https://www.amboss.com/us/knowledge/Liver). 

 

2) Les fonctions hépatiques 

 

Les fonctions portées par les cellules du foie, énoncées précédemment, vont représenter les 

fonctions vitales exercées par l’organe entier. 

 

a. Fonction de détoxification 

 

Une des fonctions principales du foie est sa fonction de détoxification des composés toxiques 

pour l’organisme, que ce soit des produits endogènes, issus de voies métaboliques, ou des 

xénobiotiques exogènes. 

 

i. Détoxification endogène 

 

Les hépatocytes présents dans le foie sont capables de capter l’ammoniaque afin de produire 

de l’urée par une réaction cyclique appelé « Cycle de l’ornithine ». Ce cycle catalytique fait intervenir 

cinq enzymes : la carbamyl phosphate synthétase et l’ornithine, toutes deux mitochondriales, puis 

l’arginosuccinate synthase, l’arginosuccinase et l’arginase présentes dans le cytoplasme. Cette 

réaction a lieu suite à la dégradation des acides aminés dans les tissus périphériques qui entraîne la 

formation de l’ammoniaque. Cet ammoniaque, métabolite toxique, est acheminé jusqu’au foie et 

entre dans le cycle de l’ornithine pour être converti en urée, moins toxique pour l’organisme, puis 

éliminée par voie rénale (Shambaugh, 1977).  
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La bilirubine est le produit final du catabolisme de l’heme issu de l’hémoglobine 

erythrocytaire, c’est un pigment biliaire de couleur jaune. La bilirubine est peu soluble dans l’eau et 

circule dans le sang en se conjuguant à l’albumine mais une partie de cette bilirubine peut rester sous 

forme libre. La bilirubine libre, liposoluble, est neurotoxique et lorsqu’elle s’accumule dans le plasma, 

elle est associée au développement d’encéphalopathie et d’ictère. Afin de maintenir l’équilibre entre 

la bilirubine soluble et insoluble, les hépatocytes captent rapidement cette bilirubine insoluble. Une 

fois dans la cellule, la bilirubine se conjugue à la ligandine ce qui facilite son stockage au sein de 

l’hépatocyte et sa glucoronoconjugaison. Ainsi conjuguée, la bilirubine devient soluble et peut être 

excrétée dans la bile pour être éliminée par voie intestinale ou rénale (Memon et al., 2016). 

 

ii. Détoxification exogène 

 

La détoxification des xénobiotiques, que ce soit des médicaments, des composés toxiques ou 

des polluants, a lieu principalement dans le foie. En effet, le foie contient la majorité des enzymes de 

détoxification de phase I et de phase II. Les réactions de détoxification des xénobiotiques démarrent 

par une réaction d’oxydation catalysée par des enzymes de phase I microsomales, comme les 

monooxygénase dépendantes des cytochromes P450, qui vont rendre les xénobiotiques plus 

hydrophiles et créer des sites de réaction pour les enzymes de phase II. Ces dernières, comme la 

Glutathion transférase ou les Sulfotransférases, réalisent des réactions de conjugaison. Enfin, les 

xénobiotiques conjugués sont captés par des récepteurs tels que les récepteurs de la famille des ATP-

binding cassettes (ABC) puis éliminés via l’urine ou la bile (Croom, 2012).  

 

b. Fonction exocrine 

 

Comme cité précédemment, le foie est capable de produire et d’excréter la bile ce qui 

constitue sa seule fonction exocrine. La bile est un liquide biologique composé d’ions inorganiques, de 

phospholipides, de pigments biliaires, d’hormones, de protéines (en faible quantité), de cholestérol et 

d’acides biliaires. Elle est produite par les hépatocytes et parcourt les canalicules biliaires pour quitter 

le foie via les canaux biliaires. Cette voie est la principale voie d’élimination du cholestérol puisque les 

acides biliaires sont synthétisés à partir de ce cholestérol. De plus, les acides biliaires ont des fonctions 

émulsifiantes qui permettent une meilleure absorption des triglycérides, des acides gras ainsi que des 

vitamines liposolubles provenant de l’alimentation dans l’intestin. Chez un sujet sain, 95% de ces 

acides biliaires sont réabsorbés dans l’intestin et retournent dans le foie via la veine porte traduisant 

un cycle entre l’intestin et le foie que l’on qualifie de « cycle entéro-hépatique » (Corless and 

Middleton, 1983).   
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c. Fonctions métaboliques 

 

i. Métabolisme des acides aminés 

 

Le foie est l’organe principal impliqué dans le métabolisme des acides aminés et dans la 

production des protéines plasmatiques. Il est notamment impliqué dans la désamination et la 

transamination des acides aminés. Les enzymes impliquées dans ces processus sont l’alanine 

aminotransférase (ALAT) et l’aspartate aminotransférase (ASAT). Elles convertissent ensuite ces 

molécules en glucose ou en lipides. Ces enzymes sont libérées dans la circulation sanguine lors d’une 

cytolyse hépatique et servent de marqueur sanguin de souffrance hépatocellulaire. Les hépatocytes 

métabolisent aussi les acides aminés non-essentiels que sont la glutamine, le glutamate et l’aspartate. 

Enfin, le foie synthétise les protéines plasmatiques comme l’albumine qui est la principale protéine 

plasmatique mais aussi de nombreux facteurs de coagulation (Paulusma et al., 2022). 

 

ii. Métabolisme du glucose 

 

Lors d’un apport alimentaire, les carbohydrates ingérés puis digérés passent dans la circulation 

sanguine sous forme, notamment, de glucose. Le foie est un organe clé dans le maintien de la glycémie 

puisqu’il permet de stocker l’excès de glucose sous forme de glycogène via la voie de la 

glycogénogenèse. Cette réaction met en jeu la Glycogen Synthase (GS), une enzyme elle-même activée 

par différentes sérine/thréonine kinases telles que la casein kinase-1, protein kinase A (PKA), et la 

glycogen synthase kinase-3 (GSK3). 

Au contraire, à l’état de jeûne, le foie contribue à maintenir un apport glucidique pour les 

autres organes (cerveau, muscles...) tout d’abord via l‘utilisation des stocks de glycogène qui sont 

libérés via la Glycogénolyse, une réaction dont l’enzyme limitante est la Glukokinase. Lorsque le jeûne 

se prolonge et que les stocks de glycogène sont épuisés, le foie est capable d’induire la synthèse de 

glucose de novo ou Néoglucogenèse (Han et al., 2016). 

 

d. Métabolisme des lipides 

 

Le rôle du foie dans le métabolisme glucidique ou dans le métabolisme des acides aminés est 

tout aussi crucial que son rôle dans le métabolisme lipidique. Cependant, pour mieux mettre en 

lumière les résultats du projet de thèse énoncé dans ce manuscrit, nous détaillerons plus 

spécifiquement le rôle du foie dans les voies du métabolisme des lipides ainsi que dans les 



57 
 

déséquilibres de ces voies lors du développement des maladies du foie « gras » ou NAFLD (Non 

Alcoholic Fatty Liver Diseases). 

 

i. Métabolisme post-prandial 

 

1. Absorption des lipides 

Les triglycérides (TG), les phospholipides, et les esters de cholestérol sont les lipides 

prédominants provenant de l’alimentation. Ces lipides, très hydrophobes, sont tout d’abord émulsifiés 

par les acides biliaires dans l’intestin ce qui en fait de meilleurs substrats pour l’hydrolyse par les 

différentes lipases présentes dans la lumière intestinale. Cette hydrolyse convertit, d’une part, les TG 

en monoacylglycérol et acides gras libres (FFA), et d’autre part, les phospholipides en acides gras libres 

et lysophospholipides. Enfin, les esters de cholestérol sont convertis en cholestérol et FFA. Une fois 

hydrolysés, les lipides sont absorbés par les entérocytes par diffusion et via des transporteurs tels que 

CD36 (Cluster of Differentiation 36) ou NPC1L1 (Niemann-Pick C1-Like 1). Une fois dans les entérocytes, 

les lipides sont réestérifiés puis stockés sous forme de chylomicrons. Ces chylomicrons, contenant le 

cholestérol libre et les triglycérides issus de l’alimentation, sont entourés d’une monocouche de 

phospholipides et d’apolipoprotéines, B48 en majorité, et entrent dans la circulation via la lymphe 

dans le canal thoracique (Hussain, 2014; Ko et al., 2020). Une fois dans la circulation, la lipoprotéine 

lipase (LPL), présente sur l’endothélium vasculaire, va dégrader les chylomicrons. Les acides gras libres 

non-estérifiés (ou « non-esterified fatty acids », NEFA) produits lors de cette hydrolyse sont utilisés 

par les tissus comme source d’énergie alors que les particules de lipoprotéines restantes des 

chylomicrons (« chylomicrons remnants ») sont éliminées par le foie (Mahley et al., 1984).  

Les NEFA vont alors pouvoir être captés depuis la circulation par le foie via les protéines FATP 

(Fatty Acid Transport Protein), FAT (Fatty Acid Translocase), ou CD36 au sein des hépatocytes. Une fois 

dans les hépatocytes, les acides gras à longue chaîne (14 carbones et plus) sont activés par FABP (Fatty 

Acid Binding Protein) ou les ACS (Acyl-CoA Synthases). Les différents lipides sont alors répartis au sein 

de la cellule pour être métabolisés (Nguyen et al., 2008). 

 

2. Lipogenèse hépatique 

L’organisme est capable de produire des acides gras de novo, notamment dans le foie, à partir 

du glucose provenant de l’alimentation. Cette fonction hépatique est essentielle puisqu’elle fournit les 

acides gras nécessaires à la production des lipides structurels. La lipogenèse de novo dans le foie est le 

fruit d’une série de réactions enzymatiques.  

La première étape est la carboxylation de l’acetyl-CoA en malonyl-CoA par l’ACC (Acetyl-CoA 

Carboxylase). Il existe deux isoformes d’ACC : ACC1 et ACC2 qui vont produire du malonyl-CoA ayant 
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des rôles différents. Le malonyl-CoA produit par ACC1 est converti en palmitate par l’action de FASN 

(Fatty Acid Synthase), alors que le malonyl-CoA produit par ACC2 inhibe l’activité de CPT1 (Carnitine 

Palmitoyl Transferase 1), protéine impliquée dans la β-oxydation des acides gras.  

FASN catalyse donc la formation de palmitate, seconde étape de la lipogenèse de novo et en 

est l’enzyme limitante de la voie.  

Le palmitate, produit majoritaire de la lipogenèse, peut enfin être converti en d’autres acides 

gras plus complexes par des réactions d’élongation et de désaturation (Alves-Bezerra and Cohen, 

2018).  

La régulation de la lipogenèse de novo dépend fortement des apports en carbohydrates 

alimentaires. Dans un premier temps, l’entrée du glucose dans la glycolyse est une source de carbone 

nécessaire à la formation des acides gras. En effet, le glucose, converti en pyruvate via la glycolyse, est 

transformé en citrate au sein de la mitochondrie. Ce citrate est converti en Acetyl-CoA par l’action 

d’ACLY (ATP-citrate lyase). De plus, il a été démontré que le fructose entre également dans la 

lipogenèse de novo et la favorise (Schwarz et al., 2015). Le rôle biochimique du glucose, énoncé ici, 

n’est pas sa seule fonction puisqu’il exerce aussi un effet transcriptionnel.  

En effet, la glycémie régule l’expression des gènes impliqués dans la lipogenèse via des facteurs 

de transcription. Ce contrôle passe principalement par ChREBP (Carbohydrate Responsive Element 

Binding Protein) qui, après avoir été activé par des modifications post-traductionnelles en présence de 

glucose, transloque dans le noyau pour se lier à ses éléments de réponse et induire l’expression des 

gènes de la lipogenèse. L’élévation de la glycémie va aussi induire une sécrétion d’insuline et 

l’inhibition de la sécrétion de glucagon de la part des îlots de Langerhans présents dans le pancréas, ce 

qui a pour effet de réguler l’expression des gènes de la lipogenèse via SREBP-1 (Sterol Regulatory 

Element Binding Protein-1) (Knight et al., 2005; Ameer et al., 2014). 

 

3. Synthèse des triglycérides et du cholestérol 

Les acides gras ainsi formés dans le foie sont une source d’énergie qui n’est pas toujours 

utilisée immédiatement par la cellule. Dans ce cas, ces acides gras peuvent, d’une part, être convertis 

en des molécules plus complexes comme les TG ce qui permet de les stocker sous une forme inerte 

dans les cellules. D’autre part, ces acides gras peuvent également être utilisés pour la synthèse d’une 

autre sorte de lipide, le cholestérol. 

 

Pour stocker et exporter les acides gras mentionnés ci-dessus, leur conversion sous forme de 

TG inertes est nécessaire. La majorité des TG présents dans le foie sont synthétisés par la voie du G3P 

(Glycerol-3-Phosphate). La première étape consiste en l’estérification d’acyl-CoA en G3P catalysée par 

les GPAT (G3P acyltransférases) mitochondriales et microsomales. Les produits de cette réaction sont 
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ensuite acylés en PA (acide phosphatidique) par les AGPAT (acylglycerol-3-phosphate 

acyltransférases). Le PA est alors converti par les PAP (Phosphatidate Phosphohydrolases ou Lipin) en 

diacylglycérol (DAG), précurseur des TG, tout comme la PC (phosphatidylcholine) et la PE 

(phosphatidylethanolamine). Enfin, la DGAT (DG acyltransférase) catalyse la dernière étape d’acylation 

des DAG en TG (Coleman and Lee, 2004; Shindou et al., 2009). 

La régulation de la voie de synthèse des TG passe par un contrôle transcriptionnel et post-

transcriptionnel des enzymes présentées précédemment. Ce contrôle sera dépendant du statut 

nutritionnel de l’individu puisque l’insuline et le glucose vont induire notamment l’activation du 

facteur de transcription tel que SREBP-1 (Coleman and Lee, 2004). 

Le foie est également capable de synthétiser du cholestérol, un important constituant des 

membranes cellulaires impliqué dans de nombreuses voies de signalisation. La synthèse de cholestérol 

hépatique représente 50% de la production totale de cholestérol par l’organisme humain. La 

biosynthèse du cholestérol fait intervenir plus de 20 enzymes dont la majorité sont localisées à la 

membrane du RE. HMGCR (3-hydroxy-3-methylglutaryl coenzyme A reductase) est une réductase clé 

de ce processus. HMGCR catalyse la production de précurseur du cholestérol : le mévalonate à partir 

d’acetyl-CoA, ATP (Adenosine Triphosphate) et NAPDH (Nicotinamide Adenine Dinucleotide 

Phosphate). Le mévalonate subit ensuite une cascade de réaction qui conduit à la formation de 

différents stérols, dont le cholestérol (Li et al., 2021). La principale protéine qui régule la biosynthèse 

du cholestérol dans le foie est SREBP-2 puisqu’elle active la transcription d’HMGCR lorsque les 

concentrations en cholestérol dans la cellule diminuent (Radhakrishnan et al., 2008).  

 
4. Stockage et sécrétion des lipides 

Les lipides formés dans le foie peuvent y être stockés sous forme de gouttelettes lipidiques 

afin d’être utilisés plus tard. Ils peuvent également être sécrétés depuis le foie vers la circulation 

sanguine pour fournir de l’énergie aux organes périphériques via les lipoprotéines. 

 

- Gouttelettes lipidiques : 

Les gouttelettes lipidiques sont les structures permettant au foie de stocker transitoirement 

des lipides dans les différents types cellulaires qui le composent. Les cellules stellaires contiennent des 

gouttelettes riches en vitamine A, alors que dans les hépatocytes, les gouttelettes sont composées 

d’un cœur riche en TG entouré d’une couche de phospholipides (PC) et de protéines. La formation des 

gouttelettes dépend de la biosynthèse de la PC réalisée par la CCT (CTP-phosphocholine 

cytidylyltransferase) puis leur formation, extension et maintien dépend des protéines dites « de 

gouttelettes ». Certaines de ces protéines interviennent dans la synthèse des lipides, comme DGAT2, 
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et d’autres interviennent dans la stabilisation de la structure des gouttelettes, comme PLIN2 (perilipine 

2 ou ADRP) et PLIN3 (perilipine 3 ou TIP47)(Straub et al., 2008; Carr and Rexford, 2016). 

 

- Lipoprotéines : 

Les lipoprotéines désignent une ensemble de micelles de différentes tailles, de différentes 

compositions et pouvant provenir de différents organes. Les lipoprotéines se caractérisent par une 

surface sous la forme d’une monocouche lipidique majoritairement composée de PC et de cholestérol. 

Cette surface délimite un cœur hydrophobe contenant des triglycérides, du cholestérol estérifié et des 

vitamines hydrophiles. Il existe trois types de lipoprotéines : les VLDL (Very low density lipoproteins), 

les LDL (low density lipoproteins) et les HDL (high density lipoproteins)(Heeren and Scheja, 2021).  

Les VLDL sont riches en TG et sont produites par les hépatocytes permettant ainsi au foie 

d’exporter vers les muscles, les tissus adipeux et le cœur des TG comme source d’énergie. La formation 

des VLDL démarre par l’incorporation d’une petite quantité de TG au sein de l’ApoB100 par la MTP 

(Microsomal TG Transfer Protein) au niveau du lumen du RE. Par la suite, l’ApoB100 transloque à 

travers la membrane du RE puis s’enrichit en TG lors de son transport vers l’appareil de Golgi. Enfin, 

les VLDL sont sécrétées dans la circulation pour être captées dans les organes périphériques (Cohen, 

2013).  

Une portion de ces VLDL, appelée IDL (Intermediate Density Lipoproteins), n’est pas dégradée 

ni secrétée mais est plutôt prise en charge par des enzymes telles que HL (Hepatic Lipase), CETP 

(Cholesterol Ester Transfer Protein) et PLPT (Phospholipid Transfer Protein). L’action de ces enzymes a 

pour effet d’appauvrir le contenu des IDL en TG et de les enrichir en cholestérol, elles deviennent alors 

des LDL. La fonction des LDL est donc de fournir du cholestérol aux organes périphériques via la 

circulation sanguine (Kobayashi et al., 2015). Ces lipoprotéines jouent un rôle important dans la 

régulation des stérols à l’échelle de l’organisme et une concentration sanguine élevée en LDL et VLDL 

a été associée à une augmentation des risques de maladies cardiovasculaires (Deprince, Haas and 

Staels, 2020).  

Enfin, les HDL sont les lipoprotéines qui ont pour fonction principale de réaliser le transport 

inverse du cholestérol depuis les organes extra-hépatiques vers le foie. En effet, l’APOA1 

(apolipoprotein A1) stimule l’efflux de cholestérol à travers le transporteur ATP-dépendant ABCA1 

présent sur la membrane cellulaire. Le cholestérol transite ainsi de la surface de la cellule vers la 

particule HDL naissante. Ensuite, APOA1 active la protéine LCAT (Lecithin-Cholesterol Acyl Transferase) 

favorisant la synthèse des esters de cholestérol. Ces esters de cholestérol s’accumulent dans la 

particule dont la taille augmente jusqu’à former une HDL mâture. Contrairement aux VLDL et LDL, une 

concentration circulante élevée en HDL est associée à une diminution du risque de maladies 

cardiovasculaires (Ouimet, Barrett and Fisher, 2019). 
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ii. Métabolisme pré-prandial 

 

Au court du jeûne, la glycémie diminue et l’utilisation de glucose comme source d’énergie est 

restreinte. Cependant, l’organisme doit maintenir l’apport énergétique pour continuer de fonctionner 

et utilise les lipides comme une source d’énergie. En effet, la diminution de la concentration 

plasmatique en insuline favorise la lipolyse au niveau du tissu adipeux. Les acides gras ainsi libérés dans 

la circulation sont captés par le foie et métabolisés pour fournir de l’énergie (Rui, 2014). 

 

1. Hydrolyse des triglycérides 

L’hydrolyse des TG, ou lipolyse, est une réaction catalysée par la lipase HSL (Hormone Sensitive 

Lipase) qui convertit les TG en monoacylglycérol, puis par la MGL (Monoglycérides Lipase) qui convertit 

le monoacylglycérol et les DAG en FFA et glycérol. La lipase ATGL (Adipose Triglyceride Lipase), 

exprimée dans les hépatocytes et les adipocytes, est aussi capable de catalyser la première étape de 

l’hydrolyse en convertissant les TG en DAG. La lipolyse a pour but de fournir des FFA pour la β-

oxydation mais aussi pour la formation et la sécrétion des VLDL (Quiroga and Lehner, 2012).  

 

2. Autophagie 

L’autophagie est un processus permettant de réguler, au sein de la cellule, le stockage et 

l’élimination de différents éléments comme les protéines, les lipides ou les carbohydrates. Plusieurs 

types d’autophagie existent : la macroautophagie, la CMA (« chaperonne-mediated autophagy ») et la 

microautophagie. La macroautophagie se caractérise par la formation d’un autophagosome autour du 

composé à dégrader puis cet autophagosome fusionne avec un lysosome. Les enzymes lysosomales se 

chargent alors de dégrader le contenu de l’autophagosome ainsi formé. La CMA repose sur la 

translocation directe des éléments à dégrader au travers de la membrane des lysosomes, c’est un 

processus de dégradation sélectif. La microautophagie, peu décrite, est réalisée par le lysosome lui-

même qui internalise des constituants de la cellule par des invaginations dans sa membrane pour les 

dégrader (Mizushima and Komatsu, 2011). 

La lipophagie est la macroautophagie par laquelle les gouttelettes lipidiques peuvent être 

dégradées. Ce processus est stimulé par le jeûne et conduit à la libération d’acide gras dans le 

cytoplasme des hépatocytes. La lipophagie n’est pas encore bien caractérisée mais elle semble être 

régulée par la petite protéine GTPase (Guanosine Triphosphatase) Rab7 (Ras-related protein 7) qui 

reconnaît les gouttelettes lipidiques et régule leur capture par les autophagosomes (Singh et al., 2009). 

 

3. Oxydation des acides gras 
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L’oxydation des acides gras dans le foie peut se faire par plusieurs voies différentes. La β-

oxydation mitochondriale est la voie principale d’oxydation des acides gras présents dans les 

hépatocytes, qu’ils soient à chaînes courtes (moins de 4 carbones), intermédiaires (entre 4 et 12 

carbones), ou longues (entre 12 et 20 carbones). Les acides gras à très longues chaînes (entre 20 et 26 

carbones) ou à chaînes branchées entrent, quant à eux, dans la voie de β -oxydation peroxysomale. 

Enfin, il existe aussi les voies d’α-oxydation et de d’ω-oxydation se déroulant au niveau du RE et qui 

sont régulées par les protéines membres de la famille des cytochromes P450 4A (Alves-Bezerra and 

Cohen, 2018).  

La β-oxydation est réalisée dans les mitochondries ou les peroxysomes des hépatocytes et 

permet de fournir l’énergie nécessaire au fonctionnement de ces cellules en condition de jeûne. 

L’entrée des acides gras dans la mitochondrie ou dans le peroxysome est respectivement régulée par 

CPT1 ou par ABCD. CPT1α, isoforme présente dans le foie, est l’enzyme limitante de la réaction dans 

la mitochondrie et elle est inhibée dans la phase post-prandiale par le malony-CoA issu de la 

carboxylation de l’acetyl-CoA par ACC2 produit lors de la lipogenèse. Ensuite, chaque cycle de β-

oxydation, dans la mitochondrie et dans le peroxysome, est la succession de quatre réactions : 1) 

désaturation de la liaison C2-C3, 2) hydratation du 2-enoyl-CoA formé, 3) déshydrogénation du 3-

hydroxyacyl-CoA et 4) clivage du 3-oxoacyl-CoA. La première de ces étapes est catalysée par les ACOXs 

dans le peroxysome et par les ACADs (FAD-dependent Acyl-CoA Dehydrogenases) dans la 

mitochondrie. Les trois étapes suivantes se déroulent de façon similaire dans les deux organelles 

(Fransen, Lismont and Walton, 2017).  

La première différence entre la β-oxydation dans la mitochondrie et celle se produisant dans 

le peroxysome est le substrat d’entrée. En effet, la mitochondrie prend en charge les acides gras à 

chaîne courte, moyenne et longue alors que le peroxysome prend en charge les acides gras à très 

longue chaîne et à chaîne branchée (Rui, 2014). De plus, la deuxième différence entre les deux 

organelles réside dans la nature du produit final de la β-oxydation. La β-oxydation peroxysomale ne 

permet d’obtenir que des molécules d’acyl-CoA alors que lors de la β-oxydation mitochondriale, 

l’oxydation des acides gras conduit aussi à la formation d’acyl-CoA qui entre dans le cycle de Krebs (ou 

tricarboxylic acid cycle (TCA)), qui est dégradé en H2O et CO2. Cette réaction s’accompagne de l’entrée 

de NADH et FADH2 (Dihydroflavine-Adenine Dinucleotide) dans la chaîne respiratoire mitochondriale 

entraînant la production de deux molécules d’ATP. L’acétyl-CoA, n’entrant pas dans le cycle de Krebs, 

est alors converti en corps cétoniques : l’acétoacétate et le β-hydroxybutyrate (β-OH) qui sont sécrétés 

dans la circulation et qui fournissent de l’énergie aux tissus extra-hépatiques (Fig. 12)(Wanders, 

Waterham and Ferdinandusse, 2016). 
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Figure 12 : β-oxydation des acides gras (adaptée de Fransen et al., Mol Sci, 2017).  

 

iii. Contrôle transcriptionnel du métabolisme des lipides 

 

Les enzymes catalysant les voies présentées précédemment sont finement régulées pour 

maintenir une homéostasie énergétique. Un contrôle transcriptionnel est établi par différents acteurs 

dont les plus importants dans le foie sont SREBP-1 et PPARα (Nguyen et al., 2008). 

Le gène SREBP (Sterol-regulatory Element Binding Protein 1) code pour trois isoformes de 

protéines : SREBP-1a, SREBP-1c et SREBP-2 qui se distinguent par leur expression retrouvée dans des 

tissus différents ainsi que la spécificité de leurs gènes cibles.  En effet, dans le foie, SREBP-1c régule les 

gènes de la lipogenèse de novo alors que SREBP-2 régule les gènes impliqués dans la synthèse du 

cholestérol et dans son transport. D’une part, SREBP-1c est surexprimée en présence d’insuline et, au 

contraire, inhibée en présence de glucagon. Son expression peut aussi être régulée par la présence 

d’acides gras poly-insaturés ou par le récepteur nucléaire LXR (Liver X Receptor)(Nguyen et al., 2008). 

Ainsi, au moment de la période post-prandiale, SREBP-1c induit la transcription de FAS, SCD (Stearoyl-

CoA Desaturase) ou GPAT. D’autre part SREBP-2 régule ACLY par exemple (Horton, Goldstein and 

Brown, 2002). 

Le mécanisme de β-oxydation schématisé dans la mitochondrie (à gauche en 
rouge) et dans le péroxysome (à droite en bleu-vert). 
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Les PPARs (Peroxisome Proliferator Associated Receptors) sont une famille de récepteurs 

nucléaires découverte en 1990 (Issemann and Green, 1990). Ces récepteurs nucléaires sont impliqués 

dans la régulation de la transcription de nombreux gènes ayant un rôle dans le métabolisme des lipides 

dans les différents tissus métaboliques. Il existe trois isotypes : PPARβ/δ, exprimé dans les 

hépatocytes, macrophages et adipocytes ; PPARγ, majoritairement exprimé dans les adipocytes et, 

dans une moindre mesure, dans les macrophages, monocytes, cellules musculaires et cellules 

endothéliales ; et PPARα, majoritairement exprimé dans les hépatocytes et les cellules du cœur. Ces 

récepteurs sont activés par la fixation de leurs ligands (acides gras ou fibrates), ce qui induit leur 

hétérodimérisation avec le partenaire RXR (Retinoid X Receptor) puis leur fixation sur leurs éléments 

de réponses : les PPRE (PPAR Response Elements). Cette fixation induit alors la transcription de gènes 

impliqués dans le métabolisme des lipides : l’activation de PPARγ induit des gènes impliqués dans la 

capture des acides gras et dans la lipogenèse mais principalement dans le tissu adipeux. Dans le foie, 

PPARβ/δ et, de façon plus importante, PPARα induisent l’expression des gènes impliqués dans 

l’oxydation et le transport des acides gras (Fig. 13)(Dubois et al., 2017).  

D’autres facteurs de transcription ont été associés au contrôle du métabolisme des lipides. En 

effet, LXR est un récepteur nucléaire activé par les oxystérols et qui régule la synthèse des acides 

biliaires et l’efflux de cholestérol. Il réduit ainsi l’excès de cholestérol dans la cellule (Coleman and Lee, 

2004). De plus, LXR est capable d’activer SREBP-1c ainsi que FAS et ACC (Nguyen et al., 2008). FXR 

(Farnesoid X Receptor) est un récepteur nucléaire activé par les acides biliaires et qui régule la 

formation des VLDL dans le foie ainsi que SREBP-1c ayant ainsi un contrôle sur la lipogenèse de novo 

(Bechmann et al., 2012).  

 

L’homéostasie énergétique et le métabolisme des lipides sont donc des processus finement 

régulés. Cependant, quand l’organisme fait face à un déséquilibre, des pathologies hépatiques peuvent 

alors se développer. 
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Figure 13 : Métabolisme des lipides dans le foie. 

 

3) Altérations des fonctions hépatiques 

 

a. Définition des NAFLD 

 

i. Présentation générale des NAFLD 

 

Le terme NAFLD, pour « Non-Alcoholic Fatty Liver Diseases » a été inventé en 1980 (Ludwig et 

al., 1980) pour décrire des complications hépatiques conduisant au développement d’une cirrhose 

sans ingestion d’alcool. Récemment, ce terme a été remplacé par le sigle MAFLD, pour « Metabolic-

Associated Fatty Liver Diseases », décrivant mieux la pathologie (Eslam et al., 2020). Cependant, ce 

terme est controversé et n’est pas encore utilisé largement (Fouad et al., 2022). Nous utiliserons donc 

tout au long de ce manuscrit le terme NAFLD.  

Les NAFLD sont considérées comme étant les manifestations hépatiques du syndrome 

métabolique. En effet, la prévalence des NAFLD, et en particulier du stade agressif de NASH (Non-

Alcoholic Steatohepatitis), est très élevée chez des patients obèses et présentant un diabète de type 2 

(DT2). En 2018, il a été estimé que 25% de la population mondiale était atteinte de NAFLD, ce qui est 

en lien avec la prévalence observée en Europe, estimée entre 20 et 30% et en Amérique du Nord à 

24% (Fig. 14). Les modes de vie actuels, alliant sédentarité et nourriture riche en sucre et graisses, 

Les principaux mécanismes mis en jeux lors du métabolisme des lipides dans le foie ainsi que leur 
sécrétion lors de la période post-prandiale (à gauche) et pré-prandiale (à droite). 
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favorisent fortement le développement de la maladie et un modèle prédictif prévoit une augmentation 

de 178% de la prévalence des NAFLD dans le monde d’ici à 2030 (Z. Younossi et al., 2019). En France, 

il a été estimé que 25% des plus de 15 ans présentaient une NAFLD en 2015. De plus, en 2016, il a été 

mesuré que 16% de ces patients étaient diagnostiqués au stade de NASH et il est prévu que ce chiffre 

passe à 21% d’ici 2030 (Estes et al., 2018). Une des principales causes de décès des patients atteints 

de NAFLD est le développement de maladies cardiovasculaires, elles aussi associées au syndrome 

métabolique. Néanmoins, il a été montré que les patients atteints de NAFLD avec une fibrose avancée 

décèdent des suites de complications hépatiques (Younossi et al., 2019). En plus de menacer la vie des 

patients, les NAFLD représentent un poids économique non-négligeable pour les sociétés actuelles. En 

effet, le coût annuel prédictif pour le traitement de la NASH est de 103 milliards de dollars pour les 

États-Unis et est voué à augmenter conformément aux données de prévalence actuelles (Marcellin 

and Kutala, 2018). 

 

 
Figure 14 : Prévalence des NAFLD dans le monde (adaptée de Younossi et al., 2019). 

 

Les NAFLD se caractérisent par différents stades d’atteinte hépatique qui s’étendent de la 

simple stéatose à la cirrhose, en passant par l’hépatite (Fig. 15).  

 

ii. Stéatose 

 

La stéatose, ou Non-alcoholic Fatty Liver (NAFL) est l’accumulation de TG sous la forme de 

gouttelettes lipidiques dans les hépatocytes. Ce processus a pour but de stocker l’excédent de FFA 
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dans le foie. Ces derniers peuvent provenir de la lipogenèse de novo ou d’un apport extérieur, depuis 

le tissu adipeux, ou directement depuis l’alimentation. Ce processus est initialement protecteur car les 

TG sont inertes et sont stockés dans les gouttelettes lipidiques pour servir comme source d’énergie en 

condition de jeûne (Buzzetti, Pinzani and Tsochatzis, 2016).  

Cependant, lorsque ces TG ne sont pas utilisés, ils sont stockés de façon chronique créant une 

lipotoxicité. Cette accumulation peut, dans un premier temps, venir d’une activation de la lipogenèse 

de novo et de la synthèse des TG. En effet, ces voies sont notamment régulées par ChREBP et SREBP 

or, ces facteurs sont eux-mêmes finement régulés par l’insuline. Cependant, dans la plupart des cas de 

NAFLD, les patients présentent une insulino-résistance (IR) au niveau du foie ce qui a pour effet 

d’induire la synthèse d’acides gras et de TG qui s’accumulent dans le foie. De plus, il a été démontré 

qu’un régime riche en fructose induit la lipogenèse de novo (Schwarz et al., 2015). 

Une altération de l’expression des protéines associées aux gouttelettes lipidiques a 

également été observée dans des modèles de NAFLD. Il a été démontré in vivo et in vitro sur des 

modèles de stéatose que les perilipines sont surexprimées et associées à une forme de stéatose 

chronique (Pawella et al., 2014). De plus, la mutation de PNPLA3 (Patatin-like Phospholipid Domain 

Containing Protein 3) est fortement associée au développement de la stéatose hépatique chez 

l’humain (Romeo et al., 2008). Les souris portant cette mutation développent une stéatose plus 

importante en réponse à un régime riche en sucrose que les souris sauvages (Smagris et al., 2015). 

Enfin, l’accumulation des gouttelettes lipidiques est aussi associée à un défaut d’utilisation et 

de sécrétion des lipides. Il a été démontré que la lipophagie est diminuée chez des sujets obèses et 

favorise le développement de la stéatose (Schneider, Suh and Cuervo, 2014). De plus, plusieurs études 

ont montré l’importance de la β-oxydation des acides gras et de l’activité mitochondriale dans le 

développement de la stéatose. Des souris déficientes pour le facteur de transcription Pparα 

(Montagner et al., 2016), ou le gène Acox impliquées dans la β-oxydation peroxysomale (Fan et al., 

1996) développent spontanément une stéatose. 

Cette première étape dans le développement des NAFLD constitue le premier « hit » de la 

maladie qui est identifié comme responsable d’un état chronique de lipotoxicité et favorisant le 

développement d’une inflammation hépatique. 

 

iii. Inflammation chronique du foie 

 

L’inflammation est une réponse physiologique aux dommages ou infections que le tissu peut 

subir et se caractérise par une sécrétion de nombreux médiateurs tels que les cytokines, chimiokines 

ou eicosanoïdes. Ces médiateurs régulent alors la réponse cellulaire pour mettre en place des 

mécanismes de défense et de réparation tissulaire. Cependant, la persistance de l’activité pro-
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inflammatoire dans le tissu au cours du temps induit des changements. Ces modifications dues à 

l’inflammation chronique conduisent à des mécanismes de défense et de réparation aberrants qui 

favorisent le développement de la NASH et de la fibrose. Plusieurs facteurs vont favoriser le 

développement de cette inflammation chronique au sein du foie lui-même mais aussi depuis les autres 

organes métaboliques (Schuster et al., 2018).  

 

1. Les facteurs intra-hépatiques  

Les facteurs intra-hépatiques proviennent de l’activité des cellules du foie qui influencent 

l’inflammation du tissu. Comme expliqué précédemment, la stéatose induit une lipotoxicité. 

L’accumulation de lipides, particulièrement d’acides-gras saturés (SFA, palmitate, stéarate), crée une 

cytotoxicité et favorise le stress du RE, le stress oxydant et, à terme la mort cellulaire (Krenkel and 

Tacke, 2017). En effet, dans ces conditions lipotoxiques, les cellules de Küpffer sécrètent des espèces 

réactives de l’oxygène (ROS) en grande quantité ainsi que des cytokines et chimiokines, comme IL1-β, 

TNF, CCL2 (Chemokine Ligand 2) ou CCL5, qui vont favoriser le recrutement d’autres cellules immunes 

dans le tissu. Les SFA ainsi que le cholestérol accumulés dans le foie sont aussi responsables d’une 

activation de l’inflammasome NLRP3 (NOD-Like Receptor family Pyrin domain containing 3) dans les 

cellules de Küpffer qui favorise leur activation pro-inflammatoire (Martínez-Micaelo et al., 2016). 

Dans le but de lutter contre l’excès de lipides dans les hépatocytes, l’oxydation des acides gras 

est accrue en particulier dans la mitochondrie. L’entrée continue de substrats dans le cycle de Krebs 

induit alors la formation d’une grande quantité de ROS qui vont endommager les éléments de la chaîne 

respiratoire mitochondriale ainsi que l’ADN mitochondrial ce qui, à terme, conduit à la mort cellulaire 

(Dunning et al., 2009). 

 Enfin, les hépatocytes sont capables à leur tour de sécréter des cytokines et chimiokines que 

l’on qualifie d’hépatokines. Dans ces différentes hépatokines, on retrouve l’IL8 ou la fetuine B connue 

pour induire des signaux pro-inflammatoires. D’autres molécules sécrétées par les hépatocytes 

semblent jouer un rôle dans l’inflammation hépatique comme FGF21 (Fibroblast Growth Factor 21). 

Cependant, il est difficile d’étudier le rôle inflammatoire seul de ces molécules puisqu’elles jouent aussi 

un rôle métabolique important (Jung, Yoo and Choi, 2016). 

 

2. Les facteurs extra-hépatiques 

Les facteurs extra-hépatiques dépendent des liens du foie avec les autres organes 

métaboliques : le tissu adipeux et l’intestin principalement.  

Le tissu adipeux est capable de sécréter de nombreuses hormones, cytokines, protéines de 

matrice extracellulaire, etc. Les éléments de ce sécrétome sont qualifiés d’adipokines. Des 

concentrations plasmatiques diminuées en adiponectine et élevées en leptine, deux adipokines, ont 
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notamment été associées à la sévérité des NAFLD. De plus, deux adipokines pro-inflammatoires : TNFα 

et IL6 favorisent le développement de l’IR et sont associés à la progression des NAFLD (Hui et al., 2004; 

Wieckowska et al., 2008).  

Via les réseaux biliaire et sanguin, le foie est aussi en contact avec l’intestin. Les cellules 

endothéliales et le microbiote intestinal forment une barrière avec les différents pathogènes 

extérieurs mais cette fonction est altérée en condition d’obésité. Cette dysbiose intestinale est plus 

présente chez les patients atteints de NAFLD que chez les sujets sains et, dans ces conditions, le 

passage de pathogènes comme le LPS dans la circulation induit une inflammation de bas grade en 

activant les macrophages du foie en partie via TLR4 (Toll-Like Recptor 4). Les acides biliaires, 

permettant l’absorption des lipides, font aussi le lien entre les deux organes et sont associés au 

développement des NAFLD. Effectivement, il a été démontré que les patients atteints de NAFLD 

présentent une modification de la composition de leurs acides biliaires. Au-delà d’altérer l’absorption 

des lipides, ce changement de composition altère aussi la signalisation que les acides biliaires régulent 

via leurs récepteurs comme FXR ou TGR5 (Takeda G protein-coupled Receptor 5). Or, l’activation de 

ces récepteurs dans les hépatocytes protège contre le développement de la stéatose et réduit la 

cytolyse hépatique. Enfin, TGR5 est exprimée par les cellules immunes, dont les cellules de Küpffer, et 

son activation est protectrice puisqu’elle réduit la production de cytokines par ces cellules et 

l’inflammation de bas grade associée (Nawrot et al., 2021). 

La réponse inflammatoire hépatique est donc un élément moteur favorisant l’évolution de la 

maladie vers des stades plus graves en induisant notamment la fibrogenèse hépatique et les 

dommages hépatocellulaires. 

 

iv. Souffrance hépatocellulaire 

 

Les dommages hépatocellulaires se traduisent dans le tissu par l’apparition d’hépatocytes 

ballonisés dans le parenchyme hépatique. Ces cellules ont un aspect caractéristique avec un 

cytoplasme gonflé, une perte de la polarité, un noyau central, et une accumulation cytoplasmique de 

lipides et de phospholipides oxydés. De plus, il a été montré que ces cellules présentent une 

accumulation d’ubiquitine ainsi qu’une perte de cytokératine 8/18 (K8/18). Cependant, il est difficile 

d’étudier ces cellules qui ne sont pas facilement observables dans les modèles précliniques de NASH 

et le phénotype particulier de ces cellules n’est pas encore bien compris (Hirsova and Gores, 2015). 

Le mécanisme à l’origine du développement de telles cellules n’est pas encore compris mais la 

génération d’hépatocytes in vitro proches de cellules ballonisées a déjà été réalisée. Ces modèles 

s’appuient sur l’observation selon laquelle les cellules ballonisées présentent une inhibition de la 

caspase 9. Ainsi, une lignée d’hépatocytes humaines, les Huh7, ont été transfectées avec un shARN 
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ciblant la caspase 9 puis stimulées avec des acides gras saturés (palmitate ou lysophosphatidylcholine). 

Les auteurs montrent que ces cellules résistent à l’apoptose lipo-induite et que le traitement avec les 

acides gras active la voie JNK (c-Jun-N-terminal kinase) et induit l’expression de Shh (Sonic Hedgehog). 

Shh est un marqueur autocrine que les auteurs associent à la survie des cellules et qui est retrouvé en 

grande quantité dans les cellules ballonisées identifiées sur les coupes de patients. Il est établi que 

l’expression ou la sécrétion de Shh peut être utilisée comme un marqueur de cellules ballonisées (Zhou 

et al., 2020; Kusano et al., 2022).  

Les hépatocytes, ballonisés ou non, peuvent aussi présenter des agrégats protéiques, ou corps 

de Mallory-Denk, signe d’une souffrance hépatocellulaire. Ces agrégats, appelés Mallory-Denk Bodies 

(MDB), se caractérisent par une accumulation de protéines ubiquitinylées en particulier la K8/18 et 

p62 sous la forme d’une inclusion protéique.  

L’étude des MDB in vivo et in vitro a permis de montrer que la formation de ces agrégats est 

liée à la lipotoxicité. En effet, la formation d’agrégats en réponse à un traitement au palmitate dans 

une lignée d’hépatocytes humains, les HepG2, a été observée et a permis de montrer que la 

phosphorylation de p62 par TBK1 (TANK binding kinase 1) se produit dans ces conditions et favorise la 

formation d’agrégats MDB-like (Cho et al., 2018). In vivo, le modèle le plus utilisé pour l’étude de la 

formation des MDB est le traitement avec le DDC, une molécule porphyrinogénique. Les MDB se 

forment aussi spontanément au cours du vieillissement des souris déficientes pour le gène K18 ou 

surexprimant K8. Enfin, l’utilisation d’un régime riche en graisse chez des souris traitées avec le DDC 

ou surexprimant K8 potentialise l’apparition d’agrégats montrant une implication de la lipotoxicité 

dans la pathogenèse des MDB (Kucukoglu et al., 2014).  

Ces différentes manifestations de la souffrance hépatocellulaire sont le critère permettant de 

distinguer la simple stéatose de la stéatohépatite non-alcoolique (NASH). De tels dommages au niveau 

du tissu activent de façon chronique les mécanismes de réparation tissulaire via, notamment, les 

cellules stellaires hépatiques. 

 

v. Fibrose 

 

Lors de la progression des NAFLD, l’activation des cellules de Küpffer, la production de ROS et 

la souffrance hépatocellulaire sont autant de facteurs contribuant à l’activation des cellules hépatiques 

stellaires. L’activation des cellules stellaires comporte deux phases (Puche, Saiman and Friedman, 

2013).  

Tout d’abord, l’initiation qui débute par la sécrétion de facteurs pro-inflammatoires dans 

l’environnement des cellules stellaires par les cellules immunes présentes dans le foie. Les cellules 

stellaires peuvent aussi directement répondre aux stimuli pro-inflammatoires via les TLR présents à 
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leur surface. Lors de l’initiation, l’activation de facteurs de transcription pour les cellules stellaires 

stimulées vont induire l’expression des gènes impliqués dans la prolifération, la fibrogenèse, la 

chemoattraction ou encore la contractilité (Tsuchida and Friedman, 2017).  

L’initiation est suivie de la phase de perpétuation, lors de laquelle les cellules stellaires actives 

vont agir sur leur environnement. L’activité des cellules stellaires est maintenue par l’action de signaux 

pro-inflammatoires et en particulier des cytokines qui sont alors qualifiées de « fibrogéniques ». Lors 

de l’étape de perpétuation, les cellules stellaires prolifèrent et sécrètent de la matrice extracellulaire 

en grande quantité, en particulier du collagène de type 1. Cet excès de matrice extracellulaire se 

dépose alors dans le parenchyme pour former des cicatrices fibreuses. L’accumulation de ces cicatrices 

fibreuses dans le foie induit un remodelage de l’architecture du tissu ce qui favorise la mort cellulaire 

des hépatocytes et peut conduire à la décompensation hépatique (Friedman, 2008). 

Ces deux étapes peuvent être suivies d’une éventuelle troisième phase de résolution si les 

causes de la maladie sont supprimées. Dans ces conditions de résolution, les cytokines fibrogéniques 

ne maintiennent plus les cellules stellaires à l’état activé. Les cellules stellaires entrent alors en 

apoptose ou dans un état sénescent. De plus, dans des modèles de cellules stellaires activées isolées 

de patients alcooliques ou de foie de souris traitées avec des doses de CCl4 (Tétrachlorure de carbone), 

les auteurs ont montré que les cellules activées sont capables de revenir à un état quiescent en 

l’absence de stimulus (Sun M, 2015). 

 

b. Evolution des NAFLD 

 

Comprendre l’évolution de la maladie est crucial pour la diagnostiquer et la traiter 

efficacement et deux principales voies de progression ont été observées : une voie non-progressive et 

une voie d’évolution rapide.  

  En effet, certains patients présentant une stéatose vont rester à ce stade pendant plusieurs 

années et évoluer très lentement vers le stade de NASH. Initialement, ce stade de stéatose était 

considéré comme bénin mais, de récentes études ont montré que certains patients ayant seulement 

une stéatose peuvent développer une fibrose avancée au cours de leur suivi, phénomène observé plus 

couramment chez des patients initialement diagnostiqués avec une NASH. Cependant, le risque pour 

ces « slow progressors » d’évoluer vers un stade de fibrose avancée est faible. Ces observations 

soulignent les différences inter-individuelles des patients atteints de NAFLD (McPherson et al., 2015).  

 D’autre part, certains patients évoluent très rapidement du stade de stéatose vers les stades 

de NASH et de fibrose avancée. Ces « fast progressors » ne sont souvent diagnostiqués qu’au stade de 

fibrose avancée qui est le facteur de risque important pour la mortalité des suites des NAFLD. La fibrose 

avancée est aussi un facteur de risque important dans le développement des maladies 
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cardiovasculaires qui sont une des prinipales causes de décès chez les patients atteints de NAFLD (Pais 

et al., 2013). 

 

c. Diagnostic 

 

Tous les processus évoqués précédemment décrivant le spectre des NAFLD sont des processus 

évolutifs étroitement reliées les uns aux autres. De plus, l’évolution d’un stade à l’autre de la maladie 

est dépendante de chaque individu faisant des NAFLD une maladie évolutive complexe et difficile à 

diagnostiquer.  

Le diagnostic des patients atteints de NAFLD est souvent tardif car les patients atteints ne 

présentent généralement pas de symptômes aux phases précoces. Actuellement, il n’y a pas de 

dépistage universel de ces maladies à cause des méthodes de diagnostic coûteuses et invasives. 

Cependant, de récentes mesures Européennes recommandent le dépistage des patients à risque 

(IMC>30 kg/m²) via des ultrasons et/ou des mesures des enzymes hépatiques plasmatiques. Pour les 

patients à risque et/ou présentant des concentrations en enzymes hépatiques trop élevées, la 

recherche d’une stéatose est réalisée via des ultrasons. Si une stéatose est avérée, les patients 

subissent une biopsie hépatique dans le but de confirmer la stéatose et de déterminer ou non la 

présence des différents paramètres de la NASH : inflammation, ballonisation et fibrose (Chalasani et 

al., 2018). 

Pour mieux quantifier ces différents paramètres, des scores ont été créés, notamment le 

« NASH-activity Score » (NAS). Ce score est la somme des scores de stéatose, d’inflammation et de 

ballonisation déterminés à partir de l’observation de coupes obtenues à partir d’une biopsie hépatique 

inclue en paraffine. Ces coupes sont marquées avec de l’hématoxyline, colorant en bleu les acides 

nucléiques présents dans les noyaux cellulaires, et de l’éosine, colorant en rose les éléments du 

cytoplasme. Les coupes sont aussi marquées avec du trichrome de Masson, colorant en bleu les 

noyaux, en vert les fibres de collagène et en rouge le cytoplasme. La macro-stéatose est alors identifiée 

au niveau des cercles blancs observables sur la coupe, si elle couvre une surface inférieure à 5% du 

champ observé, un score de stéatose de 0 est attribué, si elle couvre entre 5 et 33%, un score de 1, 

entre 33 et 66% un score de 2 et enfin si la surface couverte par la stéatose est supérieure à 66%, un 

score de 3 est attribué. L’inflammation sera évaluée en dénombrant le nombre de foyers 

inflammatoires présents sur le champ observé à la magnification 200X. Si aucun foyer n’est aperçu, le 

score d’inflammation est de 0, si moins de 2 foyers sont observés, le score est de 1, s’il y a entre 2 et 4 

foyers, le score est de 2 et enfin, au-delà de 4 foyers le score est de 3. Enfin, les cellules ballonisées 

sont détectées grâce à leur aspect particulier et un score de ballonisation 0 est attribué quand il n’y en 

a aucune, un score de 1 quand il y en a quelques-unes et un score de 2 quand le nombre de cellules 
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ballonisées est conséquent. L’obtention du NAS se fait en additionnant les scores précédents et on 

considère que les patients ne sont pas atteints de NASH si NAS<2 et sont atteint de NASH si NAS≥5. Les 

patients avec 2≤NAS<5 sont dans « la zone grise » qui ne permet pas de conclure quant au diagnostic 

(Fig. 15)(Kleiner et al., 2005). 

Il existe des critères d’exclusion qu’il faut prendre en compte pour catégoriser les patients 

atteints de NAFLD. En effet, les patients présentant une hépatite virale, une maladie particulière 

(maladie de Wilson, maladie cœliaque ou hémochromatose), une anomalie métabolique 

indépendante (maladies du stockage des esters de cholestérol ou du glycérol, syndrome de Reye...), 

une grossesse, consommant de l’alcool (>30 g d’alcool pour un homme et >20 g d’alcool pour une 

femme par jour) ou des drogues ne peuvent pas être considérés comme des patients atteints de NAFLD 

(Papatheodoridi and Cholongitas, 2019). 

Le calcul du NAS, présenté ci-dessus comporte des limites. En effet, ce score ne prend pas en 

compte la fibrose qui fait partie de la physiopathologie de la NASH. Pour pallier cette limite, un autre 

score a été mis en place : le « Steatosis Activity and Fibrosis » (SAF) score, qui inclus la fibrose dans le 

calcul du score final. Cependant, le NAS reste plus largement utilisé en clinique. Une autre limite de la 

technique de diagnostic par l’histologie est la variabilité induite par les observateurs. En effet, les 

analyses de champs de coupes sont réalisées par des anatomopathologistes dont la vision est 

subjective en particulier lorsqu’il s’agit d’identifier les cellules ballonisées. Des algorithmes sont en 

cours de développement afin de standardiser cette procédure et réduire la variabilité inter-

observateur. L’algorithme FLIP (Fatty Liver Inhibition of Progression) a notamment été développé dans 

le cadre de cette démarche (Bedossa et al., 2014). Enfin, l’invasivité de la biopsie hépatique la rend 

difficile à appliquer au plus grand nombre. De ce fait, de nombreuses recherches sont menées 

actuellement pour identifier des méthodes de détection de la NASH non-invasives. L’accent a 

notamment été mis sur l’étude de biomarqueurs sanguins pouvant indiquer la présence d’une NASH. 

La cytokératine 8/18 circulante fait partie de ces biomarqueurs et elle a été validée sur plusieurs études 

de cohortes humaines (Younossi et al., 2008; Cusi et al., 2014). 
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Figure 15 : Progression des NAFLD (adaptée de Haas and Staels, 2016) 

 

d. Étiologie de la maladie 

 

Les causes à l’origine du développement des NAFLD ne sont pas encore toutes comprises. 

Cependant, de nombreux facteurs de risques favorisant la progression de ces maladies ont été 

identifiés. Ces facteurs de risques sont génétiques, épigénétiques, environnementaux et font 

intervenir les organes extra-hépatiques ce qui fait des NAFLD des maladies multifactorielles (Fig. 16). 

 

i. Facteurs génétiques 

 

Des variants génétiques ont été associés au développement des NAFLD. Les variants observés 

le plus fréquemment concernent les gènes PNPLA3, HSD17B13 (17-β Hydroxysteroid Dehydrogenase 

13), TM6SF2 (Transmembrane 6 Superfamily 2 Human gene), GCKR (Glucokinase Regulatory Protein) 

et MBOAT7 (Membrane Bound O-Acyltransferase Domain Containing 7). 

Certaines de ces mutations sont associées aux phases précoces des NAFLD comme sur le gène 

PNPLA3, codant pour la patatin-like phospholipase containing domain 3, une variation anti-sens est 

observée sur la séquence I148M. Cette variation a pour effet d’altérer la fonction de la phospholipase 

et de réduire la lipolyse et est ainsi associée au développement de la stéatose chez les patients qui la 

portent (Romeo et al., 2008). De plus, la mutation sur la séquence P446L du gène GCKR, codant pour 

la glucokinase regulatory protein, a été identifiée dans le foie des patients atteints de NASH. Cette 

mutation a notamment été associée à une capacité réduite de la protéine à inhiber la glucokinase ce 

qui influence le métabolisme hépatique du glucose. Ce défaut dans le métabolisme du glucose va 

moduler le métabolisme des lipides via la glycolyse et le malonyl-CoA ce qui conduit à une inhibition 

de la β-oxydation et favoriser le stockage hépatique de lipides. Sur le gène HSD17B13, l’insertion d’une 

adénine est observée pour le variant d’épissage rs72613567. Cette mutation induit une perte de 
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fonction pour la protéine codée par ce gène, la protéine de gouttelette lipidique hydroxysteroid 17-β-

dehydrogenase 13, ce qui a pour effet de favoriser l’accumulation des sphingolipides. Cette mutation, 

contrairement à celle portée par PNPLA3, est protectrice contre la stéatose, l’inflammation, la fibrose 

et la ballonisation (Jonas and Schürmann, 2021).  

D’autres mutations vont être associées aux phases plus tardives de la NASH et au 

développement de la fibrose. En effet, le gène MBOAT7, codant pour la membrane-bound O-

acyltransferase domain-containing 7, a été identifié comme impliqué dans le développement de la 

fibrose. La protéine codée par ce gène appartient à la famille des acyl-transférases de 

lysophospholipides. Des mutations de MBOAT7 ont été associées à une augmentation du 

phosphatidylinositol et du lysophosphatidylinositol ainsi qu’au développement de la fibrose et de 

dommages hépatiques. Enfin, le variant E167K du gène TM6SF2, codant pour la transmembrane 6 

superfamily member 2, a été associé à une accumulation de TG hépatiques ainsi qu’à un plus fort risque 

de développer une fibrose avancée (Liu et al., 2014). Il a été montré que cette mutation inhibe la 

sécrétion des TG depuis le foie en bloquant la formation de VLDL (Mahdessian et al., 2014). 

Enfin, d’autres mutations génétiques plus rares ont été associées au développement des 

NAFLD comme sur les gènes PPP1R3B (Protein Phosphatase 1 Regulatory Subunit 3B), IRGM 

(Immunity-Related GTPase family M protein) ou LPIN (Lipin)(Jonas and Schürmann, 2021). 

 

ii. Facteurs épigénétiques 

 

Au-delà des mutations présentées ci-dessus, les gènes impliqués dans le métabolisme des 

lipides peuvent aussi subir des modifications épigénétiques qui sont associées au développement des 

NAFLD. 

Il a notamment été démontré que des défauts de méthylation de l’ADN étaient observés chez 

des patients atteints de NAFLD. Une hypométhylation est observée chez les patients malades, en 

particulier sur des gènes impliqués dans la réparation tissulaire. Dans ces conditions, la méthylation ne 

réprime pas la transcription des gènes de la réparation tissulaire qui vont être surexprimés et qui vont 

induire une fibrose dans le tissu (Murphy et al., 2013). De plus, il a été démontré que la méthylation 

de sites CpGs présents sur les facteurs de transcription anti-fibrotiques, tels que PPARα et PPARβ/δ, 

est augmentée pour les patients atteints de NAFLD. Cette augmentation de la méthylation est d’autant 

plus importante chez les patients atteints d’une fibrose avancée. Au contraire, chez ces patients, des 

gènes pro-fibrotiques tels que TGFβ (Transforming Growth Factor β) ou PDGFα (Platelet Derived 

Growth Factor α) présentent une augmentation de la méthylation (Zeybel et al., 2015).  

Les micro-ARNs (miRNAs), ces simples brins d’acides ribonucléiques non-codants, régulent 

aussi des gènes de façon épigénétique puisqu’ils répriment la traduction et module la stabilité des ARN 
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messagers en interférant avec ces derniers. Certains de ces miRNAs ont été associés au développement 

des NAFLD comme miR-122, miR-192, miR-34 et miR-33 a/ b.  

MiR-122 et miR-192, dont les expressions géniques sont diminuées dans les foies des patients 

atteints de NAFLD, jouent un rôle important dans la régulation transcriptionnelle d’acteurs du 

métabolisme comme PPARα, ChREBP ou PPARγ (Latorre et al., 2017). De façon intéressante, 

l’expression de ces miRNAs est augmentée dans le plasma des patients atteints de NAFLD ce qui 

suggère une sécrétion accrue (Pirola et al., 2015). MiR-34 est, quant à lui, augmenté dans les foies des 

patients atteints de NAFLD et il a été démontré que cette surexpression est associée à une inhibition 

de la lipophagie via l’inhibition d’ATG4B et de Rab-8b (Kim et al., 2021). MiR-33a et b sont deux miRNAs 

qui ne diffèrent que de deux nucléotides et qui sont placés sur des introns de SREBP-1 et SREBP-2. Ils 

sont surexprimés chez les patients atteints de NAFLD et sont associés à la régulation de gènes 

impliqués dans la synthèse des acides gras. De plus, les souris déficientes pour miR-33a présentent une 

augmentation de la production de HDL et de leur sécrétion depuis le foie (Horie et al., 2010). 

Les histones peuvent aussi être modifiées par des mécanismes tels que l’acétylation via les 

acétyltranférases (HAT) qui peuvent être réversibles par l’action des déacétylases d’histones (HDAC). 

Ces mécanismes de modification sont perturbés lors de la pathogenèse des NAFLD. En effet, les HDAC 

ont notamment été identifiées pour jouer un rôle important dans le développement des NAFLD. Il a, 

par exemple, été démontré que la délétion d’HDAC3 induit une stéatose hépatique. Cette protéine 

colocalise avec le corépresseur NCoR1 (Nuclear Receptor CoRepressor 1) au voisinage de gènes 

impliqués dans le métabolisme des lipides. De plus, les auteurs démontrent que ce mécanisme favorise 

l’entrée des métabolites dans la voie de la gluconéogenèse plutôt que dans la synthèse des lipides ce 

qui prévient ainsi la stéatose (Sun et al., 2012). 

 

iii. Facteurs environnementaux 

 

Comme énoncé précédemment, les NAFLD sont des maladies multifactorielles dans lesquelles 

l’environnement des patients est un facteur de risque important. En effet, l’alimentation ou la 

pollution sont des pressions environnementales qui peuvent favoriser le développement des NAFLD. 

 

1. Alimentation 

Tout d’abord, l’obésité est un facteur de risque majeur dans le développement des maladies 

métaboliques et en particulier des NAFLD. L’organisation Mondiale de la Santé (OMS) a déterminé que 

les individus ayant un IMC≥30 kg/m² présentent une obésité et donc un risque accru de développer 

des maladies métaboliques (Younossi, 2019). Cette masse corporelle élevée peut être due à des 

apports caloriques trop importants ou inadaptés mais aussi à une activité physique réduite.  
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En effet, pour un individu, des régimes trop riches en graisses ou en sucre et excédant l’apport 

journalier en énergie favorisent le développement de la stéatose. De plus, il a été démontré que la 

fréquence à laquelle les individus s’alimentent a une incidence sur la stéatose. Par exemple, le 

grignotage a été identifié comme un facteur d’aggravation de la stéatose indépendant (Koopman et 

al., 2014). Les SFA, présents notamment dans les graisses animales, sont également associés au 

développement de la stéatose ainsi qu’à une augmentation de l’IR hépatique. Les sucres ajoutés, 

notamment le sucrose et le fructose, très présents dans les boissons de type soda, contribuent aussi 

au développement de la stéatose. En effet, ces sucres stimulent la synthèse des TG hépatiques via la 

lipogenèse de novo. De plus, le fructose altère la perméabilité intestinale ce qui favorise le passage de 

pathogènes et, par conséquent, l’inflammation hépatique. Enfin, les boissons de type cola contiennent 

des colorants « caramels » obtenus à partir d’AGEs (advanced glycation end products), impliqués dans 

l’IR, et qui exacerbent la NASH et la fibrose hépatique. En association avec ces facteurs liés à 

l’alimentation, le développement d’une obésité est aussi dû à la sédentarité. En effet, il est démontré 

que le temps passé en station assise est associé au développement des NAFLD (Romero-Gómez, 

Zelber-Sagi and Trenell, 2017). 

 

2. Pollution 

Dans les sociétés actuelles, l’exposition à la pollution est quotidienne et certains polluants, 

qu’ils soient présents dans l’air, dans l’eau ou dans la nourriture, sont associés au développement des 

NAFLD.  

Parmi ces polluants se retrouvent les métaux lourds présents dans les sols, les plantes et 

même dans l’organisme de certains animaux consommé dans le cadre d’une alimentation omnivore. 

L’arsenic, par exemple, potentialise les effets d’un régime riche en graisse au niveau de la stéatose 

hépatique. Il existe une association positive entre la concentration d’arsenic retrouvée dans les urines 

des patients et leur diagnostic de NAFL. Les pesticides/ insecticides, tels que le Fipronil, sont connus 

pour être associés au développement des NAFLD chez l’humain. En effet, leur ingestion favorise la 

peroxydation des lipides et induit un stress oxydant dans le tissu hépatique. Enfin, les différents 

polluants de l’air issus de la combustion d’énergie fossile produisent des micros et des nanos particules 

qui peuvent être inhalées par les sujets puis se retrouver dans le foie via la circulation sanguine. Des 

études montrent que l’inhalation de ces particules chez la souris promeut le développement de la 

stéatose hépatique ainsi que l’inflammation (Rajak et al., 2021). 

 

iv. Maladie multifactorielle 
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Il est maintenant établi que les NAFLD ne sont pas des maladies qui se limitent au foie et 

qu’elles sont associées au développement de complications extra-hépatiques telles que les maladies 

cardiovasculaires et le DT2. En effet, les mécanismes physiopathologiques de ces différentes maladies 

sont intimement liés.  

Les maladies cardiovasculaires (CVD) constituent un problème de santé public touchant le 

monde entier avec environ 17,9 millions de morts par an dans le monde. Il a été démontré que les 

patients atteints de NAFLD présentent un risque important de développer une CVD, en particulier une 

athérosclérose. Ces études démontrent que la sévérité de la maladie est fortement associée à 

l’incidence de CVD en particulier la sévérité du paramètre de fibrose. Enfin, une récente étude 

s’intéressant aux causes de décès de patients atteints de NAFLD aux États-Unis de 2007 à 2016 a 

montré que les CVD sont la deuxième cause de décès de ces patients. Les risques cardiovasculaires 

sont d’autant plus importants pour les patients atteints de DT2. En effet, ces patients ont une plus 

forte probabilité de développer des formes avancées de NAFLD ainsi que les complications 

métaboliques associées telles que l’hypertension, la dyslipidémie ou la cirrhose (Caussy, Aubin and 

Loomba, 2021). 

Certains mécanismes à l’origine du développement du DT2 sont similaires à ceux initiant les 

NAFLD ou les CVD. Ces mécanismes communs comprennent notamment la dyslipidémie, la production 

de facteurs pro-thrombotiques, l’hyperglycémie résultant de l’IR, l’inflammation de bas grade et 

l’altération du microbiote intestinal (Caussy, Aubin and Loomba, 2021). 

 



79 
 

 
Figure 16 : Principaux mécanismes moléculaires conduisant au développement de la NASH (Friedman et al., 2018). 

 

e. Modèles d’étude de la NASH et des NAFLD 

 

L’étude de pathologies aussi complexes que les NAFLD n’est pas une chose aisée et aucun 

modèle n’arrive, à ce jour, à décrire tous les paramètres et facteurs présentés ci-dessus. Cependant, 

une myriade d’outils a été développée pour mieux comprendre la pathogenèse des NAFLD que ce soit 

in vivo ou in vitro. 

 

i. In vivo 

 

L’importante contribution de tous les organes métaboliques dans le développement des 

NAFLD est un critère majeur qui rend l’utilisation de modèles in vivo essentielle dans l’étude de cette 

pathologie. Cependant, le modèle animal parfait pour étudier les NAFLD n’existe pas et les choix du 

modèle à utiliser dépendent grandement des questions auxquelles le modèle en question veut 

répondre. Les deux principales façons de créer des modèles de NAFLD in vivo reviennent à modifier 

soit le régime alimentaire soit le code génétique de l’animal. Nous nous concentrerons par la suite sur 
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les modèles murins, mais il est à noter que des modèles de NAFLD sont développés sur d’autres 

espèces comme les rats, ou les porcs. 

 

1. Régimes alimentaires et produits chimiques 

Plusieurs régimes ont pu être développés aux cours du temps dans le but de reproduire les 

différents aspects des NAFLD chez les rongeurs.  

Les régimes contenant 10% de graisses et déficients en choline et en méthionine sont des 

régimes qui permettent de développer rapidement la stéatose hépatique macro-vésiculaire. En effet, 

la méthionine et la choline sont essentielles à la formation des VLDL permettant la sécrétion des lipides 

depuis le foie. En leur absence, les lipides s’accumulent dans le foie et favorisent le développement 

d’une inflammation et d’une fibrose au cours du temps. Les limites de ce modèle résident dans le fait 

que, malgré le développement de tous les paramètres de NASH, les souris ne présentent pas d’IR ni 

d’obésité, au contraire, elles ont plus tendance à perdre du poids, or, obésité et IR sont deux facteurs 

fortement associés à la pathogenèse de la NASH (Itagaki et al., 2013). 

Le régime semi-synthétique « Choline-deficient L-amino acids-defined » (CDAA) est similaire 

au régime MCD puisqu’il se caractérise également par une déficience en choline. Cependant, les 

protéines de ce régime sont substituées par des acides aminés L. Ainsi, les souris nourries avec ce 

régime développent la NASH d’une façon comparable aux souris nourries avec un MCD mais la perte 

de poids observée en réponse au régime est moins importante avec le régime CDAA qu’avec le régime 

MCD. Au bout de quelques semaines d’exposition au CDAA, les souris présentent donc une NASH mais 

c’est à partir de 22 semaines d’exposition que les souris commencent à prendre du poids et présentent 

une augmentation des concentrations circulantes en TG et cholestérol suggérant une IR (Miura et al., 

2010).  

Les régimes riches en graisses, composés de 71% de graisses, de 11% de carbohydrates et de 

18% de protéines, sont les régimes reproduisant le mieux les apports alimentaires d’un individu des 

pays occidentaux. Ces régimes induisent une obésité chez les animaux, qui présentent aussi une IR au 

bout de 16 semaines. La stéatose induite par le régime apparaît dans le foie des animaux dès les 

premières semaines de régime et l’inflammation n’est observée qu’après 12 semaines de régime. 

Cependant, l’utilisation d’un régime riche en graisse est moins agressive que les régimes présentés 

précédemment et l’apparition d’une faible fibrose ne peut être observée qu’après 36 à 50 semaines 

d’exposition des souris au régime (Van Herck, Vonghia and Francque, 2017).  

Il est possible de supplémenter les régimes précédents avec du cholestérol (1%) qui favorise 

l’apparition de l’inflammation ou même avec du glucose et du fructose pour stimuler la lipogenèse de 

novo et exacerber la stéatose ainsi que l’inflammation hépatique (Santhekadur, Kumar and Sanyal, 

2018). Le régime AMLN (amylin), composé de 40% de graisse (dont 22% de trans-fat et 26% d’acides 
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gras saturés en masse), de 22% de fructose et de 2% de cholestérol ; ainsi que sa variation, le GAN 

(Gubra Amylin NASH, avec 0% de trans-fat et 46% d’acides gras saturés en masse) sont notamment 

utilisés pour induire la NASH. Les souris développent, en réponse à ces régimes, une obésité et une 

intolérance au glucose dès 8 semaines de régime. De plus, les souris nourries avec le régime AMLN 

développent tous les paramètres histologiques de NASH dès 16 semaines de régime avec une sévérité 

plus importante pour les souris nourries avec le GAN (Boland et al., 2019).  

Les régimes présentés précédemment permettent d’obtenir rapidement une stéatose et une 

inflammation dans les foies des souris mais il est difficile de reproduire des stades de fibrose avancée 

ainsi que des dommages hépatocellulaires comparables à ce qui est observé chez l’humain. Pour 

étudier de tels processus, il est possible de traiter les souris avec des produits chimiques. En effet, le 

tétrachlorure de carbone (CCl4) est utilisé pour induire une fibrose hépatique. L’injection de ce 

composé crée un stress oxydant et favorise la formation de lipides et de protéines peroxydées 

induisant une nécrose du tissu ainsi qu’une fibrose. Il a été montré que la combinaison de ce traitement 

à un régime riche en graisse potentialise les effets du régime et aggrave les dommages hépatiques vers 

les stades de NASH et de fibrose (Unsal, Cicek and Sabancilar, 2021). De même, les manifestations des 

dommages hépatocellulaires observées chez l’humain, telles que les cellules ballonisées ou la 

formation de MDB, ne sont que très peu observées dans les modèles cités précédemment. Il a été 

montré que l’ajout de DDC à la nourriture de souris pendant 10 semaines induit la formation de MDB 

en inhibant, notamment, la dégradation protéasomale. Les protéines malformées s’accumulent sous 

la forme d’agrégats semblables à ceux qui se développent lors des NAFLD. Néanmoins, les souris 

nourries avec le DDC ne développent qu’une hépatite chronique et elles ne présentent pas d’obésité 

ou de stéatose caractéristique de la NASH (French et al., 2011).  

 

2. Modèles génétiques 

Dans les modèles précédents, le fond génétique des souris le plus majoritairement utilisé est 

celui des C57Bl6/ J. En effet, il a été montré que ces souris répondent mieux aux stimuli métaboliques 

que d’autres fonds génétiques. Cependant, les facteurs menant à la NASH peuvent aussi être 

reproduits via des modifications génétiques.  

Dans le cadre des études autour des maladies induites par l’obésité, des souris déficientes 

pour le gène codant la leptine, ob/ob, ou pour le gène codant le récepteur à la leptine, db/db, ont été 

développées. La leptine jouant un rôle clé dans le processus de satiété, ces souris hyperphages 

deviennent rapidement obèses et insulino-résistantes. Elles développent spontanément une stéatose 

avec une inflammation modérée et sont souvent nourries avec des régimes déficients en choline pour 

les voir développer une NASH (Sanches et al., 2015). De même, des souris diabétiques polygéniques 

ont été obtenues par sélection génétique via des croisements consanguins : les souris TSOD (Tsumura 
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Suzuki Obese Diabetes). Ce sont aussi des souris obèses qui développent spontanément une NASH au 

bout de 4 mois. Elles ne présentent qu’une faible fibrose, mais leur état peut évoluer vers l’HCC après 

l’âge d’un an (Shimada et al., 2012). 

Une autre classe de souris génétiquement modifiées développées pour l’étude des NAFLD 

inclus les souris FLS (Fatty Liver Shionogi) ainsi que les souris foz/foz. Les souris FLS, comme les souris 

TSOD, ont été obtenues par sélection après croisements consanguin et elles développent 

spontanément une NASH. En effet, ces souris présentent une diminution de la sécrétion des VLDL ainsi 

qu’une sensibilité accrue aux cytokines pro-inflammatoires. Les souris foz/foz, présentent une 

mutation du gène Alms1 (Alstrom syndrome 1) et sont hyperphages. Elles sont obèses, insulino-

résistantes et développent spontanément une NASH dont l’apparition est accélérée quand les souris 

reçoivent un régime « Western » riche en graisse. À ce jour, les mécanismes impliqués dans ce 

phénomène ne sont pas encore élucidés (Jacobs et al., 2016).  

Enfin, des souris portant les mutations génétiques associées au développement des NAFLD 

chez l’humain ont été étudiées, et ce plus particulièrement sur le gène PNPLA3. De façon surprenante, 

les souris déficientes pour Pnpla3 soumises à un régime riche en carbohydrates ne développent pas 

de stéatose (Chen et al., 2010). Cependant, la surexpression du mutant humain I148M chez la souris 

induit une accumulation hépatique de TG sans être associée ni à une IR ni à une intolérance au glucose 

(Li et al., 2012). 

 

ii. In vitro 

 

Malgré la nécessité de se placer dans un organisme global pour étudier la pathogenèse des 

NAFLD, l’utilisation d’outils in vitro est complémentaire, notamment lorsqu’il s’agit d’élucider les 

mécanismes moléculaires impliqués dans le développement de la pathologie. 

 En lien avec les différents modèles in vivo présentés ci-dessus, il est possible d’isoler les cellules 

primaires du foie de souris ou d’humain atteints de NAFLD dans le but de les cultiver. Cette technique 

permet de stimuler les cellules directement avec des composés tels que des inhibiteurs, des agonistes, 

etc. L’avantage de ces cellules est qu’elles sont au plus proche des cellules telles qu’elles fonctionnent 

dans le foie métaboliquement. Cependant, l’isolement de cellules primaires est une technique difficile 

et peu reproductible. De plus, les cellules primaires humaines de patients sont rares. Enfin, hors de la 

matrice tissulaire, les cellules se dédifférencient rapidement, ce qui empêche une culture sur le long 

terme (Schyschka et al., 2013). 

 Lors de la culture de cellules primaires en 2 dimensions, un seul type cellulaire est cultivé à la 

fois ce qui ne permet pas de modéliser les interactions entre les différents types cellulaires présents 

dans le foie ni de reproduire l’organisation cellulaire de l’organe. Pour pallier ce problème, il est 
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possible d’associer plusieurs types cellulaires lors d’une culture en 3 dimensions que l’on appelle 

organoïde. Ainsi, le traitement de ces organoïdes avec des SFA induit une accumulation de lipides dans 

les hépatocytes comparable à une stéatose. La sécrétion de cytokines et même parfois l’apparition de 

cellules ballonisées peuvent également être observé dans les organoïdes de foie (Nuciforo and Heim, 

2021). De plus, la mise en culture de coupes issues de foie est aussi une technique qui permet de 

conserver une organisation cellulaire similaire à celle du tissu. Cette technique, appelée PCLS 

(Precision-Cut Liver Slices), consiste en la mise en culture de coupes de tissu fraîches et a pour principal 

avantage de conserver les différents types cellulaires présents dans le tissu. Une fois en culture, ces 

coupes peuvent être traitées avec des molécules thérapeutiques par exemple pour tester l’efficacité 

de ces dernières et soumises à des analyses transcriptomiques ou histologique par exemple (Gore et 

al., 2020). 

 L’obtention de cellules primaires ou de tissus humains étant difficile, la création de modèles 

de NAFLD in vitro à partir de lignées cellulaires a été envisagée. L’exposition de lignées hépatocytaires, 

comme les Huh7 ou les HepG2, à des fortes concentrations de glucose ou de SFA a été réalisée pour 

mimer les conditions de la NASH. De fortes concentrations en glucose dans le milieu de culture des 

Huh7 induisent une réponse inflammatoire dans la cellule via la voie NF-κB, et l’ajout de cytokines pro-

inflammatoire potentialise ces effets (Tilg and Hotamisligil, 2006). De plus, le traitement des HepG2 

avec des mélanges d’acides gras induit une toxicité similaire à ce qui est observé lors d’une stéatose 

chronique. Ces hépatocytes stéatosés présentent une apoptose ainsi qu’une modulation des facteurs 

de transcription important dans le métabolisme des lipides, comme SREBP-1 et PPARα (Ricchi et al., 

2009). Enfin, il a été montré que le traitement d’HepG2 avec de fortes doses de palmitate induit la 

formation d’agrégats semblables à des MDB (Cho et al., 2018). Les hépatocytes impliqués dans le 

développement des NAFLD sont soumis aux concentrations circulantes en glucose et en acides gras 

mais ils sont aussi exposés aux sécrétomes des autres cellules qui composent le foie et plus largement 

au sécrétome des autres organes métaboliques. Pour mimer ce processus, il est possible de réaliser 

des co-cultures de plusieurs lignées cellulaires. Il a notamment été montré que la co-culture 

d’hépatocytes avec des adipocytes différenciés favorise le développement d’une IR (Wang et al., 2006). 

La limite principale de ces modèles est que la plupart des lignées cellulaires prolifèrent car elles sont 

cancéreuses. Cependant, lors du développement du cancer, les cellules subissent une 

reprogrammation métabolique qui modifie certaines voies clés du métabolisme. 

 Ainsi,  le modèle idéal pour l’étude des NAFLD n’existe pas. Cependant, la multiplicité des outils 

énoncés ci-dessus permet de progresser dans la compréhension des mécanismes impliqués dans le 

développement des NAFLD. Dans cette optique, les travaux présentés dans ce manuscrit de thèse sont 

le fruit de la combinaison de différentes approches in vivo et in vitro pour founir des observations 

robustes et au plus proche des processus physiopathologiques qui se produisent dans le foie. 
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f. Traiter les NAFLD 

 

Malgré le poids économique que les NAFLD représentent pour les sociétés actuelles et les 

complications qui menacent les malades, à ce jour, aucun traitement n’est recommandé dans les pays 

occidentaux pour soigner les NAFLD. Seules des stratégies basées sur l’application de règles hygiéno-

diététiques (RHD), peu efficaces, ou sur la chirurgie bariatrique, fortement invasive, sont proposées 

aux patients. Cependant, grâce aux avancées faites ces dernières années dans la compréhension des 

mécanismes physiopathologiques impliqués dans le développement des NAFLD, de nombreuses 

molécules thérapeutiques sont en phase de tests.  

 

i. La perte de poids 

 

L’obésité est un facteur de risque important dans le développement des NAFLD, or, pour traiter 

ce facteur, les praticiens de santé peuvent mettre en place des RHD. En effet, il a été démontré qu’une 

perte de poids permettait de faire régresser efficacement les différents paramètres de la maladie. Une 

perte de poids entre 5 et 10% de la masse de l’individu est recommandée pour améliorer la stéatose, 

et une perte supérieure à 10% pour faire régresser la NASH (Promrat et al., 2010). Cette perte de poids 

peut être initiée par la mise en place de diètes. La restriction calorique par exemple, améliore les 

enzymes de cytolyse hépatiques (ASAT et ALAT). De plus, une alimentation de type méditerranéenne, 

riche en fibre et faible en cholestérol et en sucres, améliore la stéatose hépatique même lorsque la 

perte de poids est faible ou inexistante (Trovato et al., 2015).  

La perte de poids peut aussi être initiée par un acte chirurgical. En effet, chez les patients en 

obésité morbide (IMC>40 ou IMC>35 avec comorbidités), la chirurgie bariatrique est un moyen efficace 

de perdre du poids qui a été recommandée par l’Institut National pour la Santé. Cette procédure 

rassemble 3 techniques qui ont pour objectif de modifier la façon dont sont absorbés les aliments par 

le système digestif. Pour cela, un bypass gastrique (court-circuit de l’estomac et d’une partie de 

l’intestin), une sleeve gastrectomie (réduction de la taille de l’estomac par ablation d’une partie de ce 

dernier) ou un anneau (réduction de la taille de l’estomac par la pause d’un anneau autour de celui-ci) 

peuvent être mis en œuvre par le chirurgien. Ces techniques induisent une perte de poids entre 15 et 

25% de la masse de l’individu ayant subi la chirurgie et ont pour effet de favoriser la régression de la 

stéatose, de la NASH et de l’IR (Lassailly et al., 2016). 

 

ii. Les molécules thérapeutiques 
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Malheureusement, seuls les patients atteints de formes graves de NASH associées à une 

obésité morbide peuvent bénéficier d’une procédure de chirurgie bariatrique. De plus, la perte de 

poids par la mise en place d’une diète est très difficile à mettre en œuvre et ne perdure pas chez ces 

patients. La recherche de molécules, pour le traitement de ces maladies, est alors cruciale afin 

d’améliorer la prise en charge des patients atteints de NAFLD. Actuellement, de nombreuses molécules 

ont été ou sont en cours de développement, les molécules actuellement en phase 3 sont rassemblées 

dans le Tableau 1 ci-après.  

Tout d’abord, du fait des liens entre la pathogenèse du DT2 et des NAFLD, des molécules 

utilisées pour traiter le DT2 sont testées pour la résolution des NAFLD. Le semaglutide, un agoniste du 

récepteur au GLP1 (Glucagon-Like Peptide 1), est actuellement en étude de phase 3. De nombreuses 

molécules anti-fibrotiques et anti-inflammatoires sont aussi en cours d’étude. En effet, le 

développement de la fibrose est un des plus importants facteurs de risque pour le développement de 

complications extra-hépatiques. Le cenicriviroc est un agoniste en étude de phase 3 qui inhibe les 

récepteurs des chimiokines 2 et 5 (CCR2/5) fait partie de ces molécules (Ratziu et al., 2020).   

Enfin, de nombreuses molécules ciblant des acteurs majeurs du métabolisme des lipides sont 

aussi en cours de développement. Les principales cibles qui ont pu être identifiées sont FXR, SCD1 et 

les PPAR. En étude de phase 3, pour ces cibles, se trouvent l’acide obéticholique, agoniste de FXR (Z. 

M. Younossi et al., 2019) et l’aramchol, un modulateur de SDC1 (Ratziu et al., 2021). Concernant le 

PPARs, plusieurs agonistes, sélectifs ou non, ont été développés : le lanifibranor est un pan-agoniste 

touchant tous les isotypes de PPAR, actuellement en cours d’étude de phase 2 (Lefere et al., 2020). Le 

saroglitazar est un dual-agoniste PPARα/PPARγ en phase 3 et qui est déjà autorisé pour le traitement 

de la NASH en Inde (Gawrieh et al., 2021). L’élafibranor, un autre dual-agoniste, PPARα/PPARδ a 

échoué en étude de phase 3 car il n’a pas permis d’atteindre l’objectif fixé de résolution de la NASH 

(Ratziu et al., 2016a). Enfin, un agoniste sélectif de PPARα, le pémafibrate, a fait l’objet d’une étude de 

phase 2 (Nakajima et al., 2021). 

 L’autorisation du saroglitazar en Inde suggère un avenir prometteur pour les agonistes PPAR 

dans le traitement des NAFLD. Cependant, l’échec de certaines molécules comme élafibranor, montre 

qu’une meilleure connaissance des mécanismes de régulation des PPARs dans le foie au cours du 

développement des NAFLD est nécessaire (Fraile et al., 2021). 
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Mode d’action Nom 
Phase d’essai 

clique 

Agonistes du récepteur FXR Acide obéticholique Phase 3 (terminée) 

Agonistes de PPARγ Pioglitazone Phase 4 

Agonistes de PPARα/γ Saroglitazar Phase 3 

Agonistes de PPARα/δ Elafibranor Phase 3 (arrêtée) 

Agonistes de PPARα/γ/δ  Lanifibranor Phase 3 

Inhibiteur du transporteur mitochondrial du pyruvate  MSDC-0602K  Phase 3 

Analogues de FGF21 Efruxifermin Phase 3 

Analogues du GLP-1 Sémaglutide Phase 3 

Antioxydants Vitamine E Phase 3 

Inhibiteurs du co-transporteur SGLT2 Dapagliflozine Phase 3 

Inhibiteur de SCD1 Aramchol Phase 3 

Agonistes du récepteur THRβ Resmetirom Phase 3 

Inhibiteur des récepteurs CCR2/5 Cenicriviroc Phase 3 (arrêtée) 

Inhibiteur de l’ASK1 Selonsertib Phase 3 (arrêtée) 

Tableau 1 : Principales cibles thérapeutiques en essais cliniques de phase 3 pour le traitement de la NASH (adaptée de 
Lucie Bernard, Thèse de Doctorat en Pharmacie, Lille, 2022). 
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Partie 3 : PPARα, une cible thérapeutique contre la NASH 
 

1) Description générale de PPARα 

 

a. Définition et localisations de PPARα 

 

PPARα est un récepteur nucléaire codé par le gène PPARα (ou NR1C1) présent sur le 

chromosome 22 chez l’humain et sur le chromosome 15 chez la souris, il fait partie de la famille des 

PPAR mentionnée précédemment. C’est un facteur de transcription activable par ses ligands naturels 

qui sont les acides gras, et par ses ligands synthétiques, qui sont les fibrates. PPARα est 

majoritairement exprimé dans les tissus ayant une forte activité de catabolisme des acides gras comme 

le muscle squelettique, le cœur et le foie (Blanquart et al., 2004).  

PPARα est principalement localisé dans le noyau des cellules présentent dans les tissus cités 

précédemment et il y exerce son activité de facteur de transcription. Cependant, il semble aussi se 

retrouver dans le cytoplasme de certaines cellules comme les macrophages (Chinetti et al., 1998) ou 

les hépatocytes (Sumanasekera, Tien, Davis, et al., 2003; Sumanasekera, Tien, Turpey, et al., 2003). 

 

b. Structure de PPARα 

 

La structure du récepteur PPARα est semblable à de nombreux récepteurs nucléaires et est 

composée de quatre domaines qui se distinguent par leurs fonctions. PPARα comprend, tout d’abord 

un domaine A/B en position N-terminale qui contient un domaine d’activation transcriptionnelle 

indépendante de la fixation des ligands : AF-1. Suit alors un domaine C de fixation à l’ADN (« DNA 

binding domain » DBD) composé de deux « zinc fingers » qui peuvent reconnaître les éléments réponse 

aux PPAR sur les promoteurs des gènes cibles du récepteur (« PPAR Response Elements » PPRE). 

PPARα comprend aussi un domaine charnière D pouvant moduler les interactions avec l’ADN et les 

interactions avec d’autres protéines, telles que des cofacteurs. Enfin, un dernier domaine E/F en 

position C-terminale termine la structure de PPARα. Ce domaine permet la fixation des ligands sur le 

récepteur et contient la fonction d’activation AF2. Cette activation passe par l’interaction entre PPARα 

et un autre récepteur nucléaire RXR via le domaine E/F (Fig. 17). Enfin, PPARα est une protéine de 

55kDa (Aranda and Pascual, 2001). 

Une forme tronquée de PPARα a été mise en évidence, dans le foie humain uniquement, elle 

ne contient pas l’exon 6 de la protéine du fait d’un codon stop prématuré. En effet, PPARα est 

composée de 8 exons codant pour les différents domaines de la protéine de son extrémité N-terminale 
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à l’extrémité C-terminale. L’exon 6 code pour une partie du domaine E/F et son absence prive la forme 

tronquée d’une partie de la région charnière et de ce domaine E/F. Cette protéine tronquée, d’environ 

30kDa, ne peut donc pas se fixer sur les PPRE des gènes cibles habituels de PPARα (Gervois et al., 1999). 

Il a été montré que l’expression de la forme tronquée corrèle positivement, dans les foies humains, 

avec l’expression de la forme complète de PPARα. Même si cette forme tronquée n’a pas d’activité 

transactivatrice, elle inhibe tout de même des voies impliquées dans la prolifération cellulaire (β-

caténine/Wnt) et dans l’inflammation (NF-κB)(Thomas et al., 2015). 

 

 
Figure 17 : Structure schématique de PPARα (Bougarne et al., 2018). 

 

c. Mécanisme d’action de PPARα  

 

La régulation des cibles de PPARα se fait via deux mécanismes principaux : la transactivation 

et la transrépression. Ces deux mécanismes se déclenchent lorsqu’un ligand de PPARα se fixe sur son 

domaine LBD. 

 

i. Les ligands de PPARα 

 

PPARα, via son LBD, est activé par la fixation de ses ligands qui peuvent être des ligands 

naturels ou synthétiques.  

 Les principaux ligands naturels de PPARα sont les acides gras et leurs dérivés qui se forment 

lors de la lipolyse, la lipogenèse ou le catabolisme des acides gras (Keller et al., 1993). Les dérivés 

d’eicosanoïdes ou la fraction phospholipidique issue de l’oxydation des LDL ont aussi été identifiés 

comme des ligands endogènes de PPARα (Yu et al., 1995; Delerive et al., 2000). Enfin, le resvératrol, 
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un polyphénol antioxydant présent dans le vin rouge et dans certains végétaux, ainsi que ses analogues 

favorisent l’activité hépatique de PPARα in vitro et in vivo (Tsukamoto et al., 2010).  

 Les premiers ligands synthétiques de PPARα qui ont été développés sont les fibrates. Ce sont 

des agonistes de PPARα, comme le fénofibrate ou le ciprofibrate, utilisés pour le traitement des 

hypertriglycéridémies ou des dyslipidémies. Cependant, ces derniers sont de faibles agonistes et des 

différences entre l’efficacité sur le récepteur humain et le récepteur murin ont été identifiées avec, 

par exemple, pour le fénofibrate un EC50 de 18,000 nM chez la souris vs un EC50 = 30,000 nM chez 

l’humain. De plus, du fait de leurs structures proches, les différents isotypes de PPARs peuvent être 

activés par un même ligand, c’est le cas pour le bezafibrate qui est un pan-agoniste activant aussi bien 

PPARα, δ et γ. Cette caractéristique peut être un avantage favorisant l’action de tous les PPARs dans 

l’organisme, mais ce manque de spécificité peut aussi induire des effets secondaires non désirés 

(Staels, Maes and Zambon, 2008).  

La recherche de nouveaux agonistes de PPARα, plus puissants et plus sélectifs, a permis 

d’identifier les SPPARMα (Selective PPARα Modulators). Ce sont des agonistes puissants qui ciblent 

spécifiquement un ou plusieurs PPAR et qui ont pour but d’améliorer l’efficacité des traitements tout 

en diminuant les effets secondaires. Certains de ces composés activent deux des trois isotypes de 

PPAR, c’est le cas des dual-agonistes PPARα/γ aleglitazar (Bénardeau et al., 2009) et PPARα/δ GFT-505 

(ou élafibranor, EC50=10-20nM) par exemple. Des agonistes sélectifs de PPARα entrant dans la 

catégorie des SPPARMα ont également été développés, comme LY518674 (Millar et al., 2009), 

GW7647 (Brown et al., 2001) et K-877 (ou pémafibrate E50=1nM)(Kawasaki et al., 2020).  

 

ii. Transactivation 

 

Une fois activé par un ligand, PPARα se lie avec un autre récepteur : RXR (Retinoid X Receptor) 

pour former un hétérodimère. Cet hétérodimère peut être activé soit par les ligands de PPARα soit par 

ceux de RXR, l’hétérodimère est alors qualifié de permissif. Une fois activé, ce dimère se fixe sur les 

PPRE situés à l’extrémité 5’ des gènes cibles de PPARα qui sont composés de séquences héxamériques 

AGGTCA, c’est le mécanisme de transactivation (Gervois et al., 1999). La transactivation est 

notamment le mécanisme à l’origine de la régulation de l’homéostasie glucidique et lipidique par 

PPARα (Fig. 18). 

Il est aussi possible que PPARα agisse sur des cibles indépendamment de la fixation de ses 

ligands. En effet, il a été démontré que le domaine AF-1 de PPARα interagit avec des cibles de façon 

indépendante de la fixation des ligands via une interaction directe avec la partie hélicoïdale du 

domaine A/B. En outre, le domaine AF-2 semble aussi permettre la régulation de gènes cibles de PPARα 

en l’absence de ligand via le recrutement de cofacteurs (Feige et al., 2005).  
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iii. Cofacteurs de PPARα 

 

Comme les autres récepteurs nucléaires, l’activité transactivatrice de PPARα est régulée par 

des cofacteurs. La fixation de ces cofacteurs peut favoriser ou défavoriser l’activité de PPARα en 

fonction du contexte, on parle alors respectivement de coactivateur ou de corépresseur. 

PPARα se fixe à ses corépresseurs NCoR et SMRT (Silencing Mediator of Retinoid and Thyroid 

receptors) réprimant son activité en l’absence de ligand ou lors d’un traitement avec un antagoniste. 

Ces corépresseurs sont remplacés par des complexes coactivateurs dès la fixation d’un ligand. Un autre 

corépresseur connu de PPARα est RIP140 (Receptor Interacting Protein 140) qui entre en compétition 

avec les coactivateurs pour recruter des effecteurs tels que les histones déacétylases (Miyata et al., 

1998). La régulation de ces corépresseurs est essentielle pour l’action de PPARα, notamment dans le 

maintien de l’homéostasie lipidique. Il a notamment été démontré que l’inhibition de l’autophagie 

dans le foie de souris induit une accumulation de NCoR1 et conduit à une répression accrue de Pparα. 

Les auteurs observent alors une diminution de la production de corps cétoniques ainsi qu’une 

altération de l’oxydation des lipides en réponse à un jeûne de 24 heures (Saito et al., 2019).  

Les corépresseurs sont échangés avec les complexes coactivateurs lors de la fixation d’un 

ligand sur PPARα grâce à des facteurs d’échange de corépresseurs nucléaires. TBL1 (transducin β-like 

protein 1) et TBL1R (TBL-related 1) sont deux facteurs semblant jouer ce rôle pour PPARα. En effet, ces 

facteurs sont des régulateurs de NCoR et SMRT. Toutefois, certaines études indiquent que TBL1 et 

TBL1R jouent un rôle de coactivateurs dans le foie pour PPARα. Cette ambivalence semble s’expliquer 

par le fait que TBL1 et TBL1R sont nécessaires au mécanisme d’échange entre corépresseurs et 

coactivateurs qui est déclenché par la fixation de ligands à PPARα (Perissi et al., 2004).  

Les coactivateurs de PPARα vont, quant à eux, favoriser la transcription des gènes cibles et il 

existe plusieurs catégories de coactivateurs en fonction de leur mode d’action. Certains de ces facteurs 

agissent en modifiant la localisation et la conformation du nucléosome pour remodeler la chromatine 

en utilisant l’énergie provenant de l’hydrolyse de l’ATP. C’est notamment le cas pour certaines 

protéines de la famille SWI/SNF (switch/sucrose non-fermenting) avec les complexes PRIC (PPARα 

interacting complexes)(Surapureddi et al., 2002). D’autres coactivateurs modifient la chromatine 

directement de façon covalente au niveau des motifs d’histone. Certains ont une activité d’histone 

méthyltransférase ou acétyltransférase. SRC-1 (steroid receptor coactivator 1), CBP (CREB binding 

protein) et p300, par exemple, favorisent l’activité transcriptionnelle de PPARα en augmentant 

l’acétylation des motifs d’histones mais aussi en favorisant l’interaction avec la machinerie 

transcriptionnelle (Chen et al., 1997). D’autres coactivateurs, favorisent la formation de complexes 

coactivateurs en jouant un rôle d’échafaudage (« scaffolds ») comme PGC1α et PGC1β. Ces facteurs 
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favorisent aussi la coordination entre la transcription et l’épissage de l’ARN (Oberkofler et al., 2002). 

Une autre classe de coactivateurs, composée de sous-unités multiples Med/TRAP/DRIP 

(Mediator/Thyroid hormone Receptor-Associated Protein/vitamin D Receptor Interacting Protein) agit 

en favorisant l’ancrage de PPARα à la machinerie transcriptionnelle ainsi que le recrutement et 

l’activation de l’ARN polymérase II (Jia et al., 2004). Ces coactivateurs ne sont pas spécifiques à 

l’activation de PPARα et agissent, pour certains, sur d’autres facteurs de transcription tels que les 

autres isoformes de PPAR ou les SREBPs ce qui rend leur étude complexe (Feige et al., 2006).  

 

iv. Transrépression 

 

Enfin, l’action de PPARα sur ses cibles se fait aussi sans fixation sur l’ADN. En effet, le récepteur 

peut bloquer la transcription d’un gène soit grâce à une interaction protéine-protéine directe soit 

séquestrer les cofacteurs nécessaires à l’activité d’une protéine, ce mécanisme est appelé 

transrépression. Il est notamment établi que PPARα interagit directement avec les sous-unités p65 de 

NF-κB et c-Jun de AP-1 pour inhiber les voies inflammatoires associées (Delerive et al., 1999). PPARα 

entre aussi en compétition avec C/EBPβ (CCAAT/Enhancer-Binding Protein β) pour la fixation au 

coactivateur GRIP1 (Glutamate Receptor Interacting Protein 1)/TIF2 (Transcriptional 

Mediators/Intermediary Factor 2)/SRC2 ce qui a pour effet de réprimer l’activation du promoteur du 

fibrinogène par C/EBPβ (Gervois et al., 2001). Le mécanisme de transrépression est associé à la 

fonction anti-inflammatoire de PPARα notamment (Fig. 18). 
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Figure 18 : Mécanisme d’action de PPARα (adapté de Bougarne et al., 2018).  

 

2) Modulation de l’expression et de l’activité de PPARα  

 

L’expression et l’activité de PPARα sont régulées via de nombreux facteurs pouvant être 

environnementaux, comme le statut nutritionnel ou le rythme circadien, ou moléculaire, comme 

l’action d’autres récepteurs nucléaires, ou des modifications post-traductionnelles (Fig. 19).  

 

a. Via le sexe 

 

L’expression de PPARα varie suivant le sexe. En effet, l’expression du récepteur nucléaire est 

moins importante dans les foies des souris et des rats femelles. Cette différence semble être due aux 

hormones sécrétées par les organes sexuels puisqu’une ablation des gonades induit une diminution 

de l’expression de Pparα dans le foie des mâles alors que, chez la femelle, l’expression hépatique de 

Pparα tend à augmenter (Jalouli et al., 2003). Cette différence d’expression de Pparα entre mâles et 

femelles se répercute sur le métabolisme des lipides et du glucose dépendant de PPARα. Dans ce sens, 

il a été démontré que les souris déficientes pour Pparα développent spontanément, au bout de 8 mois, 

une dyslipidémie accompagnée d’une stéatose chez le mâle alors que chez la femelle, une adiposité 

accrue est observée (Costet et al., 1998). Ces observations ont été confirmées chez les souris 

déficientes pour Pparα spécifiquement dans les hépatocytes. Enfin, lorsque des souris sont nourries 

avec un régime riche en graisse, les femelles développent une stéatose et une inflammation moins 

Les mécanismes de transactivation (à gauche) et de transrépression (à droite) de PPARα. 
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sévère que les mâles ce qui suggère que le dimorphisme sexuel de l’expression de Pparα protège les 

femelles des désordres métaboliques (Smati et al., 2022). Chez l’humain, l’expression de PPARα corrèle 

positivement à l’expression d’environ 600 gènes dans le foie des hommes alors que seulement 250 

gènes corrèlent positivement avec l’expression de PPARα dans les foies des femmes appartenant à une 

cohorte de patients atteints de NAFLD. Ces résultats suggèrent un impact du sexe sur la régulation des 

gènes cibles de PPARα. Cependant, les cohortes de patients étudiées dans le cadre de ces maladies 

comprennent de nombreuses patientes en pré-ménopause. Or, ce statut hormonal particulier induit 

une variabilité qui complexifie l’étude de l’impact du dimorphisme sexuel dans le développement des 

maladies métaboliques (Smati et al., 2022). 

 

b. Via le statut nutritionnel 

 

PPARα joue un rôle crucial dans les mécanismes impliqués dans la transition de la période pré-

prandiale à la période post-prandiale et son expression ainsi que son activité sont finement régulées 

lors de cette transition. En effet, une augmentation de l’expression de Pparα est observée dans le foie 

de souris sauvages soumises à un jeûne long (24 heures). Le même jeûne, réalisé chez des souris 

déficientes, pour Pparα induit une accumulation de lipides dans le foie, une hypoglycémie, une 

hypothermie, ainsi qu’une augmentation des acides gras circulants (Kersten et al., 1999). Plus 

récemment, Régnier et al ont démontré que l’expression de Pparα spécifiquement dans les 

hépatocytes est nécessaire au maintien de l’homéostasie énergétique en réponse au jeûne (Régnier et 

al., 2018). Enfin, l’activation de PPARα en réponse au jeûne par ses ligands naturels ne dépend pas de 

la nature des acides gras contenus dans l’alimentation. En effet, l’exposition de souris à des régimes 

riches en acides gras polyinsaturés induit l’expression hépatique des gènes cibles de Pparα de la même 

façon que dans les foies de souris nourries avec une majorité d’acides gras saturés en réponse au jeûne 

(Polizzi et al., 2016). 

Ces variations sont associées à des mécanismes moléculaires déclenchés en réponse aux 

variations de nutriments observées lors de la transition entre la période pré-prandiale et la période 

post-prandiale.  

De nombreuses kinases, connues pour phosphoryler PPARα, sont régulées lors de cette 

transition et participent au contrôle de l’activité de PPARα dans l’un ou l’autre des statuts 

nutritionnels. En effet, les MAPK, activées par l’insuline, et les PKCs, activées par le glucose 

phosphorylent PPARα en période post-prandiale dans les hépatocytes humains (Brunmeir and Xu, 

2018).      

En période post-prandiale, le pancréas sécrète de l’insuline activant mTORC1 (mTOR Complex 

1) en induisant sa phosphorylation via la voie PI3K (Phosphatidylinositol 3-kinase). MTORC1 est un 
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complexe formé de mTOR, Raptor (Regulatory-Associated Protein of mTOR), PRAS40 (Proline-Rich Akt 

Substrate of 40kDa), Deptor (DEP domain-containing mTOR-interacting protein) et G/LST8 

(mLST8/GβL). Or, l’inhibition de mTORC1 chez la souris induit une relocalisation du corépresseur de 

PPARα, NCoR1 vers le cytoplasme ce qui favorise l’activité de PPARα (Sengupta et al., 2010). 

Lors du jeûne, le glucagon induit l’AMP (Adenosine monophosphate) cyclique (cAMP) ainsi que 

la PKA (dépendante de cAMP) qui favorisent aussi la phosphorylation de Pparα dans des hépatocytes 

primaires murins (Lazennec et al., 2000). Dans cette phase, l’activité de PPARα dans les hépatocytes 

est aussi stimulée par l’AMPK (AMP-activated Protein Kinase). En effet, l’AMPK est sensible au statut 

énergétique de la cellule via les ratios AMP/ATP et s’active lorsque ce dernier est élevé (Bronner, Hertz 

and Bar-Tana, 2004).   

 

c. Via le rythme circadien 

 

Il est connu que les expressions géniques et protéiques de PPARα sont régulées par le rythme 

circadien. En effet, l’expression de PPARα est maximale lors de la période de repos (ZT8-12) et est 

induite par les corticostéroïdes plasmatiques libérés en réponse au stress. De plus, chez la souris, 

l’expression de PPARα est induite par la fixation de l’hétérodimère BMAL1-CLOCK (Brain and Muscle 

Aryl hydrocarbon receptor-Like protein 1 - Circadian Locomotor Output Cycles protein Kaput), 

régulateur positif de l’horloge, directement sur le promoteur de PPARα ce qui favorise son expression 

et son activité. D’autre part, REV-ERBα (Reverse gene of thyroid receptors α), un répresseur de BMAL1, 

peut entrer en compétition avec PPARα en se fixant sur les PPRE de certains gènes cibles et ainsi 

bloquer leur transcription PPARα dépendante (Berthier et al., 2021). 

 

d. Via des récepteurs nucléaires 

 

i. Récepteur aux glucocorticoïdes (GR) 

 

Les GR sont des récepteurs aux glucocorticoïdes (GC), molécules ayant des propriétés anti-

inflammatoires. Plusieurs isoformes de ces récepteurs existent : GRα, β, γ, A et P et il a été démontré 

que l’isoforme principalement responsable de l’action des GC est GRα. Ce dernier est connu pour 

entrer en synergie avec PPARα dans des hépatocytes murins en condition pro-inflammatoire afin de 

favoriser le métabolisme des lipides et inhiber l’inflammation (Lee et al., 2015; Bougarne et al., 2019).  

De plus, il a été montré qu’une expression élevée de l’isoforme Grβ, dominant négatif et antagoniste 

de Grα, dans le foie de souris favorise le développement de la stéatose hépatique et inhibe l’expression 

de Pparα (Marino et al., 2016). 
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ii. FXR (Farnesoid X Receptor) 

 

Le récepteur nucléaire FXR, lui aussi exprimé dans les hépatocytes est activé par les acides 

biliaires et régule le métabolisme des acides biliaire et des lipides. Il a été démontré que l’activation 

de FXR par l’acide chénodeoxycholique ou le GW4064 induit l’expression génique de PPARα dans les 

HepG2. Cette activation est due à la présence d’un élément de réponse à FXR sur le promoteur de 

PPARα. Cet élément de réponse ne semble pas être présent sur le promoteur du gène Pparα murin. Il 

existe donc un cross-talk entre PPARα et FXR dans les hépatocytes humains favorisant l’expression et 

l’activité de PPARα (Pineda-Torra et al., 2003). 

 

iii. Lui-même 

 

Sur le promoteur de PPARα se trouve un élément de réponse au récepteur HNF4 (αHNF4-RE). 

Ainsi, HNF4 (Hepatocyte Nuclear Factor 4) induit la transcription de PPARα en se fixant sur cet élément 

de réponse mais il a été démontré que les dimères PPARα/RXRα sont aussi capables de se fixer sur 

αHNF4-RE. Dans ces conditions, αHNF4-RE fonctionne comme un PPRE sur lequel se fixe PPARα pour 

induire la transcription de PPARα lui-même. Ce mécanisme révèle une boucle de régulation du 

récepteur qui favorise sa propre expression quand il est induit et, au contraire, favorise son inhibition 

quand le récepteur est peu exprimé (Pineda-Torra et al., 2002). 

 

e. Via l’ubiquitinylation 

 

La dégradation de PPARα se fait principalement via la voie du protéasome après 

polyubiquitinylation. En effet, l’ubiquitinylation est la fixation covalente d’une ou plusieurs molécules 

d’ubiquitine via une cascade enzymatique. Ces chaînes d’ubiquitine sont ensuite reconnues par le 26S 

protéasome qui se charge de dégrader la protéine ubiquitinylée. Cette polyubiquitinylation est régulée 

par les ligands de PPARα qui vont avoir un effet stabilisateur dans les hépatocytes en limitant 

l’ubiquitinylation du récepteur nucléaire (Blanquart et al., 2002). D’autre part, la fixation de PAQR3 

(Progestin and adipoQ receptor 3), une protéine transmembranaire, sur le domaine de fixation à l’ADN 

de PPARα favorise son ubiquitinylation via le recrutement de l’E3 ligase HUWE1 (HECT UBA and VWE 

domaine containing protein 1). Les auteurs démontrent in vivo que l’inhibition de Paqr3 chez la souris 

stabilise Pparα et favorise le métabolisme des lipides dans le foie (Zhao et al., 2018). Au contraire, un 

autre membre de la famille des PAQR, PAQR9, est surexprimé en réponse au jeûne et protège PPARα 

de l’ubiquitinylation. Effectivement, PAQR9 entre en compétition avec PPARα pour l’interaction avec 
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HUWE1 stabilisant ainsi PPARα et favorisant la cétogenèse et la β-oxydation des acides gras (Lin et al., 

2021). Enfin, l’interaction de PPARα avec MDM2 (Mouse Double Minute 2) a été identifiée. MDM2 est 

une E3-ligase connue pour réguler négativement l’activité et l’expression de p53 et semble interagir 

avec le domaine A/B de PPARα pour favoriser son ubiquitinylation puis sa dégradation via le 

protéasome (Gopinathan et al., 2009). 

 

f. Via la phosphorylation 

 

Comme mentionné plus tôt, PPARα peut être régulée par des réactions de phosphorylation qui 

sont favorisées par des stimuli tels que l’insuline mais aussi par ses agonistes comme le ciprofibrate. Il 

existe plusieurs sites de phosphorylation sur PPARα ayant pour effet de moduler son expression et sa 

fonction transactivatrice.  

Des sites de phosphorylation ont ainsi été identifiés sur les sérines 12 et 21. Ces sites sont sur 

la zone AF1 du domaine A/B et sont la cible de MAPK (Juge-Aubry et al., 1999) et de CDK7 (Cyclin-

dependant kinase 7). La phosphorylation des sérines 12 et 21 est associée à une augmentation de la 

transactivation qui semble être due à une diminution du recrutement du corépresseur NCoR et/ ou 

une augmentation de celui du coactivateur PGC1α (Compe et al., 2005).  

De même, il a été montré que PKCα et PKCβII phosphoryle PPARα sur les sérines 179 et 230 ce 

qui induit un switch de l’activité de PPARα dans les hépatocytes humains. Ainsi, l’inhibition de cette 

phosphorylation favorise la transrépression par PPARα au détriment du mécanisme de transactivation 

in vitro (Blanquart et al., 2004). De plus, les PKCs semblent aussi moduler l’expression de PPARα dans 

les hépatocytes de rat (Yaacob et al., 2001). In vivo, il a également été démontré que le traitement de 

souris avec une statine innhibe la phosphorylation de Pparα par Pkcα ce qui favorise son activité 

transrépressive anti-inflammatoire dans les hépatocytes et dans les macrophages. Cependant, aucun 

impact de la phosphorylation par Pkcα n’est observé sur la fonction transactivatrice de Pparα dans les 

macrophages des souris traitées avec les statines (Paumelle et al., 2006).  

D’autre part, la phosphorylation de la sérine 73 par GSKβ (Glycogen synthase kinase β) favorise 

la dégradation de PPARα. De façon intéressante, il a été montré que des souris ayant un syndrome de 

Gilbert, caractérisé par une altération de la conjugaison de la bilirubine due au polymorphisme 

UGT1A1, sont protégées contre le développement d’une stéatose en réponse à un régime riche en 

graisses. Ces souris présentent une meilleure expression et activité de PPARα associée à une 

diminution de sa phosphorylation sur la sérine 73 qui, selon les auteurs, pourrait être inhibée par la 

bilirubine (Hinds et al., 2017). 

 

g. Via la SUMOylation 
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Les SUMO sont des protéines de la famille des « ubiquitin-like » qui se fixent de façon covalente à 

d’autres protéines par une réaction enzymatique appelée SUMOylation. Il existe trois isoformes 

appelées SUMO1, SUMO2 et SUMO3. La forme murine de Pparα est SUMOylée sur la lysine 358 

induisant la répression spécifique du gène Cyp7b1 (Leuenberger, Pradervand and Wahli, 2009). De 

plus, la forme humaine de PPARα est aussi monoSUMOylée par SUMO-1 qui se fixe sur la lysine 185 au 

niveau de la région charnière de la protéine. Cette SUMOylation a pour effet de recruter le 

corépresseur NCoR, de diminuer la transactivation de PPARα et de réprimer la transcription de certains 

gènes comme PDK4 (Pyruvate Dehydrogenase Kinase 4), par exemple. La SUMOylation de PPARα 

humain est diminuée en présence des ligands du récepteur nucléaire (Pourcet et al., 2010). 

 

 
Figure 19 : Principales voies de régulation de PPARα dans le foie (Pawlak et al., 2015).  
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3) Rôles de PPARα dans le foie 

 

PPARα est un régulateur majeur de nombreuses fonctions hépatiques. En effet, il régule la réponse 

à l’inflammation ainsi que les métabolismes du glucose et du glycérol mais aussi, et de façon très 

importante, le métabolisme des lipides sur lequel le plus de précisions seront apportées afin de mieux 

mettre en lumière le travail de thèse présenté par la suite. L’action de PPARα passe par la transcription 

de ses gènes cibles dont les principaux sont rassemblés dans le Tableau 1 ci-dessous.  

 

a. Action sur l’inflammation aiguë 

 

Lors d’une inflammation aiguë systémique, il a été démontré que l’activation de PPARα par un 

agoniste in vivo réprime la réponse inflammatoire aiguë dans le foie. En effet, l’administration de 

fénofibrate à des souris traitées avec de l’Il6 pendant 4 heures inhibe l’expression hépatique de Saa 

(Serum Amyloid A), Hg (Haptoglobin) et des Fibrinogen α, β et γ, marqueurs spécifiques de la réponse 

inflammatoire aiguë (Gervois et al., 2004). De plus, l’injection de LPS à des souris déficientes pour 

Pparα induit une augmentation de l’expression hépatique de ces mêmes marqueurs d’inflammation. 

Cette augmentation est alors réprimée lorsque l’expression de Pparα est restaurée dans le foie par 

hydroporation et que les souris sont traitées avec le fénofibrate. De façon intéressante, l’expression 

d’Il1, Il6 et Tnf dans l’aorte de ces mêmes souris est également réprimée ce qui suggère que l’effet 

bénéfique de l’activation de Pparα dans le foie se répercute sur l’inflammation des autres organes, 

notamment du système vasculaire (Mansouri et al., 2008). L’action anti-inflammatoire de PPARα réside 

dans son activité transrepressive directe de certaines protéines impliquées dans la réponse 

inflammatoire telles que NF-κB (Pawlak et al., 2014). Il est intéressant de noter que PPARα induit dans 

le foie la transcription de gènes anti-inflammatoires tels qu’IL1ra (Interleukin-1 receptor 

antagonist)(Stienstra et al., 2007) ou iκKβ/α (iκ Kinase)(Kleemann et al., 2003) ce qui suggère une 

contribution de l’activité transactivatrice de PPARα dans la régulation de l’inflammation. 

En plus de cet impact direct de PPARα sur les acteurs de l’inflammation, le rôle de PPARα dans 

la régulation du métabolisme est important lors d’une inflammation aiguë. En effet, les souris 

déficientes pour PPARα présentent une hypoglycémie sévère et une survie réduite en réponse à une 

infection bactérienne par rapport à des souris sauvages. Il a été démontré que dans ce contexte, où 

les cellules immunes puisent dans les réserves de glucose via la glycolyse pour faire face à l’infection, 

Représentation schématique de la régulation de PPARα dans le foie dans la période 
post-prandiale (« fed », en rouge à gauche) et pré-prandiale (« fast », en vert à 
droite). 
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PPARα est nécessaire au maintien de l’homéostasie énergétique dans les hépatocytes. En l’absence de 

Pparα, les hépatocytes ne sont pas capables de changer de source d’énergie pour passer de l’utilisation 

du glucose, moins disponible, à l’utilisation des lipides, ce qui aggrave l’hypoglycémie de ces souris. 

Ces résultats démontrent que le rôle métabolique de PPARα dans le foie est crucial pour le maintien 

de l’homéostasie énergétique lors de la réponse à une inflammation aiguë (Paumelle et al., 2019).  

 

b. Action sur le métabolisme du glucose/ glycérol 

 

Les souris déficientes pour PPARα présentent une sévère hypoglycémie en réponse au jeûne 

ce qui suggère un rôle important pour PPARα dans le métabolisme du glucose et du glycogène 

(Kersten et al., 1999). Chez ces souris, l’expression hépatique de certains gènes de la gluconéogenèse 

est diminuée ce qui suggère une inhibition de la conversion du glycérol en glucose en l’absence de 

Pparα. La régulation directe de Gpdh (Glycerol 3-Phosphate Dehydrogenase), gène cible de PPARα, 

ainsi que de la glycerol kinase, par exemple, est à l’origine de ce mécanisme (Patsouris et al., 2004). De 

plus, PPARα contribue à la néoglucogenèse lors du jeûne en induisant l’expression de PDK4 qui inhibe 

le complexe pyruvate dehydrogénase bloquant ainsi l’oxydation du glucose et donnant lieu à la 

conversion du pyruvate (Wu, Peters and Harris, 2001). Enfin, PPARα régule aussi la synthèse du 

glycogène via Gys-2 (Glycogen synthase 2), l’enzyme limitante de la réaction de stockage de glycogène 

dans le foie. En conséquence, les souris déficientes pour PPARα stockent moins efficacement le 

glycogène que les souris sauvages en période post-prandiale (Mandard et al., 2007).  

Cependant, l’hypoglycémie observée chez les souris déficientes pour Pparα en réponse au 

jeûne est moins importante lorsque la déficience de Pparα est restreinte aux hépatocytes ce qui 

suggère que l’homéostasie du glucose de l’organisme est fortement régulée par Pparα dans d’autres 

organes que le foie (Montagner et al., 2016). Dans ce sens, Knauf C et al observent une augmentation 

de l’expression de Glut4 (Glucose Transporter type 4), un transporteur du glucose, dans le tissu adipeux 

blanc des souris déficientes pour Pparα. Cette surexpression s’accompagne d’une augmentation de la 

masse grasse, de la sensibilité à l’insuline et de la captation de glucose dans le tissu adipeux ce qui 

n’est pas modifiée lorsque les auteurs restaurent l’expression de Pparα dans le foie par une infection 

avec un adénovirus. De plus, l’infusion de WY-14643, un agoniste de Pparα, dans le cerveau de souris 

sauvages diminue l’utilisation de glucose par l’organisme. Enfin, la déficience en Pparα est également 

associée à une augmentation de l’expression de Npy dans le cerveau. Or, Npy code pour un polypeptide 

orexigène connu pour être associé au développement de l’obésité. Ainsi, ces résultats suggèrent que 

la régulation de l’homéostasie du glucose est majoritairement médiée par PPARα dans le cerveau 

(Knauf et al., 2006). 
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c. Action sur métabolisme des lipides  

 

Le rôle principal de PPARα dans le foie consiste à réguler le métabolisme des lipides à plusieurs 

niveaux.  Il induit donc la transcription de gènes impliqués dans le transport des lipides, leur utilisation 

au sein du foie, leur stockage sous forme de gouttelettes, mais aussi d’autres voies annexes comme la 

cétogenèse. Les principaux gènes cibles de PPARα sont récapitulés dans le Tableau 2. 

 

i. Régulation de l’import et de la fixation des lipides 

 

Avant d’être métabolisés dans le foie, les lipides sont captés et doivent traverser la membrane 

des hépatocytes. Pour remplir cette fonction, des transporteurs d’acides gras sont présents à la 

membrane des hépatocytes mais aussi sur la membrane des cellules stellaires et des cellules de 

Kupffer. Il a été démontré que PPARα en régule certains dont CD36 ou Slc27a1, 2 et 4 (Solute Carrier 

27a 1, 2 et 4). De plus, la fixation de protéine de transport comme les FABP (Fatty-Acid Binding 

Proteins) sur les acides gras favorise leur entrée dans les cellules. Pour finir, il a été montré que FABP1, 

3 et 4 ou Fabp1, 2, 3, et 5 sont des gènes cibles de PPARα, respectivement dans le foie humain ou 

murin (Motojima et al., 1998; Rakhshandehroo et al., 2007, 2009).  

 

ii. Régulation de la β-oxydation mitochondriale 

 

Une fois entrés dans la cellule, les acides gras peuvent être oxydés et être utilisés comme 

source d’énergie dans plusieurs compartiments cellulaires tels que la mitochondrie. PPARα régule des 

acteurs des différentes étapes de la β-oxydation mitochondriale.  

Tout d’abord l’activation de PPARα induit l’expression de CPT1, CPT2 ou Slc25a20 codant pour 

des protéines impliquées dans l’entrée des acides gras dans la mitochondrie. Ensuite, PPARα induit 

l’expression de MCAD (medium-chain acyl-CoA dehydrogenase), SCAD (small-chain acyl-CoA 

dehydrogenase), LCAD (long-chain acyl-CoA dehydrogenase) et VLCAD (very long-chain acyl-CoA 

dehydrogenase) conduisant à la formation d’acetyl-CoA au sein de la mitochondrie. Ce substrat peut 

ensuite soit entrer dans le cycle de Krebs, soit entrer dans la voie de la cétogenèse pour former des 

corps cétoniques, sources d’énergie pour les tissus périphériques, en situation de jeûne. Cette dernière 

réaction est catalysée par des protéines régulées par PPARα comme HMGCS2 (hydroxymethylglutaryl-

CoA synthase 2)(Aoyama et al., 1998; Le May et al., 2000; Rakhshandehroo et al., 2007, 2009). 

 

iii. Régulation de la β-oxydation péroxysomale 
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Comme énoncé précédemment, la β-oxydation des acides gras dans les hépatocytes peut 

également se faire au niveau des péroxysomes, mécanisme également contrôlé par PPARα. En effet, 

l’activation de PPARα par ses agonistes, induit l’oxydation des acides gras par les péroxysomes dans 

les hépatocytes humains et murins via l’expression des gènes codant pour ABCD2 (acyl-CoA ABC 

transporter D2)(Fourcade et al., 2001), impliqué dans la capture des acides gras par les péroxysomes, 

ainsi qu’ACOX1 (chez l’humain) ou EHHADH (Enoyl-CoA Hydratase and 3-Hydroxyacyl CoA 

Dehydrogenase, chez la souris), impliqués dans la catalyse de la réaction de conversion de l’acyl-CoA 

en acétyl-CoA (Guo et al., 2007; Rakhshandehroo et al., 2007, 2009).  

 

iv. Régulation de l’ω-oxydation microsomale 

 

Les enzymes Cyp4A faisant partie de la famille des cytochromes P450 participent à la catalyse 

des réactions d’ω-oxydation microsomale. Or, il a été mis en évidence que l’expression des gènes 

codant pour ces enzymes n’est pas induite chez les souris déficientes pour Pparα. PPARα est donc un 

régulateur de Cyp4a10, Cyp4a12, et Cyp4a14 chez la souris et de Cyp4a11 chez l’humain. L’expression 

de ces gènes répond très efficacement à l’activation de PPARα par ses ligands (Barclay et al., 1999; 

Yamazaki, Kuromitsu and Tanaka, 2002; Rakhshandehroo et al., 2007, 2009). De plus, il a été démontré 

dans le foie de rat que l’ω-oxydation des acides gras par les Cyp4a génère des ligands de haute affinité 

pour PPARα ce qui suggère une boucle de régulation positive (Cowart et al., 2002). 

 

v. Régulation de la lipogenèse hépatique 

 

Des PPRE ont été identifiés sur les promoteurs de plusieurs gènes impliqués dans la lipogenèse 

dans le foie de souris comme Fads2 (Fatty Acid Desaturase)(Tang et al., 2003), Scd1 (Guillou et al., 

2002) ou Lpin2 (Lipin 2). En effet, l’expression hépatique de ces gènes est induite en réponse à des 

agonistes de PPARα chez la souris. Cependant, l’abolition de cet effet chez des souris déficientes pour 

Srebp-1 suggère un mécanisme indirect passant par l’activation de SREBP-1c par PPARα. De plus, 

certains gènes impliqués dans la synthèse de TG comme DGAT1 sont aussi induits lorsque PPARα est 

activée ce qui suggère un rôle de neutralisation des lipides provenant de la lipolyse du tissu adipeux 

en réponse au jeûne par PPARα au sein du foie (Knight et al., 2005; Rakhshandehroo et al., 2007, 2009). 

 

vi. Régulation des gouttelettes lipidiques 

 

Le stockage des lipides dans le foie se fait sous la forme de gouttelettes lipidiques riches en 

TG dans les hépatocytes et il a été montré que les souris déficientes pour Pparα développent 
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spontanément une stéatose, ce qui n’est pas le cas des souris sauvages. En effet, PPARα régule des 

gènes codant pour des lipases, comme PNPLA2 (patatin-like phospholipase domain-containing protein 

2) ou LIPE (Lipase E), qui favorisent l’hydrolyse des TG réduisant ainsi le contenu hépatique en 

gouttelettes lipidiques.  

La stabilité des gouttelettes lipidiques est assurée par des protéines associées aux gouttelettes 

lipidiques, or, certaines de ces protéines sont codées par des gènes cibles de PPARα. C’est le cas de 

PLIN2, PLIN5 (Dalen et al., 2006) et FSP27 (Fat Specific Protein 27)(Viswakarma et al., 2007), dont les 

expressions sont associées au développement de la stéatose hépatique (Rakhshandehroo et al., 2007, 

2009).  

 

vii. Régulation des lipoprotéines 

 

Des essais cliniques ont démontré que les fibrates diminuent efficacement la concentration en 

TG plasmatiques tout en augmentant la concentration en HDL circulantes ce qui indique que PPARα 

joue un rôle important dans la sécrétion des lipoprotéines depuis le foie. PPARα induit l’oxydation des 

acides gras ce qui a pour conséquence de diminuer la quantité de substrat disponible pour la formation 

de VLDL riches en TG. Paradoxalement, il a aussi été démontré que PPARα induit l’expression de MTTP 

(Microsomal Triglyceride Transfer Protein) codant pour une protéine impliquée dans la lipidation 

d’ApoB100, première étape de la formation des VLDL (Spann et al., 2006).  

Au-delà d’agir directement sur les lipoprotéines dans le foie, PPARα régule aussi la clairance 

des lipoprotéines riches en TG dans les organes périphériques. L’activation de PPARα réprime APOC3 

(Apolipoprotein C-III)(Hertz, Bishara-Shieban and Bar-Tana, 1995), inhibiteur de la LPL (Lipoprotein 

Lipase) et active APOA5 (apolipoprotein A5), régulateur positif de la LPL dans le foie et dans le plasma. 

La LPL favorise alors l’hydrolyse des VLDL et des chylomicrons dans le tissu adipeux et dans le muscle 

faisant alors diminuer le taux en lipoprotéines circulantes riches en TG (Schultze et al., 2005).  

En parallèle, chez l’humain, l’activation de PPARα est associée à une augmentation de la 

concentration plasmatique en HDL et ce principalement via l’induction de l’expression d’APOA1 et 

d’APOA2 (Rakhshandehroo et al., 2010).  

 

viii. Hépatokines 

 

Les hépatocytes sécrètent de nombreux facteurs qualifiés d’hépatokines en réponse au statut 

nutritionnel ou à des stress divers. La plus étudiée est FGF21 qui est induite en réponse au jeûne et 

favorise la cétogenèse ainsi que l’oxydation des lipides (Badman et al., 2007). FGF21 est régulée par 

PPARα spécifiquement dans les hépatocytes puisque des souris déficientes pour Pparα spécifiquement 
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dans les hépatocytes ne présentent pas d’augmentation de la concentration en Fgf21 dans le plasma 

en réponse à un jeûne de 20 heures (Smati et al., 2020). 

 

ix. PPARα dans les hépatocytes 

 

Comme expliqué précédemment, PPARα est un acteur clé du maintien de l’homéostasie lipidique 

dans le foie puisqu’il régule de nombreux gènes des différentes voies du métabolisme des lipides. Or, 

PPARα qui s’exprime principalement dans les hépatocytes, peut également être exprimée dans 

d’autres cellules du foie comme les cellules de Küpffer, par exemple. Ainsi, l’étude de souris déficientes 

pour Pparα spécifiquement dans les hépatocytes a révélé que le métabolisme des lipides est 

principalement modulé par PPARα dans les hépatocytes.  En effet, dans le foie de ces souris, 

l’expression de gènes associés aux voies métaboliques énoncés précédemment, tels que Lcad, Acox1, 

Hmgcs2, Cyp4a10, Cyp4a14, Plin5 ou Fsp27, n’est pas induite en réponse à une activation de Pparα. 

Ainsi, les souris déficientes pour Pparα spécifiquement dans les hépatocytes présentent une altération 

des lipides circulants, de la sécrétion de Fgf21, et elles développent une stéatose spontanée ou au 

cours de leur vieillissement ainsi qu’une altération du métabolisme du cholestérol (Montagner et al., 

2016).  

 

 PPARα est donc un récepteur nucléaire au centre du maintien des équilibres métaboliques 

principalement dans les hépatocytes. Toutefois, une perturbation de ces mécanismes est observée lors 

des NAFLD et le rôle de PPARα est tout autant central dans la prévention et le développement de ces 

maladies.  

 

Voie régulée Gènes 

Métabolisme 

des lipides 

Transport des lipides Cd36, Slc27a1, SLC27A2, SLC27A4, FABP1, 
FABP3, Fabp2, Fabp5, FABP4 

β-oxydation mitochondriale CPT1α, CPT2, SLC25A20, MCAD, SCAD, VLCAD, 
Mcad 

Cétogenèse HMGCS2, FGF21 
β-oxydation péroxysomale ABCD2, ACOX1, Ehhadh 
ω-oxydation microsomale CYP4A10, Cyp4a12, Cyp4a14, CYP4A11 

Lipogenèse FADS1, Fads2, Scd1, DGAT1 
Gouttelettes lipidiques PNPLA2, Lipe, PLIN2, PLIN5, FSP27 

Lipoprotéines APOC3, APOA1, APOA2, APOA5, Mttp 

Autres Inflammation Il-ra 
Métabolisme glucose/glycérol Gpdh, Gys-2, PDK4 
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Tableau 2 : Principaux gènes cibles de PPARα (adapté de Rakhshandehroo et al., 2010). 

 

4) PPARα dans les NAFLD 

 

a. PPARα joue un rôle protecteur pour le foie 

 

i. PPARα et la stéatose 

 

L’étude de souris déficientes pour Pparα dans tout l’organisme a révélé que ces souris, en 

particulier les mâles, développent spontanément une stéatose avec l’âge. Cette stéatose est associée 

à une diminution de l’expression des gènes de l’oxydation des acides gras dans le foie (Costet et al., 

1998). Cette observation est confirmée chez des souris déficientes pour Pparα spécifiquement dans 

les hépatocytes (PparαHep-/-). En effet, il a été démontré que les souris PparαHep-/- soumises à un jeûne 

de 24 heures accumulent plus de lipides hépatiques que les souris contrôles. De plus, l’utilisation d’un 

régime MCD, induisant la NASH, ou d’un régime riche en graisses, favorisant le développement d’une 

stéatose, montre que les souris PparαHep-/- développent une stéatose plus importante que les souris 

contrôles (Montagner et al., 2016). De façon intéressante, ces souris présentent une stéatose moins 

importante que les souris déficientes pour Pparα dans tout l’organisme ce qui indique que l’expression 

de Pparα dans les organes périphériques joue aussi un rôle dans le développement de la stéatose 

hépatique (Régnier et al., 2020).  

Une autre voie de protection contre la stéatose hépatique médiée par PPARα semble être celle 

de la VNN1 (Vanin-1) (Rommelaere et al., 2013). La VNN1 est le gène codant pour l’isoforme 1 de la 

pantétheinase qui est fortement régulé par PPARα. La protéine est sécrétée depuis le foie dans la 

circulation et des patients soumis à un jeûne, activant PPARα, présentent une augmentation de sa 

concentration plasmatique. Les auteurs démontrent qu’une déficience de Vnn1 chez la souris favorise 

le développement de la stéatose en réponse au jeûne et contribue à l’expression de gènes impliqués 

dans les voies reliées au stress oxydant et à l’inflammation. Ainsi l’activation de la transcription de 

VNN1 par PPARα protège contre le développement de la stéatose hépatique (Van Diepen et al., 2014). 

Ces différentes études démontrent que PPARα est protecteur contre la stéatose dans le foie 

majoritairement en favorisant l’oxydation des acides gras. Ce rôle est en partie dû à la présence de 

PPARα dans les hépatocytes mais l’expression de PPARα dans les tissus périphériques contribue à cette 

protection. 

 

Les symboles de chaque gènes sont représentés en majuscule et en gras lorsque la régulation par PPARα a été démontrée 
chez la souris et chez l’humain, en majuscule lorsque la regulation n’a été démontré que chez l’humain et en minuscule 
lorsque la regulation n’a été démontré que chez la souris. 
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ii. PPARα et l’inflammation 

 

De par son activité transrépressive, PPARα exerce une action anti-inflammatoire dans 

l’organisme. Des études ont donc été menées afin de déterminer si cette action anti-inflammatoire de 

PPARα pouvait intervenir dans la prévention de l’inflammation du foie observée au cours du 

développement de la NASH. 

Ainsi, un modèle de souris exprimant un mutant de Pparα dépourvue de son domaine de 

liaison à l’ADN (PparαDISS) dans le foie a été généré après hydroporation de l’ADNc correspondant dans 

des souris déficientes pour Pparα. Ces souris sont incapables d’induire la transcription des gènes cibles 

de Pparα impliqués dans l’oxydation des acides gras mais conservent l’activité transrépressive du 

récepteur nucléaire. Les souris PparαDISS ont ensuite été nourries avec un régime MCD induisant la 

NASH et les auteurs ont observé, dans le foie de ces souris, un développement de l’inflammation 

modéré comparé aux souris déficientes pour Pparα. En effet, l’expression de gène de l’inflammation, 

tels que Il6 ou Tnf, est diminuée dans le foie des souris PparαDISS nourries avec le MCD et les auteurs 

ont démontré que cette diminution est directement associée à la répression des voies AP1 et NF-κB 

par PPARα.   

Ces résultats démontrent que l’activité transrépressive de PPARα contribue à 

l’hépatoprotection conférée par le récepteur nucléaire et qu’elle prévient le développement de 

l’inflammation observée lors de la progression de la NASH (Pawlak et al., 2014). 

 

iii. PPARα et la fibrose 

 

De plus, les souris PparαDISS nourries avec le régime MCD développent une fibrose moins 

avancée que les souris sauvages. En effet, dans le foie de ces souris, une diminution de l’expression 

des cytokines pro-inflammatoires est observée. Or, l’inflammasome est connu pour stimuler la 

production de TGFβ, un signal pro-fibrogénique. Ainsi, l’action anti-inflammatoire de PPARα permet 

également de prévenir le développement de la fibrose hépatique (Pawlak et al., 2014). 

Il a également été démontré, plus récemment, dans le foie de patients présentant différents 

grades de fibrose hépatique que l’expression de PPARα est inversement corrélée à l’expression de la 

dermatopontine, un gène impliqué dans le développement de la fibrose. De plus, les auteurs 

démontrent que l’activation de Pparα par ses agonistes réprime l’expression de la dermatopontine 

dans le foie de souris dans différents modèles de NASH et de fibrose. Cette observation est retrouvée 

dans le foie des souris PparαDISS ce qui démontre que la régulation de la dermatopontine par PPARα 

dépend de sa fonction transrépressive. Ces résultats démontrent un nouveau mécanisme expliquant 

l’effet anti-fibrotique de PPARα via la régulation de la dermatopontine (Lefebvre et al., 2017). 
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Ces différents résultats démontrent une action protectrice clé de PPARα contre le 

développement des différents paramètres de la NASH que sont la stéatose, l’inflammation et la fibrose 

(Fig. 20). Basé sur ces données, l’étude de PPARα comme cible thérapeutique pour traiter la NASH a 

été envisagée. 

 

 
Figure 20 : Rôle hépatoprotecteur de PPARα lors du développement de la NASH (Pawlak et al., 2015). 

 

b. PPARα, une cible thérapeutique 

 

Ainsi, PPARα a été étudié comme une cible thérapeutique pour le traitement de la NASH. Pour 

ce faire, l’impact d’agonistes selectifs mais aussi d’agonistes ciblant plusieurs isoformes de PPAR sur le 

développement de la NASH a été étudié (Fig. 21). Les effets de ces différents agonistes sont récapitulés 

dans le Tableau 3 ci-dessous. 
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Agoniste Effets chez la souris Effets chez l’humain Phase d’essai 

clinique 

Mono-agonistes 

Fénofibrate 

↓stéatose, 

inflammation 

↓gènes de 

l’inflammation et de la 

fibrose 

↓MDB 

  

WY-14643 

↓stéatose, 

inflammation, fibrose 

↑sensibilité à l’insuline 

  

Pémafibrate 

↓stéatose, 

inflammation, fibrose 

↑métabolisme des 

lipides 

↓ASAT/ALAT, 

cholestérol LDL 

↑Elasticité du foie 

Phase 2 

SPPARMa 

Dual-agonistes 

Saroglitazar 

↓stéatose 

↓gènes de 

l’inflammation et de la 

fibrose 

↓ac va on des HSC 

↓ASAT/ALAT, lipides 

↓paramètres 

histologiques 

Phase 3 

EVIDENCES II 

Élafibranor 

↓stéatose 

↓gènes de 

l’inflammation et de la 

fibrose 

↓Stéatose, 

inflammation, fibrose 

Pas de résolution 

Phase 3 RESOLVE-IT 

Pan-agonistes 
Bézafibrate 

↓stéatose 

↓gènes de 

l’inflammation et de la 

fibrose 

  

Lanifibranor  ↓SAF Phase 3 NATIVE3 

Tableau 3 : Effets des agonistes PPARα sur les paramètres de la NASH chez l’humain et chez la souris (adaptée de Lucie 
Bernard, Thèse de Doctorat en Pharmacie, Lille, 2022).  

 

i. Agonistes sélectifs 

 
1. Chez l’animal 

L’étude de l’activation de Pparα sur des modèles précliniques de NASH a débuté par la 

caractérisation des fibrates. Ces agonistes sélectifs de PPARα ont initialement été développés pour le 

traitement des dyslipidémies. En effet, ces composés activent PPARα ce qui favorise la lipolyse des 
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lipoprotéines dans les tissus périphériques, la capture des acides gras au niveau du foie, la clairance et 

la production des lipoprotéines de faible densité et la production des lipoprotéines de haute densité. 

Cependant, ces molécules se sont avérées efficaces contre d’autres manifestations du syndrome 

métabolique comme, par exemple, la NASH (Staels et al., 1998).   

En effet, l’effet du fénofibrate a été testé sur des souris pour lesquelles le gène murin Apoe est 

remplacé par la version humaine de l’allèle APOE2, ayant une affinité réduite pour les LDL (APO-E2KI). 

Ces souris nourries avec un régime riche en graisses de type Western diet développent une 

inflammation hépatique très précoce caractérisée par une infiltration de macrophages ainsi qu’une 

stéatose. Les résultats montrent que le traitement des souris APO-E2KI avec 0,2% de fénofibrate réduit 

significativement l’infiltration du tissu par les macrophages ainsi que l’expression des gènes pro-

inflammatoires et pro-fibrotiques induites par le régime Western diet (Shiri-Sverdlov et al., 2006). 

L’activation de Pparα par le fénofibrate bloque aussi le développement de la stéatose en réponse au 

régime pour les souris APO-E2KI (Lalloyer et al., 2011). De plus, le traitement au fénofibrate prévient 

la formation de corps de Mallory-Denk (« Mallory-Denk bodies » MDB) dans le foie de souris sauvages 

traitées avec du DDC. En effet, le traitement au DDC inhibe l’expression de Pparα et de ses gènes cibles 

impliqués dans le métabolisme des lipides. Néanmoins, un traitement au fénofibrate prévient cet effet 

ainsi que le développement d’agrégats protéiques (MDB) caractéristiques de la souffrance 

hépatocellulaire (Nikam et al., 2018).   

Le traitement des souris foz/foz avec un autre fibrate, le wy-14643 prévient également le 

développement des dommages hépatocellulaires et de l’inflammation hépatique en réponse à un 

régime riche en graisses de type « high fat diet ». De plus, le traitement avec le wy-14643 améliore la 

sensibilité à l’insuline de ces souris (Larter et al., 2012). L’utilisation du wy-14643 sur des souris 

nourries avec un régime MCD stimule l’oxydation des lipides induite par Pparα ce qui réduit la stéatose 

(Ip et al., 2003) mais aussi l’inflammation et la fibrose hépatique induites par le régime (Ip et al., 2004). 

De manière intéressante, les souris PparαDISS nourries avec un MCD traitées par cet agoniste sont 

également protégées contre le développement de l’inflammation et de la fibrose. Ces résultats 

suggèrent que le rôle anti-inflammatoire et anti-fibrotique du wy-14643 n’est pas dépendant que de 

la fonction transactivatrice de PPARα (Pawlak et al., 2014).  

Ainsi, les fibrates activent PPARα mais ces agonistes ne sont pas très puissants et les études 

cliniques ont démontré de nombreux effets secondaires liés à leur utilisation tels que l’élévation des 

marqueurs de maladies cardiovasculaires (homocystéine), de maladies rénales (créatinine), et de 

maladies hépatiques (ALT et γ-glutamyl transpeptidase). Une nouvelle génération d’agonistes plus 

puissants et sélectifs a alors été développée, ils sont qualifiés de SPPARmα (Selective PPARα 

modulators)(Fruchart, 2013). 
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Un de ces SPPARmα est le pémafibrate (K-877), qui, administré à des souris db/db nourries avec 

un régime MCD pendant 4 semaines ou à des souris nourries avec un régime AMLN pendant 20 

semaines, limite la progression de la stéatose, de l’inflammation et de la fibrose par rapport à des 

souries non-traitées. Les résultats montrent que le pémafibrate favorise le métabolisme des lipides de 

façon plus efficace que le fénofibrate ou le wy-146-43 (Honda et al., 2017; Takei et al., 2017). 

Cependant, l’effet du pémafibrate dans les foies des souris induit une hépatomégalie et il a été 

démontré que les femelles répondent mieux au traitement par le pémafibrate que les mâles suggérant 

un dimorphisme sexuel concernant la réponse à ce composé (Smati et al., 2022). 

 

2. Chez l’humain 

Chez l’humain, les fibrates sont utilisés en clinique pour traiter les dyslipidémies et certains ont 

été testés pour le traitement des NAFLD. C’est le cas du fénofibrate dont l’effet sur la stéatose 

hépatique a été étudié dans le cadre d’une étude de phase 2 EFFECT I (NCT02354976) sur des patients 

obèses. Cependant, les résultats ne montrent aucune réduction significative de la stéatose pour ces 

patients (Oscarsson et al., 2018). 

Le pémafibrate a aussi été testé sur des patients atteints de NAFLD dans l’étude PEMA-FL de 

phase 2 (NCT03350165). Les résultats montrent que le pémafibrate ne diminue pas significativement 

le contenu hépatique en lipide mais améliore la rigidité hépatique mesurée par élastographie par 

résonance magnétique du foie. Ces résultats suggèrent une amélioration de la fibrose par le 

pémafibrate. De plus les patients ayant reçu le pémafibrate présentent une diminution des 

concentrations plasmatique en ALAT et en LDL-cholestérol (Nakajima et al., 2021). Malgré un arrêt 

prématuré de l’étude PROMINENT de phase 3 du pémafibrate pour le traitement des accidents 

cardiovasculaires (NCT03071692), une étude de phase 3 est envisagée pour le pémafibrate dans le 

cadre du traitement de la NASH.  

 

ii. Dual-agonistes 

 

Le développement des NAFLD est fortement associé à un dysfonctionnement métabolique du 

foie mais aussi à des organes métaboliques périphériques que sont les tissus adipeux, le muscle ou 

l’intestin. Or, dans ces tissus et dans le foie, d’autres isoformes de PPAR sont exprimées et exercent un 

contrôle métabolique fort. De plus, les différents PPAR présentent des similitudes au niveau de leur 

domaine de liaison au ligand et peuvent être activés parfois par les mêmes ligands. Des molécules 

ciblant plusieurs isoformes de PPAR ont donc été étudiées pour augmenter l’efficacité des molécules 

sur les NAFLD. 
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1. Chez l’animal 

Des agonistes ciblant PPARα et PPARγ, isoforme favorisant majoritairement le stockage des 

lipides au niveau du tissu adipeux plutôt qu’au niveau du foie, ou PPARδ, isoforme ayant des fonctions 

similaires à PPARα mais ayant une forte activité anti-inflammatoire dans le foie dans les cellules 

parenchymateuses et non-parenchymateuses, ont été développés. 

C’est le cas du saroglitazar, dual agoniste PPARα/γ, qui protège les hépatocytes contre un 

stress lipotoxique et favorise la viabilité cellulaire en améliorant la respiration mitochondriale. De plus, 

le saroglitazar inhibe l’activation des cellules stellaires in vitro en bloquant la sécrétion de facteurs pro-

inflammatoires. Ces observations faites in vitro sont également observées in vivo puisque le traitement 

de souris nourries avec un régime déficient en choline par le dual agoniste réprime l’expression de 

gènes impliqués dans l’inflammation et la fibrogenèse (Jain et al., 2018). Une autre étude a confirmé 

ces résultats en administrant le saroglitazar à des souris nourries avec un régime riche en graisses et 

avec de l’eau sucrée. L’effet bénéfique du saroglitazar dans ce modèle est associé à une activation des 

gènes cibles de PPARα et γ dans le foie ainsi qu’à une diminution des gènes pro-inflammatoires et pro-

fibrotiques. De plus, le saroglitazar est plus efficace que le fénofibrate ou la pioglitazone, agonistes 

sélectifs respectifs de PPARα et γ (Kumar et al., 2020).  

Élafibranor (ou GFT505) est un dual agoniste PPARα/δ qui a démontré des effets bénéfiques 

sur les différents paramètres de la NASH. En effet, des souris APO-E2KI nourries avec un « Western 

diet » traitées avec 30mg/kg d’élafibranor développent une stéatose moins importante que les souris 

non traitées. De plus, l’induction de facteurs pro-inflammatoires et pro-fibrotiques est réduite chez ces 

souris. Ces résultats sont confirmés chez les souris db/db nourries avec un MCD présentant un 

phénotype de NASH plus agressif. Chez les souris APO-E2KI déficientes pour PPARα, le traitement à 

l’élafibranor prévient en partie la formation de la stéatose en réponse au régime mais il n’a pas d’effet 

sur les gènes pro-inflammatoires et pro-fibrotiques ce qui suggère que les effets d’élafibranor sur la 

stéatose sont en majorité dus à PPARα et l’incidence d’élafibranor sur l’inflammation et la fibrose est 

principalement due à PPARδ (Staels et al., 2013). 

 

2. Chez l’humain 

Le saroglitazar a été étudié chez des patients atteints de NAFLD dans le cadre de l’étude 

indienne de phase 2 EVIDENCES I. Les résultats montrent que le dual-agoniste de PPARα/γ diminue les 

enzymes hépatiques et les lipides chez les patients atteints de NAFLD. L’étude EVIDENCES II de phase 

3 a ensuite été menée sur des patients NASH et a démontré une amélioration des paramètres 

histologiques. Cette étude a permis l’autorisation de mise sur le marché de la molécule pour le 

traitement de la NASH en Inde. De plus, l’étude EVIDENCES IV (NCT03863574) de phase 2 menée aux 

États-Unis (NCT03061721) a démontré que le traitement au saroglitazar diminue les enzymes 
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hépatiques, le contenu hépatique en lipides, l’insulino-résistance et la dyslipidémie chez des patients 

atteints de NASH et de NAFLD (Gawrieh et al., 2021). Une étude de phase 2b est en cours sur des 

patients à des stades avancés de NASH avec fibrose (NCT05011305). Enfin, une étude de phase 3 

étudiant l’impact de la combinaison du saroglitazar avec la vitamine E (NCT04193982) est en cours sur 

des patients atteints de NAFLD et de NASH.  

L’élafibranor a fait l’objet d’une étude pilote de phase 2 (NCT 01271777) menée sur patients 

obèses et a démontré des effets bénéfiques en diminuant les taux de triglycérides, le LDL cholestérol 

plasmatique mais aussi l’insulino-résistance (Cariou et al., 2013). De plus, l’étude GOLDEN-505 de 

phase 2 (NCT01694849) menée sur des patients NASH a démontré une amélioration de la stéatose, de 

l’inflammation, et de la fibrose chez les patients tout en diminuant les risques de maladies 

cardiovasculaires. Cependant, cette diminution ne permet pas d’atteindre le premier objectif de 

l’étude qui était la résolution totale de la maladie (Ratziu et al., 2016b). Enfin, une étude de phase 3 

appelée RESOLVE-IT (NCT02704403) et menée sur des patients atteints de NASH a été interrompue. 

En effet, les résultats montrent que le traitement à l’élafibranor ne permet pas de résolution 

significative des paramètres de NASH par rapport aux patients ayant reçu un placebo.    

 

iii. Pan-agoniste 

 

Enfin, des molécules ciblant toutes les isoformes de PPAR ont été développées et sont 

qualifiées de pan-agonistes. 

 

1. Chez l’animal 

Le bezafibrate est un pan agoniste des PPAR et a démontré des effets bénéfiques sur le 

développement de la NASH. Effectivement, des souris nourries avec un régime MCD et traitées avec le 

bezafibrate développent une stéatose moins importante que les souris non traitées, ainsi qu’une 

diminution des gènes pro-inflammatoires et pro-fibrotiques associées à une concentration 

plasmatique en adiponectine plus élevée. Cependant, les auteurs constatent que les effets du 

bezafibrate sont comparables à ceux du GW501516, agoniste sélectif de PPARδ ce qui suggère une 

forte contribution de cet isoforme (Nagasawa et al., 2006). 

Un autre pan-agoniste des PPAR, le lanifibranor (ou IVA337), a été étudié sur plusieurs 

modèles murins de NASH.  Le traitement de souris nourries avec un régime déficient en choline et riche 

en graisses, ou avec un régime de type Western diet, avec le lanifibranor prévient le développement 

de la stéatose mais aussi de l’inflammation en bloquant l’infiltration des macrophages et des 

monocytes dans le foie. Les auteurs montrent que les effets du lanifibranor ne se retrouvent pas 
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totalement lors de traitements avec des agonistes simples de chaque isoforme de PPAR (Lefere et al., 

2020). 

 

2. Chez l’humain 

Le traitement au lanifibranor a été étudié en phase 2b lors de l’étude NATIVE (NCT03008070) 

menée chez des patients atteints de NASH. Les résultats montrent une diminution significative du 

score SAF d’un minimum de 2 points sans aggravation de la fibrose (Francque et al., 2021). Cette étude 

est suivie de l’étude NATIVE 3 de phase 3 (NCT04849728) en cours chez des patients atteints d’une 

NASH avec une fibrose de grade 2 ou 3. 

 

 
Figure 21 : Effets des agonistes de PPARα sur les mécanismes à l’origine du développement de la NASH (adaptée de 

Cariello et al., 2021). 

 

c. Régulation de PPARα lors de la progression des NAFLD 

 

Ainsi, il semble que certains des agonistes présentés précédemment manquent d’efficacité 

dans le traitement des NAFLD surtout chez l’humain. Pour mieux comprendre ce phénomène, il est 

important de comprendre comment PPARα est exprimée et activée dans le foie lors du développement 

des NAFLD et de la NASH. 
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i. Expression dans les modèles précliniques de NAFLD 

 

L’expression de PPARα est aussi modulée dans le foie des modèles animaux de NAFLD. Il a été 

démontré que des souris nourries avec un régime déficient en choline et riche en graisses ont une 

expression réduite de Pparα. Cependant, le traitement avec l’agoniste GW7647 prévient cette 

diminution d’expression et l’effet protecteur du GW7647 est d’autant plus fort lorsque l’agoniste est 

combiné à la metformine, une molécule utilisée en clinique pour traiter l’IR observée lors d’un DT2 

(Okishio et al., 2020). De plus, cette inhibition de l’expression de Pparα est aussi observée dans des 

modèles murins en réponse à des traitements plus aggressifs, tels que le traitement au DDC. Il est 

observé que dès une semaine de traitement au DDC, l’expression de Pparα et de ses gènes cibles est 

diminuée (Nikam et al., 2018). 

 

ii. Expression chez l’humain 

 

Chez l’humain, l’expression de PPARα a été étudiée sur des cohortes de patients atteints de 

NAFLD. L’analyse transcriptomique réalisée sur les foies de ces patients montre que l’expression 

génique de PPARα est diminuée dans les foies des patients atteints de NASH. De plus, l’expression de 

PPARα est corrélée négativement à la sévérité de la maladie mesurée via le NAS score. La comparaison 

de ces résultats à l’analyse transcriptomique des foies des patients 1 an après un traitement (chirurgie 

bariatrique ou régime) montre que ce phénomène est réversible. En effet, les patients retrouvant une 

histologie normale du foie au bout d’un an de traitement présentent des niveaux d’expression de 

PPARα dans leurs foies qui augmentent par rapport aux expressions avant traitement. De façon 

intéressante, la récupération de l’expression de PPARα après un an de traitement est associée à une 

augmentation de l’expression de certains de ses gènes cibles suggérant une meilleure activité du 

récepteur nucléaire (Francque et al., 2015).  

 

d. Mécanismes modulant PPARα lors du développement des NAFLD 

 

Actuellement, il existe peu d’indices concernant les mécanismes expliquant la diminution de 

l’expression et de l’activité de PPARα lors du développement des NAFLD. Dans ce contexte, des miRNA 

prenant pour cible PPARα ont été étudié. Le miR-10b a notamment été identifié comme surexprimé 

dans une lignée d’hépatocytes humains, les cellules L02, accumulant des gouttelettes lipidiques suite 

à un traitement avec des acides gras. Les auteurs démontrent que miR-10b cible PPARα et diminue son 

expression protéique. Toutefois, cette diminution d’expression ne semble pas être associée à une 

diminution de l’activité transactivatrice du récepteur nucléaire mesurée par un système de gène 
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rapporteur luciférase dans ces cellules (Zheng et al., 2010). Plus récemment, l’analyse 

transcriptomique de foies humains a permis d’identifier un miRNA surexprimé chez des patients 

atteints de NAFLD : miR-20b. Dans les foies des patients, une analyse des gènes régulés spécifiquement 

par les miARN démontre que PPARα fait partie des cibles de miR-20b. Cette observation est validée in 

vitro dans des lignées d’hépatocytes humains et in vivo dans le foie de souris nourries avec un régime 

riche en graisses pendant 12 semaines et un régime MCD pendant 4 semaines. Les auteurs démontrent 

également que la diminution de l’expression de miR-20b dans le foie des souris nourries avec un régime 

riche en graisses pendant 12 semaines prévient le développement de la stéatose en favorisant le 

métabolisme des lipides dépendant de PPARα. La même diminution de l’expression de miR-20b dans 

le foie de souris nourries avec un régime MCD pendant 4 semaines prévient le développement de 

l’inflammation et de la fibrose. De plus, l’inhibition de miR-20b potentialise l’effet hépatoprotecteur 

du fénofibrate dans ces modèles murins de NAFLD. Les auteurs démontrent enfin que la surexpression 

de miR-20b est associée à une diminution de l’expression protéique de PPARα in vitro et in vivo ce qui 

suggère que miR-20b bloque la transcription de PPARα dans un contexte de NAFLD (Lee et al., 2021). 

La recherche de nouveaux régulateurs de PPARα, rendus actif en condition de NASH, a donné 

lieu à une étude effectuée sur des souris sauvages et db/db nourries avec un régime MCD. Cette étude 

a permis d’identifier la protéine NFATc4 (nuclear factor of activated T-cells 4) comme un régulateur 

négatif potentiel de PPARα. En effet, cette protéine est inactive dans le cytoplasme des hépatocytes 

en conditions physiologiques mais s’active et transloque dans le noyau en condition de NASH. 

L’activation de NFATc4 est alors associée à une fixation directe de NFATc4 sur PPARα qui conduit à une 

inhibition de l’activité du récepteur nucléaire. Ainsi, l’inhibition de NFATc4 dans les modèles murins de 

NASH prévient la formation de la stéatose, de l’inflammation et de la fibrose. De manière intéressante, 

l’inhibition de NFATc4 chez des souris déficientes pour Pparα nourries avec un régime MCD n’a aucun 

effet sur la stéatose mais prévient le développement de l’inflammation et de la fibrose. Ces résultats 

suggèrent donc que lors du développement de la NASH, NFATc4 participe à la progression de la 

stéatose en inhibant l’activité de PPARα (Du et al., 2020).  

De plus, l’implication de SRSF10 (Serine and Arginine Rich Splicing Factor 10), un facteur 

d’épissage de l’ARN messager dans la régulation de l’expression de PPARα a été étudié. SRSF10 est une 

protéine clé dans le processus d’épissage de l’ARN en intervenant lors de toutes les étapes de 

maturation de l’ARN. Les auteurs démontrent que SRSF10 interagit avec des facteurs de 

polyadénylation pour prévenir la fixation des polyadénines sur les introns de certains ARN messagers. 

Ils démontrent plus particulièrement ce phénomène au niveau des transcrits de PPARα. Or, dans un 

contexte de NASH, chez l’humain et la souris, une diminution de l’expression de SRSF10 est observée 

dans le foie et les auteurs démontrent que l’inhibition de l’expression de SRSF10 in vitro et in vivo, 
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diminue l’expression de PPARα ainsi que le métabolisme des lipides associé. Ainsi, l’inhibition de 

SRSF10 lors de la NASH semble contribuer à diminuer l’expression de PPARα (Jobbins et al., 2022).  

 

Ces différents résultats ouvrent des pistes concernant la compréhension des mécanismes 

impliqués dans la dérégulation de PPARα lors de la progression de la NASH. Cependant, ces travaux ne 

permettent pas d’identifier un régulateur pouvant expliquer le manque d’efficacité des agonistes de 

PPARα observé chez l’humain.  
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Partie 4 : Travaux 
 

1) Objectifs 
 

Les NAFLD sont une menace majeure pour la santé publique qui ne cesse de s’accroître avec la 

propagation de l’épidémie mondiale d’obésité. La recherche de traitements contre les complications 

du syndrome métabolique, et en particulier la NASH, devient donc cruciale. Dans ce but, l’identification 

de PPARα comme facteur clé de la prévention du développement des NAFLD a permis d’en faire une 

cible thérapeutique de choix pour le traitement de la NASH. Ainsi, des études cliniques ont été réalisées 

pour tester des agonistes de PPARα, d’abord sur des modèles pré-cliniques de NASH, puis sur des 

cohortes de patients atteints de NAFLD. Malheureusement, les effets sur l’humain n’ont pas été 

suffisamment puissants et n’ont pas permis de résoudre la NASH (essai clinique NCT02704403). Une 

meilleure compréhension de la régulation de l’expression et de l’activité de PPARα dans un contexte 

de NASH est donc nécessaire pour comprendre les résultats décevants de ces agonistes chez l’humain.  

 

De façon intéressante, l’étude de l’expression de PPARα et de ses gènes cibles dans le foie de 

patients obèses atteints de NASH comparés aux foies sains a révélé une diminution de l’expression de 

PPARα et de ses gènes cibles (Francque et al., 2015). Ces données suggèrent une altération de 

l’expression et de l’activité hépatique du récepteur nucléaire dans un contexte de NASH. Cependant, 

les mécanismes régulant l’expression et l’activité de PPARα lors du développement de la NASH sont 

très peu étudiés.  

 

Ce projet de thèse a émergé d’une volonté d’explorer les mécanismes à l’origine de la répression 

de l’expression et de l’activité de PPARα dans un contexte de NASH. Pour cela, nous avons identifié au 

sein de l’équipe un gène négativement corrélé à l’expression de PPARα et à l’expression de ses gènes 

cibles : FAT10. Ce gène code pour une protéine de la famille des ubiquitine-like, surexprimée dans le 

foie lors d’une inflammation et connue pour moduler l’expression et/ ou l’activité des partenaires avec 

qui elle interagit (Aichem and Groettrup, 2020).  

 

Ainsi, les principaux objectifs de cette thèse ont été de caractériser l’expression de FAT10 dans 

plusieurs modèles de NASH puis d’étudier le rôle de FAT10 dans la régulation de l’expression et de 

l’activité de PPARα.   
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2) Matériel et méthodes 
 

a. Tableau des ressources 
 

Le tableau ci-dessous récapitule l’ensemble des outils utilisés lors de la mise en œuvre des 

expériences de ce projet de thèse. Les sources ainsi que les références permettant d’identifier les 

réactifs, ligands, médicaments, les modèles cellulaires et animaux, les réactifs de culture cellulaire, 

d’isolement d’hépatocytes primaires, les virus ainsi que les technologies et kit utilisés sont rassemblés 

dans ce tableau.  

Ressource  Source Référence 
Réactifs, ligands et médicaments  
TNFα : cytokine pro-inflammatoire humaine eBioscience BMS301 
IFNγ : cytokine pro-inflammatoire humaine Thermo Scientific RIFNG50 
Tnfα : cytokine pro-inflammatoire murine eBioscience 410-MT-025 
Ifnγ : cytokine pro-inflammatoire murine eBioscience 485-MI-100 
Pémafibrate : agoniste de PPARα Toronto Research Medical P218710 
Acide palmitique : acide gras saturé Sigma-aldrich P5585 
MG132 : inhibiteur du 26S protéasome Sigma-aldrich M7449 
Bafylomycine A1 (BAF) : inhibiteur de 
l’autophagie Sigma-aldrich SML1661 

siFAT10 : siGENOME siRNA - SMARTpool Dharmacon/ Horizon M-008266-03-
0020 

siPPARα : siGENOME siRNA - SMARTpool Dharmacon/ Horizon M-003434-01-
0020 

siCTRL : siGENOME siRNA - SMARTpool Dharmacon/ Horizon D-001810-1005 
DharmaFECT 1 : transfectant pour siARN Dharmacon/ Horizon T-2001-03 
Animaux  
Souris C57Bl6/J WT Laboratoires Charles River 
Souris WT (P16+/+) (littermates) Élevage U1011 – Institut Pasteur de Lille 
Souris HFHSHC Haas JT et al, Nat Metab, 2019 
Régimes 
Régime standard : Chow diet (CD) SAFE diets A04 
Régime contrôle : CSAA  SSNIFF Spezialdiäten GmbH E15668-04 
Régime déficient en choline : CDAA SSNIFF Spezialdiäten GmbH E15666-947 
Glucose  Sigma-aldrich G8270 
Fructose Sigma-aldrich F0127 
Méthodes de dosage  
Dosage des ALAT : TGP/ ALAT ThermoFischer Scientific MG981769 
Dosage des ASAT : TGO/ ASAT ThermoFischer Scientific MG981771 
Dosage de la glycémie : Glucose GOG FS Diasys 157819910935 
Dosage du β-hydroxybutyrate (β-OH) ThermoFischer Scientific MG984325 
Dosage des triglycérides : TG reagent Sigma-aldrich T2449 
Dosage du cholestérol : GCHOLESTEROL ThermoFischer Scientific MG981813 
Dosage des FFA : NEFA FS Diasys 125009910026 
Dosage du glycérol : Free glycerol reagent Sigma-aldrich F6428 
Appareil de dosage biochimique  Thermo Scientific Konelab 20 
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Dosage de triglycérides hépatiques : 
Triglycéride Liquicolor test Interchim BD3860 

Dosage de cholestérol hépatique : 
Cholestérol Liquicolor test  Interchim AL2250 

Culture cellulaire 
PBS Gibco 14190-094 
Sérum de veau fœtal (SVF) Eurobio CVFSVF00-01 
Minimum essential medium (MEM) Gibco 11095080 
MEM non-essential amino-acids (NEAA) Gibco 11140035 
Sodium pyruvate Gibco 11360070 
William’s E medium Gibco 22551022 
Insuline bovine Sigma-aldrich I5500 
Dexaméthasone Sigma-aldrich D1756 
Tryspine Gibco 25300-054 
HBSS (Hank’s Balanced Salt Solution) Gibco 14170-088 
Collagène  Roche 11179179001 
Gélatine Sigma-aldrich G1890 
Isolement d’hépatocytes primaires 
EGTA  Sigma-aldrich E3889 
HEPES Sigma-aldrich H4034 
Collagénase Sigma-aldrich C5138 
Lignées cellulaires 
HepG2 : hépatocytes humains cancéreux ATCC HB-8065 
IHH : hépatocytes humains immortalisés Shippers IJ et al, Cell Biol Toxicol, 1997 
Virus 
Lentivirus FAT10 Origène RC204431L4V 
Lentivirus CTRL Origène PS100093V 
Adénovirus FAT10 Genecust 
Adénovirus CTRL Genecust 
Technologie Seahorse 
Analyseur Seahorse  Seahorse Bioscience XFe24 
Microplaques 24 puits : XFe24 V7 Seahorse Bioscience 102601-100 
Milieu de base  Seahorse Bioscience 103335-100 
Seahorse XF Cell Mito Stress Test Kit Seahorse Bioscience 103708-100 
Extraction d’ARN et RT qPCR 
TRIzol RNA Isolation Reagent  Thermo Scientific 15596026 
RNeasy Lipid Tissue Mini kit : extraction sur 
colonne  Quiagen 74804 

DNAse  Thermo Scientific EN0521 
RT : High capacity Reverse Transcription Kit Applied Biosystems 4368814 
qPCR SYBR : Low ROX SYBR Master Mix dTT 
blue Takyon UF-LSMT-B0701 

qPCR Taqman : TaqMan multiplex Master 
Mix  Applied Biosystems 4461882 

Extraction de protéine, Western Blot et Co-immunoprécipitation (Co-IP) 
Dosage de protéine : Pierce BCA Protein 
Assay Kit Thermofischer Scientific PI23225 

Substrat chimiluminescent : SuperSignal 
West Dura Kit Thermofischer Scientific 10398773 

Co-IP : Pierce Crosslink Magnetic IP/Co-IP Kit Thermofischer Scientific 88805 
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Conversion de l’ARN total pour les puces à 
ADN : Clariom S Mouse Applied Biosystems 902930 

Marquage et immunomarquage 
Hématoxyline Sigma-aldrich HHS128 
Eosine Sigma-aldrich HT1101128 
Clearène Leica 3803600E 
Xylène Carlo Erba 492301 
Gelatine de porc Sigma-aldrich G1890 
Alun de chrome Sigma-aldrich 243361 
Poly-L-lysine Sigma-aldrich P4707-50ML 
NucBlue : marqueur fluorescent des noyaux 
cellulaires  Invitrogen 2303553 

BODIPY Molecular Probes D3922 
Marquage FAT10 : Alexa Fluor 488 Tyramide 
SuperBoost Kit, goat anti-rabbit Invitrogen B40922 

Marquage FAT10 : Alexa Fluor 594 Tyramide 
SuperBoost Kit, goat anti-rabbit Invitrogen B40925 

Sondes Duolink PLA mouse  Sigma-aldrich DUO92004 
Sondes Duolink PLA rabbit Sigma-aldrich DUO92002 
Réactif Duolink de détection en 
fluorescence rouge Sigma-aldrich DUO92008 

Réactif Duolink de détection lumière visible  Sigma-aldrich DUO92012 
Milieu de montage hydrophile : pour la 
fluorescence  Dako 53023 

Milieu de montage hydrophobe : pour la 
lumière blanche, Eukitt Fluka 03889 

Automate de déshydratation Myr STP 120 
Microtome  Leica RM2255 
Automate de coloration Leica Autostainer XL 

Chambre de démasquage Biocare Decloaking 
chamber 

Tampon de démasquage : Diva decloaker 
10X Biocare DV2004 

Microscope confocal : LSM700 Zeiss 
Microscope confocal avec « spinning disk » Zeiss 
Scanner de lame : Axioscan Zeiss 

Tableau 4 : Tableau des ressources utilisées lors de la thèse. 
 

b. Cohorte humaine 

 

La collaboration avec les Pr. Sven Francque et Pr. Luc Van Gaal à l’hôpital d’Anvers a permis 

d’obtenir des données et des échantillons d’une large cohorte de patients obèses : la cohorte RESOLVE. 

Le patients composant la cohorte sont tous obèses (IMC>30kg/m²) ou en surpoids 

(25kg/m²<IMC<30kg/m²) et ils ont subi une biopsie hépatique afin d’établir le score histologique NAS. 

Les patients ayant été diagnostiqués atteints de NASH ont alors été soumis soit à un régime, soit à une 
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chirurgie bariatrique dans le but de perdre du poids. Après un an de traitement, des nouvelles biopsies 

hépatiques ont été prélevées sur ces patients.  

La collaboration a permis d’obtenir les données transcriptomiques issus de ces patients ainsi 

que leur IMC et leurs scores histologiques, notamment. Ces informations ont permis de séparer les 

patients en deux groupes : NASH (N=129) avec un score de stéatose S>1, un score d’inflammation I>1 

et un score de ballonisation B>1, et no NASH (N=76). Les mêmes données ont pu être collectées après 

un an de traitement par chirurgie bariatrique (N=28) ou par régime (N=32). Les analyses 

transcriptomiques sont détaillées ci-après.  

 Des biopsies de patients ont également été conservées pour réaliser des coupes en paraffines. 

La collaboration a permis d’obtenir des coupes de patients sains (N=5 avec S, B et I=0) et de patients 

atteints de NASH (N=10 avec S>1, I>1 et B>2) qui ont été immunomarquées comme décrit ci-après. Les 

images choisies pour illustrer ces marquages sont représentatives de chaque groupe de patients. 

 

c. Modèles animaux 

 

L’ensemble des souris utilisées lors de nos protocoles sont des mâles, C57Bl6/J (« wild-type » 

(WT) ou p16+/+ ayant le même phénotype). L’hébergement des animaux a été réalisé à température 

contrôlée (21-24°C) sur un cycle 12 heures/12 heures, jour/nuit. Sauf indication contraire, les souris 

avaient accès à la nourriture et à l’eau ad libitum et elles étaient nourries avec un régime standard de 

type Chow diet (CD). Pour toutes les expériences, les souris ont été réparties aléatoirement dans les 

groupes selon leur âge et leur poids. Les différents protocoles de ce projet de thèse ont été approuvés 

et réalisés conformément aux directives du comité d’éthique de l’Institut Pasteur de Lille (n° 

d’agrément A59-35-0009).  

À la fin des différents protocoles (excepté les isolements de cellules primaires), le prélèvement 

de sang a été réalisé en rétro-orbitaire dans un tube contenant de l’EDTA (Starsted) puis les souris ont 

été mises à mort par dislocation cervicale. Ensuite, le foie, les tissus adipeux blancs, et la rate ont été 

rapidement prélevés et pesés. Par la suite, un morceau du lobe latéral gauche des foies prélevés a été 

placé dans une cassette d’inclusion pour chaque souris et plongé dans une solution à 4% de 

paraformaldéhyde (PAF), le reste du foie et des organes ont été immédiatement congelés dans l’azote 

liquide. Les tissus ont alors été conservés à -80°C, le sang et la PAF contenant les cassettes d’inclusion 

à 4°C et jusqu’aux analyses ultérieures.  

Les différents modèles murins mis en place sont les suivants :  

 

i. But de l’étude : Caractérisation de l’expression de Fat10 dans un modèle de 

NASH induite par un régime in vivo 
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Des souris âgées de 8 à 12 semaines ont été nourries avec un régime semi-synthétique 

« Choline-deficient L-amino acids-defined » (CDAA) composé de 11% de protéines, de 31% de graisse, 

de 58% de carbohydrates, enrichit avec 1% de cholestérol et avec une eau de boisson contenant 55% 

de fructose (23,1g/L) et 45% de glucose (18,9g/L). Les souris contrôles ont été nourries avec le régime 

« Choline-supplemented L-amino acids-defined » (CSAA) composé de 12% de protéines, de 16% de 

graisse, de 72% de carbohydrates et avec une eau de boisson normale. Ce régime étant connu pour 

induire une souillure accrue de la litière, les souris ont été hébergées par groupe de 4 et la litière a été 

changée 2 fois par semaine comme conseillé par le fournisseur.  

Les souris ont été exposées à ces régimes pendant 2 semaines (CDAA : N=6 WT ; CSAA : N=7 

WT) ou 5 semaines (CDAA : N=7 p16+/+ ; CSAA : N=6 p16+/+). 

 

ii. But de l’étude : Caractérisation de la surexpression de Fat10 dans les 

hépatocytes primaires murins et la fraction non-parenchymateuse 

 

Des souris WT âgées de 8 à 12 semaines nourries avec le CD (N=2), le CSAA (N=3) ou le CDAA (N=3) 

pendant 2 semaines ont été anesthésiées par une injection intrapéritonéale de kétamine/xylasine. Une 

perfusion a ensuite été réalisée par la veine cave afin de faire circuler une solution d’HBSS contenant 

50mM d’HEPES (acide 4-(2-Hydroxyéthyl)-1-Pipérazine Éthane Sulfonique) et 167mM d’EGTA 

(Éthylène Glycol-bis(β-aminoéthyl éther)-N,N,N’,N’-Tétraacetic Acid), pH=8 dans le foie pour le laver. 

Par la suite, une solution d’HBSS contenant 50mM d’HEPES, 0,5mM de CaCl2x2H2O et 0,025% de 

collagénase type IV, pH=7,4 est perfusée dans les foies jusqu’à ce que leur structure se dissocie. Les 

foies sont alors récupérés puis désagrégés dans la solution de lavage. Les homogénats sont passés sur 

un filtre de 70µm. 

D’une part, pour les hépatocytes isolés à partir des foies des souris nourries avec le CD, les 

homogénats sont centrifugés pendant 2 minutes à 400rpm. Le culot de cellules est lavé 3 fois et 

resuspendu dans le milieu de culture des hépatocytes primaires composé de milieu William’s E 

contenant 1% de glutamine, 0,1% de BSA (albumine sérique bovine), 100nM de dexaméthasone, 1% 

de pénicilline/streptavidine. Une cellule de Malassez a été utilisée pour compter les hépatocytes isolés 

et mesurer leur viabilité à l’aide de bleu de Trypan. Par la suite, 100 000 hépatocytes primaires ont été 

ensemencés dans des plaques 12 puits préalablement recouvertes d’une couche de collagène (avec 

0,1% d’acide acétique) pour faciliter l’adhérence des cellules. 2 heures après l’ensemencement, le 

milieu de culture est changé afin d’éliminer les éventuelles cellules n’ayant pas adhéré. Le lendemain, 

les cellules ont été traitées par le milieu de culture contenant 50ng/mL de Tnfα et 10ng/mL d’Ifnγ 

pendant 0, 2, 8, 24 et 48 heures puis récupérées pour des analyses de RT qPCR. 
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D’autre part, les homogénats issus des foies des souris nourries avec le CSAA et le CDAA ont été 

centrifugés à 20g pendant 5 minutes. Le culot, enrichi en hépatocytes, a été lavé puis centrifugé 

pendant 5 minutes à 400g, et ce, 2 fois. La fraction ainsi obtenue est alors fortement enrichie en 

hépatocytes primaires et est resuspendue dans le milieu de culture. Les cellules ont ensuite été 

comptées à l’aide de la cellule de Malassez, comme précédemment. Les surnageants récupérés à 

chacune des étapes précédentes sont rassemblés puis centrifugés 3 fois à 300g pendant 5 minutes, le 

culot est éliminé à chaque lavage. La fraction ainsi obtenue est enrichie en cellules non-

parenchymateuses en suspension qui sont comptées à l’aide de la cellule de Malassez. Les deux 

fractions, celle composée d’hépatocytes primaires (HP) et celle composée de cellules non-

parenchymateuses (NPC), ont alors été récupérées directement pour extraire l’ARN en vue d’analyses 

transcriptomiques et par RT qPCR. 

 

iii. But de l’étude : Exploration de l’impact de la surexpression hépatique de 

Fat10 sur l’expression et l’activité de Pparα en réponse au jeûne ou à un 

traitement au pémafibrate in vivo 

 

Des souris WT âgées de 8 à 12 semaines ont été injectées avec 100µL d’une solution saline 

contenant 2,5.108 GC/mL d’adénovirus contrôle (Ad-CTRL, N=35) ou d’adénovirus FAT10 (Ad-FAT10, 

N=35). Les injections ont été réalisées dans la veine de la queue. 4 jours après l’infection, les souris ont 

été séparées en deux groupes pour lesquels l’activité de Pparα a été stimulée différemment.   

D’une part, certaines souris ont été mises à jeun (Ad-CTRL, N=10 et Ad-FAT10, N=10) ou 

nourries ad libitum (Ad-CTRL, N=10 et Ad-FAT10, N=10) pendant 18 heures puis mises à mort le 5ème 

jour d’infection. 

D’autre part, le soir du 4ème jour d’infection, certaines souris ont été gavées oralement avec 

une solution de CMC (carboxyméthylcellulose) à 1% (Ad-CTRL, N=5 et Ad-FAT10, N=6) ou une solution 

de CMC à 1% contenant du pémafibrate (1mpk ; Ad-CTRL, N=6 et Ad-FAT10, N=5). Le 5ème jour 

d’infection, 18 heures plus tard, le traitement a été répété de la même façon et toutes les souris ont 

été mises à jeun pendant 5 heures avant d’être mises à mort. 

 

iv. Histologie 

 

1. Fixation, inclusion et coupe de foie 

Les échantillons destinés aux analyses histologiques sont placés dans un automate de 

déshydratation au bout de 24 heures de fixation dans la solution de PAF à 4°C. L’automate a alors 

plongé les échantillons successivement dans deux bains d’éthanol 70% pendant 45 minutes, puis dans 
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deux bains d’éthanol 96%, puis dans trois bains d’éthanol 100%, puis dans deux bains de xylène et 

enfin dans deux bains de paraffine chauffée à 60°C. Les échantillons ont été récupérés puis inclus dans 

des blocs de paraffine qui ont, par la suite, été utilisés pour obtenir des coupes de 3µm d’épaisseur à 

l’aide d’un microtome. Ces coupes ont été fixées sur des lames préalablement gélatinées avec une 

solution contenant 5g/L de gélatine et 4g/L d’alun de chrome afin d’être marquées. 

 

2. Marquage hématoxyline et éosine (H&E) 

La coloration des coupes de foies avec l’hématoxyline et l’éosine a été faite à l’aide d’un 

automate de coloration. Les coupes ont d’abord été réhydratées en étant successivement plongées 

dans 2 bains de Clearène pendant 5 minutes puis dans un bain d’éthanol 100% et enfin dans deux bains 

d’eau distillée pendant 2 minutes. Les coupes ont ensuite été colorées dans un bain d’hématoxyline 

pure pendant 3 minutes, puis lavées dans un bain d’eau distillée pendant 2 minutes et dans un bain 

d’éthanol 70% contenant 0,001% d’HCl pendant 6 secondes. Les coupes ont ensuite été plongées dans 

un bain d’éthanol 96% pour être déshydratées avant d’être colorées dans un bain d’éosine pendant 2 

minutes. Enfin, la déshydration des coupes est achevée par des bains successifs d’éthanol 96% pendant 

2 min, d’éthanol 100% pendant 1 minute, puis de xylène pendant 1 minute. Le montage des lames 

ainsi marquées a été réalisé après évaporation totale du xylène avec un milieu de montage 

hydrophobe. Les lames ont enfin été prises en photo par un scanner de lame (Axioscan - Zeiss) 

permettant d’obtenir une image globale de la coupe sur laquelle il est possible de zoomer jusqu’à 

obtenir une résolution équivalente à un objectif 20X. 

 

3. Établissement des scores histologiques 

- Stéatose :  

Les scans de chaque coupe ont été analysés grâce à une macro réalisée en collaboration avec 

la plateforme d’imagerie cellulaire (Plateformes Lilloises en Biologie et Santé (PLBS) - UAR 2014 - US 

41, Antonino Bongiovanni) pour déterminer le score de stéatose. La macro est codée en langage 

Javascript sur le logiciel Fiji. Pour chaque image analysée, la macro détecte la surface occupée par des 

zones vides représentant la position des gouttelettes lipidiques. Le pourcentage de stéatose est ainsi 

calculé par rapport à la surface totale de la coupe. Les scores sont ensuite attribués conformément au 

Tableau 4. 

 

- Inflammation :  

Pour chaque coupe, la détermination du score d’inflammation a nécessité l’observation 

aléatoire de 10 champs au grossissement 20X. Sur chacun des champs, les foyers inflammatoires (amas 

de petites cellules ayant des noyaux condensés) ont été dénombrés. La moyenne du nombre de foyers 
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inflammatoires observés sur les 10 champs d’une coupe a été calculée et associée au score 

correspondant (Tableau 4).  

 

- Ballonisation :  

Les scans de chaque coupe ont été parcourus aléatoirement afin de détecter les cellules 

ballonisées. Ces cellules se caractérisent par un cytoplasme élargi (au moins 2 fois plus gros que celui 

d’un hépatocyte normal), blanchi et opaque avec un noyau central qui est légèrement plus petit qu’un 

hépatocyte normal. Le score de ballonisation est attribué en fonction du nombre de cellules observées 

sur l’ensemble de la coupe comme décrit dans le Tableau 5 (Puri and Sanyal, 2012).  

 

Stéatose 

Degré (% surface) Score 

<5% 0 

5-33% 1 

33-66% 2 

>66% 3 

Inflammation  

Nombre de foyers inflammatoires Score 

Néant 0 

<2 1 

2 à 4 2 

>4 3 

Ballonisation 

Nombre de cellules ballonisées Score 

Néant 0 

Quelques cellules 1 

Beaucoup de cellules 2 

Tableau 5 : Détermination des scores histologique lors du diagnostic de NASH (d’après Puri and Sanyal, 2012). 

 
v. Dosages biochimiques 

 

1. Dosage de lipides hépatiques 
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Le dosage des lipides contenus dans le foie a été effectué de la façon suivante : après avoir 

broyé les foies dans du PBS 1X en respectant 100mg de foie pour 1mL de PBS, 100µL de broyat a été 

dilué avec 400µL d’eau distillée dans un tube en verre. Le reste a été conservé à -20°C pour doser les 

protéines ultérieurement. À ce mélange a été ajouté 2mL d’une solution méthanol : chloroforme (2 : 

1) puis les échantillons ont été mélangés vigoureusement et centrifugés 5 minutes à 1000rpm afin de 

séparer les phases organique et aqueuse. 1mL de phase organique a ensuite été transféré dans un 

nouveau tube en verre pour chaque échantillon à l’aide d’une seringue Hamilton. Les phases 

organiques ont ensuite été mises à évaporer sous un flux d’azote puis les culots obtenus ont été 

resuspendus dans 1mL d’une solution de chloroforme contenant 1% de triton X100 pour être évaporés 

à nouveau. 100µL d’eau ont ensuite été ajoutés aux culots puis les solutions obtenues ont été 

chauffées à 37°C afin de favoriser la solubilisation des lipides. Le dosage des TG et du cholestérol 

hépatique a enfin été réalisé à l’aide des kits de dosages colorimétrique (Interchim). Les résultats 

représentés sont la quantité de lipides normalisée par rapport à la quantité de protéines ou par rapport 

à la masse de l’échantillon broyé pour effectuer le dosage. 

 

2. Dosage biochimique des paramètres circulants 

Des dosages biochimiques ont été effectués sur les plasmas obtenus après centrifugation du 

sang prélevé chez les souris à 4500rpm pendant 10 minutes à 4°C. Les plasmas ont alors été collectés 

dans des tubes eppendorfs puis un volume d’au moins 50µL a été transféré dans des godets adaptés à 

l’appareil de dosage Konelab 20 (Thermo Scientific). Après calibration, l’appareil a dosé par 

photométrie les protéines ainsi que les ALAT et ASAT, le cholestérol, le glycérol, les TG totaux, les 

acides gras circulants, le β-OH et la glycémie de manière automatisée. Les résultats obtenus 

informatiquement donnent les concentrations des différents paramètres mesurés. Pour les TG, la 

concentration en « TG vrais » est représentée et est obtenue en soustrayant la concentration en 

glycérol à la concentration en TG totaux. 

 

d. Analyse transcriptomique 

 

L’utilisation des puces Affymetrix ainsi que l’analyse des données ont été réalisées en 

collaboration avec l’équipe 4 du l’UMR1011 sur le plateau Affymetrix géré par le laboratoire.  

 

i. Puces à ADN (Affymetrix) 

 

Les échantillons d’ARN destinés aux analyses transcriptomiques extraits et passés au 

Bioanalyzer comme décrit précédemment ont permis la synthèse d’ARNc à l’aide d’un kit. La 
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purification de ces ARNc a été effectuée à l’aide de billes magnétiques puis ces ARNc ont été dosés. Un 

nouveau kit a été utilisé pour obtenir les ADN complémentaires simple brin (ADNssc) à partir de ces 

ARNc. Après purification et dosage, les ADNssc ont été fragmentés puis hybridés sur les puces à ADN. 

Les puces ont ensuite été scannées par l’appareil Genechip Scanner 7000G (Thermo Scientific) et les 

données transcriptomiques ont été obtenues informatiquement (.CEL). Le numéro d’accession pour 

les données de puces sur la base de données Gene Expression Omnibus (GEO) est GSE212617. 

 

ii. Analyse bioinformatique des données 

 

La normalisation (Net Afx Annotation Release 36, July 2016) des données puis l’analyse 

bioinformatique ont été réalisées grâce au module GIANT élaboré sur le logiciel Galaxy par l’équipe 4 

de l’UMR1011 (Vandel, Gheeraert, et al., 2020). L’analyse des « Gene Ontology patways » a été réalisée 

à l’aide du logiciel Metascape. 

 

e. Lignées cellulaires 

 

i. Culture cellulaire 

 

Les cellules HepG2 ont été cultivées dans un milieu MEM contenant 10% de SVF, des acides 

aminés non-essentiels et du sodium pyruvate. Les cellules IHH ont été cultivées dans un milieu 

William’s E contenant 10% de SVF, 20 mU/mL d’insuline bovine et 50nM de dexaméthasone. Les IHH 

ont été ensemencées dans des plaques de culture préalablement recouvertes d’une couche de gélatine 

afin de faciliter l’adhérence des cellules. Les deux lignées ont été cultivées dans un incubateur 

permettant le maintien d’une atmosphère humide, d’une température de 37°C et de 5% de CO2 et 

étaient passées dès qu’elles atteignaient 80% de confluence.  

 

ii. Surexpression de FAT10 

 

1. Endogène 

Les cellules HepG2 et IHH ont été cultivées avec leur milieu de culture respectifs auxquels ont 

été ajoutés 50ng/mL de TNFα et 10ng/mL d’IFNγ pendant 0, 2, 4, 8, 24 et 48 heures afin d’induire la 

surexpression endogène de FAT10.  

 

2. Exogène 
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Lors de ce projet de thèse un modèle in vitro de surexpression stable de FAT10 a été généré. 

Pour cela, les cellules HepG2 ont été cultivées pendant 24 heures avec leur milieu de culture habituel 

contenant plusieurs doses (50, 100, et 200 MOI) de lentivirus et en présence de polybrène. Deux 

lentivirus ont été utilisés pour infecter les cellules : un premier lentivirus vecteur d’un plasmide 

contrôle contenant le gène d’expression de la GFP (Green Fluorescent Protein ; lentiCTRL) ou un 

deuxième lentivirus vecteur d’un plasmide de surexpression de FAT10 étiqueté avec les motifs Myk et 

DDK (lentiFAT10). Les plasmides utilisés contiennent également un gène de résistance à la puromycine. 

La sélection des cellules infectées a été effectuée par l’ajout 0,5µM de puromycine au milieu de culture 

pendant 10 jours. Lors de cette période, le milieu de culture enrichi en puromycine est renouvelé 

toutes les 48 heures. Au terme de cette période de sélection, les lignées de surexpression stable de 

FAT10 (HepG2-FAT10) et contrôle (HepG2-FAT10) sont obtenues et amplifiées de façon non-clonale.  

 

iii. Inhibition de l’expression de FAT10 et de PPARα 

 

Les cellules HepG2 ont été transfectées avec les siARN contrôle (siCTRL), ciblant FAT10 

(siFAT10) et/ou PPARα (siPPARα) (smartpool de plusieurs séquences de siARN voir le Tableau 6) à l’aide 

de DharmaFECT selon les instructions du fournisseur. Après 24 heures de transfection, le milieu de 

culture a été renouvelé. Après 48 heures de transfection, les cellules sont traitées avec les cytokines 

pro-inflammatoires, comme indiqué précédemment.  

 

Gène ciblé  Séquence cibles Dharmacon Smartpool (5’3’) 

FAT10 

GAGACUAAGACGGGUAUAA 
GAUCUUAAAGCCACGGAGA 
CAAAGAACAUGUCCGGUCU 
GUGCGAAGGUCCAGCUCAG 

PPARα 

UCACGGAGCUCACGGAAUU 
GAACAUGACAUAGAAGAUU 
GGAUAGUUCUGGAAGCUUU 
GACUCAAGCUGGUGUAUGA 

Tableau 6 : Séquences cibles des siARN utilisés lors de la thèse. 

 

iv. Activation de PPARα par déprivation du milieu de culture et/ ou traitement 

au pémafibrate 

 

Dans le but d’induire l’activité de PPARα, les cellules ont été placées dans un milieu de culture 

déprivé en lipides. Pour cela, les cellules ont été ensemencées dans des plaques de culture cellulaire 

puis le milieu de culture des cellules a été remplacé par le même milieu dans lequel le SVF n’a pas été 
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ajouté (0% SVF). 24 heures plus tard, le milieu de culture des cellules est remplacé par un milieu 

contenant une faible concentration de sérum (0,1% SVF), les cellules ont été récupérées le lendemain. 

Pour les expériences étudiant l’impact de l’expression de FAT10 sur l’activité de PPARα en réponse à 

son agoniste, le milieu 0,1% de SVF a été supplémenté avec du pémafibrate (1µM pour les HepG2 

sauvages, 100nM pour les HepG2-CTRL et HepG2-FAT10) ou le DMSO (Diméthylsulfoxyde). Le 

lendemain, les cellules sont récupérées pour les analyses ultérieures.  

 

v. Tests fonctionnels 

 

1. BODIPY 

Les cellules ont été ensemencées à une densité de 50 000 cellules sur des lamelles de verres 

préalablement recouvertes d’une couche de poly-L-lysine (Sigma-aldrich) dans des plaques 12 puits. 

Les traitements et transfections nécessaires à la modulation des expressions de FAT10 et de PPARα 

ont été réalisés comme décrit précédemment. Après 3 lavages de 5 minutes avec du PBS 1X, les cellules 

ont été fixées par une solution de PAF à 2% contenant 0,2% de glutaraldéhyde pendant 10 minutes sur 

glace. La PAF a ensuite été éliminée par 3 lavages de 5 minutes avec du PBS 1X puis les cellules ont été 

incubées à l’abri de la lumière avec une solution de PBS 1X contenant 1µg/µL de BODIPY et du NucBlue 

pendant 20 minutes à température ambiante sous agitation. Les lamelles de verre ont ensuite été 

lavées 2 fois 5 minutes avec du PBS 1X, 1 fois 5 minutes dans l’eau milliQ à l’abri de la lumière puis 

montées sur des lames à l’aide du milieu de montage hydrophile. Une fois les lames sèches, la 

fluorescence a été mesurée au microscope confocal LSM700 (Zeiss) avec les objectifs 20X et 40X (milieu 

d’immersion : huile) et les fluorescences du BODIPY et du NucBlue ont été acquises à l’aide des lasers 

à argon 488nm et UV. Enfin, le nombre de gouttelettes lipidiques détectées par le BODIPY pour chaque 

cellule a été quantifié à l’aide du module « Spot Detection » du logiciel de traitement d’image en 

« open source » Icy. 

 

2. Seahorse 

70 000 cellules ont été ensemencées dans chaque puits d’une plaque de culture cellulaire 

destinée aux mesures par la technologie Seahorse avec l’appareil XFe24 dans leur milieu de culture 

habituel, décrit précédemment. Les traitements et transfections nécessaires à la modulation des 

expressions de FAT10 et de PPARα ont été réalisés comme décrit précédemment. Avant la mesure, les 

cellules sont placées dans le milieu Seahorse supplémenté avec 200mM de glutamine, 10mM de 

glucose et 1mM de pyruvate puis incubées dans une étuve à 37°C sans CO2 pendant 1 heure. La 

fonction mitochondriale a ensuite été mesurée avec le kit « MitoStress Test » par l’ajout successif 

d’oligomycine (16 minutes, 2µM), un inhibiteur de l’ATP synthase, de FCCP (40 minutes, 1µM), un 
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découpleur de mitochondries, et de roténone/ antimycine A (64 minutes, 0,5µM), inhibiteurs 

spécifique des complexes I et III de la chaîne respiratoire, au milieu des cellules. Les valeurs mesurées 

témoignent de la consommation d’oxygène (« oxygen consumption rate », OCR) des cellules et sont 

exprimées en pmol d’O2 par minute. Les valeurs représentées sont l’OCR normalisée par la 

concentration en protéine obtenue par un dosage avec le kit BCA. 

 

f. Extraction et quantification de l’ARNm par RT qPCR 

 

Les ARN totaux ont été extraits à partir des cellules ou des tissus avec le réactif TRIzol selon les 

instructions du fabricant puis dosés sur le Nanodrop One (Thermo Scientific). Les ARN totaux destinés 

aux analyses transcriptomiques ont été isolés par une extraction sur colonne à l’aide du kit RNeasy 

Lipid Tissue (Quiagen) puis leur qualité a été vérifiée sur le Bioanalyseur 2100 (Agilent).  

Pour les ARN issus de tissus et destinés aux analyses par qPCR, une étape de traitement à la DNAse 

a été effectuée. La rétro-transcription d’1 µg des ARN totaux issus des cellules et des tissus en ADNc 

(ADN complémentaire) a ensuite été réalisée. Des qPCR en temps réel ont été faites pour déterminer 

l’expression relative en ARNm dans les échantillons. La technologie TaqMan a été utilisée pour 

déterminer l’expression de FAT10 dans les échantillons humains et murins et les expressions des autres 

gènes étudiés ont été mesurées en utilisant la technologie SYBR Green. Les références des sondes 

TaqMan ainsi que les séquences des amorces utilisées sont décrites dans le Tableau 7. L’appareil 

QuantStudio 3 (Applied Biosystems) a été utilisé pour réaliser ces qPCR en temps réel et les résultats 

ont été analysés à l’aide du logiciel « QuantStudio Design & Analysis Software » (Applied Biosystems). 

Les résultats obtenus grâce à ces techniques sont les expressions relatives obtenues par la méthode 

ddCt normalisée par rapport à la cyclophiline, pour la technologie SYBR Green, et par rapport à l’actine, 

pour la technologie TaqMan. 

 

Gène Séquence 
Humain 

Cyclophiline 
Sens GCATACGGGTCCTGGCATCTTGTCC 
Antisens ATGGTGATCTTCTTGCTGGTCTTGC 

FAT10 
Sens CAGAGATGGCTCCCAATGCT 
Antisens TTGGGAAATCATCAGAAGAT 

PPARα 
Sens GGTGGACACGGAAAGCCCAC 
Antisens GGACCACAGGATAAGTCACC 

HMGCS2 
Sens AGGCTGGAAGTAGGCACTGA 
Antisens GTGGGACGAGCATTACCACT 

PDK4 
Sens GATGAACCAGCACATTCTTA 
Antisens GCTACCACATCACAGTTAGG 

Souris  
Cyclophiline Sens GCATACGGGTCCTGGCATCTTGTCC 
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Antisens ATGGTGATCTTCTTGCTGGTCTTGC 

Fat10 
Sens TTCTGTCCGCACCTGTGTTG 
Antisens TGCCCCTCGTTTTTGGACTC 

Pparα 
Sens ATCGCGTACGGCAATGGCTTTA 
Antisens CAGGCCGATCTCCACAGCAAATTA 

Hmgcs2 
Sens TGGCCATGTATCTGTTTTGG 
Antisens TGCAAGTGAAGAGAGCGATG 

Cpt1α 
Sens TGGTTAACAGCAACTACTACG 
Antisens GACGAATAGGTTTGAGTTCC 

Acadvl 
Sens CTCAGTGAAGAACAGGCACAA 
Antisens CTT GGC AGG GTC ATT CAC TT 

Acadl 
Sens ATC TTT TCC TCG GAG CAT GA 
Antisens TTT CTC TGC GAT GTT GAT GC 

Acadm 
Sens GCC CAG AGA GCT CTA GAC GA 
Antisens CCA GGC TGC TCT CTG GTA AC 

Aco 
Sens ACG TCT TGG ATG GTA GTC CG 
Antisens TAA CGC TGG CTT CGA GTG AG 

Cyp4a10 
Sens TGA GGG AGA GCT GGA AAA GA 
Antisens CTG TTG GTG ATC AGG GTG TG 

Cyp4a14 
Sens TTGCTCACGAGCACACAGAT 
Antisens TCCTCCATTCTGGCAAACAAGA 

Scd1 
Sens TTCCCTCCTGCAAGCTCTACACCTG 
Antisens AGCCGTGCCTTGTAAGTTCTGTGG 

Gène  Source  Référence 
Référence sondes TaqMan Gene Expression Assay (FAM) 

FAT10 humain  Fisher 
Scientific Hs00197374_m1 

Actine humaine  Fisher 
Scientific Human ACTB (20X) 4326315E 

Fat10 murin  Fisher 
Scientific Mm01972246_s1 

Actine murine Fisher 
Scientific Mouse ACTB (20X) 4352351E 

Tableau 7 : Séquences et références des amorces utilisées lors de la thèse. 

 

g. Extraction et quantification des protéines par western blot et co-

immunoprécipitation  

 

i. Western Blot  

 

Les protéines ont été extraites à partir des cellules et des tissus à l’aide d’un tampon de lyse RIPA 

composé de TRIS-HCl 50mM, pH=8, 150mM NaCl, 5g/L de sodium déoxycholate, 1% NP40, 2mM EDTA 

(Éthylène Diamine Tétraacétique) et 2,1 g/L NaF auquel sont ajouté extemporanément des inhibiteurs 

de protéase (PMSF (Fluorure de Phénylméthyl Sulfonyle) et un cocktail d’anti-protéases). Les lysats 
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cellulaires ont ensuite été homogénéisés à l’aide d’un bras de sonication pendant 1 minute puis stockés 

à -20°C.  

La concentration en protéine des échantillons a été mesurée à l’aide d’un kit de dosage 

colorimétrique BCA (Thermo Scientific).  

Les protéines, préalablement dosées, ont ensuite été diluées à la concentration de 40µg/mL dans 

un tampon de Laemmli 5X composé de 50% de glycérol, 4% de β-mercaptoéthanol, 115g/L de SDS 

(Sodium Dodécyl Sulfate), du bleu de Bromophénol, QSP d’eau distillée. La dénaturation des protéines 

a ensuite été effectuée par l’exposition des échantillons à une température de 95°C pendant 5 minutes 

puis les échantillons ont été déposés sur des gels à 12% d’acrylamide plongés dans un tampon de 

migration (Euromedex – TG-SDS 10X). Les protéines ont été soumises à un courant de 80 volts pendant 

30 minutes puis 120 volts pendant 1 heure pour qu’elles se séparent en fonction de leurs poids 

moléculaires le long du gel. Une fois la migration à travers le gel terminée, les protéines ont été 

transférées sur une membrane de nitrocellulose à l’aide d’un appareil de transfert imposant un 

courant de 150mA.  

Les membranes ont ensuite été plongées dans une solution de TBS contenant 0,1% de Tween 20 

et 5% (TBS-T) de lait écrémé en poudre pendant 1 heure puis incubées avec les différentes solutions 

d’anticorps (dilutions et références contenues dans le Tableau 8) pendant une nuit à 4°C sous agitation.  

Le lendemain, après 3 lavages de 5 minutes avec du TBS-T pendant 1 heure sous agitation à 

température ambiante les membranes ont été incubées avec les anticorps couplés avec une HRP 

secondaires dirigés contre les espèces correspondant aux anticorps primaires. Les membranes sont à 

nouveau lavées 3 fois 5 minutes avec le TBS-T puis incubées pendant 1 minute avec le kit Dura 

contenant un substrat chimiluminescent de l’HRP (Horseradish Peroxidase). La luminescence est enfin 

révélée et acquise par l’appareil iBright 1500 (Invitrogen). 

 

ii. Co-immunoprécipitation (Co-IP) 

 

Les protéines ont été extraites à partir des cellules à l’aide d’un tampon de lyse présent dans le kit 

Pierce Crosslink IP/Co-IP (Thermofischer Scientific) puis soniquées avec un bras de sonication pendant 

1 minute.  

La concentration en protéines des échantillons a ensuite été mesurée immédiatement à l’aide d’un 

kit de dosage BCA (Thermo Scientific).  

La Co-IP a ensuite été réalisée sur 1000 µg de protéines à l’aide de billes magnétiques sur lesquelles 

des anticorps spécifiques de FAT10 (voir Tableau 8) ont été fixés. Ces billes ont été préparées en 

suivant les instructions du fournisseur du kit Pierce Crosslink IP/Co-IP et ont été mises en présence des 

protéines sous agitation pendant une nuit à 4°C. 
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Le lendemain, les protéines immunoprécipitées ont été récupérées en suivant les instructions du 

fournisseur puis ont été immédiatement préparées pour une analyse par western blot comme détaillé 

précédemment.  

 

h. Immunomarquages  

 

i. Immunofluorescence (IF) 

 

Les cellules ont été ensemencées à une densité de 50 000 cellules sur des lamelles de verres 

préalablement recouvertes d’un couche de poly-L-lysine (Sigma-aldrich) dans des plaques 12 puits. Les 

traitements et transfections nécessaires à la modulation des expressions de FAT10 et de PPARα ont 

été réalisés comme décrit précédemment. Après 3 lavages de 5 minutes avec du PBS 1X, les cellules 

ont été fixées par une solution de PAF à 4%. La PAF a ensuite été éliminée par 3 lavages de 5 minutes 

avec du PBS 1X puis les cellules ont été perméabilisées et bloquées avec une solution de PBS 1X 

contenant 0,2% de triton X100 et 1% de BSA pendant 30 minutes à température ambiante sous 

agitation. Les lamelles ont ensuite été incubées avec une solution contenant les anticorps primaires 

(voir Tableau 8) pendant la nuit, à 4°C. Des lamelles sont incubées de la même façon sans anticorps 

primaires afin de contrôler la spécificité des anticorps secondaires (contrôles ig). Le lendemain, les 

lamelles ont été lavées 3 fois 5 minutes avec une solution de PBS 1X contenant 0,2% de triton X100 

(PBS-triton) sous agitation. Ensuite, elles ont été incubées avec une solution contenant du NucBlue et 

les anticorps secondaires, dont les dilutions sont récapitulées dans le Tableau 8, pendant 1 heure à 

température ambiante. Enfin, les lamelles ont été lavées 2 fois 10 minutes avec du PBS-triton puis 1 

fois 10 minutes avec de l’eau distillée avant d’être montées sur lames avec un milieu de montage 

hydrophile.  

Une fois les lames sèches, la fluorescence a été mesurée au microscope confocal Spinning Disk 

(Zeiss) ou LSM700 avec l’objectif 40X (milieu d’immersion : huile) et les fluorescences rouge, verte et 

du NucBlue ont été acquises à l’aide de laser à des longueurs d’ondes respectives 594nm, 488nm et 

dans l’UV. 

 

ii. Tyramide 

 

Les coupes de foies destinées aux marquages IF ont été déparaffinées à l’aide de l’automate 

de coloration. Pour cela, les lames ont été d’abord plongées dans deux bains successifs de Clearène 

pendant 5 minutes, puis dans un bain d’éthanol 100% pendant 2 minutes, dans un bain d’éthanol 96% 

pendant 2 minutes, et dans un bain d’éthanol 70% pendant 2 minutes. Ensuite, les coupes ont été 
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lavées dans un bain d’eau distillée pendant 2 minutes, puis un nouveau bain d’eau distillée pendant 

15 minutes.  Le démasquage des antigènes a ensuite été réalisé à l’aide d’une chambre de démasquage 

(decloaking chamber) dans laquelle les échantillons ont été chauffés à 95°C pendant 30 minutes dans 

un bain contenant une solution de démasquage (Diva Decloaker). Les coupes ont ensuite été 

délimitées avec un stylo hydrophobe et les peroxidases endogènes ont été neutralisées avec la solution 

prévue à cet effet dans le kit Tyramide pendant 1 heure à température ambiante. Le blocage des 

coupes a été réalisé à l’aide d’une solution de PBS-triton contenant 1% de BSA et 1% de sérum de 

chèvre pendant 1h à température ambiante. Par la suite, les coupes ont été incubées avec une solution 

de la même composition que la solution de blocage contenant les anticorps primaires (voir Tableau 8) 

pendant la nuit, à 4°C. Certaines coupes ont été incubées de la même façon sans anticorps primaires 

afin de contrôler la spécificité des anticorps secondaires (contrôles ig). Le lendemain, les coupes ont 

été lavées 3 fois 10 minutes avec une solution de PBS-triton. Puis le marquage avec la technologie 

Tyramide a été réalisé en suivant les instructions du fabricant et en incubant les coupes avec le mix 

d’amplification pendant 5 minutes. Les lamelles ont été lavées 3 fois 5 minutes avec du PBS-triton puis 

incubées avec une solution de PBS 1X contenant du NucBlue pendant 20 minutes à température 

ambiante. Enfin, les coupes ont été lavées 2 fois 5 minutes avec une solution de PBS 1X puis 1 fois 5 

minutes avec de l’eau distillée avant d’être montées sur lames avec un milieu de montage hydrophile. 

Une fois les lames sèches, la fluorescence a été acquise par un scanner de lame (Zeiss), la 

fluorescence rouge ou verte associée au signal PLA et du NucBlue ont été acquises à l’aide de lasers à 

longueurs d’ondes 594nm ou 488nm et dans l’UV.  

 

iii. Proximity Ligation Assay (PLA) 

 

Les cellules sur lamelles et les tissus sur lames ont été fixées, perméabilisées et bloquées de la 

même façon que pour les marquages immunofluorescents et Tyramide présentés précédemment. Les 

échantillons ont été incubés avec les anticorps primaires avec les dilutions détaillées dans le Tableau 

8 ci-dessous à 4°C pendant la nuit.  Le marquage des interactions par la technique de PLA a ensuite été 

réalisé comme indiqué par le fournisseur puis les lames ont été montées avec le milieu de montage 

hydrophile. 

Une fois les lames sèches, la fluorescence a été mesurée au microscope confocal Spinning Disk 

(Zeiss) avec l’objectif 40X (milieu d’immersion : huile) et la fluorescence rouge associée au signal PLA 

et du NucBlue ont été acquises à l’aide de laser à longueurs d’ondes 594nm et dans l’UV. Les images 

représentées sont la projection sur l’axe z d’un ensemble de photos prises sur l’épaisseur de 

l’échantillon (z-stack).  
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Le nombre d’interaction par cellule a pu être quantifié grâce à une macro réalisée en 

collaboration avec la plateforme d’imagerie cellulaire (Plateformes Lilloises en Biologie et Santé (PLBS) 

- UAR 2014 - US 41, Antonino Bongiovanni). La macro est codée en langage Javascript sur le logiciel Fiji. 

Pour chaque image analysée, la macro réalise la projection de la pile d’image sur l’axe z. Sur cette 

image, la macro détecte les noyaux des cellules puis découpe l’espace en polygones correspondant à 

la surface des cellules avec un diagramme de Voronoï. Ensuite, dans chaque polygone la macro détecte 

les spots de couleur rouge. Les résultats obtenus donnent le nombre de spot par cellules pour chaque 

image.  

 

Anticorps Source Référence Application Dilution Tampon 
Anticorps primaires  

β-actine Sigma-Aldrich 15441 WB 1/2000 TBS-T/ lait 5% 
HSP90 Santa Cruz Sc-8303 WB 1/1000 TBS-T/ lait 5% 

PPARα Santa Cruz Sc-398394 

WB 1/1000 TBS-T/ lait 5% 
IF 1/50 PBS/0,1% triton/ 1% BSA 

Tyramide 1/50 PBS/0,1% triton/ 1% BSA/ 
1% serum de chèvre 

PLA 1/50 Antibody diluent (kit PLA) 

FAT10 Millipore MABS351 
WB 1/1000 TBS-T/ lait 2,5%/ BSA 

2,5% 

Co-IP 1/10 IP lysis/wash buffer (kit 
Co-IP) 

FAT10 LS Bio LS-C166057 

IF 1/50 PBS/0,1% triton/ 1% BSA 

Tyramide 1/50 PBS/0,1% triton/ 1% BSA/ 
1% serum de chèvre 

PLA 1/50 Antibody diluent (kit PLA) 
DDK Origene TA50011 WB 1/1000 TBS-T/ lait 5% 

HDAC6 Cell signaling 76125 PLA 1/50 Antibody diluent (kit PLA) 
LC3 Cell signaling 27755 WB 1/1000 TBS-T/ BSA 5% 

Ubiquitine Cell signaling 39335 WB 1/1000 TBS-T/ BSA 5% 
p62 Proteintech 18420-1-AP WB 1/1000 TBS-T/ lait 5% 

Anticorps secondaires  
Anticorps Source Référence Application Dilution Tampon 
Alexa 488 rabbit Invitrogen A27034 IF 1/500 PBS/0,1% triton/ 1% BSA 
Alexa 594 mouse Invitrogen A11030 IF 1/500 PBS/0,1% triton/ 1% BSA 

HRP mouse Sigma-aldrich A4416 WB 1/5000 TBS-T/ lait 5% 
HRP rabbit Sigma-aldrich A0545 WB 1/5000 TBS-T/ lait 5% 

Tableau 8 : Références et dilutions des anticorps primaires et scondaires utilisés lors de la thèse. 
 

i. Analyses statistiques 
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Les résultats obtenus in vitro sont représentés sous la forme de moyenne ±SD (Standard 

Deviation) et les résultats in vivo sont représentés sous la forme moyenne ±SEM (Standard Error 

of Mean) sauf indication contraire dans les légendes des figures concernées. Les différences 

statistiques entre deux groupes ont été évaluées par un test de Student. Lorsque trois groupes ou 

plus sont concernés, les différences statistiques ont été évaluées par une One-Way ou Two-Way 

ANOVA avec une correction de Bonferroni. Les statistiques ont été réalisées avec le logiciel 

GraphPad Prism et les symboles indiquant les p-value sont indiqués dans les légendes des figures.  
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3) Résultats 

 

a. FAT10 est surexprimée dans le foie lors de la progression de la NASH et corrèle 

négativement avec PPARα 

 

i. L’expression de FAT10 est augmentée dans les foies des patients atteints 

de NASH 

 

Dans l’objectif d’identifier des gènes différentiellement exprimés au cours de la progression 

de la NASH, des données transcriptomiques issues de foies de patients obèses (IMC≥30 kg/m²) atteints 

ou non de NASH (NASH avec NAS>5 N=129 vs no NASH avec NAS<3 n=76) ont été étudiées. Comme 

attendu, parmi les 20 premiers gènes les plus fortement modulés dans un contexte de NASH, des gènes 

impliqués dans l’inflammation tels que CXCL10 ou CXCL9 ont été identifiés (Dali-Youcef N et al, Hepatol 

Comm, 2019 ; Vandel J et al, Hepatol, 2020) (Fig. 22 (A)). Il est intéressant d’observer que le gène FAT10 

fait partie de cette liste et que le Volcano Plot effectué à partir de ces données montre que FAT10 est 

surexprimé dans les foies des patients du groupe NASH (Fig. 22 (B)).  

Dans le but de mieux caractériser l’expression de FAT10, un marquage immunofluorescent de 

la protéine FAT10 a été réalisé sur des coupes de foies de patients sains (stéatose S < 33% ; 

inflammation I=0, ballonisation B=0 et fibrose F=0, N=5) et de patients atteints de NASH (S > 5%, I > 1, 

B=2 et F <3, N=5). Le marquage vert pour FAT10 apparaît plus intense dans les foies des patients 

atteints de NASH que dans ceux des patients sains. De plus, il est constaté que la protéine est exprimée 

de façon diffuse dans le cytoplasme et le noyau des hépatocytes des foies de patients atteints de NASH 

(Fig. 22 (C)). 

 

Ces observations montrent que l’expression génique et protéique de FAT10 est augmentée 

dans les foies de patients atteints de NASH.  
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Figure 22 : L’expression de FAT10 est augmentée dans les foies des patients atteints de NASH. 

 
 

ii. L’expression de FAT10 corrèle positivement avec la sévérité de la maladie 

et avec l’inflammation 

 

Afin de mieux comprendre l’évolution de l’expression de FAT10 lors du développement de la 

NASH, les patients ont été répartis en trois groupes selon la sévérité de leur grade de NAFLD : « no 

NASH » (NASH Activity Score, NAS=0) et « NASH » (NAS≥3 avec S>1, B> 1 et I>1) puis l’expression de 

FAT10 a été mesurée pour chaque groupe et corrélée aux différents paramètres histologiques de la 

maladie : stéatose (S), ballonisation (B) et inflammation (I). L’expression de FAT10 est significativement 

augmentée dans les foies des patients atteints NASH (Fig. 23 (A)) et corrèle positivement avec le NAS 

(Fig. 23 (B)). En outre, l’expression de FAT10 augmente progressivement avec la sévérité de la maladie 

et avec les différents scores histologiques : stéatose, ballonisation et inflammation (Fig. 23 (C)). De 

plus, l’expression de FAT10 corrèle positivement à celle de gènes pro-inflammatoires connus pour être 

associés à la sévérité de la maladie (Fig. 23 (D) ; Dali-Youcef N et al, Hepatol Comm, 2019). Ainsi, la 

L’analyse transcriptomique des foies de 205 patients obèses répartis en deux groupes : NASH (N=129) vs no NASH (N=76) a 
permis l’obtention de (A) la liste des 20 premiers gènes différentiellement exprimés et (B) le Volcano Plot correspondant 
(p-val = p-value ; FDR = False Discovery Rate ; FC = fold change). (C) Images représentatives de l’immunomarquage FAT10 
sur des coupes de foie de patients « Healthy » (N=5 ; S<33% ; I, B et F=0) et de patients « NASH » (N=10 ; S>5% ; I>1 ; B=2 ; 
F<3). Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le marquage spécifique de FAT10 est obtenu par un kit d’amplification 
Tyramide vert (Alexa 488). Les veines centrales et les triades portales sont respectivement indiquées par « CV » et « PT » 
sur les images. La barre d’échelle représente 50µm.   
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surexpression de FAT10 semble être associée au développement de l’inflammation observée lors du 

développement de la NASH. 

 
Figure 23 : L’expression de FAT10 corrèle positivement avec la sévérité de la maladie et l’inflammation. 

 

Pour aller plus loin, l’expression de FAT10 a été mesurée dans les foies des patients atteints de 

NASH avant et après 1 an de perte de poids suite à une chirurgie bariatrique ou l’application de RHD. 

En effet, il a été démontré que la perte de poids favorise la régression de la NASH et restaure 

l’expression de PPARα (Francque et al., 2015; Lassailly et al., 2015). Or, l’expression de FAT10 est 

diminuée dans le foie des patients après 1 an de traitement (Fig. 24 (A)). De plus, la mesure de 

l’expression de FAT10 spécifiquement dans les foies des patients dont les paramètres histologiques 

(A) Mesure de l’expression de FAT10 dans les foies des patients NASH (N=129) et no NASH (N=76). Médiane ± 
écart interquartile, représentées sous forme de boîte à moustache de Tukey. T-test de Student, ** p<0,01. 
Corrélation entre l’expression de FAT10 et (B) le NAS, (C) les scores histologiques et (D) les expressions d’IL32, 
CXCL10 et CXCL9 dans les foies des 205 patients obèses. Les corrélations sont des régressions linéaires dont les 
droites sont représentées avec un intervalle de confiance à 95% (lignes pointillées). Le coefficient de corrélation, 
r, et la p-value, p sont indiqués.  
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ont progressé (∆S, ∆B ou ∆I > 1), se sont stabilisés (∆S, ∆B ou ∆I = 0) ou ont régressé (∆S, ∆B ou ∆I < -1) 

révèle que l’expression de FAT10 diminue de manière significative uniquement chez les patients pour 

lesquels les paramètres de stéatose et d’inflammation ont régressé (Fig. 24 (B)). Ces résultats 

suggèrent que l’augmentation de l’expression de FAT10, observée lors du développement de la NASH, 

est potentiellement réversible lors d’une perte de poids induisant une résolution de la maladie. 

 

De tels constats montrent donc que la surexpression hépatique de FAT10 est positivement 

corrélée à la sévérité de la maladie et en particulier à l’inflammation. Ces résultats amènent aussi à 

comprendre que cette surexpression est réversible lorsque l’histologie du patient atteint de NASH 

s’améliore suite à une perte de poids. 

 

 
Figure 24 : L’expression de FAT10 diminue lors de la résolution de la NASH suite à une perte de poids.  

 

iii. L’expression de FAT10 corrèle négativement avec l’expression de PPARα et 

celle de ses gènes cibles 

 

Dans le but de voir si l’augmentation de l’expression de FAT10, observée précédemment, est 

associée à la modulation de l’expression de PPARα, l’expression de FAT10 a été corrélée à celle de 

PPARα dans les foies des patients étudiés. Ainsi, l’expression de FAT10 est négativement corrélée à 

(A) Mesure de l’expression de FAT10 dans les foies des patients avant (M0) et 1 an après chirurgie bariatrique (M12 
; N=28). T-test de Student, ** p<0,01. (B) Mesure de l’expression de FAT10 dans les foies des patients avant (M0) et 
1 an après l’application d’un traitement pour perdre du poids (M12 ; chirurgie bariatrique N=28 et RHD N=32) pour 
des patients pour lesquels une régression (∆<-1), une stabilisation (∆=0) ou une progression (∆>+1) des paramètres 
histologiques est observée. T-test de Student, ** p<0,01. 
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celle de PPARα. De même, l’expression de FAT10 corrèle négativement à l’expression de gènes cibles 

de PPARα, comme HMGCS2, impliqué dans la cétogenèse, ou ACAA1, impliqué dans la β-oxydation des 

acides gras (Fig. 25). 

 

Ces résultats mettent donc en évidence une corrélation négative entre l’expression de FAT10 

et celle de PPARα. De plus, la surexpression de FAT10 est associée à une inhibition de l’expression des 

gènes cibles de PPARα ce qui démontre une répression de l’activité transcriptionnelle de PPARα dans 

les foies humains lors de la progression de la NASH. 

 

 
Figure 25 : L’expression de FAT10 corrèle négativement avec l’expression de PPARα et de certains de ses gènes cibles. 

 
b. Fat10 est surexprimée dans les hépatocytes de souris développant une NASH et 

corrèle négativement avec l’expression de Pparα 

 

i. Établissement d’un modèle pré-clinique de NASH 

  

 Dans le but de mieux caractériser les expressions de FAT10 et de PPARα lors de la progression 

de la NASH, un modèle pré-clinique de NASH induite par un régime a été établi. Pour ce faire, des 

souris C57Bl6/ J mâles ont été nourries avec un régime déficient en choline, enrichi en graisse et en 

cholestérol, supplémenté en glucose et en fructose (CDAA) ou un régime contrôle (CSAA) pendant 2 

semaines. Du fait de sa composition, ce régime n’induit pas d’obésité mais provoque plutôt une perte 

de poids d’environ 10% du poids total qui se stabilise au bout d’une semaine (Fig. 26 (A)).  Malgré cette 

perte de poids, la masse des foies des souris tend à augmenter après 2 semaines d’exposition au CDAA 

(Fig. 25 (C)). Cette légère augmentation du poids du foie est associée à une augmentation des 

transaminases, ALAT et ASAT, dans le sang qui témoignent d’une cytolyse hépatique caractéristique 

de la souffrance hépatocellulaire observée en réponse au régime (Fig. 26 (B)). La caractérisation 

Corrélation entre l’expression de FAT10 et les expressions de PPARα, HMGCS2 et ACAA1 dans les foies des 205 
patients obèses. Les corrélations sont des régressions linéaires dont les droites sont représentées avec un intervalle 
de confiance à 95% (lignes pointillées). Le coefficient de corrélation, r, et la p-value, p sont indiqués. 
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histologique du foie de ces souris a ensuite été réalisée par des marquages H&E puis par le calcul des 

scores de stéatose, de ballonisation et d’inflammation (Fig. 26 (I)). Nourrir les souris avec le régime 

CDAA pendant 2 semaines suffit à induire une macrostéatose sur plus de 66% de la surface des foies 

des souris (score maximum de stéatose de 3, Fig. 26 (E)). En effet, la déficience en choline bloque la 

sécrétion des VLDL depuis le foie induisant l’accumulation des lipides sous forme de gouttelettes dans 

le tissu hépatique (Jha et al., 2014). De plus, le fructose et le glucose, ajoutés au régime, favorisent la 

lipogenèse de novo ce qui contribue à cette stéatose (Lim et al., 2010). L’accumulation de TG dans le 

foie des souris nourries avec le régime CDAA pendant 2 semaines a été confirmée par une mesure de 

la concentration hépatique en TG qui est augmentée significativement dès 2 semaines de régime (Fig. 

26 (D)). L’observation des coupes marquées à l’H&E a aussi permis d’établir les scores de ballonisation 

et d’inflammation. 2 semaines de régime CDAA induisent un accroissement du score d’inflammation 

ce qui traduit une formation de foyers inflammatoires dans les foies de souris à ce temps de régime 

(Fig. 26 (F)). Ce développement rapide de l’inflammation est attendu puisque le cholestérol, ajouté au 

régime, y contribue (Sumiyoshi M et al, Br J Nutr. 2010). En adéquation avec cette observation, 

l’expression de gènes pro-inflammatoires tels que Tnfα est augmentée par le régime CDAA à 2 

semaines de régime. Cependant, l’expression d’Il-6 n’est pas encore induite à ce temps de régime (Fig. 

26 (J)). Le score de ballonisation, quant à lui, n’est augmenté que d’un point pour 5 souris sur les 8 

nourries avec le régime CDAA pendant 2 semaines indiquant que les dommages hépatocellulaires 

induits par le régime sont modérés après 2 semaines d’exposition (Fig. 26 (G)). La somme des scores 

histologiques cités précédemment a permis de calculer le NAS qui atteint environ 6 pour les souris 

après deux semaines de régime ce qui permet de poser le diagnostic de NASH à ce temps de régime 

(Fig. 26 (H)). Enfin, dans le but de caractériser l’expression de Pparα dans ce modèle murin de NASH, 

une RT qPCR a été réalisée sur les foies des souris nourries avec le CDAA ou le CSAA pendant 2 

semaines. Ainsi, l’expression de Pparα n’est pas diminuée significativement par les 2 semaines 

d’exposition au régime (Fig. 26 (K)).  

Les mêmes mesures ont été reproduites sur les foies de souris nourries pendant 5 semaines 

avec le régime CDAA. De façon intéressante, après 5 semaines de régime, le poids du foie est 

significativement augmenté pour les souris CDAA par rapport aux souris CSAA (Fig. 26 (C)). Cette 

observation est due à une accumulation de TG dans les foies comme le traduit l’augmentation 

significative de la concentration en TG hépatique (Fig. 26 (D)). Le poids du foie des souris après 5 

semaines de régime est supérieur à celui des souris après 2 semaines de régime ce qui démontre une 

augmentation du contenu lipidique avec le temps d’exposition au régime CDAA. L’observation des 

coupes H&E des souris après 5 semaines de CDAA (Fig. 26 (I)) a également permis d’établir le score de 

stéatose qui, déjà maximum après 2 semaines de régime, est maintenu élevé après 5 semaines de 

régime (Fig. 26 (E)). Le score de ballonisation est supérieur à 1 pour la majorité des souris nourries 
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avec le CDAA pendant 5 semaines ce qui indique une sévérité plus importante des dommages 

hépatocellulaires à ce temps long de régime (Fig. 26 (G)). Le score d’inflammation, quant à lui, est 

comparable au score évalué pour les souris à 2 semaines de régime (Fig. 26 (F)) et l’expression de Tnfα, 

déjà augmentée après 2 semaines de CDAA, est maintenue élevée après 5 semaines de régime. 

Cependant, l’expression d’Il6 n’est augmentée qu’après 5 semaines de régime et semble donc être un 

marqueur plus tardif de l’inflammation (Fig. 26 (J)). Enfin, contrairement à ce qui est observé après 2 

semaines de régime, l’expression de Pparα diminue fortement dans le foie des souris nourries pendant 

5 semaines (Fig. 26 (K)). De ce fait, l’expression de Pparα n’est diminuée en réponse au CDAA qu’après 

un temps d’exposition prolongé de 5 semaines. Ainsi, la sévérité de la NASH induite par le CDAA est 

augmentée avec le temps d’exposition au régime. Par la suite, le temps de 2 semaines de régime CDAA 

sera choisi pour notre étude car nous souhaitons étudier les mécanismes précurseurs de la 

dérégulation de l’expression de Pparα. 
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Figure 26 : Le régime CDAA induite le développement de la NASH dès 2 semaines d’exposition.  

Des souris ont été nourries avec un régime CDAA ou CSAA pendant 2 (CDAA N=6 ; CSAA N=7) ou 5 
semaines (CDAA N=7 ; CSAA N=6). (A) Mesure du poids des souris pendant 5 semaines de régime. (B) 
Mesure des concentrations plasmatiques en ALAT et ASAT. (C) Mesure du poids des foies des souris. 
(D) Mesure de la concentration hépatique en TG normalisée par la concentration en protéine des 
échantillons. Quantification des scores hsitologiques de (E) stéatose, (F) inflammation, (G) 
ballonisation et détermination du (H) NAS. (I) Images représentatives du marquage H&E sur des coupes 
de foie de souris CSAA 2 semaines et 5 semaines. La barre d’échelle représente 200µm. Mesures des 
expressions de (J) Tnfα, Il6 et (K) Pparα dans les foies des souris nourries avec les CDAA ou le CSAA 
pendant 2 et 5 semaines. Les résultats sont exprimés par rapport à l’expression dans les foies des souris 
CSAA à laquelle a été attribuée la valeur 1. Moyennes ± SEM. Two-way ANOVA suivie d’un test de 
Bonferroni. CSAA vs CDAA : ns non-significatif ; * p<0,05 ; ** p<0,01 ; *** p<0,001 ; **** p<0,0001 et 
2 semaines vs 5 semaines : ns non-significatif ; $$$$ p<0,0001. 
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ii. Fat10 est surexprimée dans les hépatocytes au cours du développement de 

la NASH 

 
Dans l’objectif de caractériser l’expression hépatique de Fat10 lors de la progression de la 

NASH, sa mesure a été effectuée dans les foies des souries nourries avec le CDAA pendant 2 ou 5 

semaines par RT qPCR. De façon intéressante, l’expression de Fat10 est augmentée de 2 fois dès 2 

semaines de régime et d’environ 100 fois après 5 semaines de régime (Fig. 27 (A)). Ces résultats 

montrent que l’expression de Fat10 augmente progressivement avec la sévérité de la NASH induite en 

réponse au CDAA ce qui confirme les observations faites dans le foie humain.  

Comme expliqué précédemment, le régime CDAA induit les paramètres histologiques de NASH 

sans provoquer d’obésité ni d’insulino-résistance, deux des facteurs associés au développement de la 

maladie chez l’humain. Ainsi, pour confirmer nos observations précédentes, l’expression de Fat10 a 

été mesurée dans les foies de deux autres modèles murins de NASH présentant une obésité et une 

insulino-résistance. D’abord, l’expression de Fat10 a été mesurée dans le foie des souris nourries avec 

un régime riche en graisses, en cholestérol et en sucrose (HFHSHC). Ces souris développent rapidement 

une obésité, une insulino-résistance et présentent une NASH après 24 semaines d’exposition au régime 

(Haas et al., 2019). Une augmentation progressive de l’expression de Fat10 est observée avec la durée 

du régime et l’expression de Fat10 est augmentée de 40 fois après 24 semaines de régime HFHCHS 

(Fig. 27 (B)). En parallèle, des données transcriptomiques de souris db/db nourries avec un régime 

MCD enrichi en graisse pendant 8 semaines, développant également une obésité, une insulino-

résistance et une NASH, ont permis de confirmer la surexpression de Fat10 dans le foie de ces souris 

(Fig. 27 (C))(Kita et al., 2012). Ces résultats confirment donc la surexpression de Fat10 observée au 

cours du développement de la maladie dans des modèles murins de NASH présentant une obésité et 

une insulino-résistance (Fig. 27 (C)). 

Par la suite, afin de s’affranchir de l’expression constitutive de Fat10 dans les cellules immunes 

infiltrant le foie lors du développement de la NASH (Cai, Zhang and Li, 2019), et pour étudier 

l’expression de Fat10 spécifiquement dans les hépatocytes, les cellules du foie des souris nourries avec 

le CDAA pendant 2 semaines ont été isolées. Ensuite, deux fractions cellulaires ont été séparées : les 

hépatocytes et les cellules non-parenchymateuses (contenant les cellules immunes). A partir de ces 

deux fractions, l’ARN a été extrait afin de réaliser des analyses de RT qPCR et des puces 

transcriptomiques. L’analyse transcriptomique montre que Fat10 fait partie des gènes surexprimés 

dans les hépatocytes isolés des foies de souris nourries avec le CDAA par rapport aux hépatocytes de 

souris CSAA (Fig. 27 (D)). Ce résultat a également été observé par une analyse qPCR montrant que 

l’expression de Fat10 est 4 fois plus élevée dans les hépatocytes (HP) des souris CDAA par rapport aux 
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souris CSAA. De façon intéressante, l’expression de Fat10 dans la fraction non-parenchymateuse (NPC) 

n’est pas modulée par le régime CDAA (Fig. 27 (E)). Ces résultats montrent donc que l’augmentation 

de l’expression de Fat10, observée en réponse au régime CDAA, est spécifique des hépatocytes. 

Dans le but de caractériser l’expression protéique de Fat10 dans ce modèle, un 

immunomarquage a été réalisé sur des coupes histologiques de foies de souris nourries avec le CDAA 

ou le CSAA pendant 2 semaines. Comme observé chez l’humain, le marquage spécifique de Fat10 (en 

vert) est plus intense chez les souris atteintes de NASH. Effectivement, dans les foies des souris 

nourries avec le CDAA, le marquage est diffus, majoritairement cytoplasmique et semble se concentrer 

dans les hépatocytes que l’on peut identifier le long des sinusoïdes et organisées en travées (Fig. 27 

(F)).  

  

 
Figure 27 : Fat10 est surexprimée dans les hépatocytes des souris atteintes de NASH. 
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Afin de voir si, comme chez l’humain, la surexpression de Fat10 lors de la progression de la 

NASH est associée au développement de l’inflammation, l’expression de Fat10 a été corrélée à 

l’expression de gènes pro-inflammatoires dans les différents modèles murins présentés ci-dessus. 

Ainsi, l’expression de Fat10 corrèle positivement à l’expression de Tnfα dans le foie des souris nourries 

avec le régime HFHCHS pendant 4 et 8 semaines (Fig. 28 (A)). De surcroît, l’expression de Fat10 est 

positivement corrélée à celle de Tnfα dans le foie total des souris nourries avec le CDAA et le CSAA 

pendant 2 et 5 semaines (Fig. 28 (B)). Cependant, l’expression d’Il6, marqueur plus tardif 

d’inflammation, ne corrèle positivement avec l’expression de Fat10 dans le foie des souris qu’après 5 

semaines d’exposition au régime (Fig. 28 (C)). Ces observations se retrouvent dans les hépatocytes 

primaires isolés des foies des souris après 2 semaines de régime CSAA et CDAA (Fig. 28 (D)). Ces 

résultats démontrent donc que l’augmentation de l’expression de Fat10 dans le foie des souris est 

associée au développement de l’inflammation lors de la progression de la maladie et ils confirment les 

observations concernant les foies humains. 

 

Ces résultats démontrent donc que Fat10 est surexprimé, à l’échelle génique et protéique, 

dans les hépatocytes de souris atteintes de NASH ce qui suggère un rôle de Fat10 dans ces cellules lors 

du développement de la maladie. 

Mesure de l’expression de Fat10 dans (A) le foie total de souris nourries avec le CDAA et le CSAA pendant 2 et 5 
semaines, ou (B) le foie de souris nouris avec un régime HFHCHS ou Chow pendant 4, 8 et 24 semaines. Les résultats 
exprimés par rapport à l’expression dans les foies des souris contrôles à laquelle a été attribuée la valeur 1. 
Moyennes ± SEM. Two-way ANOVA suivie d’un test de Bonferroni. CSAA vs CDAA ou Chow vs HFHCHS : ns non-
significatif ; ** p<0,01 ; *** p<0,001 ; **** p<0,0001. Volcano plots issus des données transcriptomiques obtenues 
à partir (C) des foies de souris db/db nourries avec un régime MCD pendant 8 semaines (données publiées Kita Y et 
al, Plos One, 2012) ou à partir (D) d’hépatocytes primaires isolés des foies de souris nourries avec un CSAA (N=3) ou 
un CDAA (N=3) pendant 2 semaines (p-val = p-value ; FDR = False Discovery Rate ; FC = fold change). (E) Mesure de 
l’expression de Fat10 dans les hépatocytes primaires (HP) et dans les cellules non-parenchymateuses (NPC) isolées 
des foies des souris nourries avec le CDAA et le CSAA pendant 2 semaines. Les résultats exprimés par rapport à 
l’expression dans les HP des souris CSAA à laquelle a été attribuée la valeur 1. Moyennes ± SEM. T-test de Student, 
ns non-significatif ; *** p<0,001. (F) Images représentatives de l’immunomarquage Fat10 sur des coupes de foie de 
souris nourries pendant 2 semaines avec le CSAA (N=5) et le CDAA (N=5). Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) 
et le marquage spécifique de Fat10 est obtenu par un kit d’amplification Tyramide vert (Alexa 488). Les veines 
centrales et les triades portales sont respectivement indiquées par « CV » et « PT » sur les images. La barre d’échelle 
représente 50µm. 
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Figure 28 : L’expression de Fat10 corrèle positivement avec l’expression de gènes pro-inflammatoires dans les foies de 

souris atteintes de NASH. 

Corrélation entre l’expression de Fat10 et les expressions de Tnfα et/ ou Il6 dans (A) les foies des souris nourries avec 
un HFHCHS et un régime Chow pendant 4 et 8 semaines, les foies des souris nourries avec un CDAA et un CSAA 
pendant (B) 2 semaines et (C) 5 semaines déterminées par RT qPCR. Corrélation entre l’expression de Fat10 et les 
expressions de Tnfα et Il6 dans les hépatocytes primaires isolés des foies de souris nourries avec un régime CDAA et 
un régime CSAA pendant 2 semaines déterminées par analyse transcriptomique. Les corrélations sont des régressions 
linéaires dont les droites sont représentées avec un intervalle de confiance à 95% (lignes pointillées). Le coefficient 
de corrélation, r, et la p-value, p sont indiqués. 
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iii. L’expression de Fat10 corrèle négativement à celle de Pparα dans les 

hépatocytes murins lors du développement de la NASH  

 

Afin d’étudier l’impact de Fat10 sur l’expression et l’activité de Pparα, les expressions des deux 

gènes ont été corrélées à partir des données transcriptomiques obtenues sur les hépatocytes isolés 

des souris nourries au CDAA pendant 2 semaines. Ainsi, de façon similaire aux observations faites chez 

l’humain, l’expression de Fat10 corrèle négativement à l’expression de Pparα dans les hépatocytes 

murins (Fig. 29 (A)). De plus, une analyse des voies de signalisation associées aux gènes négativement 

corrélés à Fat10 a permis d’identifier les « Gene Ontology (GO) pathways » relatives au métabolisme 

des lipides et régulées par des gènes cibles de Pparα. En effet, la voie “Cholesterol metabolic process” 

qui inclut les gènes Acaa2 et Apoa1, la voie “Triglycerides catabolic process” qui inclut Fabp1 ou Lipc 

et la voie “Fatty acids β-oxidation” qui inclut notamment Abcd3 et Slc27a2 sont négativement 

corrélées à l’expression de Fat10 (Fig. 29 (B)). Par ailleurs, le gène cible de Pparα, Hmgcs2, corrèle 

négativement à l’expression de Fat10 dans les hépatocytes murins (Fig. 29 (C)). Ces résultats suggèrent 

une association entre l’inhibition de l’activité transcriptionnelle de Pparα et la surexpression de Fat10 

et ils valident la corrélation négative entre les expressions de FAT10 et PPARα observée dans les foies 

humains. 

Finalement, ces constats laissent à penser que Fat10 joue un rôle important dans la 

dysfonction métabolique des hépatocytes observée lors du développement de la maladie via la voie 

Pparα.  
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Figure 29 : L’expression de Fat10 corrèle négativement avec l’expression de Pparα et de certains de ses gènes cibles. 

 
c. FAT10 interagit avec PPARα dans les hépatocytes 

 

i. In vivo 

 

Par la suite, sachant que FAT10 interagit avec ses partenaires pour en moduler l’expression et 

l’activité (Aichem A et al, Nat Comm, 2018), l’étude d’une potentielle interaction entre FAT10 et PPARα 

a été réalisée in vivo. Pour cela, des marquages des interactions FAT10/PPARα par la technique de 

Proximity Ligation Assay (PLA) ont été réalisés sur des coupes de foies humains et murins atteints de 

NASH. Les foies des souris nourries avec le régime CDAA pendant 2 semaines ont donc été marqués 

par la technique de PLA en immunohistochimie. Ainsi, l’observation des coupes révèle l’apparition de 

nombreux spots de couleur bordeaux pour les souris nourries avec le CDAA pendant 2 semaines ce qui 

n’est pas le cas pour les souris nourries avec le CSAA (Fig 30 (A)). Cette observation est retrouvée sur 

les foies humains, marqués par la technique de PLA en immunofluorescence, puisqu’une accumulation 

de spots fluorescents rouges est observée uniquement sur les coupes de foies de patients atteints de 

Corrélation entre l’expression de Fat10 et les expressions de (A) Pparα et (B) Hmgcs2 dans les hépatocytes primaires 
isolés des foies de souris nourries avec un régime CDAA et un régime CSAA pendant 2 semaines déterminées par 
analyse transcriptomique. Les corrélations sont des régressions linéaires dont les droites sont représentées avec un 
intervalle de confiance à 95% (lignes pointillées). Le coefficient de corrélation, r, et la p-value, p sont indiqués. (C) 
GO-pathways obtenus à partir de la liste des gènes dont l’expression est négativement corrélée à l’expression de 
Fat10 dans les hépatocytes primaires isolés des foies de souris nourries avec un régime CDAA et un régime CSAA 
pendant 2 semaines. Cette liste de gènes a été obtenues à partir de données transcriptomiques. 
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NASH et non sur les coupes de foies des patients sains (Fig 30 (B)). De plus, pour les deux espèces, les 

interactions se localisent au niveau des noyaux des hépatocytes mais aussi dans le cytoplasme des 

cellules. 

Ces observations témoignent d’une interaction entre FAT10 et PPARα in vivo, dans les 

hépatocytes murins et humains en condition de NASH. 

 

 
Figure 30 : FAT10 interagit avec PPARα in vivo dans les foies humains et murins lors de la progression de la NASH. 

 
ii. In vitro 

 

Images représentatives de l’immunomarquage des interactions entre FAT10 et PPARα sur des coupes (A) de foie 
de souris nourries pendant 2 semaines avec le CSAA (N=5) et le CDAA (N=5) et (B) des coupes de foie de patients 
« Healthy » (N=5 ; S<33% ; I, B et F=0) et de patients « NASH » (N=10 ; S>5% ; I>1 ; B=2 ; F<3). Les noyaux sont 
marqués en bleu (hématoxiline ou DAPI) et le marquage pour les interactions FAT10/PPARα est obtenu par un kit 
de Proximity Ligation Assay (PLA) en rouge (lumière blanche ou Alexa 594). La barre d’échelle représente 20µm. 
En haut à gauche de chaque image, un zoom sur les cellules représentatives des cellules de la coupe est réalisé et 
la barre d’échelle représente 10µm. 
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Ayant établi l’interaction entre FAT10 et PPARα dans les foies humains et murins atteints de 

NASH in vivo, l’étude de cette interaction a été menée in vitro. Pour cela, un modèle de surexpression 

endogène de FAT10 a été mis au point sur une lignée d’hépatocytes cancéreux, les HepG2, et non-

cancéreux, les IHH, traitées avec un cocktail de cytokines TNFα/ IFNγ. Ainsi, le traitement avec les 

cytokines induit une augmentation de l’expression génique et protéique de FAT10 mesurées 

respectivement par RT qPCR et par western blot dans les HepG2 (Fig. 31 (A)), et dans les IHH (Fig. 31 

(B)). L’expression maximale de FAT10 est obtenue après 24 heures de traitement aux cytokines pour 

les deux lignées. De plus, l’activité de FATylation, connue comme le processus de fixation covalente de 

FAT10 sur ses partenaires, a été mesurée par western blot dans les HepG2. La figure 31 (C) montre que 

le nombre de protéines FATylées détectées par l’anticorps anti-FAT10 s’accumulent dans les HepG2 

après 24 heures de traitement aux cytokines traduisant une augmentation de la fixation de FAT10 à 

ses partenaires dans ces conditions (Fig. 31 (C)). L’immunomarquage de FAT10 et de PPARα dans ces 

mêmes conditions montre que les protéines FAT10 et PPARα colocalisent principalement dans le 

noyau mais aussi dans le cytoplasme des HepG2 traitées aux cytokines (Fig. 31 (D)). 

 

 
Figure 31 : FAT10 est surexprimé in vitro dans des lignées d’hépatocytes humains traités avec des cytokines pro-

inflammatoires. 
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Pour déterminer si la colocalisation de FAT10 et de PPARα observée est due à une interaction 

entre les deux protéines, une co-immunoprécipitation (Co-IP) a été réalisée dans les HepG2 et les IHH 

traitées aux cytokines. De façon intéressante, PPARα est détectée dans le lysat des protéines 

immunoprécipitées avec l’anticorps anti-FAT10 indiquant une interaction entre les deux protéines. 

Cette expérience étant menée en condition dénaturante, toute interaction non-covalente est rompue 

avant la détection par western blot. Or, la bande pour PPARα est ici détectée aux alentours de 70 kDa, 

le poids moléculaire de FAT10 étant de 18kDa et celui de PPARα de 55kDa, la bande peut être attribuée 

à un complexe covalent entre FAT10 et PPARα ayant pour poids moléculaire la somme des deux 

(proche de 70kDa) dans les HepG2 et les IHH traitées aux cytokines (Fig. 32 (A)). 

Afin de valider cette observation in situ, un marquage de l’interaction FAT10/PPARα a été 

effectué par la technique de PLA sur les HepG2 traitées ou non aux cytokines. Comme observé sur la 

figure 32 (B) et mesuré par la quantification des spots fluorescents, le signal PLA est présent à l’état 

basal dans les HepG2 (Fig 32 (B) et (C)). Or, étant des cellules issues d’un hépatocarcinome, les HepG2 

expriment FAT10 à l’état basal. Néanmoins, cette expression est faible car les cellules sont positives 

pour p53 qui est connue pour réprimer le promoteur de FAT10 (Zhang, Jeang and Lee, 2006). Même 

faiblement exprimée, la protéine FAT10 semble donc être capable de former des complexes avec 

PPARα qui sont détectés par la technique de PLA, plus sensible que la technique de Co-IP. De façon 

intéressante, les interactions FAT10/PPARα s’accumulent dans les conditions pro-inflammatoires 

induisant la surexpression de FAT10. Ces résultats valident donc l’interaction entre FAT10 et PPARα 

observée par Co-IP. De plus, le signal est localisé dans les noyaux mais aussi dans le cytoplasme des 

cellules ce qui suggère une prise en charge de PPARα par FAT10 dans ces deux compartiments 

cellulaires.  

 

Par conséquent, in vitro, l’établissement d’un modèle cellulaire de surexpression de FAT10 en 

réponse à un traitement pro-inflammatoire a permis de démontrer qu’il existe une interaction entre 

FAT10 et PPARα dans les hépatocytes et que ces interactions s’accumulent lors de la surexpression 

endogène de FAT10. De plus, cette interaction semble être covalente et se former dans le noyau et le 

cytoplasme des cellules.  

 

Expressions protéique et génique de FAT10 au cours d’un traitement avec un cocktail de TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 ng/mL) 
de cellules (A) HepG2 et (B) IHH pendant 0, 2, 4, 8, 24 et 48 heures. (C) Mesure de l’expression des protéines FATylées par 
western blot dans les cellules HepG2 traitées avec TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 ng/mL) pendant 24 heures. (D) Images 
représentatives de l’immunomarquage FAT10 et PPARα dans des cellules HepG2 traitées avec TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 
ng/mL) pendant 24 heures. Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI), le marquage spécifique de FAT10 est vert (Alexa 488) 
et le marquage spécifique de PPARα est rouge (Alexa 594). La barre d’échelle représente 10µm. 
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Figure 32 : FAT10 interagit avec PPARα in vitro dans les hépatocytes traités avec des cytokines pro-inflammatoires. 

 

iii. L’inhibition des voies de dégradation stabilise les complexes FAT10/ PPARα 

sans moduler l’expression protéique de PPARα  

 

Afin de mieux comprendre le mécanisme d’action de FAT10 sur PPARα, et sachant que FAT10 

interagit avec ses partenaires principalement pour les dégrader, l’impact des voies de dégradation sur 

le devenir des complexes FAT10/PPARα a été étudié. Pour cela, des HepG2 ont été traitées pendant 6 

heures avec un inhibiteur du 26S protéasome, le MG132, puis les interactions FAT10/PPARα ont été 

marquées par PLA et quantifiées par une technique de détection de spots. Dans les HepG2 à l’état 

basal, l’inhibition de la dégradation protéasomale induit une accumulation du nombre d’interaction 

FAT10/PPARα (Fig. 33 (A)). Ce résultat est attendu puisque le MG132 stabilise FAT10 dans les HepG2 

(A) Co-immunoprécipitation de FAT10 et PPARα à partir de lysat cellulaire de cellules HepG2 et IHH traitées ou non 
avec TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 ng/mL) pendant 24 heures. L’immunoprécipitation a été faite avec un anticorps anti-
FAT10 (IP : FAT10) et le western blot avec un anticorps anti-PPARα (IB : PPARα), et anti-FAT10 (IB : FAT10). Le bas 
du pannel « input », désigne les western blots réalisés sur la fraction protéique totale. (B) Images représentatives 
de l’immunomarquage des interactions entre FAT10 et PPARα sur des cellules HepG2 traitées ou non avec 
TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 ng/mL) pendant 24 heures. Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le marquage 
spécifique des interactions FAT10/PPARα est obtenu par un kit de PLA en rouge (Alexa 594). La barre d’échelle 
représente 20µm. En haut à gauche de chaque image, un zoom sur les cellules représentatives des cellules de la 
coupe est réalisé et la barre d’échelle représente 10µm. (C) Quantification des spots de PLA dans les cellules HepG2 
traitées ou non avec TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 ng/mL) pendant 24 heures. Médiane ± écart interquartile. T-test de 
Student, * p<0,05. 
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(Kalveram, Schmidtke and Groettrup, 2008) en inhibant sa dégradation par le protéasome. FAT10 est 

donc plus disponible pour interagir avec ses partenaires, dont PPARα. L’expression protéique de PPARα 

est également stabilisée par un traitement au MG132 ce qui favorise d’autant plus les interactions 

FAT10/PPARα (Blanquart et al., 2002). Cette observation est reproduite dans les conditions 

inflammatoires de surexpression endogène de FAT10. En effet, les cellules traitées au TNFα/IFNγ 

pendant 24 heures puis traitées au MG132 présentent une accumulation des interactions 

FAT10/PPARα (Fig. 33 (B)). Ces résultats démontrent donc que l’inhibition du protéasome stabilise les 

complexes FAT10/PPARα en condition basale et lors de la surexpression de FAT10, suggérant une 

implication de cette voie de dégradation dans le mécanisme d’action de FAT10 sur PPARα.  

 

 
Figure 33 : L’inhibition du protéasome induit l’accumulation des interactions FAT10/PPARα dans les hépatocytes. 

 

Cependant, FAT10 est aussi capable de rediriger ses substrats vers la voie de dégradation 

lysosomale via son interaction avec la chaperonne HDAC6 lorsque la voie de dégradation protéasomale 

est inhibée (Kalveram, Schmidtke and Groettrup, 2008). Ainsi, dans l’objectif de voir si cette 

compensation intervient dans notre modèle, l’interaction FAT10/HDAC6 a été marquée par PLA dans 

Images représentatives de l’immunomarquage des interactions entre FAT10 et PPARα sur des cellules HepG2 (A) 
traitées (B) ou non avec TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 ng/mL) pendant 18 heures puis 6 heures avec un inhibiteur du 
protéasome (MG132, 10µM). Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le marquage spécifique des interactions 
FAT10/PPARα est obtenu par un kit de PLA en rouge (Alexa 594). La barre d’échelle représente 20µm. Les 
quantifications des spots de PLA ont été réalisées. Médiane ± écart interquartile. T-test de Student, **** p<0,0001. 
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les HepG2 traitées avec le MG132 puis les interactions ont été quantifiées comme précédemment. 

L’inhibition du protéasome par le MG132 induit une augmentation du nombre de spots de PLA 

indiquant qu’une interaction entre FAT10 et HDAC6 se produit dans les HepG2 lorsque le protéasome 

est inhibé. Ces résultats montrent donc que FAT10 et les protéines FATylées peuvent emprunter la 

voie de dégradation lysosomale en compensation lors d’une inhibition de la voie du protéasome (Fig. 

34). 

 

 
Figure 34 : L’inhibition du protéasome favorise l’interaction entre FAT10 et HDAC6 dans les hépatocytes. 

 

Ainsi, l’impact des deux voies de dégradation sur le devenir des complexes FAT10/PPARα a été 

étudié. Pour cela, les voies protéasomale et/ ou lysosomale ont été inhibées. Pour cela, des cellules 

HepG2 ont été traitées avec le MG132 pendant 6 heures et/ou la Bafylomycine A1 (BAF), pendant 8 

heures. Le modèle de surexpression de FAT10 présenté précédemment fait intervenir un traitement 

pro-inflammatoire connu pour perturber les voies de dégradation. Ainsi, afin de s’affranchir de l’impact 

des cytokines sur les voies de dégradation, un modèle de cellules HepG2 surexprimant stablement 

FAT10 suite à une infection par un lentivirus FAT10 (HepG2-FAT10, Fig. 35 (A)) et de cellules HepG2 

contrôles, infectées avec un lentivirus de surexpression de la GFP (HepG2-CTRL) a été mis au point. Le 

contrôle de l’inhibition du protéasome par le MG132 a été effectué par la mesure de l’accumulation 

des protéines ubiquitinylées par western blot. Ainsi, le traitement au MG132 pendant 6 heures, seul 

ou combiné à la BAF, induit bien une accumulation des protéines ubiquitinylées que ce soit dans les 

cellules HepG2-CTRL ou HepG2-FAT10 (Fig. 35 (B)). Il est à noter que l’accumulation d’ubiquitine 

semble moins importante dans les cellules HepG2-FAT10 lorsque le MG132 est combiné à la BAF ce 

Images représentatives de l’immunomarquage des interactions entre FAT10 et HDAC6 sur des cellules HepG2 
traitées ou non avec le MG132 (10µM) pendant 6 heures. Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le 
marquage spécifique des interactions FAT10/HDAC6 est obtenu par un kit de PLA en orange (Alexa 594). La barre 
d’échelle représente 20µm. Les quantifications des spots de PLA ont été réalisées. Médiane ± écart interquartile. 
T-test de Student, **** p<0,0001. 
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qui suggère une inhibition moins efficace de la dégradation protéasomale dans les cellules 

surexprimant FAT10 stablement traitées à la BAF. Ensuite, l’efficacité de l’inhibition de l’autophagie 

par la BAF a été contrôlée par la mesure de la conversion de LC3I en LC3II et par l’accumulation de p62 

par western blot. Ainsi, le traitement à la BAF, seul ou combiné au MG132, induit bien une 

accumulation de LC3 II par rapport à LC3 I dans les HepG2-CTRL et dans les HepG2-FAT10. La protéine 

p62 s’accumule lors de l’inhibition des voies de dégradation individuellement ou conjointement. Or, 

p62 est dégradée via l’autophagie mais aussi via la voie protéasomale. Par conséquent, son 

accumulation valide l’inhibition des voies lysosomale et/ ou protéasomale dans les HepG2-CTRL et 

HepG2-FAT10 (Fig. 35 (B)).  

Ensuite, les expressions de FAT10 et de PPARα ont été mesurées dans ces mêmes conditions 

par western blot. Comme attendu, l’expression de FAT10 est fortement augmentée dans les cellules 

HepG2-FAT10 et elle est stabilisée par les inhibiteurs du protéasome et de l’autophagie seuls ou 

combinés. Enfin, en condition basale, l’expression de PPARα est la même dans les cellules HepG2-CTRL 

et HepG2-FAT10. Cependant, la protéine semble être légèrement stabilisée lors de l’inhibition de 

l’autophagie uniquement dans les cellules surexprimant FAT10 (Fig. 35 (B)). Il semble donc que 

l’inhibition des voies de dégradation ait peu d’impact sur la dégradation protéique de PPARα dans ce 

modèle cellulaire. De plus, la surexpression stable de FAT10 ne semble pas non plus favoriser la 

dégradation de PPARα.  

 Afin d’observer l’impact des inhibiteurs des voies de dégradation sur les complexes 

FAT10/PPARα, les interactions ont été marquées par PLA puis quantifiées. De façon surprenante, un 

nombre élevé de signaux PLA est détecté dans les cellules HepG2-CTRL non-traitées (Fig. 35 (C) et (D)). 

En effet, environ 40 interactions par cellules sont détectées dans ces conditions alors que seulement 

une dizaine d’interactions sont détectées dans les HepG2 sauvages en condition basale. De façon plus 

surprenante, l’inhibition du protéasome ou du lysosome dans ces cellules fait diminuer le nombre 

d’interactions FAT10/PPARα et, lors de l’inhibition combinée des deux voies, le nombre de complexes 

FAT10/PPARα revient au niveau de la condition contrôle. Ce résultat est contradictoire avec ce qui est 

observé dans les HepG2 sauvages pour lesquelles l’inhibition de la voie protéasomale augmente le 

nombre d’interactions. D’autre part, à l’état basal, les HepG2-FAT10 présentent très peu de spots 

fluorescents spécifiques des complexes FAT10/PPARα. Lorsque les cellules HepG2-FAT10 sont traitées 

avec les inhibiteurs des voies de dégradation seuls les interactions FAT10/ PPARα s’accumulent. Cette 

augmentation du nombre d’interactions est plus importante lorsque l’autophagie est inhibée (Fig. 35 

(C) et (D)). Étonnamment, lorsque les deux inhibiteurs sont combinés, le nombre d’interactions 

accumulées n’est pas supérieur à celui obtenu lors de l’inhibition de l’autophagie seule. Cette 

observation est peut-être due à une inhibition incomplète du protéasome puisque l’accumulation de 

protéines ubiquitinylées observée par western blot lors de la combinaison des deux inhibiteurs dans 
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les HepG2-FAT10 est moins importante que pour les HepG2-CTRL. Ces résultats peuvent s’expliquer 

par le fait que la surexpression stable de FAT10 favorise fortement l’interaction de l’ubiquitin-like avec 

ses partenaires et donc sa dégradation. Ainsi, la vitesse de « turnover » de la protéine FAT10 ainsi que 

celle des complexes FAT10/PPARα est probablement augmentée ce qui rend les protéines plus fugaces 

et plus difficiles à marquer in situ. L’inhibition des voies de dégradation bloque ce « turnover » et 

stabilise FAT10 ainsi que les complexes FATylés ce qui est cohérent avec le fait que le traitement par 

les inhibiteurs des voies de dégradations induit une accumulation des complexes FAT10/PPARα. 
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Figure 35 : L’inhibition des voies de dégradation module le nombre d’interaction FAT10/PPARα dans les hépatocytes 

surexprimant stablement FAT10. 
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Finalement, ces résultats sont contradictoires avec ce qui est observé dans le modèle de 

surexpression endogène de FAT10. Cependant, une variation du nombre d’interactions est observée 

dans les deux modèles d’HepG2 en réponse à l’inhibition des voies de dégradation, que la 

surexpression de FAT10 soit endogène ou exogène. Ces données démontrent donc une implication des 

voies de dégradation dans le devenir des complexes FAT10/PPARα. L’étude du mécanisme d’action de 

FAT10 sur PPARα nécessite l’implémentation d’un nouveau modèle cellulaire de surexpression de 

FAT10 qui permette de s’affranchir de la condition pro-inflammatoire et de reproduire les résultats 

obtenus dans le modèle de surexpression endogène de FAT10 et les modèles de NASH in vivo. 

 

Ainsi, ces résultats identifient une nouvelle modification post-traductionnelle pour PPARα 

dans le contexte de la NASH, et suggèrent un rôle pour FAT10 dans la modulation de PPARα dans ce 

contexte.                                                                      

 

d. FAT10 régule négativement le métabolisme des lipides en inhibant l’activité 

transcriptionnelle de PPARα in vitro  

 

i. Diminuer l’expression de FAT10 favorise l’activité de PPARα et le 

métabolisme des lipides associé 

 

Pour mieux comprendre le rôle de FAT10 dans la modulation de l’activité et de l’expression de 

PPARα, l’expression de FAT10 a été diminuée in vitro dans une lignée d’hépatocytes. Pour cela, les 

HepG2 ont été transfectées avec un siARN ciblant FAT10 (siFAT10) puis traitées avec le cocktail 

TNFα/IFNγ pendant 24 heures. La mesure de l’expression de FAT10, de PPARα et de certains de ses 

gènes cibles par RT qPCR a permis d’observer que la diminution de l’expression de FAT10 par le siFAT10 

induit une légère augmentation de l’expression de PPARα (Fig. 36 (A)). De plus, la transfection avec le 

siFAT10 provoque une augmentation de l’expression de certains gènes cibles de PPARα comme 

HMGCS2, augmenté de 2 fois, et PDK4, augmenté de 4 fois (Fig. 36 (B)) suggérant une activité 

transcriptionnelle plus efficace pour PPARα quand FAT10 est inhibé. Cependant, ces gènes cibles 

(A) Mesure de l’expression en ARNm de FAT10 dans les cellules HepG2 surexprimant stablement FAT10 (HepG2-
FAT10) et les HepG2 contrôles (HepG2-CTRL). Les cellules HepG2-FAT10 et HepG2-CTRL ont été soit pré-traitées 
avec un inhibiteur de l’autophagie (la Bafylomycine, BAF, 100nM) pendant 2 heures puis avec la BAF combinée au 
MG132 (10µM) pendant 6 heures soit traitées avec la BAF (100nM, 8 heures) et le MG132 (10µM, 6 heures) seuls 
puis (B) les expressions protéiques de FAT10, PPARα, l’ubiquitine (Ub), p62 et LC3 ont été mesurées par western 
blot et (D) les images représentatives de l’immunomarquage des interactions entre FAT10 et PPARα sur ces ont été 
réalisées. Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le marquage spécifique des interactions FAT10/PPARα est 
obtenu par un kit de PLA en rouge (Alexa 594). La barre d’échelle représente 20µm. (C) Les quantifications des spots 
de PLA ont été réalisées. Médiane ± écart interquartile. T-test de Student, **** p<0,0001. 



161 
 

peuvent aussi être régulés indépendamment de PPARα, et afin de vérifier si les effets observés sont 

dépendants du récepteur nucléaire, le siFAT10 a été combiné à un siARN ciblant PPARα (siPPARα) puis 

les cellules HepG2 ont été traitées avec le TNFα et l’IFNγ pendant 24 heures. La mesure des expressions 

de FAT10, PPARα et de ses gènes cibles a été réalisée par RT qPCR. Ainsi, la transfection avec le siPPARα 

diminue bien l’expression de PPARα et n’a pas d’impact significatif sur l’expression de FAT10. De façon 

intéressante, l’augmentation de l’expression des gènes cibles de PPARα, observée avec le siFAT10 seul, 

n’est pas retrouvée lorsque les cellules sont transfectées avec le siFAT10 et le siPPARα simultanément 

(Fig. 36 (B)). Ces observations démontrent donc que la diminution de l’expression de FAT10 favorise la 

transcription des gènes cibles de PPARα de façon PPARα dépendante ce qui suggère que FAT10 régule 

négativement l’activité transcriptionnelle de PPARα.  

Par la suite, la même stratégie de transfection avec les siARN ciblant FAT10 et PPARα a été 

reproduite afin de mesurer l’impact de la diminution de l’expression de FAT10 sur le métabolisme des 

lipides dépendant de PPARα. Pour cela, des tests fonctionnels ont été effectués : la mesure du contenu 

lipidique des cellules a été réalisée par un marquage BODIPY et la capacité respiratoire mitochondriale 

des hépatocytes a été mesurée par la technique Seahorse. Ainsi, la diminution de l’expression de FAT10 

par le siFAT10 induit une diminution du nombre de gouttelettes lipidiques stockées dans les cellules 

HepG2 par rapport aux cellules contrôles (Fig. 36 (D) et (E)). Cependant, ce résultat n’est pas retrouvé 

lorsque les siARN ciblant FAT10 et PPARα sont transfectés simultanément. De même, la diminution de 

l’expression de FAT10 induit une augmentation de la respiration mitochondriale maximale des cellules 

(augmentation de la consommation d’oxygène (OCR : oxygen comsumption rate)), traduisant une β-

oxydation plus efficace des acides gras, qui n’est pas retrouvée lorsque les expressions de FAT10 et de 

PPARα sont diminuées simultanément (Fig. 36 (C)). Ces observations montrent donc que lorsque 

l’expression de FAT10 est diminuée, les hépatocytes ont un métabolisme des lipides dépendant de 

PPARα plus efficace. Cela suggère un impact fonctionnel de la régulation de l’activité de PPARα par 

FAT10.  

 

Les précédentes observations indiquent donc que l’inhibition de l’expression de FAT10 dans 

les hépatocytes promeut l’activité transcriptionnelle de PPARα ce qui a pour conséquence de favoriser 

le métabolisme des lipides dépendant de PPARα.  
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Figure 36 : La diminution de l’expression de FAT10 in vitro favorise l’activité transcriptionelle de PPARα dans les 

hépatocytes.  
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ii. Surexprimer FAT10 réprime l’activité de PPARα et le métabolisme des 

lipides associé 

 

Dans l’objectif de valider les résultats précédents, l’impact de la surexpression de FAT10 sur 

l’activité de PPARα a été étudié in vitro. Les résultats précédents ont été obtenus grâce à un modèle 

de surexpression endogène de FAT10 suite à un traitement pro-inflammatoire, or, l’inflammation peut 

induire de nombreuses voies interférant avec le métabolisme des hépatocytes (Daniel et al., 2021). 

Ainsi, pour s’affranchir de ce statut pro-inflammatoire, le modèle de surexpression exogène et stable 

de FAT10 (HepG2-FAT10) précédemment décrit a été utilisé.  

La mesure de l’expression de PPARα et de certains de ses gènes cibles a été réalisée par qPCR. 

Les cellules qui surexpriment stablement FAT10 présentent une diminution de l’expression de PPARα 

ainsi que de certains de ces gènes cibles impliqués dans l’oxydation des acides gras comme EHHADH 

ou dans la cétogenèse, comme HMGCS2 (Fig. 37 (A)). De plus, la mesure du nombre de gouttelettes 

lipidiques a été effectuée, par un marquage BODIPY et montre que, contrairement aux cellules 

transfectées avec le siFAT10, les cellules surexprimant stablement FAT10 accumulent plus de 

gouttelettes lipidiques que les cellules contrôles (Fig. 37 (B) et (C)). Enfin, les HepG2-FAT10 présentent 

une respiration basale et maximale diminuée par rapport aux cellules contrôles. De façon intéressante, 

cette observation est exacerbée lorsque les cellules sont déprivées en sérum et incubées avec 500µM 

d’acide palmitique (Fig. 37 (D)). Cette observation démontre que les mitochondries des HepG2-FAT10 

respirent moins efficacement lorsque la seule source d’énergie disponible est le palmitate et suggère 

donc un défaut d’utilisation des lipides par les cellules qui surexpriment FAT10. 

 

Ainsi, les observations précédentes démontrent que la surexpression de FAT10 inhibe l’activité 

transcriptionelle de PPARα ce qui se répercute sur le métabolisme des lipides associé. De plus, ces 

résultats valident les observations faites en condition d’inhibition de FAT10.  

Les cellules HepG2 ont été transfectées avec un siARN contrôle (siCTRL) ou un siARN ciblant FAT10 (siFAT10) seul 
ou combiné à un siARN ciblant PPARα (siPPARα) pendant 24 heures puis ces cellules sont traitées avec TNFα/IFNγ 
(50ng/mL / 10 ng/mL) pendant 24 heures. (A) Mesure des expressions ARNm de FAT10, PPARα et (B) HMGCS2 et 
PDK4, deux gènes cibles de PPARα. Moyenne ±SD. (C) Mesure de l’OCR (Oxygen Consumption Rate) dans les 
cellules HepG2 transfectées avec le siCTRL ou le siFAT10 combiné ou non au siPPARα pendant 48 heures et 
incubées pendant 1 heure dans le milieu Seahorse supplémenté avec du pyruvate (1mM), glutamine (200mM) et 
glucose (10mM). La mesure est faite au court du temps après un traitement avec l’oligomycine (2µM ; 16 minutes), 
puis le FCCP (1µM ; 40 minutes) et un mélange roténone/ antimycine A (Rot/AA ; 0,5M ; 64 minutes). Moyenne 
±SD. Le marquage des gouttelettes lipidiques par BODIPY a été réalisé. (D) Quantification du nombre de 
gouttelettes par cellule. Médiane ± écart interquartile, représentées sous forme de boîte à moustache de Tukey. 
(E) Images représentatives du marquage. Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le marquage spécifique des 
gouttelettes lipidiques en vert (BODIPY 493/503). La barre d’échelle représente 10µm. Two-way ANOVA suivie 
d’un test de Bonferroni siCTRL vs siARN ns non-significatif ; * p<0,05 ; ** p<0,01 ; *** p<0,001 ; **** p<0,0001. 
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Figure 37 : La surexpression de FAT10 in vitro réprime l’activité transcriptionelle de PPARα dans les hépatocytes.  

 
 

(A) Mesure des expressions ARNm de PPARα, HMGCS2 et EHHADH, deux gènes cibles de PPARα dans les cellules 
HepG2-FAT10 et HepG2-CTRL. Moyenne ±SD. Le marquage des gouttelettes lipidiques par BODIPY a été réalisé 
dans les cellules HepG2-FAT10 et HepG2-CTRL. (B) Quantification du nombre de gouttelettes par cellule. Médiane 
± écart interquartile, représentées sous forme de boîte à moustache de Tukey. (C) Images représentatives du 
marquage. Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le marquage spécifique des gouttelettes lipidiques en vert 
(BODIPY 493/503). La barre d’échelle représente 20µm. (D) Mesure de l’OCR (Oxygen Consumption Rate) dans 
les cellules HepG2-CTRL et HepG2-FAT10 cultivées dans leur milieu de culture complet (pannel de gauche) ou un 
milieu sans sérum (pannel de droite) incubées pendant 1 heure dans le milieu Seahorse supplémenté avec du 
pyruvate (1mM), glutamine (200mM) et glucose (10mM) avec ou sans acide palmitique (0,5mM dans une solution 
de BSA). La mesure est faite au court du temps après un traitement avec l’oligomycine (2µM ; 16 minutes), puis 
le FCCP (1µM ; 40 minutes) et un mélange roténone/ antimycine A (Rot/AA ; 0,5M ; 64 minutes). Moyenne ±SD. 
T-test de Student * p<0,05 ; ** p<0,01 ; **** p<0,0001. 
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e. La surexpression de Fat10 in vivo inhibe l’activité de Pparα en réponse au jeûne 

 

i. Etablissement d’un modèle in vivo de surexpression de Fat10 

 

Ayant observé un impact de l’expression de FAT10 sur l’activité de PPARα dans les hépatocytes 

in vitro, la question de l’impact de Fat10 sur l’activité de Pparα in vivo a été étudiée. Pour cela, des 

souris C57Bl6/ J mâles ont été infectées avec un adénovirus permettant la surexpression de Fat10 (Ad-

FAT10) ou avec un adénovirus contrôle (Ad-CTRL). Après 4 jours d’infection, les souris ont été soumises 

à une période de jeûne de 18 heures connue pour activer Pparα (Kersten et al., 1999), puis les animaux 

ont été mis à mort afin de prélever leur sang et leurs organes.  

L’expression protéique de Fat10 a d’abord été détectée par un immunomarquage fluorescent 

rouge sur des coupes de foies des souris infectées avec l’Ad-FAT10 ou l’Ad-CTRL. La figure 38 (A) 

montre que le marquage Fat10 est plus intense dans le foie des souris Ad-FAT10 indiquant une forte 

expression de la protéine Fat10 suite à l’infection. De plus, le marquage est diffus et semble se localiser 

en majorité dans le cytoplasme des hépatocytes (Fig. 38 (A)). Ensuite, la mesure de l’expression de 

Fat10 a été réalisée par RT qPCR dans le foie des souris infectées avec l’Ad-FAT10 et l’Ad-CTRL nourries 

ou mises à jeun. Les résultats montrent que l’expression de Fat10 est augmentée de 100 fois chez les 

souris nourries ad libitum et d’environ 200 fois chez les souris à jeun confirmant la forte surexpression 

de Fat10 dans le foie des souris infectées avec l’Ad-FAT10 à l’échelle génique (Fig. 38 (B)).  

 

 
Figure 38 : Fat10 est surexprimée dans les foies des souris infectées avec l’Ad-FAT10. 
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Afin de caractériser le phénotype de ces souris, la mesure de leur masse corporelle, de la masse 

de leur foie, le dosage des lipides hépatiques et plasmatiques ainsi que la mesure de leur glycémie, de 

la concentration en ASAT et ALAT ont été effectués. Tout d’abord, la surexpression de Fat10 n’a pas 

d’impact sur le poids des souris après l’injection ni sur la perte de poids induite par la période de jeûne 

de 18 heures (Fig. 39 (A)). Le poids du foie des souris est diminué par le jeûne, comme attendu, mais 

les souris infectées avec l’Ad-FAT10, qu’elles soient nourries ou à jeun, ont un foie plus lourd que les 

souris infectées avec l’Ad-CTRL (Fig. 39 (B)). Cette observation pourrait être due à une augmentation 

du contenu lipidique des foies des souris infectées avec l’Ad-FAT10. Or, aucune macrostéatose n’est 

observée sur les coupes de foie de ces souris marquée par H&E (Fig. 39 (D)) et le dosage des TG 

hépatiques ne montre pas de différence entre les souris Ad-CTRL et Ad-FAT10 (Fig. 39 (C)) indiquant 

qu’il n’y a pas d’accumulation de lipides chez les souris surexprimant Fat10. Ensuite, le dosage du 

glucose circulant montre une diminution de la glycémie en réponse au jeûne de 18 heures et aucune 

différence n’est observée entre les souris infectées avec l’Ad-CTRL ou l’Ad-FAT10 (Fig. 39 (E)). Les 

concentrations circulantes en FFA, quant à elles, sont augmentées en réponse au jeûne ce qui n’est 

pas surprenant puisque, dans ces conditions, la lipolyse du tissu adipeux est induite et favorise la 

sécrétion de lipides dans la circulation. Or, pour les souris injectées avec l’Ad-FAT10, les concentrations 

plasmatiques en FFA sont supérieures à celles des souris injectées avec l‘Ad-CTRL que les souris soient 

nourries ou à jeun. De plus, la concentration en TG circulants des souris Ad-FAT10 est également plus 

élevée que celle des souris Ad-CTRL mais uniquement en condition de jeûne (Fig. 39 (E)). Ces résultats 

pourraient s’expliquer par une activation plus importante de la lipolyse au niveau du tissu adipeux pour 

les souris surexprimant Fat10, ce qui se traduirait par une diminution plus importante du poids du tissu 

adipeux en réponse au jeûne pour ces souris. Or, le poids des tissus adipeux prélevés qui diminue en 

réponse au jeûne, n’est pas différent entre les souris Ad-FAT10 et Ad-CTRL ce qui invalide cette 

hypothèse (Fig. 39 (F)). Enfin, la mesure des enzymes hépatiques a également été réalisée sur le plasma 

de ces souris. Les concentrations en ASAT et ALAT, pour les souris infectées avec l’Ad-CTRL, sont 

respectivement d’environ 50 U/L et 30 U/L, qui sont des valeurs comparables à celles observées chez 

des souris contrôles. Par contre, les concentrations en ASAT et ALAT sont augmentées dans le plasma 

Des souris C57Bl6/J ont été infectées avec un adénovirus contrôle (Ad-CTRL) ou induisant la surexpression de Fat10 (Ad-
FAT10) pendant 4 jours. Puis ces souris ont été nourries ad-libitum (« Fed » Ad-CTRL N=10 ; Ad-FAT10 N=9) ou mises à jeun 
pendant 18h (« Fasted » Ad-CTRL N=10 ; Ad-FAT10 N=10). (A) Images représentatives de l’immunomarquage Fat10 sur des 
coupes de foie des souris Fasted Ad-CTRL (N=5) et Ad-FAT10 (N=5). Les noyaux sont marqués en bleu (DAPI) et le marquage 
spécifique de Fat10 est obtenu par un kit d’amplification Tyramide rouge (Alexa 594). Les veines centrales et les triades 
portales sont respectivement indiquées par « CV » et « PT » sur les images. La barre d’échelle représente 50µm. (B) Mesure 
de l’expression ARNm de Fat10 dans le foie total de souris Fed et Fasted infectées avec l’adénovirus contrôle et l’adénovirus 
Fat10. Les résultats exprimés par rapport à l’expression de Fat10 mesurée dans les foies des souris Ad-CTRL Fed à laquelle a 
été attribuée la valeur 1. Moyennes ± SEM. Two-way ANOVA suivie d’un test de Bonferroni. Ad-CTRL vs Ad-FAT10 $$$$ 
p<0,0001 ; Fed vs Fasted **** p<0,0001. 
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par l’infection avec l’Ad-FAT10, quelle que soit la condition nutritionnelle (Fig. 39 (G)). Ces résultats 

signifient que l’infection par l’adénovirus en elle-même n’induit pas de cytolyse accrue du foie des 

souris. Cependant, la surexpression de Fat10 due à l’infection par l’Ad-FAT10 semble induire les 

dommages hépatocellulaires à l’origine de cette hausse des transaminsases, ce qui pourrait expliquer 

l’augmentation des FFA circulants observée pour les souris Ad-FAT10 à jeun. 
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Figure 39 : La surexpression hépatique de Fat10 induit une modification du phénotype des souris. 

 

Afin de vérifier si la surexpression des Fat10 par l’infection avec l’Ad-FAT10 est restreinte au 

foie, l’expression de Fat10 a été mesurée dans d’autres tissus métaboliques et du système 

immunitaire. De façon surprenante, une légère surexpression de Fat10 est observée en réponse au 

jeûne dans les tissus adipeux épididymal et inguinal. Cet effet est potentialisé lors de l’infection par 

l’Ad-FAT10 (Fig. 40). Cependant, les niveaux d’expression de Fat10 observés pour ces tissus sont très 

inférieurs à ceux observés dans le foie. Dans la rate, où Fat10 est exprimée constitutivement à l’état 

Des souris C57Bl6/J ont été infectées avec un adénovirus contrôle (Ad-CTRL) ou induisant la surexpression 
de Fat10 (Ad-FAT10) pendant 4 jours. Puis ces souris ont été nourries ad-libitum (« Fed » Ad-CTRL N=10 ; Ad-
FAT10 N=9) ou mises à jeun pendant 18h (« Fasted » Ad-CTRL N=10 ; Ad-FAT10 N=10). (A) Mesure du poids 
des souris au moment du sacrifice. (B) Mesure du poids des foies normalisé par la masse corporelle de chaque 
souris. (C) Mesure de la concentration hépatique en TG normalisée par le poids des échantillons. (D) Images 
représentatives du marquage hématoxyline et éosine (H&E) sur des coupes de foie des souris Ad-CTRL et Ad-
FAT10 Fed et Fasted. La barre d’échelle représente 100µm. (E) Dosage des concentrations circulantes en 
glucose, acides gras libres (FFA) et triglycérides (TG). (F) Mesure du poids des tissus adipeux épidydimaux et 
inguinaux et du poids des rates normalisé par la masse corporelle de chaque souris. (G) Mesure des 
concontrations plasmatiques en ALAT et ASAT. Moyennes ± SEM. Two-way ANOVA suivie d’un test de 
Bonferroni. Ad-CTRL vs Ad-FAT10 $ p<0,05 ; $$ p<0,01 ; $$$ p<0,001 ; $$$$ p<0,0001 ; Fed vs Fasted * p<0,05 
; ** p<0,01 ; *** p<0,001 ; **** p<0,0001. 
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basal, l’expression de Fat10 est légèrement augmentée pour les souris Ad-FAT10. Cependant, 

l’induction de l’expression de Fat10 par l’adénovirus est très inférieure à ce qui est observé dans le 

foie. Ainsi, ces résultats permettent de justifier que les effets de l’Ad-FAT10 observés sont 

principalement hépatiques. 

 

Par conséquent, la caractérisation des souris infectées avec l’Ad-FAT10, mise à jeun ou non, a 

permis de valider la surexpression de Fat10 dans le foie de ces souris. De plus, elles présentent un foie 

plus gros ainsi que des concentrations en lipides circulants plus élevées que les souris contrôles ce qui 

n’est pas associé à une accumulation de lipides hépatiques ni à une lipolyse accrue. Ces résultats 

suggèrent tout de même que la surexpression de Fat10 induit une modification du métabolisme des 

lipides des souris.  

 

 
Figure 40 : Fat10 est faiblement exprimé dans les autres organes que le foie par l’infection avec l’Ad-FAT10. 

 

ii. La surexpression de Fat10 induit une interaction de Fat10 avec Pparα et 

inhibe l’activité de Pparα en réponse à un jeûne long 

 

Afin de caractériser l’expression et l’activité de Pparα in vivo lors de la surexpression de Fat10, 

les expressions de Pparα et de certains de ses gènes cibles ont été mesurées par RT qPCR dans les foies 

des souris infectées avec l’Ad-CTRL et l’Ad-FAT10 nourries ou mises à jeun. Comme attendu, la période 

de jeûne de 18 heures induit une augmentation de 2 fois l’expression de Pparα dans les foies des souris 

Ad-CTRL (Fig. 41 (A)). Cependant, cette augmentation est significativement moins élevée dans les foies 

de souris infectées avec l’Ad-FAT10 (seulement 1,5 fois) et une corrélation négative est observée entre 

l’expression de Fat10 et celle de Pparα dans les foies des souris soumises à un jeûne de 18 heures (Fig. 

Des souris C57Bl6/J ont été infectées avec un adénovirus contrôle (Ad-CTRL) ou induisant la surexpression de 
Fat10 (Ad-FAT10) pendant 4 jours. Puis ces souris ont été nourries ad-libitum (« Fed » Ad-CTRL N=10 ; Ad-FAT10 
N=9) ou mises à jeun pendant 18h (« Fasted » Ad-CTRL N=10 ; Ad-FAT10 N=10). Mesure de l’expression ARNm 
de Fat10 dans les tissus adipeux épidydimaux, inguinaux et la rate des souris Fed et Fasted infectées avec 
l’adénovirus contrôle et l’adénovirus Fat10. Les résultats exprimés par rapport à l’expression dans les foies des 
souris Ad-CTRL Fed à laquelle a été attribuée la valeur 1. Moyennes ± SEM. Two-way ANOVA suivie d’un test 
de Bonferroni. Ad-CTRL vs Ad-FAT10 $ p<0,05 ; $$$ p<0,001. Fed vs Fasted * p<0,05. 
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41 (B)). Il est intéressant de noter que l’expression de Pparα n’est pas impactée par l’infection à l’Ad-

FAT10 chez les souris nourries ad-libitum. 

De même, l’expression des gènes cibles de Pparα, tels que Hmgcs2, Cpt1α ou Aco, est 

augmentée respectivement de 4, 6 ou 2,5 fois par le jeûne dans les foies des souris contrôles. 

Cependant, cette augmentation est réprimée dans le foie des souris infectées avec l’Ad-FAT10 et 

l’augmentation de l’expression d’Hmgcs2 observée n’est plus que de 3 fois, de 4 fois pour Cpt1α et de 

1,5 fois pour Aco (Fig. 41 (C)). Comme constaté pour l’expression de Pparα, la modulation de 

l’expression de ses gènes cibles par l’infection avec l’Ad-FAT10 n’est observée qu’en réponse au jeûne. 

Ainsi, la corrélation entre l’expression de Fat10 et celle de certains gènes cibles de Pparα a été établie. 

La corrélation mise en évidence entre l’expression de Fat10 et de ces gènes, impliqués dans différentes 

voies du métabolisme des lipides, est négative (Fig. 41 (D)). Ces observations suggèrent alors que la 

surexpression de Fat10 dans les foies des souris altère l’activité transcriptionnelle de Pparα induite par 

le jeûne.  

Enfin, pour vérifier si les effets de la surexpression de Fat10 observés précédemment sur 

l’activité de Pparα sont associés à une interaction entre les deux protéines, un marquage PLA en 

immunohistochimie des interactions Fat10/Pparα a été effectué sur des coupes de foies des souris 

infectées avec l’Ad-FAT10 et l’Ad-CTRL mise à jeun pendant 18 heures. L’observation des coupes ainsi 

marquées a permis de détecter des interactions Fat10/ Pparα dans les foies des souris infectées avec 

l’Ad-FAT10 seulement (Fig. 41 (E)). De plus, les interactions semblent majoritairement localisées dans 

les noyaux des cellules ce qui indique que l’infection par l’Ad-FAT10 favorise l’interaction de Fat10 avec 

Pparα. 

  

Ainsi, l’ensemble de ces observations démontre que la surexpression de Fat10 induit une 

interaction de Fat10 avec Pparα qui est associée à une inhibition de l’activité transcriptionnelle de 

Pparα induite par le jeûne dans le foie in vivo. Ces résultats permettent donc de mieux comprendre le 

mécanisme d’action de Fat10 sur Pparα in vivo. Fat10 étant surexprimée dans les hépatocytes lors du 

développement de la NASH, et interagissant avec Pparα, ces résultats suggèrent qu’un mécanisme 

similaire à ce qui est mis en évidence dans les foies des souris Ad-FAT10 se produit lors de la 

progression de la maladie. 
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Figure 41 : La surexpression de FAT10 in vivo réprime l’activité transcriptionelle de Pparα en réponse au jeûne et conduit 
à une interaction entre Fat10 et Pparα. 

 

f. FAT10 altère la réponse de PPARα à l’agoniste 

 

i. La diminution de l’expression de FAT10 améliore la réponse de PPARα à 

son agoniste in vitro 

 

Dans les cellules HepG2 traitées avec des cytokines pro-inflammatoires, une augmentation de 

l’activité transcriptionnelle de PPARα a été observée précédemment lors de l’inhibition de l’expression 

de FAT10. Ainsi, la question de l’impact de l’ubiquitin-like sur la réponse de PPARα à son agoniste s’est 

posée. Pour y répondre, des cellules HepG2 préalablement transfectées avec le siFAT10 ont été 

traitées avec 1µM de pémafibrate, un agoniste sélectif de PPARα, puis l’expression de Fat10, PPARα 

et de ses gènes cibles a été mesurée. Tout d’abord, l’expression de Fat10 est bien diminuée par le 

siFAT10 et n’est pas modulée par le traitement au pémafibrate (Fig. 42 (A)). De plus, le traitement au 

pémafibrate n’a pas d’impact sur l’expression de PPARα. Par contre, il augmente d’environ 10 fois 

l’expression de certains de ses gènes cibles tels qu’HMGCS2 et PDK4 dans les HepG2 transfectées avec 

le siCTRL. De façon intéressante, cette induction en réponse à l’agoniste est plus élevée pour les HepG2 

transfectées avec le siFAT10 qu’avec le siCTRL. En effet, l’induction de l’expression des deux gènes 

cibles est près de 5 fois supérieure dans les cellules traitées au pémafibrate lors de la diminution de 

l’expression de FAT10 (Fig. 42 (B)). Ces résultats témoignent d’une meilleure activité transcriptionnelle 

de PPARα en réponse au pémafibrate lorsque l’expression de FAT10 est inhibée.   

Pour valider ces résultats, les cellules surexprimant stablement FAT10 ont été traitées avec 

100 nM de pémafibrate. Comme précédemment, dans les cellules HepG2-CTRL, le traitement au 

Des souris C57Bl6/J ont été infectées avec un adénovirus contrôle (Ad-CTRL) ou induisant la surexpression de Fat10 (Ad-
FAT10) pendant 4 jours. Puis ces souris ont été nourries ad-libitum (« Fed » Ad-CTRL N=10 ; Ad-FAT10 N=9) ou mises à 
jeun pendant 18h (« Fasted » Ad-CTRL N=10 ; Ad-FAT10 N=10). (A) Mesure de l’expression ARNm de Pparα dans le foie 
total des souris Fed et Fasted infectées avec l’adénovirus contrôle et l’adénovirus Fat10. Les résultats exprimés par 
rapport à l’expression dans les foies des souris Ad-CTRL Fed à laquelle a été attribuée la valeur 1. (B) Corrélation entre 
l’expression de Fat10 et celle de Pparα déterminées par RT qPCR dans le foie total des souris fasted Ad-CTRL et Ad-FAT10. 
La corrélation est une régression linéaire dont la droite est représentée avec un intervalle de confiance à 95% (lignes 
pointillées). Le coefficient de corrélation, r, et la p-value, p sont indiqués. (C) Mesure des expressions ARNm de certains 
gènes cibles de Pparα, Hmgcs2, Aco et Cpt1α dans le foie total des souris Fed et Fasted infectées avec l’adénovirus 
contrôle et l’adénovirus Fat10. Les résultats exprimés par rapport à l’expression dans les foies des souris Ad-CTRL Fed à 
laquelle a été attribuée la valeur 1. (D) Corrélation entre l’expression de Fat10 et celle de certains gènes cible de Pparα 
déterminées par RT qPCR dans le foie total des souris fasted Ad-CTRL et Ad-FAT10. Les corrélations sont des régressions 
linéaires. Le coefficient de corrélation, r, et la p-value, p sont indiqués. (E) Images représentatives de l’immunomarquage 
des interactions entre FAT10 et PPARα sur des coupes de foie de souris fasted Ad-CTRL (N=5) et Ad-FAT10 (N=5). Les 
noyaux sont marqués en bleu (hématoxiline) et le marquage pour les interactions FAT10/PPARα est obtenu par un kit de 
Proximity Ligation Assay (PLA) en rouge. La barre d’échelle représente 100µm. En haut à gauche de chaque image, un 
zoom sur les cellules représentatives des cellules de la coupe est réalisé et la barre d’échelle représente 10µm. Moyennes 
± SEM. Two-way ANOVA suivie d’un test de Bonferroni. Ad-CTRL vs Ad-FAT10 ns non-significatif ; $$$ p<0,001 ; $$$$ 
p<0,0001 ; Fed vs Fasted **** p<0,0001. 
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pémafibrate n’a pas d’impact sur l’expression de PPARα ni sur celle de FAT10, mais il induit l’expression 

de certains des gènes cibles de PPARα, comme HMGCS2 et PDK4, dont les expressions sont 

augmentées de 2,5 fois, et de 3,5 fois respectivement. Cependant, dans les cellules HepG2-FAT10 

l’induction de l’expression d’HMGCS2 est diminuée. L’expression de PDK4 n’est pas significativement 

réduite par la surexpression de FAT10 mais, son expression tend à être moins induite en réponse au 

pémafibrate (Fig. 42 (C)). Ainsi, la surexpression stable de FAT10 semble réprimer l’activité 

transcriptionnelle de PPARα en réponse au pémafibrate ce qui valide les résultats obtenus 

précédemment.  

 

L’ensemble de ces observations démontre donc que la modulation de l’expression de FAT10 in 

vitro régule l’activité transcriptionelle de PPARα en réponse à un agoniste synthétique. 

 

 
Figure 42 : La modulation de FAT10 in vitro régule l’activité transcriptionelle de Pparα en réponse au pémafibrate. 
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ii. La surexpression de Fat10 bloque la réponse de Pparα à son agoniste in 

vivo 

 

Afin d’évaluer l’impact de la surexpression de Fat10 sur la réponse de Pparα à son agoniste in 

vivo, les souris infectées avec l’Ad-FAT10 ou l’Ad-CTRL ont été traitées oralement avec 1 mg/kg de 

pémafibrate le soir du 4ème jour et le matin du 5ème jour après l’infection. Ces souris ont ensuite été 

mises à jeun pendant 5 heures puis mises à mort afin de récupérer leur foie. Les expressions de Fat10, 

de Pparα et de ses gènes cibles ont été mesurées par RT qPCR dans le foie de ces souris. Ainsi, 

l’expression de Fat10 est bien augmentée par l’infection avec l’Ad-FAT10 et n’est pas modulée par le 

traitement au pémafibrate (Fig. 43 (A)). De façon intéressante, l’expression de Pparα est diminuée 

dans les foies des souris infectées avec l’Ad-FAT10 à l’état basal après 5 heures de jeûne et le 

traitement au pémafibrate n’a pas d’effet sur l’expression de Pparα. Par contre, le traitement au 

pémafibrate induit fortement l’expression de certains gènes cibles de Pparα comme Aco ou Cyp4a14, 

dont les expressions augmentent respectivement de 100 et de 30 fois dans les foies de souris infectées 

avec l’Ad-CTRL. Dans les foies des souris surexprimant Fat10, l’expression des gènes cibles de Pparα 

est également augmentée en réponse à l’agoniste mais dans une moindre mesure par rapport aux 

souris infectées avec l’Ad-CTRL. Les expressions d’Aco ou de Cyp4a14 ne sont alors augmentées que 

de 50 et de 13 fois dans les foies de souris infectées avec l’Ad-FAT10. Ces observations démontrent 

que l’activité transcriptionnelle de Pparα en réponse à son agoniste est réduite dans les foies de souris 

surexprimant Fat10 (Fig. 43 (B)). 

 

(A) Les cellules HepG2 ont été transfectées avec un siARN contrôle (siCTRL) ou un siARN ciblant FAT10 (siFAT10) 
pendant 24 heures puis ces cellules sont traitées ou non avec avec TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 ng/mL) dans un 
milieu sans sérum pendant 24 heures puis traitées ou non (DMSO) avec du pémafibrate (Péma, 1µM) pendant 
18 heures. Mesure de l’expression ARNm de FAT10. Les résultats exprimés par rapport à l’expression dans les 
cellules HepG2 non-traitées et mise en présence de DMSO à laquelle a été attribuée la valeur 1. Moyenne ±SD. 
Two-way ANOVA suivie d’un test de Bonferroni siCTRL vs siFAT10 $$$ p<0,001. (B) Les cellules HepG2 
transfectées avec le siCTRL ou le siFAT10 pendant 24 heures ont été traitées avec TNFα/IFNγ (50ng/mL / 10 
ng/mL) dans un milieu sans sérum pendant 24 heures puis traitées ou non (DMSO) avec du pémafibrate (1µM) 
pendant 18 heures. Mesure des expressions de PPARα, HMGCS2 et PDK4, deux gènes cibles de PPARα. Les 
résultats sont exprimés par rapport à l’expression dans les cellules HepG2 non-traitées à laquelle a été attribuée 
la valeur 1. Les flèches rouges indiquent le facteur multiplicatif entre la condition siCTRL et siFAT10 pour les 
cellules traitées au pémafibrate. Moyenne ±SD. Two-way ANOVA suivie d’un test de Bonferroni siCTRL vs siFAT10 
* p<0,05 ; **** p<0,0001 ; DMSO vs Péma ns non-significatif ; $ p<0,05 ; $$$$ p<0,0001. (C) Mesure des 
expressions ARNm de FAT10, PPARα, HMGCS2 et PDK4, dans les cellules HepG2-FAT10 et HepG2-CTRL cultivées 
dans un milieu sans sérum pendant 24 heures puis traitées ou non (DMSO) avec du pémafibrate (Péma, 100nM) 
pendant 18 heures. Les résultats sont exprimés par rapport à l’expression dans les cellules HepG2-CTRL DMSO à 
laquelle a été attribuée la valeur 1. Moyenne ±SD. Two-way ANOVA suivie d’un test de Bonferroni HepG2-CTRL 
vs HepG2-FAT10 * p<0,05 ; ** p<0,01 ; DMSO vs Péma $$$ p<0,001 ; $$$$ p<0,0001. 
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L’ensemble de ces résultats montre que la surexpression de Fat10 dans le foie de souris 

réprime l’activité transcriptionelle de Pparα en réponse à son agoniste. Il est probable que ce 

mécanisme se produise lors du développement de la NASH où une surexpression de Fat10 est 

observée. Par conséquent, la surexpression de Fat10 est susceptible de diminuer l’efficacité des 

agonistes de Pparα dans un contexte de NASH.   

 

 

Figure 43 : La surexpression de FAT10 in vivo réprime l’activité transcriptionelle de Pparα en réponse au pémafibrate. 
 

 

  

  

Des souris C57Bl6/J ont été infectées avec un adénovirus contrôle (Ad-CTRL) ou induisant la surexpression de Fat10 
(Ad-FAT10) pendant 4 jours. Puis ces souris ont été traitées oralement avec le pémafibrate (1mpk, Ad-CTRL N=6 ; 
Ad-FAT10 N=5) ou non (Ad-CTRL N=5 ; Ad-FAT10 N=6). 18h après, le traitement a été répété. Mesure de l’expression 
ARNm de (A) Fat10, (B) de Pparα et de certains de ses gènes cibles, Hmgcs2, Aco, Cyp4a14 et Cyp4a10 dans le foie 
total des souris. Les résultats exprimés par rapport à l’expression dans les foies des souris Ad-CTRL non-traitées au 
pémafibrate à laquelle a été attribuée la valeur 1. Moyennes ± SEM. Two-way ANOVA suivie d’un test de Bonferroni. 
Ad-CTRL vs Ad-FAT10 $ p<0,05 ; $$$ p<0,001 ; $$$$ p<0,0001 ; Fed vs Fasted *** p<0,001 ; **** p<0,0001. 
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Partie 5 : Discussion 
 

1) L’expression de FAT10 est augmentée spécifiquement dans les hépatocytes lors du 

développement de la NASH 

 

L’étude menée lors de cette thèse avait pour objectif de mieux comprendre les mécanismes 

impliqués dans la régulation de PPARα lors de la progression de la NASH. Dans ce but, l’analyse de 

données transcriptomiques issues de foies de patients atteints de NASH a été menée et a permis 

d’identifier FAT10, un gène codant pour une protéine de la famille des ubiquitin-like (W. Fan et al., 

1996), comme étant surexprimée dans le foie des patients malades. Cette observation est en accord 

avec les données de la littérature démontrant une surexpression de FAT10 dans le foie de patients 

présentant un inflammation chronique du foie associée à la NASH (Jia et al., 2018; Dali-Youcef et al., 

2019; Vandel, Dubois-Chevalier, et al., 2020). L’expression de FAT10 est aussi démontrée comme 

élevée dans le foie de patients atteints de stéatohépatite alcoolique (ASH) (Jia et al., 2018) ou d’HCC 

(Zhang et al., 2021). Ces deux pathologies sont également associées à une inflammation hépatique ce 

qui suggère que la surexpression de FAT10 n’est pas spécifique de la NASH. De plus, l’analyse 

transcriptomique des foies humains nous a permis d’observer une corrélation positive entre 

l’expression de FAT10 et la sévérité de la maladie mais aussi l’expression de gènes pro-inflammatoires 

associés à la sévérité de la maladie comme cela a déjà pu être publié pour d’autres études de cohortes 

(Dali-Youcef et al., 2019). Ces observations sont cohérentes puisque l’expression de FAT10 est connue 

pour être induite dans plusieurs lignées cellulaires, dont des hépatocytes cancéreux, par des stimuli 

pro-inflammatoires (Choi, Kim and Yoo, 2014b; Schregle et al., 2018). Cependant, nous observons au 

sein de l’équipe que le traitement de la lignée HepG2 avec de l’acide palmitique (500 µM pendant 9, 

12 ou 24 heures) n’induit pas de surexpression de FAT10 (données non-montrées), contrairement aux 

cytokines pro-inflammatoires. Ces résultats suggèrent que l’exposition des hépatocytes à des acides 

gras saturés ne suffit pas à induire l’expression de FAT10 et que le stimulus pro-inflammatoire est 

nécessaire à la surexpression de l’ubiquitin-like. Ces résultats indiquent donc que la surexpression de 

FAT10 observée dans les foies humains lors du développement de la NASH est spécifique du contexte 

inflammatoire se mettant en place dans le parenchyme hépatique lors du développement de la 

maladie.  

 

Nous avons ensuite démontré que cette surexpression de Fat10 est aussi observée dans les foies 

de plusieurs modèles murins pré-cliniques de NASH induite par un régime. Ce résultat est novateur, 

puisqu’auparavant, la surexpression de Fat10 n’a été observée que dans le modèle de souris nourries 
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avec le DDC (Hui Liu et al., 2014). Or, comme mentionné dans l’introduction, FAT10 est 

constitutivement exprimé dans les cellules dendritiques ou les cellules NKT et son expression peut être 

induite par des stimuli pro-inflammatoires dans les lymphocytes B ou les monocytes (Schregle et al., 

2018). Ces cellules immunes infiltrent le foie lors du développement de la NASH, participent au 

développement de la maladie (Cai, Zhang and Li, 2019) et pourraient être responsables de 

l’augmentation de l’expression de FAT10 observée lors de la progression de la maladie chez l’humain 

et la souris. PPARα étant principalement exprimé dans les hépatocytes (Berthier et al., 2021), nous 

avons concentré notre étude sur ce type cellulaire et nous avons isolé les hépatocytes issus des foies 

de souris nourries avec le CDAA pendant 2 semaines afin d’y évaluer l’expression de Fat10. La 

surexpression de Fat10 spécifiquement dans les hépatocytes des souris atteintes de NASH suggère 

donc que FAT10 ne joue pas un rôle dans les cellules immunes lors de la progression de la NASH mais 

qu’il joue plutôt un rôle dans les hépatocytes. 

 

La surexpression de FAT10 a ensuite été validée à l’échelle protéique par des marquages 

immunofluorescents de la protéine. L’observation de ces marquages nous a permis de localiser FAT10 

avec un marquage diffus dans le cytoplasme et dans le noyau, où la protéine semble plus exprimée, au 

sein des hépatocytes sur les coupes de foies humains atteints de NASH. Cette observation est 

confirmée dans les HepG2 traitées aux cytokines ou surexprimant stablement FAT10 (HepG2-FAT10, 

données non montrées) pour lesquelles le marquage est aussi diffus et plus intense dans les noyaux. 

Le marquage de FAT10 sur des coupes de foie de patients atteints d’ASH et de NASH par Jia et al. révèle 

également une expression diffuse de FAT10 dans les hépatocytes mais aucune différence d’expression 

de FAT10 n’est observée entre les différents compartiments cellulaires (Jia et al., 2018). Cependant, la 

résolution des images présentées dans cet article est faible et les noyaux ne sont pas marqués 

spécifiquement ce qui ne facilite pas la distinction des compartiments cellulaires. 

Dans les foies des souris nourries avec un CDAA de 2 semaines et des souris infectées avec l’Ad-

FAT10, le marquage immunofluorescent spécifique de Fat10 est également diffus mais semble plus 

intense dans le cytoplasme que dans les noyaux des hépatocytes. Cette différence avec les coupes 

humaines est difficile à expliquer car les mécanismes de transport de FAT10 entre le cytoplasme et le 

noyau sont peu connus. De plus, les souris Ad-FAT10 présentent aussi un marquage intense au niveau 

de structures ressemblant à des agrégats protéiques dans les cellules. De façon intéressante, il a été 

démontré qu’un traitement au DDC pendant 10 semaines induit une relocalisation de Fat10 dans des 

structures d’agrégats protéiques (Oliva et al., 2010). Nous observons la formation d’agrégats similaires, 

marqués positivement pour FAT10 dans les cellules HepG2 traitées avec de l’acide palmitique (Cho et 

al., 2018).  
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Ces résultats suggèrent donc que l’expression hépatique de la protéine FAT10 est augmentée au 

cours de la progression de la NASH et semble être différemment localisée dans les hépatocytes 

humains et murins. De plus, un stress aigu, tel que l’infection par un adénovirus ou un traitement à 

l’acide palmitique, favorise la relocalisation de FAT10 dans des agrégats protéiques semblables à des 

MDB. Il serait intéressant de prolonger l’exposition des souris au régime CDAA jusqu’à l’apparition de 

MDB pour vérifier si ce stimulus, induisant une inflammation chronique lorsqu’il est prolongé, induit 

aussi la relocalisation de Fat10 dans les agrégats. 

 

2) Étude de la régulation de PPARα dans le contexte pathologique de la NASH 

 

L’étude des données transcriptomiques issues des foies des patients atteints de NASH a également 

permis de voir que l’expression de FAT10 est négativement corrélée à l’expression de PPARα et à celle 

de certains de ses gènes cibles. Ces corrélations ont aussi été observées dans les hépatocytes des souris 

nourries avec le CDAA pendant 2 semaines ce qui suggère une régulation de l’expression et de l’activité 

de PPARα par FAT10 lors de la progression de la NASH chez l’humain et chez la souris. Or, comme 

mentionné dans l’introduction de ce manuscrit, l’expression et l’activité de PPARα sont finement 

régulées par plusieurs stimuli comme le statut nutritionnel notamment (Berthier et al., 2021). Cette 

régulation peut se produire, à l’échelle moléculaire, par des modifications post-traductionnelles allant 

de la phosphorylation (Blanquart et al., 2004; Hinds et al., 2017; Brunmeir and Xu, 2018) à 

l’ubiquitnylation (Blanquart et al., 2002; Z. Zhao et al., 2018) en passant par la SUMOylation 

(Leuenberger, Pradervand and Wahli, 2009; Pourcet et al., 2010). Cependant, toutes ces voies de 

régulation ont été identifiées dans des conditions physiologiques. Lors de la progression de la NASH, 

la diminution de l’expression et de l’activité de PPARα a été observée (Francque et al., 2015) mais les 

mécanismes à l’origine de cette régulation sont peu connus. Une étude récente s’est placée dans des 

conditions de NASH ce qui a permis à Du M et al d’identifier la protéine NFATC4 comme un régulateur 

négatif de l’activité de PPARα. En effet, les auteurs démontrent que Nfatc4 devient active en 

transloquant dans le noyau des hépatocytes de souris spécifiquement lors du développement de la 

NASH pour interagir avec Pparα. L’interaction entre Pparα et Nfatc4 conduit à une inhibition de 

l’activité transcriptionelle de Pparα qui se traduit par une diminution de l’expression de ses gènes 

cibles et un développement plus sévère de la stéatose (Du et al., 2020). Cette étude démontre donc 

que l’activité de PPARα est régulée différemment en condition pathologique puisque c’est seulement 

dans ces circonstances que de nouveaux acteurs, tels que NFATc4 ou FAT10, deviennent fonctionnels 

dans les hépatocytes. Ainsi, la corrélation négative entre les expressions de FAT10 et de PPARα indique 

un rôle pour FAT10 dans la régulation de l’activité de PPARα au cours du développement de la NASH. 
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3) Mode d’action de FAT10 sur la régulation de l’activité de PPARα 

 

FAT10 interagit avec ses partenaires notamment pour induire la dégradation de ces derniers via la 

voie du protéasome comme démontré pour p62 (Aichem et al., 2012) ou PCNA (Chen, W. Zhang, et al., 

2018). Ainsi, l’étude de la relation entre FAT10 et PPARα nous a permis d’identifier une interaction 

covalente entre les deux protéines ce qui démontre une nouvelle modification post-traductionnelle de 

PPARα dans un contexte de NASH. D’après nos résultats de co-immunoprécipitation, réalisée en 

conditions dénaturantes, cette interaction est covalente ce qui suggère que la fixation de FAT10 sur 

PPARα fait intervenir les ligases impliquées dans la FATylation, UBA6 et USE1 (Aichem et al., 2010; 

Bialas, Groettrup and Aichem, 2015). De plus, cette interaction fait certainement intervenir le domaine 

di-glycine de FAT10 puisque l’ubiquitin-like interagit covalemment avec ses partenaires via ce domaine 

(Schmidtke, Aichem and Groettrup, 2014). Au niveau de PPARα, l’identification du site d’interaction 

avec FAT10 nécessite de nouvelles expériences. Cependant, les sites de fixation de SUMO, une autre 

protéine de la famille des ubiquitin-like, ont pu être mis en évidence sur les lysines 358, présentes sur 

domaine de liaison au ligand (LBD, domaine E), ou les lysines 185, présentes sur la région charnière 

(domaine D) de PPARα (Leuenberger, Pradervand and Wahli, 2009; Pourcet et al., 2010). De façon 

intéressante il est démontré que FAT10 entre en compétition avec SUMO notamment pour interagir 

avec JunB. En effet, Aichem et al démontrent que la SUMOylation de JunB est réduite lors de la 

surexpression de FAT10 (Aichem, Sailer, et al., 2019). On peut donc imaginer une fixation des deux 

ubiquitin-like sur les mêmes résidus et il serait intéressant de muter les lysines 185 et 358 sur PPARα 

afin de vérifier si l’interaction de ces mutants avec FAT10 se produit ou non. De plus, des expériences 

de spectrométries de masse son envisagées dans le but d’identifier d’éventuels cofacteurs participant 

à la dégradation des complexes FAT10/PPARα et/ ou à la régulation de l’activité de PPARα mais aussi 

pour identifier précisément les domaines d’interaction entre les deux protéines. Ces expériences 

permettront également de savoir si la fixation de FAT10 sur PPARα altère la capacité du récepteur 

nucléaire à se fixer sur ses éléments de réponse sur l’ADN de ses gèes cibles. En effet, si FAT10 se fixe 

au niveau du DBD ou à son voisinage, il est possible qu’il empêche la bonne fixation de PPARα sur les 

PPRE de ses gènes cibles. Un tel mécanisme expliquerait la diminution de l’activité transcriptionelle de 

PPARα lorsque FAT10 est surexprimée.  

De façon surprenante, nos résultats montrent que cette interaction n’est pas associée à une 

diminution de l’expression protéique de PPARα lors de la surexpression stable de FAT10 ce qui semble 

exclure l’hypothèse d’une dégradation accrue de PPARα dans ces conditions. Par contre, nous 

observons une accumulation des complexes FAT10/PPARα lors de l’inhibition des voies de dégradation 

protéasomale et lysosomale ce qui suggère une implication de la dégradation protéique dans le 

devenir des complexes FAT10/PPARα. Il est démontré que FAT10 est également capable d’interférer 
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avec la fixation des autres ubiquitin-like ou même la fixation de l’ubiquitine afin de stabiliser ses 

partenaires, tels que β-catenin (Yuan et al., 2014) ou eEF1A1 (Liu et al., 2016). Nos résultats montrent 

que l’expression protéique de PPARα n’est pas augmentée lors de la surexpression de FAT10, 

l’hypothèse d’une stabilisation de PPARα par FAT10 semble être aussi exclue. Il est aussi important de 

noter que la demi-vie de PPARα est très rapide, environ 1 heure en absence de ligand (Blanquart et al., 

2002), et celle de FAT10 dure environ 2 heures (Raasi, Schmidtke and Groettrup, 2001). Cette fugacité 

des deux protéines complique l’étude de la régulation de leurs expressions protéiques et des 

mécanismes impliqués dans leur dégradation. Des expériences en conditions d’inhibition de la 

synthèse protéique sont notamment à envisager pour aller plus loin dans la compréhension du 

mécanisme de régulation de PPARα par FAT10.   

 FAT10 est aussi capable de réprimer l’activité de ses partenaires sans moduler leur dégradation. 

L’interaction de FAT10 avec le facteur de transcription p53, par exemple, inhibe l’activité de p53 en 

modifiant sa conformation (Li et al., 2011). De plus, l’interaction de FAT10 avec RIG-I provoque son 

inhibition en séquestrant la protéine dans des agrégats protéiques (Nguyen et al., 2016). Ces 

mécanismes sont intéressants à prendre en compte dans le cadre de notre étude puisqu’il est connu 

que lors du développement de la NASH, des agrégats protéiques se forment dans les hépatocytes. Ces 

agrégats, les MDB, sont fortement associés à la sévérité de la maladie (Fukushima et al., 2018; Nikam 

et al., 2018) et se forment dans ce contexte à la suite de l’inhibition des voies de dégradation protéique 

(Cho et al., 2018). De plus, les souris déficientes pour Fat10 traitées avec du DDC ne sont pas capable 

de développer des MDB ce qui indique que l’ubiquitin-like est nécessaire au processus de formation 

de ces agrégats (French et al., 2012). Il est intéressant d’observer que les interactions FAT10/PPARα 

s’accumulent lors de l’inhibition des voies de dégradation protéique et ont tendance à s’agréger. Il 

serait donc intéressant de mieux caractériser la localisation des complexes FAT10/PPARα dans nos 

modèles de NASH in vivo, mais aussi dans un modèle de MDB in vitro. L’équipe est actuellement en 

train de développer un modèle d’hépatocytes traités au palmitate induisant la formation d’agrégats 

dans lesquels les interactions FAT10/PPARα vont être caractérisées.  

De façon intéressante, in vivo, les interactions FAT10/PPARα détectées dans les foies des souris 

infectées avec l’Ad-FAT10 sont visuellement moins nombreuses que dans les foies des souris nourries 

avec le régime CDAA. Ce phénomène est peut-être dû au fait que les voies de dégradation, 

responsables de la dégradation de Fat10 et des protéines FATylées, sont inhibées lors du 

développement de la NASH. En effet, les acides gras saturés inhibent la voie de l’autophagie en 

bloquant la fusion du lysosome avec l’autophagosome (Park et al., 2014). De plus, l’inflammation, 

observée dans le foie des souris atteintes de NASH, favorise la conversion du 26S protéasome en 20S 

protéasome (immunoprotéasome) qui présente une activité de dégradation inhibée (French et al., 

2011). Ici, les souris infectées avec les adénovirus ne sont pas soumises à de telles conditions 
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d’inhibition des voies de dégradation et, au contraire, le jeûne a pour effet d’induire l’autophagie 

(Chaudhary et al., 2022). Ainsi, les protéines FATylées, dont Pparα, sont susceptibles d’avoir un 

renouvellement plus rapide dans les foies de ces souris par rapport à des souris atteintes de NASH, les 

rendant plus difficile à détecter in situ. 

 Enfin, les travaux présentés précédemment montrent également que l’interaction identifiée 

entre FAT10 et PPARα est associée à une inhibition de l’activité de PPARα in vivo et in vitro. De plus, 

une diminution de l’expression génique de PPARα et de ses gènes cibles est observée dans les 

conditions où l’on observe cette interaction. Cependant, la diminution de l’expression protéique de 

PPARα n’est pas observée lorsque FAT10 est surexprimée. Au contraire, la diminution de l’expression 

de FAT10 in vitro favorise l’expression génique de PPARα alors que son expression protéique est 

inchangée. Ainsi, la modification post-traductionnelle de PPARα se répercute sur sa propre expression 

génique. Or, PPARα est son propre gène cible. En effet, sur le promoteur de PPARα se trouve un 

élément de réponse à HNF4 qui est un facteur de transcription clé dans la régulation du métabolisme 

des lipides dans les hépatocytes. Cet élément de réponse de HNF4 se comporte comme un élément de 

réponse de PPARα sur lequel se fixe les hétérodimères PPARα/RXR induisant ainsi la transcription de 

PPARα lui-même (Pineda-Torra et al., 2002). Un tel mécanisme explique donc comment une 

modification post-transcriptionnelle de PPARα par FAT10 peut se répercuter sur l’expression génique 

de PPARα.  Ainsi, dans un contexte de NASH, la surexpression de FAT10 favorise son interaction avec 

PPARα ce qui conduit à un blocage de son activité inhibant l’expression de ses gènes cibles, dont lui-

même. 

 

4) Impact de la régulation de l’activité de PPARα par FAT10 sur le métabolisme des lipides 

 

Nos résultats démontrent que la modulation de l’activité de PPARα par FAT10 impacte l’expression 

de certains de ses gènes cibles impliqués dans la régulation du métabolisme des lipides. On constate 

notamment une forte régulation du gène HMGCS2 par la modulation de FAT10 in vivo et in vitro. De 

façon intéressante, ce gène, codant pour l’enzyme limitante de la cétogenèse, a été identifié comme 

un gène clé dans la prévention de la stéatose. En effet, Asif et al, ont étudié des souris déficientes pour 

Hmgcs2 et ont démontré que ces souris développent une stéatose plus sévère que les souris sauvages 

en réponse à un régime riche en graisse administré pendant 32 semaines. Au contraire, les souris 

nourries avec le même régime pendant 32 semaines et ayant été infectées avec un adénovirus 

induisant la surexpression d’Hmgcs2 présentent une diminution significative de la stéatose (Asif et al., 

2022). In vitro, les travaux de Vilà-Braun et al, sont en accord avec ces données et démontrent que la 

transfection des HepG2 avec un shARN ciblant HMGCS2 inhibe l’oxydation des acides gras dépendante 

de PPARα. Ainsi, HMGCS2 est nécessaire à l’induction de l’oxydation des acides gras par PPARα dans 
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les HepG2 (Vilà-Brau et al., 2011). De plus, il a été démontré que l’augmentation de l’expression 

d’Hmgcs2, observée en réponse à un jeûne de 24 heures, est inhibée dans le foie des souris déficientes 

pour Pparα spécifiquement dans les hépatocytes (Pparαhep -/- )(Montagner et al., 2016). Ces données 

démontrent donc que la régulation de l’expression d’HMGCS2 par FAT10 dans nos différents modèles 

est dépendante de PPARα et impacte le métabolisme des lipides. Dans le cadre de notre étude, nous 

observons que l’augmentation de l’expression de gènes cibles de Pparα, tels qu’Acox1, Cyp4a14 ou 

Cyp4a10, en réponse à un jeûne de 18 heures ou à un traitement au pémafibrate est diminuée dans le 

foie des souris surexprimant Fat10. Or, Montagner et al, observent également que l’augmentation de 

l’expression de ces gènes en réponse à un jeûne de 24 heures dans le foie des souris contrôles n’est 

pas retrouvée dans le foie des souris Pparαhep -/-. Ce résultat montre donc que l’expression de ces gènes 

retranscrit fidèlement l’activité de Pparα dans les hépatocytes. Ainsi, par le biais de la mesure de 

l’expression de gènes cibles de Pparα, nous démontrons que l’activité du récepteur nucléaire est 

inhibée lors de la surexpression de Fat10. In vitro, nous mesurons aussi l’expression de PDK4 en tant 

que gène cible de PPARα. En effet, PDK4 est un gène codant pour la kinase qui phosphoryle la PDH 

(Pyruvate Déshydrogénase) inhibant ainsi la conversion du pyruvate issu de la glycolyse en acetyl-CoA. 

L’action de PDK4 favorise donc la transition énergétique entre utilisation du glucose et utilisation des 

lipides. De façon intéressante, la surexpression de PPARα dans les cellules MDA-MB-231 induit 

l’expression de PDK4 et est associée à une activation de la β-oxydation mitochondriale. De plus, les 

rats traités pendant 50 semaines avec l’acide tetradécylthioacétique, connu pour activer l’oxydation 

des acides gras, présentent une augmentation de l’expression de Pdk4. Ces résultats suggèrent que 

l’expression de Pdk4 est un marqueur de l’efficacité de l’oxydation des acides gras mitochondriale 

(Pettersen et al., 2019). De plus, l’expression de Pdk4 est fortement induite dans les foies murins et 

dans les hépatocytes primaires humains suite à un traitement au pémafibrate, un agoniste sélectif de 

PPARα, ce qui montre que l’expression de PDK4 dans le foie est majoritairement régulée par PPARα 

(Sasaki et al., 2019). Ainsi, la diminution de l’expression des gènes cibles que nous mesurons lors de la 

surexpression de FAT10 est le reflet de la diminution de l’activité de PPARα et des mécanismes 

d’oxydation des acides gras, particulièrement la β-oxydation mitochondriale.  

Ainsi, nous observons l’impact de la modulation de FAT10 directement sur la capacité des cellules 

à métaboliser les lipides notamment par la mesure de la respiration mitochondriale. Cependant, il est 

à noter que PPARα promeut aussi l’expression de gènes impliqués dans biogenèse des mitochondries 

ou des gènes de la chaîne respiratoire, tels que Tfam ou ND1. En effet, dans le foie des souris traitées 

au fénofibrate, les mitochondries ne sont pas plus nombreuses mais occupent une plus large surface 

et sont plus actives métaboliquement (Iershov et al., 2019). Il serait alors intéressant d’observer 

l’impact de la régulation de FAT10 sur la biogenèse mitochondriale dépendante de PPARα afin de 

confirmer que la régulation de la respiration mitochondriale par FAT10 que nous observons n’est due 
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qu’à la modulation des gènes de la β-oxydation ou si FAT10 a également un impact sur la biogenèse 

mitochondriale via PPARα.  

Nous nous sommes aussi posé la question de l’existence d’une boucle de régulation entre FAT10 

et PPARα. En effet, comme expliqué précédemment, l’expression de FAT10 est induite dans des 

conditions pro-inflammatoires mais PPARα exerce une fonction anti-inflammatoire via son mécanisme 

de transrépression (Pawlak et al., 2014). Cette répression s’applique notamment à la voie NF-κB 

puisqu’il a été montré que PPARα interagit avec c-Jun et p65 ce qui conduit à une inhibition de l’activité 

transcriptionnelle de NF-κB et, notamment, à une transcription réduite d’IL6 (Delerive et al., 1999). Or, 

la voie NF-κB, ainsi que les cytokines pro-inflammatoires tels que TNFα, IFNγ et IL6 induisent 

l’expression de FAT10 dans les hépatocytes (Choi, Kim and Yoo, 2014b; Luo et al., 2018). Nous avons 

donc envisagé que PPARα puisse à son tour réprimer l’inflammation et donc l’expression de FAT10 

dans nos modèles. Cependant, in vitro, la transfection des HepG2 avec le siPPARα ne semble pas 

favoriser l’expression de FAT10 (Fig. 37). De plus, in vivo, nous avons mesuré l’expression de Fat10 

dans les foies de souris d’abord traitées avec du LPS induisant une inflammation aiguë, puis traitées 

avec un agoniste de Pparα, le fénofibrate (données non-montrées). L’activation de Pparα par le 

fénofibrate n’a pas d’impact sur l’expression hépatique de Fat10 dans ces conditions et ces résultats 

suggèrent donc qu’il n’existe pas de régulation de FAT10 par PPARα et exclut l’existence d’une boucle 

de rétro-contrôle entre les deux protéines. 

 

5) Limitations du modèle CDAA dans l’étude de l’impact de FAT10 sur l’activité de PPARα 

 

Dans le cadre de ce projet de thèse, nous avons développé un modèle de NASH induite par le 

régime CDAA. Ce régime a pour avantage de favoriser un développement rapide des paramètres 

histologiques de la maladie et nous montrons que 2 semaines d’exposition à ce régime sont suffisantes 

pour induire l’expression de Fat10 dans les hépatocytes murins. Or, l’étude des souris déficientes pour 

Fat10 nourries avec un régime Chow démontre une réduction de l’adiposité, une meilleure sensibilité 

à l’insuline et une meilleure tolérance au glucose pour les souris déficientes pour Fat10 par rapport 

aux souris sauvages (Canaan et al., 2014). Cela suggère donc que FAT10 favorise le développement de 

l’IR et de l’obésité. Malheureusement, l’exposition au régime CDAA n’induit pas d’obésité ni d’insulino-

résistance et ne permet pas de décrire l’ensemble des paramètres caractéristiques du syndrome 

métabolique observés chez l’humain. Or, comme mentionné dans l’introduction de ce manuscrit, ces 

deux paramètres contribuent fortement au développement des NAFLD (Haas, Francque and Staels, 

2016) et le CDAA ne permet pas d’évaluer la contribution de ces paramètres dans l’étude de l’impact 

de FAT10 sur l’expression et l’activité de PPARα. Ainsi, dans le but de mieux caractériser la 

surexpression de Fat10 dans un contexte de NASH, nous avons démontré que Fat10 est surexprimé 



185 
 

dans le foie de souris développant une NASH en réponse à 24 semaines d’exposition à un régime riche 

en graisses et enrichit en cholestérol (HFHSHC) développé au sein du laboratoire (Haas et al., 2019). 

Ce résultat montre que la surexpression de FAT10 est aussi observée dans le foie d’individus 

développant une NASH associée à une obésité et à une IR. Ainsi, il serait intéressant d’étudier le 

développement de ces deux paramètres, en parallèle du développement de la NASH, dans un modèle 

de souris nourries avec un HFHSHC pour lesquelles l’expression de Fat10 est inhibée.  

Lors du travail de thèse présenté dans ce manuscrit, la modulation de Fat10 fait intervenir un 

adénovirus permettant la surexpression de Fat10. À l’avenir, nous souhaitons moduler l’expression de 

Fat10 spécifiquement dans les hépatocytes de souris dans le but de les nourrir avec un régime 

NASHogène (CDAA et/ ou HFHSHC). Pour cela, la mise en place d’une stratégie AAV (Adeno-Associated 

Virus) est envisagée au sein de l’équipe. En effet, l’utilisation d’un AAV permet l’intégration d’un 

transgène au génome des cellules. De plus, les AAV peuvent être utilisés comme vecteurs de plasmides 

induisant la surexpression du gène d’intérêt ou, au contraire, comme vecteurs d’un shARN diminuant 

l’expression de ce même gène. L’utilisation de tels AAV permettrait donc de moduler l’expression de 

Fat10 spécifiquement dans les hépatocytes murins en choisissant un sérotype spécifique à ce type 

cellulaire (Du et al., 2020) et en plaçant les gènes d’intérêt sous le contrôle d’un promoteur spécifique 

des hépatocytes (TBG ou CAG)(Yan, Yan and Ou, 2012). Le principal avantage de cette stratégie, plus 

pérenne dans le temps, est la possibilité d’y combiner l’utilisation d’un régime NASHogène sur 

plusieurs semaines. Malgré la rapidité avec laquelle un tel modèle peut être généré, la principale 

difficulté réside dans l’infection des souris qui se fait par injection en intraveineuse ce qui induit une 

toxicité et une inflammation pouvant être sources de variabilité. Pour remédier à ce problème, la mise 

en place d’une lignée stable de souris déficientes pour Fat10, spécifiquement dans les hépatocytes par 

recombinaison homologue est en cours de développement dans l’équipe. Cette stratégie, plus longue 

à mettre en œuvre, implique le croisement de souris floxées pour le gène Fat10 avec des souris 

exprimant le gène de la cre-recombinase sous contrôle du promoteur de l’albumine, gène exprimé 

uniquement dans les hépatocytes (Montagner et al., 2016). Une fois obtenues, ces souris pourront 

être soumises à un régime NASHogène sur plusieurs semaines afin de tester l’hypothèse de 

l’implication de Fat10 dans le développement de la NASH. 

 

6) Effets bénéfiques de l’inhibition de l’expression de FAT10 sur le métabolisme des lipides et 

la prévention de la NASH 

 

Dans le cadre de notre étude, nous démontrons que la surexpression de Fat10 dans le foie de 

souris altère l’activité de Pparα in vivo. De façon intéressante, les souris qui au contraire présentent 

une déficience pour Fat10 ont été étudiées par le passé. En effet, Canaan et al démontrent que la 



186 
 

déficience pour Fat10 est associée à une meilleure expression de gènes de la β-oxydation, dont Pparα, 

dans le muscle squelettique. De plus ces souris présentent une diminution de la masse grasse associée 

à une diminution de la taille des adipocytes (Canaan et al., 2014). Cette observation est en lien avec 

les résultats de Zaho et al, démontrant que la diminution de l’expression de Fat10 inhibe l’adipogenèse 

de pré-adipocytes intramusculaires et sous-cutanés porcins en diminuant notamment l’expression de 

Pparγ, Srebp-1c ou Atgl (Zhao et al., 2018). Ces résultats suggèrent un effet bénéfique de l’inhibition 

de l’expression de FAT10 sur le métabolisme des lipides dans le tissu adipeux et le muscle, et, par nos 

travaux, nous démontrons que c’est aussi le cas dans les hépatocytes. En effet, nos résultats 

démontrent que l’inhibition de FAT10 in vitro favorise l’activité de PPARα et apporte une meilleure 

compréhension des rôles métaboliques de FAT10.  

De plus, nos données montrent qu’une inhibition de l’expression de FAT10 favorise l’activité de 

PPARα en réponse à un traitement avec un agoniste spécifique, le pémafibrate, in vitro. Ces données 

confirment nos observations précédentes en montrant que FAT10 réprime l’activité de PPARα en 

réponse à un stimulus endogène, tel que le jeûne. De telles observations permettent de proposer une 

hypothèse expliquant les résultats décevants obtenus avec les agonistes de PPARα pour le traitement 

de la NASH lors d’essais cliniques. En effet, les essais cliniques pour l’utilisation du fénofibrate, un 

mono-agoniste PPARα ont été stoppés du fait de son inefficacité (Oscarsson et al., 2018). De plus, 

l’étude de phase 3 de l’élafibranor, dual-agoniste PPARα/δ, n’a pas permis de confirmer chez l’humain 

les résultats positifs obtenus sur des modèles pré-cliniques (Ratziu et al., 2016a). Ces agonistes ciblent 

préférentiellement le foie pour y activer PPARα et favoriser le métabolisme des lipides. Or, nous 

démontrons que, dans le foie des patients atteints de NASH, FAT10 est surexprimée et bloque l’activité 

du PPARα ce qui peut expliquer la difficulté d’activer le récepteur nucléaire et donc l’inefficacité des 

agonistes. Seul le pan-agoniste ciblant les 3 isotypes de PPAR, le lanifibranor, semble avoir plus de 

succès dans le traitement de la NASH (Francque et al., 2021). Les études récentes sur les modèles 

précliniques démontrent notamment une meilleure efficacité de ce composé que les mono-agonistes 

des PPAR administrés individuellement (Lefere et al., 2020). Ces données suggèrent que l’activation de 

PPARα seul chez les patients atteints de NASH ne suffit pas et que l’agonisme des autres isotypes de 

PPAR, ayant des rôles extra-hépatiques, participe également à la résolution de la maladie. Ainsi, il serait 

intéressant d’étudier l’impact de FAT10 sur les autres isotypes de PPAR dans le foie mais aussi dans les 

autres tissus métaboliques afin de déterminer si le rôle de FAT10 se restreint à PPARα et au foie. 

L’étude du tissu adipeux blanc semble particulièrement à propos puisque FAT10 régule négativement 

l’adipogenèse et l’expression de Pparγ dans les pré-adipocytes porcins (Zhao et al., 2018). L’étude du 

muscle squelettique est aussi envisageable puisque les souris déficientes pour Fat10 présentent une 

diminution de l’expression de Pparα dans le muscle. De façon intéressante, l’expression de Pparδ n’est, 

quant à elle, pas modulée par la déficience en Fat10 dans le muscle squelettique ce qui suggère que 
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Fat10 régule uniquement Pparα dans ce tissu (Canaan et al., 2014). L’étude de ces tissus est d’autant 

plus pertinente que lors du développement du syndrome métabolique, l’inflammation chronique 

n’atteint pas seulement le foie mais aussi les autres tissus métaboliques, comme par exemple le tissu 

adipeux (Schmidt et al., 2022). Ainsi, les stimuli pro-inflammatoires observés au sein de ces tissus 

pendant le développement de l’obésité et du syndrome métabolique sont susceptibles d’induire 

l’expression de FAT10 qui pourrait alors avoir un rôle métabolique également dans ces tissus. 

 

Ainsi, l’ensemble des résultats que nous avons obtenu et ceux issus de la littérature semblent 

indiquer que l’inhibition de FAT10 favorise le métabolisme des lipides, notamment en restaurant 

l’activité de PPARα. Bloquer l’activité de FAT10 dans un contexte de NASH serait donc une stratégie 

thérapeutique envisageable afin de favoriser l’activité hépatoprotectrice de PPARα. De façon 

intéressante, l’inhibition de FAT10 a déjà été étudiée in vitro, et les auteurs ont démontré qu’une 

molécule inhibitrice de JAK2 (AZ960) bloque l’expression de FAT10 dans la lignée cellulaire des 

HEK293T traitées avec un cocktail de TNFα/IFNγ, en inhibant indirectement les voies STAT1/3/5 (Reznik 

et al., 2019). Cependant, les auteurs n’étudient pas les effets fonctionnels de cette molécule et cibler 

indirectement FAT10 via la voie JAK2 est peu spécifique et risque d’influencer d’autres voies de 

signalisation en aval. Au-delà de l’expression de FAT10, l’inhibition du mécanisme de FATylation 

pourrait aussi être envisagée. De tels inhibiteurs ont déjà été développés pour d’autres ubiquitin-like, 

notamment NEDD8 avec le pevonedistat (MLN4924) qui bloque la NEDDylation. Cette inhibition se 

produit lors de fixation de l’enzyme E1 de NEDD8 : NAE (NEDD8-activating enzyme) conduisant à la 

formation d’un thioester liant NEDD8 et NAE. Le MLN4924 réagit alors avec ce thioester pour former 

un adduit qui ne peut plus être pris en charge par l’enzyme E2 de la NEDDylation : UBC12 (Ubiquitin-

Conjugating enzyme E2M)(Brownell et al., 2010). Le pevonedistat est actuellement utilisé pour traiter 

les syndromes myélodysplasiques à haut risque (Luo et al., 2012; Adès et al., 2022). Cette stratégie est 

risquée car les ligases participant à la FATylation ne sont pas spécifiques à FAT10 mais interviennent 

aussi dans l’ubiquitinylation. Ainsi, développer une molécule permettant de bloquer ou de déstabiliser 

spécifiquement l’interaction FAT10/PPARα serait un moyen de gagner en spécificité. Les données 

présentées lors de cette thèse ont notamment donné lieu à un projet, financé par l’Institut Pasteur de 

Lille, visant à mettre en place un test cellulaire permettant de cribler une bibliothèque de molécules 

dans le but de trouver un candidat susceptible de prévenir l’interaction entre FAT10 et PPARα. 
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Conclusion générale de la thèse 
 

 Ce projet de thèse a pour objectif d’étudier la régulation de l’expression et de l’activité de 

PPARα dans un contexte de NASH. Une première étude de données transcriptomiques issues de foies 

humains de patients atteints de NAFLD a permis d’identifier un gène surexprimé lors du 

développement de la NASH : FAT10. La surexpression de FAT10, validée à l’échelle protéique par 

immunofluorescence sur des coupes des foies de patients, est positivement corrélée à la sévérité de 

la maladie ainsi qu’à certains gènes de l’inflammation. De plus, l’expression de FAT10 corrèle 

négativement avec l’expression de PPARα et certains de ses gènes cibles impliqués dans les voies du 

métabolisme des lipides. Les données transcriptomiques analysées ont pu être complétées par les 

données issues des foies de patients atteints de NASH après 1 an de perte de poids suite à une chirurgie 

bariatrique ou à l’application de RHD. Ces données démontrent que l’expression de FAT10 diminue 

chez les patients régressant leurs paramètres de NASH et pour lesquels une restauration de 

l’expression et de l’activité de PPARα a été mise en évidence.  

 

 Ces différents résultats ont été reproduits dans un modèle murin de NASH induite par un 

régime CDAA. En effet, la surexpression de Fat10 est observée dans le foie des souris atteintes de NASH 

et l’isolement des cellules du foie de ces souris a permis de prouver que cette surexpression est 

spécifique des hépatocytes. Ainsi dans les hépatocytes murins, l’expression de Fat10 corrèle 

positivement à l’expression de gènes pro-inflammatoires et négativement avec l’expression de Pparα 

et de certains de ses gènes cibles.  

 

 Pour mieux comprendre le mécanisme d’action de FAT10 sur PPARα, l’étude d’une éventuelle 

interaction entre les deux protéines a été menée. In vitro, un modèle de surexpression endogène de 

FAT10 sur des lignées d’hépatocytes humains a permis d’identifier une interaction covalente entre 

FAT10 et PPARα, s’accumulant lors de la surexpression de FAT10. De plus, la modulation de ces 

interactions semble passer par les voies de dégradations protéiques du protéasome et de l’autophagie. 

Le marquage in situ des interactions sur des coupes de foies humains et murins a permis de valider la 

formation d’une interaction entre FAT10 et PPARα in vivo dans un contexte de NASH.  

 

 Ensuite, notre projet a eu pour but d’étudier l’impact de la modulation de FAT10 sur l’activité 

de PPARα. Ainsi, nos résultats obtenus in vitro démontrent que l’inhibition de l’expression de FAT10 

promeut l’activité transcriptionnelle de PPARα ce qui a pour conséquence de favoriser l’expression de 

gènes cibles de PPARα impliqués dans le métabolisme des lipides. De plus, l’analyse de la respiration 
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mitochondriale et du contenu en gouttelettes lipidiques des cellules pour lesquelles l’expression de 

FAT10 est inhibée a mis en évidence un meilleur métabolisme des lipides dépendant de la voie PPARα. 

Au contraire, la surexpression stable de FAT10 dans les hépatocytes in vitro démontre une répression 

de l’activité transcriptionnelle de PPARα et du métabolisme des lipides associé. In vivo, l’analyse de 

l’expression de PPARα et de ses gènes cibles dans le foie des souris surexprimant Fat10 démontre une 

inhibition de l’activité de Pparα en réponse à un jeûne long indiquant ainsi un rôle de régulateur négatif 

de FAT10 pour PPARα. 

 

 Enfin, l’étude de l’impact de la modulation de FAT10 sur la réponse de PPARα à son agoniste 

a permis de valider les observations précédentes. En effet in vitro, l’inhibition de l’expression de FAT10 

promeut l’induction des gènes cibles de PPARα dans les hépatocytes traités avec un agoniste, le 

pémafibrate, alors que la surexpression stable, au contraire, réprime cette induction. De même, in 

vivo, la surexpression hépatique de Fat10 bloque l’expression des gènes cibles de Pparα en réponse à 

un traitement au pémafibrate.  

 

Finalement, l’ensemble des travaux présentés lors de cette thèse ont permis d’identifier un 

nouveau régulateur négatif et post-traductionnel de l’activité de PPARα lors du développement de la 

NASH : FAT10. Cette découverte ouvre la voie vers une meilleure compréhension des mécanismes 

d’action des agonistes de PPARα, et ainsi mieux cerner les difficultés à cibler ce récepteur nucléaire. 

 

 

Figure 44 : Schéma-Bilan. 

 Schéma récapitulatif des conclusions du projet de thèse à l’échelle d’un hépatocyte en comparant le 
fonctionnnement physiologique (à gauche) et physiopathologique (à droite). 
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Abstract: 

Peroxisome proliferator-activated receptor alpha (PPARα) is a promising 

therapeutic target against Non-Alcoholic Steatohepatitis (NASH). However, its 

expression and activity decrease during disease progression and several of its 

agonists did not achieve sufficient efficiency in clinical trials. Here, we identified the 

Human leukocyte antigen-F Associated Transcript 10 (FAT10) as an inhibitor of 

PPARα activity during NASH progression. 

In vivo, the expression of FAT10 is upregulated in human and murine livers upon 

progression to NASH and correlates negatively with PPARα expression. The increase 

of FAT10 occurs in hepatocytes in which both proteins directly interact. FAT10 

silencing in vitro induces PPARα target gene expression in hepatocytes and promotes 

fatty acid oxidation. Moreover, Fat10 overexpression in vivo inhibits PPARα target 

gene induction in response to fasting and agonist treatment.  

Altogether, FAT10 is induced during NASH development and interacts with 

PPARα resulting in a decreased response of PPARα to fasting or agonists. Inhibition 

of the PPARα-FAT10 interaction may provide a means to design potential therapeutic 

strategies against NASH. 
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Introduction:  

 As sedentary lifestyle and high caloric diet become more and more common, 

the prevalence of Non-Alcoholic Fatty Liver Disease (NAFLD) increases (Mitra, De and 

Chowdhury, 2020). NAFLD covers a spectrum of liver abnormalities starting with, most 

frequently in obese patients, an accumulation of triglycerides in hepatocytes, called 

steatosis or Non-Alcoholic Fatty Liver (NAFL). Steatosis can evolve upon the 

development of inflammation and liver cell damage (evidenced by ballooning of 

hepatocytes) to Non-Alcoholic Steatohepatitis (NASH), the more aggressive stage of 

the NAFLD (Haas, Francque and Staels, 2016). NASH is a risk factor for the 

development of clinical hepatic and extra-hepatic disorders, such as cardiovascular 

diseases, type 2 diabetes, cirrhosis, and hepatocellular carcinoma (HCC) (Younossi et 

al., 2018; Montaigne, Butruille and Staels, 2021). Therefore, molecules targeting a 

large number of pathways are in development to cure NASH, but no treatment has 

been approved so far (Ferguson and Finck, 2021). 

Peroxisome Proliferator-Activated Receptors (PPARs), transcription factors 

belonging to the nuclear receptor family, are amongst the most promising targets. 

Within the PPAR family, PPARα, which is highly expressed in the liver, has been shown 

to modulate NASH in preclinical animal models (Pawlak, Lefebvre and Staels, 2015). 

In hepatocytes, PPARα regulates numerous pathways involved in energy homeostasis 

through the transcriptional regulation of its target genes. PPARα modulates energy 

metabolism both during physiological nutritional transition states as well as under 

pathological conditions. Indeed, under fasting conditions, PPARα induces the 

transcription of genes involved in lipid uptake (Solute Carrier Family 27 Member 1 or 

Fatty Acid Transporter 1 (SLC27A1 or FATP1)), mitochondrial and peroxisomal beta-

oxidation (Carnitine palmitoyltransferase 1 (CPT1α), Acyl-CoA oxidase (ACO) and 
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Acetyl-CoA Acyltransferase 1 (ACAA1)) and ketogenesis (3-hydroxy-3-methylglutaryl-

CoA synthase 2 (HMGCS2)) in hepatocytes (Montagner et al., 2016). In line, PPARα-

deficiency in mice promotes the development of obesity and NAFLD in response to 

high fat diet feeding (Lalloyer et al., 2011). On the contrary, PPARα activation with 

selective agonists, such as pemafibrate, prevents diet-induced dyslipidaemia and 

NASH development(Ip et al., 2004; Shiri-Sverdlov et al., 2006; Hennuyer et al., 2016). 

PPARα activation also reduces hepatic inflammation and fibrosis through its 

transrepressive anti-inflammatory activity (Pawlak et al., 2014). Unfortunately, hepatic 

PPARα gene expression decreases during NASH progression (Francque et al., 2015; 

Okishio et al., 2020). Moreover, although promising effects have been observed 

(Ratziu et al., 2016), the activation of PPARα with selective or dual agonists in NASH 

patients has been proven insufficiently effective to cure the disease. Indeed, the dual 

PPARα/δ agonist elafibranor (ClinicalTrials.gov NCT02704403) failed in phase 3, and 

older fibrates have yielded mixed results in NASH (as reviewed by Pawlak, Lefebvre 

and Staels, 2015, PMID 33093663). A better understanding of the mechanisms 

modulating PPARα activity in NASH livers is therefore crucial to evaluate its potential 

as target for NAFLD treatment. 

 In the present work, we searched for genes upregulated in NAFLD and 

negatively correlating with PPARα expression to identify novel mechanisms of PPARα 

modulation during the progression of NASH. Transcriptomic analysis of human livers 

identified the gene UBD (Ubiquitin D, referred as FAT10 hereinafter) which encodes 

the Human leukocyte antigen-F Associated transcript 10 (FAT10), a protein member 

of the ubiquitin-like family (Fan et al., 1996), as a potential candidate. FAT10 is 

composed of two ubiquitin-like domains linked by a linker and a di-glycine motif at its 

C-terminal end (Aichem et al., 2018). This latter motif allows FAT10 to interact 
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covalently with its partners through an enzymatic cascade called FATylation 

(Schmidtke, Aichem and Groettrup, 2014). FATylation can then lead to proteasomal or 

lysosomal degradation of the FATylated proteins (Kalveram, Schmidtke and Groettrup, 

2008). Under physiological conditions, FAT10 is exclusively expressed in the immune 

system. However, pro-inflammatory stimuli induce its expression also in other organs 

like the liver (Choi, Kim and Yoo, 2014). Here, we identify FAT10 as a modulator of 

PPARα activity in hepatocytes induced during the progression to NASH.  

 

Results:  

1) FAT10 is elevated in NASH patient livers and correlates negatively with PPARα 

expression  

 

To identify genes potentially modulating the down-regulation of PPARα expression 

and activity during NASH progression, hepatic transcriptomic data from a large cohort 

of obese patients spanning all histological stages of NAFLD were assessed to identify 

genes upregulated in livers of NASH patients (Francque et al., 2015). Gene Ontology 

(GO) term pathway analysis (Suppl. Fig. 1A) confirmed previous findings that “PPAR 

signalling pathways” are dysregulated in NASH vs no-NASH patients, data in line with 

the down-regulation of PPARα upon NASH progression (Francque et al., 2015). 

Differential gene expression analysis comparing no-NASH (N=76) and NASH (N=129) 

patients identified a subset of genes whose expression is induced in NASH livers 

(Suppl. Fig. 1B). As expected, the expression of genes involved in inflammation, such 

as CXCL10 and CXCL9, is elevated in the livers of NASH patients (Haas et al., 2019). 

Interestingly, FAT10 mRNA was two-fold higher in NASH livers, both at the mRNA (Fig. 

1A) as well as at the protein level as demonstrated by immunofluorescence (IF) 



9 
 

analysis (Fig. 1B). Interestingly, staining for FAT10 mainly localized in hepatocytes. 

Moreover, FAT10 expression positively correlated with the expression of inflammatory 

genes associated with NAFLD severity, such as CXCL9, CXCL10 and IL32 (Suppl. 

Fig. 1C)(Dali-Youcef et al., 2019), suggesting that FAT10 expression increases in 

parallel with the inflammation appearing with NASH development. 

FAT10 gene expression progressively increased with the severity of the disease 

(Fig. 1C) and positively correlated with all histological NAFLD parameters, i.e. 

steatosis, ballooning and inflammation (Fig. 1D)(Kleiner et al., 2005). Moreover, liver 

FAT10 expression decreased upon NASH resolution after 12 months of weight loss 

treatment (diet or bariatric surgery; Fig. 1E), whereas PPARα expression was restored 

during NASH regression in these patients (Francque et al., 2015). 

Interestingly, FAT10 expression correlated negatively with expression of PPARα 

(Fig. 1F) and its target genes (Fig. 1G), such as HMGCS2 or ACAA1, suggesting that 

FAT10 upregulation is associated with an impairment of lipid metabolism regulated by 

PPARα signalling.  

Taken together, these observations show that FAT10 gene expression is 

upregulated in NASH livers and correlates positively with disease severity and 

negatively with the expression of PPARα and its target genes.  

 

2) FAT10 is overexpressed in hepatocytes and correlates negatively with PPARα 

during NASH development in murine livers  

 

Next, FAT10 and PPARα expression levels were analysed in livers of several 

murine models of NASH. Fat10 gene expression, measured by qPCR in total liver, was 

already induced after two weeks and further increased after 5 weeks of feeding a 
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choline-deficient diet enriched in cholesterol, fat, glucose and fructose (CDAA) (Fig. 

2A). Interestingly, a similar increase in Fat10 mRNA levels was also observed in livers 

of mice fed a high fat diet supplemented with sucrose and cholesterol (HFSC (Haas et 

al., 2019), Fig. 2B) and of db/db mice fed a methionine and choline-deficient (MCD) 

diet (data not shown)(Kita et al., 2012). These data demonstrate that Fat10 expression 

is increased in several murine models of diet-induced NASH.  

In the liver, Pparα is highest expressed in hepatocytes in which it plays a crucial 

role in NAFLD prevention (Montagner et al., 2016). Consequently, Fat10 expression 

was studied in primary hepatocytes (PH) vs non-parenchymal cells (NPC) isolated 

from livers of mice after 2 weeks of CDAA diet feeding. Transcriptional analysis (Fig. 

2C) showed that Fat10 is among the genes induced in PH of CDAA compared to CSAA 

mice. As expected (Schregle et al., 2018), Fat10 is expressed in the immune cell-

containing NPC fraction, but its expression is not increased in these cells upon CDAA 

diet feeding (Fig. 2D). In line, Fat10 IF staining is increased mainly in hepatocytes in 

CDAA but not CSAA-fed mice (Fig. 2E). Moreover, Fat10 mRNA levels correlate 

negatively with Pparα expression (Fig. 2F) and with GO terms pathways associated to 

Pparα regulated pathways, such as “Cholesterol metabolic process” (Acaa2, Apoa1) 

and “Fatty acid beta-oxidation” (Abcd3, Slc27a2; Fig. 2G). Fat10 mRNA levels also 

correlate negatively with the expression of Hmgcs2, a Pparα target gene involved in 

ketogenesis (Fig. 2H). 

Altogether, these results demonstrate that Fat10 is overexpressed specifically in 

hepatocytes in distinct murine models of NASH and correlates negatively with Pparα 

and its target genes suggesting a direct implication for Fat10 in the modulation of Pparα 

activity in hepatocytes. 
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3) FAT10 interacts with PPARα in human and mouse hepatocytes  

 

Since interactions of FAT10 with other proteins modulate their expression or activity 

through a post-translational modification called FATylation (Aichem and Groettrup, 

2020), we next assessed whether FAT10 interacts with PPARα in vitro in hepatocytes 

overexpressing FAT10.  

To mimic the transition to inflammatory NASH, PH were incubated with Tumor 

Necrosis Factor α (TNFα) and Interferon γ (IFNγ), two cytokines secreted in the liver 

during the transition from steatosis to NASH. Interestingly, Fat10 gene expression was 

induced reaching a maximum after 24 hours of cytokine treatment (Fig. 3A). Similar 

inductions were observed both in HepG2 and immortalized human hepatocytes (IHH) 

at the gene (Suppl. Fig. 2A-B) and protein (Suppl. Fig. 2C-D) levels. Moreover, after 

24 hours of cytokine treatment, FATylation activity was increased in HepG2 cells as 

shown by western blot analysis of the FATylated protein profile (Fig. 3B). In these 

conditions, IF labelling revealed PPARα and FAT10 colocalization in the nucleus of 

HepG2 cells, suggesting a close proximity and hence, a possible interaction between 

these two proteins (Suppl. Fig. 2E).  

Indeed, a direct interaction between FAT10 and PPARα in cytokine treated HepG2 

and IHH cells was observed in a co-immunoprecipitation assay (Fig. 3C). The 

FAT10/PPARα interaction was confirmed in situ by Proximity Ligation Assay (PLA), 

revealing an increased number of interactions not only in the nucleus, but also in the 

cytoplasm of cytokine treated HepG2 cells (Fig. 3D). Finally, increased FAT10/PPARα 

interactions were observed in CDAA livers (Fig. 3E) and in livers of NASH patients by 

PLA (Fig. 3F).  
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Altogether, these results demonstrate that FAT10 and PPARα interact in vitro, in 

hepatocytes upon FAT10 induction, and in vivo, in human and murine hepatocytes 

during NASH development. 

 

4) FAT10 silencing enhances PPARα regulation of lipid metabolism in human 

hepatocytes  

 

To analyse the functional impact of the FAT10/PPARα interaction on PPARα 

signalling, the effect of FAT10 siRNA knockdown (siFAT10) on PPARα activity was 

assessed in cytokine treated HepG2 cells (Suppl. Fig. 3A). Interestingly, knockdown of 

FAT10 increased PPARα target gene expression, whereas PPARα knockdown 

decreased mRNA levels of its target genes, such as HMGCS2 and PDK4, measured 

by qPCR analysis (Fig. 4A). In addition, PPARα downregulation, in combination with 

FAT10 knockdown, abrogated the increase in PPARα target gene expression 

demonstrating PPARα-dependency of the siFAT10 effect on PPARα target genes (Fig. 

4A).   

Next, the impact of FAT10 downregulation on PPARα function was assessed by 

measuring lipid droplet accumulation and mitochondrial respiration in hepatocytes. 

Whereas PPARα downregulation increased the number of lipid droplets per cell, 

FAT10 knockdown decreased these as quantified by Bodipy staining (Fig. 4B). This 

result is consistent because PPARα downregulation increases lipid droplet content 

while it is decreased in cells where FAT10 is downregulated and PPARα activity is 

shown to be increased.  However, the combined knockdown of FAT10 and PPARα 

reduced significantly the effect of FAT10 knockdown on lipid droplet accumulation. 

Moreover, PPARα knockdown decreased the maximal cellular respiration rate of the 
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cells, whereas FAT10 knockdown increased it (Fig. 4C). Again, combined FAT10 and 

PPARα knockdown decreased the effect of siFAT10 alone. These data demonstrate 

that FAT10 silencing increases mitochondrial activity and decreases lipid droplet 

accumulation by modulating PPARα activity.  

Conversely, stable FAT10 overexpression in HepG2 cells after lentiviral infection 

(Suppl. Fig. 3B-C) increased lipid droplet accumulation (Suppl. Fig. 3D) and decreased 

the mitochondrial respiration rate (Suppl. Fig. 3E), both the basal and maximal oxygen 

consumption rate.  

Altogether, these results demonstrate that FAT10 downregulation promotes 

PPARα activity and lipid metabolism in a PPARα-dependent manner, while FAT10 

overexpression impairs lipid metabolism in human hepatocytes in vitro.  

 

5) Hepatic Fat10 overexpression inhibits Pparα activity in response to fasting in 

vivo  

 

Next, the impact of FAT10 overexpression on PPARα activity was investigated in 

vivo. Mice were infected with an adenovirus expressing either Fat10 (Ad-FAT10) or a 

control adenovirus (Ad-CTRL) and given free access to food or submitted to a fasting 

period of 18 hours known to activate Pparα transcriptional activity (Kersten et al., 

1999).  

Fat10 expression was induced in livers of Ad-FAT10 compared to Ad-CTRL 

infected mice as shown at the protein level by IF staining (Fig. 5A) and at the mRNA 

level by qPCR analysis (Fig. 5B). As expected, fasting slightly decreased the body 

weights in both groups of mice without changing microscopic liver structure (Suppl. 
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Fig. 4A-B) and increased Pparα mRNA levels in the livers of Ad-CTRL mice (Fig. 5C). 

Interestingly, this induction was reduced in Ad-FAT10 mice and a negative correlation 

between hepatic Fat10 and Pparα mRNA levels was observed under fasting conditions 

(Fig. 5D). 

In line, fasting increased the expression of several Pparα target genes, such as 

Hmgcs2, Cpt1α and Aco, in the livers of Ad-CTRL mice (Fig. 5E). However, this 

induction was less pronounced in Ad-FAT10 mice and Fat10 gene expression 

negatively correlated with the expression of several Pparα target genes (Fig. 5F). 

PLA analysis of livers of fasting Ad-CTRL and Ad-FAT10 mice revealed an 

enhanced interaction of Fat10 and Pparα both in the nucleus and cytoplasm of 

hepatocytes in Ad-Fat10 infected mice (Fig. 5G). 

These observations demonstrate that FAT10 overexpression in vivo leads to an 

interaction with Pparα and a decreased activation of PPARα in response to fasting. 

 

6) FAT10 impairs the PPARα agonist response in vitro and in vivo 

 

Finally, the impact of FAT10 modulation on PPARα activation by a synthetic agonist 

was investigated in vivo and in vitro. FAT10 knockdown in HepG2 cells (Suppl. Fig. 

5A) significantly increased levels of HMGCS2 and PDK4 mRNA (Fig. 6A). Moreover, 

FAT10 knockdown enhanced the induction of these genes in response to pemafibrate 

indicating an increased response of PPARα to its agonist upon FAT10 downregulation. 

Finally, mice were infected with Ad-FAT10 or Ad-CTRL, treated with pemafibrate, 

and killed 18 hours later (Suppl. Fig. 5B). Ad-FAT10 injection significantly decreased 

the expression of Pparα and its target genes such as Hmgcs2, Cyp4a14 and Cyp4a10 
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measured by qPCR analysis of total livers (Fig. 6B). Moreover, the induction of their 

expression upon pemafibrate treatment was less pronounced in Ad-FAT10 mice, 

indicating a lower Pparα activation by its agonist when FAT10 is overexpressed.  

These data indicate that FAT10 overexpression impairs PPARα signalling and 

inhibits its activity in response to a synthetic agonist in vitro and in vivo.  
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Discussion:  

  The present study aimed at identifying mechanisms controlling PPARα activity 

during NASH progression. Transcriptomic analysis of a large human cohort of patients 

allowed us to identify FAT10, a gene encoding an ubiquitin-like protein (Fan et al., 

1996), as elevated in the livers of NASH patients. Similar findings showed FAT10 

overexpression in livers of patients with chronic hepatic inflammation associated with 

NASH (Jia et al., 2018; Dali-Youcef et al., 2019; Vandel, Dubois‐Chevalier, et al., 

2020), alcoholic hepatitis (ASH)(Jia et al., 2018) and hepatocellular carcinoma 

(HCC)(Zhang et al., 2021). However, FAT10 is known to be constitutively expressed 

in immune cells, such as dendritic or NKT (Natural Killer T) cells and its expression is 

induced by pro-inflammatory stimuli in B lymphocytes or monocytes (Schregle et al., 

2018). These immune cells are known to infiltrate the liver during NASH development, 

participating in disease progression (Cai, Zhang and Li, 2019) and could be 

responsible for the increase in FAT10 expression in inflamed livers. Here, we 

demonstrated for the first time that FAT10 is specifically induced in hepatocytes during 

NASH progression. FAT10 overexpression in hepatocytes is likely due to inflammation 

since data from us and others have shown that FAT10 expression is increased by pro-

inflammatory cytokines such as TNFα/IFNγ acting via the NF-κB/ STAT3 pathway 

(Choi, Kim and Yoo, 2014), both in cancerous and non-cancerous hepatocytes in vitro. 

In addition, we observed a negative correlation between FAT10 and PPARα 

expressions in hepatocytes isolated from murine NASH livers and in the livers of NASH 

patients. Since PPARα is predominantly expressed in hepatocytes, this result suggests 

that FAT10 induction in hepatocyte during NASH progression participates in the 

dysfunction of PPARα signalling during the disease development.  
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Indeed, we showed that FAT10 downregulation reduces lipid content and promotes 

mitochondrial respiration. This improvement of lipid metabolism was associated with 

an increased expression of PPARα target genes such as HMGCS2 and PDK4, in a 

PPARα dependent manner. Interestingly, such target genes are regulated by PPARα 

through a transactivation mechanism (Rakhshandehroo et al., 2010) and previous data 

have shown that an increased expression of PPARα target genes, like HMGCS2, 

prevents steatosis development (Asif et al., 2022). By contrast, Fat10 overexpression 

in mouse livers repressed the induction of Pparα target genes expression in response 

to endogenous and exogenous PPARα ligands. These results indicated that FAT10 

acts on lipid metabolism by modulating PPARα transcriptional activity in response to 

its ligands and, hence, is a newly discovered modulator of PPARα-dependent lipid 

metabolism during NASH progression. 

FAT10 acts through an enzymatic cascade catalysed by ligases resulting in its 

interaction with its partners (Aichem et al., 2010). This process, called FATylation, 

either promotes degradation (Aichem et al., 2012; Chen et al., 2018) or stabilisation 

(Yuan et al., 2014; Liu et al., 2016) of its partners. Herein, we demonstrated that 

FAT10, upon cytokine induction, interacts with PPARα in hepatocytes identifying 

PPARα as a new FAT10 partner during NASH progression. Since PPARα is its own 

target gene acting through a PPARα response element in its own promoter (Pineda-

Torra et al., 2002), the post-translational modification of PPARα by FAT10 may partially 

explains the down-regulation of PPARα gene expression. Interestingly, FAT10 does 

not only induce degradation of its partners. For example, it has been shown to repress 

p53’s transcriptional activity by changing its conformation (Li T, Santockyte R, Yu S, 

Shen RF, Tekle E, Lee CG, Yang DC, 2011) and to sequester the active form of RIG-
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I into insoluble protein aggregates (Nguyen et al., 2016). Further experiments need to 

be done to test how exactly FAT10 modulates PPARα activity.  

FAT10 interaction with PPARα also prevents its transcriptional induction by ligands 

whether they are natural or synthetic. Such observations could be part of the 

mechanisms explaining the disappointing results obtained in clinical studies with some 

PPARα specific or dual agonists. Indeed, fenofibrate (Oscarsson et al., 2018) and 

elafibranor (Ratziu et al., 2016) were discontinued lacking sufficient efficacy in 

resolving NASH parameters. We propose that PPARα activity could be repressed by 

FAT10, whose expression is induced in hepatocytes during NASH, as such reducing 

agonist efficacy. Hence, inhibiting FAT10 or its binding to PPARα could be an approach 

to enhance PPARα activity and subsequently, the efficacy of its agonists in the 

treatment of NASH. FAT10 can be indirectly targeted by a JAK2 inhibitor (Reznik et 

al., 2019), but, unfortunately, this strategy lacks specificity. Inhibiting FATylation by 

targeting the ligases involved in FAT10 binding could also block FAT10’s effect on 

PPARα activity. Such inhibitors have already been developed to inhibit NEDDylation 

by NEDD8, another ubiquitin-like post-translational modification. Under physiological 

conditions, NEDD8 is expressed and active in hepatocytes, but during the progression 

of liver fibrosis or the development of HCC, NEDDylation becomes aberrant and 

contributes to disease development (Zubiete-Franco et al., 2017; Yu et al., 2018). 

NEDDylation inhibitor is now a promising therapy against liver cancer (Yang et al., 

2019). However, FAT10 has many partners (Leng et al., 2014) and targeting FAT10 or 

FATylation could impact all other proteins, inducing unwanted effects. Hence, 

strategies to specifically destabilize the FAT10/ PPARα interaction is likely a better 

strategy. 
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Conclusion:  

Overall, our work demonstrates that FAT10 expression is increased in hepatocytes 

by pro-inflammatory stimuli during progression to NASH. The increase of FAT10 leads 

to a direct interaction with PPARα in human and murine hepatocytes. This interaction 

results in an impaired PPARα activity in response to fasting or to PPARα agonists. 

Thus, FAT10 could act as a negative modulator of PPARα activity during NASH 

development.  
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Materials and methods:  

 

Human and liver samples 

 All patients were consecutively recruited at the Liver Clinic and Obesity Clinic of 

the Antwerp University Hospital and underwent hepatologic and metabolic work-ups. 

Exclusion criteria were alcohol consumption >2 U/day for women and >3 U/day for 

men, liver diseases other than NAFLD, age <18 years, liver cirrhosis. For the baseline 

gene expression analysis in the liver, patients (N=155, including no liver disease N=27, 

isolated steatosis N=22 (NAFL), NASH N=106) were selected from the cohort. 

Selected obese NASH patients with paired biopsies at 1 year follow-up (lifestyle 

intervention (LSI) N=20, Roux-en-Y Gastric Bypass (RYGB) N=21) were included for 

gene expression analysis.  

For the immunofluorescence assays, biopsies were selected amongst the 

cohort according to histological parameters: 5 control patients (steatosis, inflammation, 

ballooning and fibrosis = 0) and 10 NASH patients (steatosis > 1 or 33%, inflammation 

≥ 1, ballooning ≥ 2 and fibrosis ≤ 3 (Kleiner et al., 2005)) were selected. 

The study protocol is part of the Hepadip protocol (Belgian registration number 

B30020071389) and was approved by the Ethical Committee of the Antwerp University 

Hospital (file 6/25/125). Written informed consent was obtained from all patients. 

 

Animal studies  

 Wild-type male C57BL/6J mice (8 weeks of age) were purchased from Charles 

River Laboratories (France). Mice were maintained in pathogen-free environment 

(12:12 hour light/dark cycle, 21°C-24°C) with ad libitum access to water and food. 
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Littermate animals were randomized by body weight prior to the start of the diet. Mice 

were fed either with a control diet (CSAA, kcal  %; protein 12%, fat 16%, carbohydrates 

72%, SSNIFF Spezialdiäten GmbH, E15668-04) or a choline deficient diet with low 

methionine level (CDAA, kcal%, protein 11%, fat 31%, carbohydrates 58%, SSNIFF 

Spezialdiäten GmbH, E15666-947) enriched with 1% (by weight) cholesterol and 

supplemented with a drinking water composed of 55% of fructose (23.1g/L, Sigma) 

and 45% of glucose (18.9g/L, Sigma)  for 2 or 5 weeks. Then, total liver was taken or 

mouse primary hepatocytes were isolated from CSAA or CDAA mice using 

collagenase perfusion as described before (Bantubungi et al., 2014) to undergo 

Affymetrix assay. 

 Fat10 overexpression was performed on C57BL/6J wild-type mice (8 weeks of 

age) by injecting via the tail vein a solution containing 2.5x108 genome copies (GC) of 

a control adenovirus: Ad-CTRL (N=10) or the overexpressing adenovirus: Ad-FAT10 

(N=9) both purchased from Genecust. Four days after adenovirus injections, mice were 

fasted during 18 hours and the liver and blood samples were taken.   

All experiments were performed following approval by the Ethics Committee for 

Animal Experimentation from Nord-Pas de Calais Region (APAFIS #33526-

2021092316263268 v4).  

 

Transcriptomics 

  Anthropometric, histological and metabolic characteristics, RNA extraction, 

purification, labelling and hybridization procedures have been previously reported 

(Francque et al., 2015). Transcriptome analysis was performed using Affymetrix 

Human Gene (HuGene) 2.0ST and .CEL files were normalized as above. Gene 

Expression Omnibus (GEO) repository accession number for microarray data is 
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GSE212617. The correlations were calculated with the Pearson tests. Data handling 

was performed using the GIANT module in Galaxy (Galaxy tool ID : 

testtoolshed.g2.bx.psu.edu/repos/vandelj/giant_gsea_format/giant_gsea_format/0.2.

0; Galaxy Version 0.2.0; Normalization: NetAffx Annotation Release 36, July 

2016)(Subramanian A, Tamayo P, Mootha VK, Mukherjee S, Ebert BL, Gillette MA, 

Paulovich A, Pomeroy SL, Golub TR, Lander ES, 2005; Gu et al., 2014; Inc., 2015; 

Ritchie et al., 2015; Galili et al., 2018; Scientific, 2018; Vandel, Gheeraert, et al., 2020). 

 

RNA extraction and quantitative real-time PCR 

 Trizol reagent was used to extract total messenger RNA (mRNA) from cells and 

tissues. The mRNA samples were then reverse transcribed into complementary DNA 

(cDNA) according manufacturer’s protocol of the kit (Applied Biosystems, 

Thermofischer Scientific). Then, mRNA expression was assessed with a real-time 

qPCR using SYBR Green PCR Master Mix or TaqMan PCR Master Mix and the 

normalization was made with the respective housekeeping genes Cyclophilin and β-

actin. The primers and probes are listed in Supplementary table 1.  

 

Western blot analysis 

 Cells were gathered in PBS and resuspended in RIPA buffer containing PMSF 

and phosphatase inhibitor after centrifugation at 400g for 10 minutes and lysed for 10 

more minutes on ice. BCA kit was then used to assess the protein concentration of 

these samples. 40µg of proteins were denatured with Laemmli buffer, subjected to 10% 

or 12% SDS-PAGE and transferred onto a nitrocellulose membrane. Primary 

antibodies, listed in the Supplementary table 2, were diluted in TBS supplemented with 

0.01% of tween and 5% of powder milk and used to incubate the membranes overnight 
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at 4°C. The corresponding secondary antibodies were then incubated for 1 hour at 

room temperature and chemiluminescence signals were detected thanks to Dura 

detection kit on the IBright. 

 

Cell lines and cell culture  

The human cell line HepG2 (cat. no. HB-8065, ATCC) was cultured in Minimum 

Essential Medium (MEM, 11095080, GIBCO) supplemented with 10% FBS, MEM Non-

essential Amino Acids (NEAA, 11140035, GIBCO) and Sodium Pyruvate (11360070, 

GIBCO). The human cell line IHH was cultured in William’s E Medium (22551022, 

GIBCO) supplemented with 10% FBS, 20 mU/mL of bovine insulin (I5500, Sigma) and 

50nM of Dexamethasone (D1756, Sigma). They were both kept in a humidified 

atmosphere of 5% CO2 in a 37°C incubator. 

 

Cell transfection, stimulation, and lentivirus  

 IHH and HepG2 cells were transfected with siRNA targeting FAT10 (Smart pool 

siGENOME UBD) or a siRNA control (siCTRL, Horizon Discovery) using the 

Dharmafect (Horizon Discovery) reagent according to the manufacturer’s instructions. 

After 24 hours of siRNA transfection, HepG2, IHH or primary murine hepatocytes were 

respectively treated or not with a cocktail of 50ng/mL of human TNFα (BMS301, 

eBioscience) or murine Tnfα (410-MT-025, eBioscience) and 10ng/mL of human IFNγ 

(RIFNG50, Thermo Scientific) or murine Ifnγ (485-MI-100, eBioscience) to induce 

endogenous FAT10. After 40 hours of siRNA transfection and 16 hours of cytokines 

treatments, cells were treated with 1µM of Pemafibrate during 8 more hours.  



24 
 

For the overexpression of FAT10 in HepG2 cells, the lentiviral vectors 

containing FAT10-MykDDK tagged vector and the gene to resistance to puromycin 

were purchased from Origene. HepG2 cells were infected with these particles in 

HepG2 medium and in presence of polybrene during 48 hours. Then, the cells were 

selected by treatment with 0.5µM puromycin.  

 

Seahorse analysis 

Measurements of oxygen consumption rate (OCR) were performed using the 

XFe24 apparatus (Seahorse Bioscience, North Billerica, MA). Cells were plated into 

XFe24 (V7) polystyrene culture plates (Seahorse Bioscience, North Billerica) at 70 000 

cells/well (XFe24 plate). The cells were incubated for 24 hours and transfected, if 

needed, with siRNA for 48 hours as previously described. Sensor cartridges were 

calibrated prior to each assay. Then, the cells incubated for 1h in complete Seahorse 

assay medium (10mM Glucose, 2mM Glutamine) in a 37°C/non-CO2 incubator before 

the start of the assay. All experiments were performed at 37°C. Each cycle of 

measurement was design as follow: a mixing time of 3 minutes, a waiting time of 2 

minutes and a data acquisition period of 3 minutes. OCR data points represent to the 

average rates during the measurement cycles. Oligomycin, FCCP and 

Rotenone/Antimycin A were prepared at respectively 2μM, 1μM and 0.5μM. 

 

BODIPY 493/503 staining  

Cells seeded on coverslips were fixed in 4% PFA for 10 minutes at 4°C and 

incubated with Bodipy 493/503 (Molecular Probes) at 200ng/mL and NucBlue 

(Invitrogen) for 20 minutes at room temperature. Cells were mounted in fluorescent 

mounting medium (Dako). Acquisitions were performed using an inverted confocal 



25 
 

microscope (Spinning Disk, Zeiss) with 40X oil immersion lens (NA 1.3 with an optical 

resolution of 176 nm) and 1.8X digital zoom or a dry 20X lens. Bodipy and NucBlue 

fluorescence were imaged using argon 488nm and UV lasers, respectively. Images 

were processed with Zen and analyzed with Icy programs. 

 

Immunofluorescence 

Cells seeded on glass coverslips previously coated with Polylysine were 

washed with cold PBS and fixed with 4% paraformaldehyde (PFA) for 10 minutes at 

4°C. Cells were permeabilized and blocked with a solution containing 1% of Bovine 

Serum Albumin (BSA) and 0.2% Triton X-100 in PBS at room temperature for 30 

minutes. Cells were then incubated overnight at 4°C with the following primary 

antibodies: FAT10 (LS Bio, LS-C166057) and PPARα (Santa Cruz, sc-398394) in 

blocking solution. Then, cells were washed and incubated 1h at room temperature with 

secondary antibodies coupled respectively to Alexa 488 and Alexa 594 (Molecular 

Probes by Life technologies) diluted in blocking solution containing NucBlue 

(Invitrogen). Cells were mounted in fluorescence mounting medium (Dako). 

Human or murine liver biopsy sections were incubated overnight at 4°C with a 

primary antibodies anti FAT10 (described before). Then, human or murine tissues were 

respectively incubated with Alexa fluor 488 or Alexa fluor 594 Tyramide SuperBoost 

anti-rabbit antibody, and revealed as indicated by the supplier (Thermofischer 

Scientific). Sections were then incubated 20 minutes with a solution of NucBlue 

(Invitrogen) in PBS during 20 minutes before being mounted in fluorescence mounting 

medium (Dako). 

Acquisition for immunofluorescence were performed using an inverted confocal 

microscope (Spinning disk, Zeiss) with a 40X oil-immersion lens (NA 1.3 with an optical 
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resolution of 176 nm) or a slide scanner microscope Axio Scan, Z1 (Zeiss) with a 20X 

dry lens (NA 0.8). Alexa 594, Alexa 488 and NucBlue were imaged using UV, argon 

488nm and 561nm lasers. 

Images were processed with Zen software and analyzed with Icy software.  

 

Proximity Ligation Assay 

Proximity Ligation Assay (PLA) was performed on cells and tissues with the 

same primary antibodies for FAT10 and PPARα (mentioned before) as indicated by 

the supplier (Sigma). 

Images were acquired using an inverted confocal microscope (Spinning disk, 

Zeiss) with a 40X oil-immersion lens as described before. 

 

Histological analysis  

Mouse liver samples were fixed with 4% PFA, embedded in paraffin and stained 

with haematoxylin and eosin. Images were obtained using a slide scanner microscope 

Axio Scan, Z1 (Zeiss) with a X20 dry lens (NA 0.8).  

The NAS score was obtained by adding the scores for steatosis, inflammation 

and ballooning determined by visual analyses of the tissues (Kleiner et al., 2005).  

 

Co-Immunoprecipitations (Co-IP) assay 

 HepG2 and IHH cells were treated with recombinant cytokines as described 

before to induce endogenous FAT10. They were lysed in ice cold IP buffer provided in 

the kit (88805, Thermofischer Scientific). The cell lysates were then incubated with the 

FAT10 antibody (Millipore), which was beforehand conjugated to magnetic beads, at 
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4°C overnight. After that, proteins conjugated to the beads were eluted and subjected 

to Western Blot assays as described before.   

 

Statistical analysis  

All data were expressed as mean ± standard deviation (SD) or standard error of 

measurement (SEM), as indicated in the legends of each figure. Student’s unpaired t 

test was performed to assess statistical differences between two groups, and 

comparisons for more than two groups were performed using one-way ANOVA. 

Finally, differences between two groups under two different factors were examined by 

a two-way ANOVA. In all analyses, a p value of p < 0.05 was considered significant. 

Table 1:  

Gene Species  Sequence 

Cyclophilin Human/ Mouse 
Forward GCATACGGGTCCTGGCATCTTGTCC 

Reverse ATGGTGATCTTCTTGCTGGTCTTGC 

FAT10 Human 
Forward CAGAGATGGCTCCCAATGCT 

Reverse TTGGGAAATCATCAGAAGAT 

Fat10 Mouse 
Forward TTCTGTCCGCACCTGTGTTG 

Reverse TGCCCCTCGTTTTTGGACTC 

PPARα Human 
Forward GGTGGACACGGAAAGCCCAC 

Reverse GGACCACAGGATAAGTCACC 

Pparα Mouse 
Forward ATCGCGTACGGCAATGGCTTTA 

Reverse CAGGCCGATCTCCACAGCAAATTA 

HMGCS2 Human 
Forward AGGCTGGAAGTAGGCACTGA 

Reverse GTGGGACGAGCATTACCACT 

Hmgcs2 Mouse 
Forward TGGCCATGTATCTGTTTTGG 

Reverse TGCAAGTGAAGAGAGCGATG 

PDK4 Human 
Forward GATGAACCAGCACATTCTTA 

Reverse GCTACCACATCACAGTTAGG 

Cpt1α Mouse 
Forward TGGTTAACAGCAACTACTACG 

Reverse GACGAATAGGTTTGAGTTCC 

Acadvl Mouse 
Forward CTCAGTGAAGAACAGGCACAA 

Reverse CTT GGC AGG GTC ATT CAC TT 

Acadl Mouse 
Forward ATC TTT TCC TCG GAG CAT GA 

Reverse TTT CTC TGC GAT GTT GAT GC 
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Acadm Mouse 
Forward GCC CAG AGA GCT CTA GAC GA 

Reverse CCA GGC TGC TCT CTG GTA AC 

Aco Mouse 
Forward ACG TCT TGG ATG GTA GTC CG 

Reverse TAA CGC TGG CTT CGA GTG AG 

Cyp4a10 Mouse 
Forward TGA GGG AGA GCT GGA AAA GA 

Reverse CTG TTG GTG ATC AGG GTG TG 

Cyp4a14 Mouse 
Forward TTGCTCACGAGCACACAGAT 

Reverse TCCTCCATTCTGGCAAACAAGA 

Scd1 Mouse 
Forward TTCCCTCCTGCAAGCTCTACACCTG 

Reverse AGCCGTGCCTTGTAAGTTCTGTGG 

 

Table 2:  

Protein Application Reference 

Beta-actin WB Sigma 

HSP90 WB Santa Cruz 

PPARα WB, IF, PLA  Santa Cruz 

FAT10 WB, CoIP Millipore 

FAT10  IF, PLA  LS Bio 

DDK WB Origene 
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Figure 1: FAT10 is elevated in NASH patient livers and correlates negatively with PPAR-
alpha expression. Livers from 205 patients were sorted according to histological score (steatosis (S),
inflammation (I), fibrosis (F) and balooning (B)) used to calculate the NAS (S+I+B) into « no NASH » (NAS = 0), or
NASH (NAS ≥ 3 with S > 1, B > 1 and I > 1) and transcriptomic analysis were performed. A) Volcano plots of
average log2 fold-changes versus p-values of all transcripts in RESOLVE patients. The fold change (FC) and false
discovery rate (FDR) for FAT10 are indicated. B) Representative images for the immunostaining of liver sections
from no NASH (S < 33%, I=0, B=0 and F=0, N=5) or NASH (S > 5%, I > 1, B=2 et F <3, N=5) patients. Nuclear
staining in blue with DAPI and FAT10 staining in green enhanced by tyramide detection. The central veins (CV)
and portal triads (PT) are indicated. Scale bar = 50 µm. C) FAT10 gene expression was measured in livers of
patients with vs without histologically diagnosed NASH (data are represented as box and whiskers in Tukey style,
p-value for Healthy vs NASH ** p<0,01), D) each histological grades and E) before and one year after treatment (p-
value for M0 vs M12 ** p<0.01). Correlation between FAT10 and F) PPARα expression or G) some of its target
genes. The correlations are linear regressions, the p-values, p, and the correlation coefficient, r, are indicated. The
best fit curve is shown with a line and the 95% confidence bands are represented with a dashed line.
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Figure 2: Fat10 is overexpressed in hepatocytes and correlates negatively with Pparα
during NASH development in murine livers. Male mice were fed with a choline deficient diet enriched
with 1% cholesterol, glucose and fructose (CDAA) or a control diet (CSAA) during 2 weeks (CSAA N=4 and CDAA
N=4) or 5 weeks (CSAA N=5 and CDAA N=7) and total livers or primary hepatocytes (PH) and non-parenchymal
cells (NPC; CSAA N=3 and CDAA N=3, only for 2 weeks) were collected. A) Fat10 gene expression in total livers
of mice after 2 and 5 weeks of diet measured by qPCR. B) Fat10 gene expression on mice total livers from male
mice fed with a high fat diet supplemented with sucrose and cholesterol (HFSC) or a chow diet (CD) during 4 (CD
N=5 and HFHCHS N=10), 8 (CD N=8 and HFHCHS N=8), and 24 weeks (CD N=10 and HFHCHS N=11) (Haas
JT, et al., Nat Metab., 2019). C) Volcano plot of PH from CSAA vs CDAA mice after 2 weeks of diet. D) Fat10
gene expression in PH or NPC of CSAA and CDAA mice after 2 weeks of diet measured by qPCR. E)
Representative images for the immunofluorescence of the livers of mice after 2 weeks of CSAA or CDAA. Nuclear
staining in blue with DAPI and Fat10 staining in green enhanced by tyramide detection. The central veins (CV)
and portal triads (PT) are indicated. Scale bar = 50µm. F) Correlation between Fat10 and Pparα expression in the
PH isolated from mice under 2 weeks of diet obtained from transcriptomic data. The correlation is a linear
regression, the p-value and correlation coefficient r are indicated. The best fit curve is shown with a line and the
95% confidence bands are represented with a dashed line. G). Gene ontology terms enrichment for genes that are
negatively correlated to Fat10 expression in primary hepatocytes isolated from mice under 2 weeks of diet
obtained from transcriptomic data. H) Correlation between Fat10 and Hmgcs2 expression in the PH isolated from
mice under 2 weeks of diet obtained from transcriptomic data. The correlation is a linear regression, the p-value
and correlation coefficient r are indicated. The best fit curve is shown with a line and the 95% confidence bands
are represented with a dashed line. .
Mean values are indicated ± SEM and with unpaired t-test or two-way ANOVA (**** p<0.0001, *** p<0.001, and **
p<0.01)
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Figure 3: FAT10 interacts with PPARα in human and murine hepatocytes. A) Fat10 mRNA gene
expression measured by qPCR for murine primary hepatocytes treated with murine TNFα (50ng/mL) and IFNγ
(10ng/mL) (TNFα/IFNγ) or with sterile water (control) during 8 hours, 24 hours or 48 hours. Values are mean ± SD
analysed by Two-way ANOVA (**** p<0.0001) B) Western blot of free FAT10 and FATylated proteins for HepG2 cells
treated with human TNFα (50ng/mL) and IFNγ (10ng/mL) (TNFα/IFNγ) or not during 24 hours. C) HepG2 and IHH
cells were treated TNFα and IFNγ during 24 hours as described before. Cell lysates were subjected to
immunoprecipitation with anti-FAT10 antibody. Western blot analysis was performed with antibodies reactive against
PPARα or FAT10. HSP90 was used as a loading control. Upper panels show the immunoprecipitated proteins and
lower panels show the total protein expression in the cell lysates (Input). The asterisks mark bands corresponding to
the FAT10/ PPARα complexes. Representative images for the Proximity Ligation Assay (PLA) performed on D)
HepG2 cells treated or not with TNFα/ IFNγ during 24 hours and quantified with Image J represented as median with
interquartile range analysed by unpaired t-test (* p<0.05), E) liver sections from mice fed with CSAA (N=5) or CDAA
(N=7) during 2 weeks and F) liver sections from no NASH (S < 33%, I, B and F=0, N=5) or NASH (S > 5%, I > 1, B=2
et F <3, N=10) patients from the RESOLVE cohort. Images are represented full (scale bar = 20 µm) with a zoom on a
selected representative zone (scale bar = 10µm).
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Figure 4: FAT10 silencing enhances PPARα regulation of lipid metabolism in human
hepatocytes. HepG2 cells were transfected with a siRNA control (siCTRL) or a siRNA targeting FAT10
(siFAT10) with or without a siRNA targeting PPARα (siPPARα) during 24 hours and then treated with human
TNFα (50ng/mL) and IFNγ (10ng/mL) (TNFα/IFNγ) during 24 hours. A) HMGCS2 and PDK4 mRNA gene
expression measured by qPCR. Values are mean ± SEM analysed by two-way ANOVA (siCTRL vs siRNA: ***
p<0.001, * p<0.05, ns p>0.05) B) Representative images of BODIPY 493/503 staining of neutral lipids (scale bar =
20µm) with the quantification of lipid droplet per cell using the spot detection plug-in of the Icy software. C) Oxgen
Consumption Rate (OCR) in HepG2 cells transfected with either siCTRL or siFAT10 with or without siPPARα for
48 hours, and incubated for 1 hour in Seahorse assay media complemented with 1mM pyruvate, 200mM
glutamine, and 10mM glucose. OCR was measured over time after treatment with Oligomycin (2μM), ATP
synthase inhibitor; FCCP (1μM), mitochondrial uncoupler; and Rot/AA (0.5μM), rotenone and antimycin A, specific
inhibitors for ETC complex I and III, respectively. Values are mean ± SD analysed by two-way ANOVA (siCTRL vs
siRNA **** p<0.0001, *** p<0.001, ** p<0.01, * p<0.05, ns p>0.05).
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Figure 5: Hepatic Fat10 overexpression inhibits Ppar-alpha activity in response to
fasting in vivo. 12-week–old male mice were injected with a control adenovirus (Ad-CTRL) (N=20) or
adenovirus FAT10 (Ad-FAT10) (N=19) during 4 days. Then mice were fed ad libitum (Ad-CTRL fed N=10, Ad-
FAT10 fed N=9) or fasted during 18h (Ad-CTRL fasted N=10, Ad-FAT10 fasted N=10) before livers and blood were
collected. A) Immunofluorescence of liver sections of Ad-CTRL (N=5) and Ad-FAT10 (N=5) fasted mice. Nuclear
staining in blue with DAPI and Fat10 staining in red enhanced by Tyramide detection. Central vein (CV) and Portal
triad (PT) are indicated. Scale bar = 50µm. B) Fat10 and C) Pparα relative mRNA expressions measured by qPCR.
D) Correlation between Fat10 and Ppar-alpha expressions in total livers of fasted mice. The correlation is a linear
regression, the p-value and correlation coefficient r are indicated. The best fit curve is shown with a line and the
95% confidence bands are represented with a dashed line. E) Hmgcs2, Cpt1α and Aco mRNA relative expressions
measured by qPCR. F) Correlation between Fat10 and Ppar-alpha target gene expressions in total livers of fasted
mice. The correlations are linear regressions, p-value are indicated and colored in red (negative corelation
coefficient) or in green (positive corelation coeffcient). G) Representative images of the proximity ligation assay
(PLA) performed on liver sections of Ad-CTRL (N=5) and Ad-FAT10 (N=5) fasted mice by immunohistochemistry.
Nuclear staining in blue with hematoxylin and Fat10/ PPARα interaction detection in red. Scale bar = 50µm.
Values are mean ± SD analysed by two-way ANOVA (Ad-CTRL vs Ad-FAT10 $$$$ p<0.0001, $$$ p<0.001. Fed vs
Fasted **** p<0.0001, *** p<0.001).
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Figure 6: FAT10 impairs the PPAR-alpha agonist
response in vitro and in vivo. A) HepG2 cells were transfected
with a siRNA control (siCTRL) or a siRNA targeting FAT10 (siFAT10)
during 24 hours and then treated with human TNFα (50ng/mL) and
IFNγ (10ng/mL) (TNFα/IFNγ) during 24 more hours. The evening prior
to the assay, cells were treated with 1µM pemafibrate (pema) or
DMSO. PPARα, HMGCS2 and PDK4 mRNA gene expression
measured by qPCR and induction fold by pemafibrate between siCTRL
and siFAT10 are indicated with red arrows. Values are mean ± SD
analysed by two-way ANOVA (DMSO vs pema: **** p<0.0001, **
p<0.01, * p<0.05 with Pema induction fold indicated above the bars.
siCTRL vs siFAT10 $$$$ p<0.0001, $$$ p<0,001, $ p<0.05, ns
p>0.05). B) 12-week–old male mice were injected with a control
adenovirus (Ad-CTRL) (N=11) or adenovirus FAT10 (Ad-FAT10)
(N=11) during 4 days. Then mice were orally treated with pemafibrate
(1mpk. Ad-CTRL pema N=6 and Ad-FAT10 pema N=5) or control CMC
(Ad-CTRL CMC N=5 and Ad-FAT10 CMC N=6) on the evening of the
4th day and the morning of the 5th day. Then they were fasted during 5
hours before livers and blood were collected. Pparα, Hmgcs2, Pdk4,
Aco, Cyp4a14 and Cyp4a10 relative mRNA expressions measured by
qPCR. Values are mean ± SD analysed by two-way ANOVA (Ad-CTRL
vs Ad-FAT10 **** p<0.0001, *** p<0.001, * p<0.05. CMC vs Pema $$$$
p<0.0001).
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Supplementary Fig. 1: FAT10 is elevated in NASH patient livers and correlates
positively with pro-inflammatory genes. A) Gene ontology terms enrichment for genes in
the livers of NASH vs no NASH patients. B) Top 20 genes enriched in the livers of NASH patients
(N=129) compared to no NASH (N=76) C) Correlation between FAT10 and IL32, CXCL10 and CXCL9
expressions. The correlations are linear regressions, the p-values and the correlation coefficient r are
indicated. The best fit curve is shown with a line and the 95% confidence bands are represented with
a dashed line.
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NASH vs no NASH
Gene p-val FDR.p-val FC

LOC105369882 3.696e-09 1.939e-05 2.281
CDHR2 1.864e-08 4.139e-05 2.525
SRD5A2 1.913e-08 4.139e-05 2.268
CXCL10 7.486e-08 9.451e-05 2.293
SULF2 5.193e-07 0.0003745 2.194
IGFBP2 7.159e-07 0.0004367 0.3938
P4HA1 2.215e-06 0.0009067 0.382
SHBG 4.253e-06 0.001401 0.4016
PEG10 6.026e-06 0.001706 2.073
CXCL9 7.961e-06 0.002061 2.131

LOC101928635 9.205e-06 0.002296 2.328
LOC101927745 2.967e-05 0.004301 2.465

FAT10 0.0001603 0.01181 2.388
CRP 0.0007302 0.02954 2.22

SERPINE1 0.001089 0.03834 2.409
IGLC2 0.001802 0.05126 2.385
MT1H 0.002177 0.05734 2.037

LOC643675 0.002344 0.05987 0.3072
SPINK1 0.003363 0.07355 0.443
XIST 0.004882 0.09024 0.2308
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Supplementary Fig. 2: FAT10 is induced by cytokines in hepatocytes and
colocalizes with PPARα. Fat10 mRNA gene expression measured by qPCR over time
for A) HepG2 or B) IHH treated with human TNFα (50ng/mL) and IFNγ (10ng/mL) (TNFα/IFNγ)
or untreated (NT). Values are mean ± SD analysed by Two-way ANOVA (**** p<0.0001, *
p<0.5). Western blot for FAT10 in C) HepG2 and D) IHH cells treated with TNFα/ IFNγ or
untreated (NT) as described before. E) Immunofluorescence of HepG2 cells treated with TNFα/
IFNγ during 24 hours. Nuclear staining in blue with DAPI, Fat10 staining in green and PPARα
staining in red. Scale bar = 20µm.
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Supplementary Fig. 3: FAT10 overexpressing cells accumulate lipids and have an
impaired mitochondrial respiration. HepG2 cells were transfected with a siRNA control (siCTRL) or a
siRNA targeting FAT10 (siFAT10) with or without a siRNA targeting PPAR-alpha (siPPARα) during 24 hours and
then treated with human TNFα (50ng/mL) and IFNγ (10ng/mL) (TNFα/IFNγ) during 24 more hours. A) FAT10 and
PPARα mRNA gene expression measured by qPCR. Values are mean ± SEM analysed by Two-way ANOVA
(siCTRL vs siRNA: **** p<0.0001, *** p<0.001, ** p<0.01, * p<0.05, ns non-significant). HepG2 cells
overexpressing stably FAT10 were obtained after an infection with a lentivirus FAT10 (HepG2-FAT10) or a
lentivirus control (HepG2-CTRL) as described in method. FAT10 B) mRNA expression measured by qPCR and
C) protein expression measured by Western Blot. D) Representative images of BODIPY 493/503 staining of
neutral lipids (scale bar = 20µm) with the quantification of lipid droplet per cell using the spot detection plug-in of
the Icy software (HepG2-CTRL vs HepG2-FAT10: **** p<0.0001, ns non-significant; siFAT10+siPPARα vs siRNA:
µµµµ p<0.0001. NT vs TNFα/IFNγ $$$$ p<0.0001 and $$ p<0.01) E) Oxgen Consumption Rate (OCR) in HepG2-
FAT10 or HepG2-CTRL cells incubated for 1 hour in Seahorse assay media complemented with 1mM pyruvate,
2mM glutamine, and 10mM glucose. OCR was measured over time after treatment with Oligomycin (2μM), ATP
synthase inhibitor; FCCP (1μM), mitochondrial uncoupler; and Rot/AA (0.5μM), rotenone and antimycin A, specific
inhibitors for ETC complex I and III, respectively. Values are mean ± SD analysed by two-way ANOVA (siCTRL vs
siRNA **** p<0.0001, *** p<0.001, ** p<0.01, * p<0.05, ns non-significant).
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Suplementary Fig. 4: Hepatic Fat10 overexpression does not
affect mice body weight or liver histology. 12-week–old male mice
were injected with a control adenovirus (Ad-CTRL) (N=20) or adenovirus FAT10
(Ad-FAT10) (N=19) during 4 days. Then mice were fed ad libitum (Ad-CTRL fed
N=10, Ad-FAT10 fed N=9) or fasted during 18 hours (Ad-CTRL fasted N=10, Ad-
FAT10 fasted N=10) before liver and blood were taken. A) Mice body weight. D)
Representative liver hematoxylin and eosin (H&E) stains for each group. Scale
bar = 100 μm. Values are mean ± SD analysed by two-way ANOVA (Fed vs
Fasted ** p<0.01, * p<0.05).
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Supplementary Fig. 5: FAT10 expression is not modulated by pemafibrate
treatment nor in vitro neither in vivo. A) FAT10 mRNA expression measured by
qPCR in HepG2 cells were transfected with a siRNA control (siCTRL) or a siRNA targeting
FAT10 (siFAT10) during 24 hours and treated with human TNFα (50ng/mL) and IFNγ
(10ng/mL) (TNFα/IFNγ) during 24 more hours. The evening prior to the assay, cells were
treated with 1µM pemafibrate (pema) or DMSO. Values are mean ± SD analysed by two-way
ANOVA (siCTRL vs siFAT10: $$$ p<0.001). B) Fat10 mRNA expression measured by qPCR in
the livers of 12-week–old male mice were injected with a control adenovirus (Ad-CTRL) (N=11)
or adenovirus FAT10 (Ad-FAT10) (N=11) during 4 days. This mice were orally treated with
pemafibrate (1mpk. Ad-CTRL pema N=6 and Ad-FAT10 pema N=5) or control CMC (Ad-CTRL
CMC N=5 and Ad-FAT10 CMC N=6) on the evening of the 4th day and the morning of the 5th
day. Then they were fasted during 5 hours before liver and blood were taken. Values are mean
± SD analysed by two-way ANOVA (Ad-CTRL vs Ad-FAT10 **** p<0.0001 and *** p<0.001).
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