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RESUME

De nombreux tissus adultes contiennent des cellules souches et/ou progénitrices qui contribueraient a
leur croissance et a leur régénération. Ces cellules souches adultes sont localisées dans un
microenvironnement spécialisé, appelé niche, qui régule leur prolifération, leur mobilisation et leur
différenciation. Le tissu adipeux (TA) serait un des tissus adultes contenant des cellules
souches/progénitrices, potentiellement capables de se différencier in vitro en de nombreux types
cellulaires. Des travaux précédents menés au sein de I’équipe ont montré que les cellules
souches/progénitrices du TA étaient contenues dans la fraction cellulaire CD34'/CD31" et qu’elles
avaient des capacités adipogéniques et angiogéniques. Alors que de nombreux travaux s’intéressent,
pour une utilisation éventuelle en thérapie cellulaire, a ces cellules souches/progénitrices dites de type
mésenchymateux en les isolant par leur propriété d’adhérence au plastique, peu de données sont
disponibles concernant la caractérisation phénotypique et génotypique de ces cellules a I’état natif
ainsi que I’influence de leur microenvironnement et de I’état d’obésité sur leur nombre, leurs capacités
de prolifération et de différenciation.

Dans un premier temps, nos travaux ont montré que les cellules souches/progénitrices CD34°/CD31
avaient une localisation périvasculaire ainsi que stromale au sein du TA humain et qu’elles étaient
hétérogénes en terme de marqueurs de surface ; elles expriment a la fois des marqueurs des cellules
souches hématopoiétiques et mésenchymateuses et malgré leur localisation périvasculaire, elles
n’expriment pas de marqueurs des péricytes. De plus, I’augmentation avec le niveau d’obésité de
I’expression génique de marqueurs de I’adipogénése par les cellules souches/progénitrices suggére
leur engagement dans la voie adipocytaire. Dans un second temps, nous avons montré, in situ, qu’une
fraction de cellules CD34%/CD31" était en phase de prolifération et que cette prolifération était
augmentée chez les sujets obéses. L’étude des facteurs du microenvironnement pouvant réguler la
prolifération a montré que les sécrétions des adipocytes matures et des cellules endothéliales
capillaires (CECs) ainsi qu’un environnement hypoxique augmentaient la prolifération des cellules
CD34%/CD31" alors que des facteurs macrophagiques I’inhibaient. De plus, nous avons montré que les
CECs sécrétaient un facteur chimiotactique, le SDF-1 (stromal derived factor-1), qui induit la
migration des cellules CD34°/CD31 du TA par interaction avec son récepteur, le CXCR-4. Enfin,
concernant le contr6le de la différenciation des cellules souches/progénitrices par le
microenvironnement tissulaire, nous avons montré, in vitro dans nos conditions de culture, que les
secretions des adipocytes, des macrophages et des CECs avaient des effets pro-angiogéniques et anti-
adipogéniques.

L’ensemble de ce travail a ainsi permis de caractériser I’influence de la « niche adipeuse » sur le
contrble de [Iactivité de prolifération, de migration et de différenciation des cellules

souches/progénitrices natives du TA.
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Avant-Propos

Le surpoids touche, aujourd’hui, environ 1,6 milliard d’adultes dans le monde et au moins
400 millions d’adultes sont obéses. L’obésité est a I’origine du développement de nombreuses
maladies telles que des maladies cardio-vasculaires, le diabéete de type 2, des dyslipidémies et
des cancers. Les causes de I’obésité sont multiples et dépendent autant de facteurs génétiques
que de facteurs environnementaux. L’obésité est la conséquence d’une croissance excessive
du tissu adipeux (TA). En effet, le TA est un tissu extrémement plastique qui peut se
développer chez I’adulte de maniére importante et qui contient des cellules souches et/ou

progénitrices de phénotypes semblables aux cellules mésenchymateux.

De nombreux tissus adultes tels que la moelle osseuse, I’intestin, la peau ou encore les
muscles contiennent des cellules souches et/ou progénitrices qui contribueraient a leur
croissance et/ou régénération tout au long de la vie. Ces cellules souches/progénitrices adultes
sont localisées dans un microenvironnement spécialisé, appelé niche, qui régule leur
prolifération, leur mobilisation et leur différenciation. Elles sont largement étudiées afin de
comprendre les processus physiologiques dans lesquels elles sont impliquées mais sont aussi
de plus en plus étudiées comme outil thérapeutique dans le but de réparer un organe
endommagé ou pour traiter des maladies dégénératives telles que les maladies de Parkinson et
d’Alzheimer. Le TA pourrait &tre un de ces organes renfermant des cellules souches et/ou

progeénitrices facilement isolables et utilisables pour la thérapie cellulaire.

Une meilleure connaissance des cellules souches/progénitrices du TA et plus particuliérement
du contrdle de leur prolifération, de leur différenciation et de leur migration est nécessaire,
d’une part, a la compréhension des mécanismes impliqués dans le développement du TA qui a
lieu lors de la mise en place de I’obésité mais aussi d’autre part pour une utilisation potentielle

de ces cellules comme outil thérapeutique.

Dans I’introduction de ce manuscrit nous allons décrire dans une premiere partie les différents
grands types de cellules souches ainsi que leur microenvironnement et le contréle qu’il exerce
sur leur biologie, puis nous aborderons I’ utilisation des cellules souches en thérapie cellulaire.
Enfin dans une troisieme partie nous nous intéresserons au TA, a ses fonctions et a sa

composition cellulaire et notamment aux cellules souches/progeénitrices qu’il contient.

Ensuite, nous aborderons les travaux de recherche qui constituent notre travail de theése.

Seront ainsi abordés la caractérisation phénotypique des cellules souches/progénitrices du TA
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Avant-Propos

et leur localisation au sein du TA ainsi que le contrdle exercé par le microenvironnement sur

leur activite de prolifération, différenciation et migration.
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Introduction

I. Les cellules souches et leur niche

I.1. Qu’est ce qu’une cellule souche ?

Une cellule souche est une cellule indifférenciée ayant un potentiel de différenciation en au
moins un type cellulaire. D’un point de vue cytologique, une cellule souche a un rapport
nucléo/cytoplasmique élevé, c’est-a-dire peu de cytoplasme, peu d’organelles et un noyau
sphérique proéminent. Elle se caractérise par :

- son auto-renouvellement qui est la capacité pour une cellule de proliférer
indéfiniment tout en maintenant un état indifférencié et donc toutes les potentialités des
cellules souches. Les cellules souches peuvent se multiplier par division symétrique ou
asymétrique. On distingue la division symétrique homoplastique qui correspond a la
division cellulaire qui génere deux cellules filles identiques a la cellule mere et qui seront
destinées a acquérir le méme devenir (Figure 1 A). En général, ce type de division cellulaire
est utilisé par les cellules souches embryonnaires mais aussi en cas de lésion pour régénérer le
stock de cellules. Les cellules souches peuvent aussi effectuer une division symétrique
hétéroplastique : les deux cellules filles produites seront identiques mais plus différenciées
que la cellule mére. Les cellules souches ont aussi une caracteristique essentielle qui est leur
capacité a générer simultanément des copies identiques d’elle-méme et des cellules filles
différenciées par division asymétrique (Figure 1 A) (abordé plus tard dans le paragraphe
1.3.2.3)).

- ses potentialités de différenciation qui sont les capacités pour une cellule de se
différencier en un ou plusieurs types de cellules matures. Selon leurs capacités de
différenciation, on distingue plusieurs types de cellules souches * (Figure 1 B):

o] Les cellules souches totipotentes : cellules issues de I'ovocyte fertilisé ou
zygote et des descendants des deux premieres divisions. Ces cellules peuvent donner tous les
types cellulaires embryonnaires et extra-embryonnaires.

o] Les cellules souches pluripotentes: cellules descendant des cellules
souches totipotentes qui ont formé la masse interne cellulaire du blastocyste a partir de
laguelle I'embryon se développe. Elles ont le potentiel de donner, in vitro et in vivo, les trois
feuillets embryonnaires qui vont constituer tout |’organisme sauf les tissus extra-

embryonnaires a I’origine du placenta.
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o] Les cellules souches multipotentes : cellules pouvant se différencier en un
nombre limité de types cellulaires qui genéralement constituent un tissu entier.

o] Les cellules souches unipotentes : cellules capables de s’auto-renouveler et
de se différencier en un seul type cellulaire spécialisé.

o  Les cellules progénitrices: cellules qui présentent une capacité limitée
d’auto-renouvellement et qui se différencie en un type cellulaire défini.
En plus de leur capacité d’auto-renouvellement et de différenciation, les cellules souches se
caracterisent par leur capacité de maintenir un état de quiescence particulier (cf. paragraphe
1.3.2.a)). La quiescence est la phase Gy du cycle cellulaire dans laquelle rentrent les cellules
en absence de facteurs mitotiques. C'est une phase de dormance pendant laquelle les cellules
ont comme caractéristiques une faible taille cellulaire ainsi qu'une faible activité métabolique.
Cet état de quiescence protege les cellules souches de possibles « agressions » qui les
endommageraient et leur permet de remplir leurs fonctions tout au long de la vie.
Toutefois, aucune de ces propriétés ne suffit a garantir le caractére « souche » d’une cellule.
En effet, celle-ci se doit d’avoir le potentiel de reconstituer a long terme la fonction d’un tissu
de maniére efficace, ce qui implique d’étre capable d’un nombre important de divisions
cellulaires et de différenciation in vivo. Cette derniere propriété distingue la cellule souche de
sa descendance, les cellules progénitrices qui présentent des capacités plus limitées.
Ces caracteristiques jouent un réle essentiel dans I’organogenese lors du développement

embryonnaire mais aussi dans la régénération des tissus adultes.
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Figure 1: Caractéristiques d’une cellule souche.

(A) Les cellules souches (bleue) peuvent s’auto-renouveler soit par division symétrique en
générant 2 cellules identiques a la cellule meére, soit par division asymétrique en donnant une
cellule identique a la cellule mere et une cellule destinee a se différencier (orange). (B) Les
cellules souches se distinguent par leur capacité de différenciation.

1.2. Les différents types de cellules souches
Les deux grands types de cellules souches chez les mammiféres sont : les cellules souches

embryonnaires qui sont isolées a partir de la masse interne du blastocyste et les cellules

souches adultes qui sont retrouvées dans la majorité des tissus adultes.
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1.2.1. Les cellules souches embryonnaires

Les cellules souches embryonnaires (ou cellules ES pour «embryonic stem cells ») sont
I'unique population cellulaire qui a la capacité de s'auto-renouveler tout en maintenant une
pluripotencialité et qui peuvent ainsi se différencier en tous les types cellulaires d'un
organisme. Les cellules ES dérivent de la masse cellulaire interne du blastocyste (5°™ jour
préimplantatoire), a I'origine de I’épiblaste qui donne ensuite les trois feuillets embryonnaires
(ectoderme, mésoderme et endoderme), eux-mémes qui précedent la formation de tous les

tissus du feetus en développement (Figure 2).

Trophoblaste primitif

Masse interne /—2

Cellules souches
embryonnaires

Ceeur Tissus conjonctifs
Vaissedux sanguines v Organes génitaux
et lymphatiques Muscles

Figure 2 : Le blastocyste.

Les premieres cellules ES isolées chez les mammiféres l'ont été en 1981 par deux équipes
indépendantes, celle de Evans et Kaufman ? et celle de Martin 3, & partir d'embryons de souris.

Ces cellules montrent une intense activité de prolifération in vitro tout en gardant un état
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indifférencié quand elles sont cultivées sur des cellules nourriciéres, des fibroblastes
embryonnaires de souris, qui produisent la cytokine LIF (leukemia inhibitory factor) connue
pour inhiber la différenciation des cellules ES en activant le facteur de transcription Stat3
mais aussi les voies de signalisation extracellular-signal-related kinase (ERK) et
phosphatidylinositol-3-OH kinase (PI3K) qui contr6lent leur différenciation et leur
prolifération, respectivement *. Les cellules ES murines croissent en colonies de forme ronde
et doivent étre repiquées tous les 2-3 jours afin de préserver leur statut « souche ». L'injection
de cellules ES dans des blastocystes ensuite réimplantés a des souris pseudogestantes, a
permis de démontrer, grace au chimérisme de la descendance, la capacité pluripotente de ces
cellules puisqu’elles contribuent a la formation de tous les lignages cellulaires c’est-a-dire de
tous les tissus de I’organisme (Figure 3). Depuis ces travaux précurseurs, les cellules ES
murines sont devenues un outil central dans le développement de la technologie de
transgenése ° et ont été utilisées et étudiées pour servir de vecteur & l'introduction de génes
dans des embryons.

Enfin, trés récemment, des cellules souches murines ont été isolées a partir de I’épiblaste
d’embryon post-implantatoire murin : les EpiStem cells (EpiSC) © ’. Les EpiSC sont plus
proches des cellules ES humaines que murines. In vitro, elles forment des colonies plates,
caracteristique des cellules ES humaines, elles expriment les marqueurs de pluripotence Oct-
4, Sox-2 et Nanog. Alors que les cellules ES murines requierent les facteurs LIF et Bone
Morphogenic Factor-4 (BMP-4) pour maintenir leur état indifférencié in vitro, les facteurs qui
supportent I’auto-renouvellement des EpiSC, comme pour les cellules ES humaines, sont une
combinaison de Fibroblast Growth Factor-2 (FGF-2) et d’activine A. Les EpiSC sont
multipotentes in vitro et leur greffe a des souris adultes conduit a la formation de tératomes.
Cependant, contrairement aux cellules ES murines, elles sont incapables de s’incorporer a un

blastocyste lors d’expérience de chimérisme.
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Figure 3 : Pluripotence des cellules souches embryonnaires in vivo.

Depuis 1998, ou la premiére lignée humaine de cellules ES a été établie par Thomson et al. &,
pléthore de lignées, génétiquement différentes, ont été isolées a partir de blastocystes
humains. Les techniques d'isolement et de culture des cellules ES humaines étant différentes

® en terme de cellules nourriciéres utilisées mais aussi de densité

selon le laboratoire
d’ensemencement, de milieu de culture, des facteurs de croissance, de la méthode et du
nombre de repiquages, il est évident qu’il existe des différences entre les lignées. Un besoin
de standardisation s’est vite avéré nécessaire. Ainsi, un consortium de chercheurs travaillant

sur les cellules ES humaines a travers le monde s'est créé, « The International Stem Cell

-20 -



Introduction

Initiative », afin de « standardiser » la caractérisation des lignées des cellules ES humaines *°.
Par des approches de cytométrie de flux pour la caractérisation des antigenes de surface et par
des approches de RT-PCR ou de « microarrays » pour l'étude des profils d’expression
génique, sur 59 lignées de cellules ES provenant de 17 laboratoires a travers le monde **, un
profil des différentes cellules ES humaines a pu étre dégagé avec la reconnaissance de
marqueurs communs :

- des facteurs de transcription: Nanog, Oct-4 (aussi connu sous le nom de
POUS5F1) cruciaux pour le maintien de I'état indifférencié et de I'auto-renouvellement ** mais
aussi les genes TDGF1 (Teratocarcinoma-derived growth factorl), DNMT3B (DNA
methyltransferase 3B), GABRB3 (Gamma-aminobutyric acid receptor beta-3) et GDF3
(Growth differentiation factor 3),

- des antigenes glycolipidiques: SSEA-3 et SSEA-4 (stage-specific embryonic
antigen-3 et 4), exprimés sur toutes les cellules ES humaines mais pas essentiels pour le
maintien de leur pluripotence =,

- les antigénes a keratane sulfate TRA-1-60, TRA-1-81, GCTM2 et GCT343,

- les protéines CD9, CD90 (Thy-1), l'alkaline phosphatase tissu-non spécifique et
I'HLA de classe I.

Il est cependant important de noter que les cellules ES pourraient étre un artefact de culture ™.
En effet, in situ, pendant le développement embryonnaire, la masse cellulaire interne du
blastocyste se différencie rapidement pour donner I'épiblaste et les trois feuillets
embryonnaires. Ceci suggere que les cellules ne sont plus pluripotentes mais multipotentes et

ne peuvent donner que les types cellulaires dérivant d’un seul feuillet embryonnaire.

1.2.2. Les cellules souches amniotiques

Le liquide amniotique contient différents types cellulaires provenant du feetus en cours de
développement * *°. Ces cellules peuvent étre isolées lors d’une amniocentése, suivie d’une
centrifugation et d’une mise en culture du culot cellulaire. Les cellules ainsi obtenues par
adhérence sur plastique sont une population hétérogene qui exprime a la fois des marqueurs
de cellules souches embryonnaires (TRA-1-60, TRA-1-81, SSEA-4, Nanog et Oct-4) "% et
des marqueurs de cellules souches mésenchymateuses (CD29 (inteégrine 1), CD44, CD73,
CD90 et CD105 (endogline)) 2, ce qui suggére qu’elles représentent un état intermédiaire
entre des cellules souches embryonnaires et des cellules souches adultes. Elles possedent une
grande capacité de prolifération in vitro tout en gardant leur état indifférencié, sans étre
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tumorigéne *°.

Ces cellules amniotiques sont considérées comme des cellules souches
multipotentes ; elles ont des capacités de différenciation semblables a celles des cellules
souches mésenchymateuses (cf. paragraphe 1.2.4.b)). Elles peuvent exprimer in vitro des
marqueurs adipocytaires, ostéoblastiques, chondroblastiques, neuronaux et hépatocytaires
ainsi que des marqueurs de cellules musculaires et endothéliales. Elles montrent aussi des
activités neurogéniques et ostéogéniques in vivo 8. Enfin, il a récemment été montré qu’une
population de cellules isolées a partir de liquide amniotique humain ou murin possédaient de

réels potentiels hématopoiétiques tant in vitro et in vivo .

1.2.3. Les cellules souches pluripotentes induites ou IPs

Takahashi et Yamanaka, par d'innovants travaux en 2006, ont montré pour la premiéere fois
que l'expression ectopique de 4 facteurs de transcriptions nécessaires au maintient de la
pluripotence des cellules ES, Oct3/4, Sox2, c-Myc et KIf4, dans des conditions de culture de
cellules souches embryonnaires, pouvait reprogrammer des cellules somatiques murines en
cellules souches pluripotentes aussi nommées « iPS cells » % %, Etonnamment Il'introduction
du facteur de transcription Nanog n'était pas necessaire. Ces travaux d'abord conduits chez la
souris ont par la suite été réalisés dans des fibroblastes d'épiderme humain 2. Les iPS sont
semblables aux cellules ES en terme de morphologie, de prolifération, d'antigénes de surface,
d'expression génique, de statut épigénétique des géenes spécifiques de la pluripotence. De plus,
ces cellules peuvent se différencier dans tous les types cellulaires issus des trois feuillets
embryonnaires in vitro et in vivo dans des tératomes. Au cours des trois dernieres années, des
progres ont été faits pour générer ces cellules souches reprogrammeées sans utiliser de vecteurs

27, 28

viraux intégratifs mais des adenovirus ou plasmides non-intégratifs ou des protéines

reprogrammeées recombinantes 2° ou en réduisant le nombre de génes introduits en utilisant

30, 31

des cellules qui expriment naturellement un gene de pluripotence mais aussi en jouant

seulement sur les conditions de culture .

1.2.4. Les cellules souches adultes

Avec le developpement de I’embryon, les cellules souches embryonnaires pluripotentes
laissent place a des cellules aux capacités de plus en plus restreintes qui donneront naissance
aux différents tissus et organes. Une fois les cellules des différents tissus différenciées et
spécialisées, les organes doivent avoir recours a un mécanisme pouvant maintenir leur

homéostasie en remplacant les cellules perdues par apoptose ou par lésions et ainsi participer
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a la régénération tissulaire. On estime qu’un individu perd plus de 20 milliards de cellules par
jour, ce qui nécessite un processus de reconstitution permanent *. Certains organes tels que le
cerveau, le cceur ** ou les reins, se renouvellent peu. Par contre, d’autres tissus, comme la
moelle osseuse, la peau ou I’intestin, sont en constante régénération. Pour soutenir cette
fonction de renouvellement, les organes possedent un réservoir de cellules, les cellules
souches adultes, qui peuvent servir tout au long de la vie, leur stock peut étre maintenu grace
a une balance entre auto-renouvellement et différenciation. Méme si la capacité de
différenciation en la plupart, voire tous les types cellulaires de I’organisme, semble étre
réservée aux cellules souches embryonnaires, les cellules souches adultes résidant dans un
organe ou un tissu semblent cependant capables de donner au moins un (unipotence) ou
plusieurs (multipotence) lignages et de s’auto-renouveler. Etant spécifiques des organes dans
lesquels elles résident, leur éventail d’options de différenciation est généralement limité aux
cellules qui composent le tissu. Elles sont cependant appelées cellules souches multipotentes.
Les cellules souches adultes sont aussi connues sous le terme de cellules souches somatiques
en référence a toutes les cellules du corps a I’exception des cellules germinales
(spermatozoide et ovule).

Les cellules souches adultes sont rares et n’expriment en général aucun marqueur de surface
spécifique mais partagent plutét une combinaison de certains antigenes qui ne leur sont pas
spécifiques. C’est cette combinaison qui permet tout de méme de les distinguer des autres
types cellulaires.

Dans cette introduction de these, nous nous sommes intéressés aux cellules souches adultes
des organes qui nécessitent un fort pouvoir d’auto-renouvelement et dont leurs

microenvironnements sont les plus étudiés.

a) Les cellules souches hématopoiétiques

Parmi toutes les cellules souches adultes, les cellules souches hématopoiétiques (CSH) sont
les mieux caractérisées. Leur existence dans la moelle osseuse a été déemontrée il y a environ
50 ans par la reconstitution d’une hématopoiése a long terme dans un modeéle de souris
létalement irradiées *. Elles sont multipotentes, capables de s’auto-renouveler et peuvent
donner n’importe quel type cellulaire du sang provenant du lignage myéloide (donnant les
érythrocytes, les monocytes/macrophages, les granulocytes (éosinophiles, basophiles et
neutrophiles) et les plaquettes) et du lignage lymphoide (donnant les cellules NK (pour

Natural Killer) et lymphocytes B et T) et ceci tout au long de la vie d’un individu. Les CSH
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sont rares (fréquence < 1 % des cellules de la moelle osseuse *°) et leur fréquence diminue
avec I’age. Elles donnent des progéniteurs qui perdent progressivement leur capacité d’auto-
renouvellement au fur et a mesure que leurs potentiels de différenciation se réduisent pour
donner des cellules matures fonctionnelles. Historiqguement, c’est par I’utilisation d’anticorps
dirigés contre les marqueurs spécifiques des différentes cellules matures (lymphocytes B et T,
érythrocytes...) que des cellules négatives pour les marqueurs de ces cellules différenciées ont
été isolées. Leurs potentiels ont été testés a la fois in vitro par analyse clonale et in vivo par
des expériences de reconstitution de I’hématopoiése chez des souris irradiées *’. Ainsi, une
cellule n’exprimant pas les marqueurs des lymphocytes B mais pouvant donner des
lymphocytes B, T ou NK, a pu étre définie comme un progéniteur du lignage lymphoide. Ces
résultats sont a I’origine de I’utilisation de 7-10 anticorps spécifiques pour la sélection
négative des cellules de la moelle. Toutes les CSH fonctionnelles sont donc négatives pour
des marqueurs de surface qui apparaissent avec I’engagement des cellules dans les différents
lignages et donc normalement exprimés sur les cellules différenciées ou matures ; elles sont
ainsi nommeées Lin" (pour lineage negatif). Par la suite, d’autres marqueurs de surface
spécifiques (comme CD90, Scal chez la souris ou CD34 chez I’homme et c-kit/CD117) ont
été décrits pour étre exprimés sur les cellules lin" qui participent & la reconstitution de
I’'hématopoiése de souris irradiées. Parmi ces cellules Lin/Scal*/CD90"/c-kit" qui restent
une population hétérogene, des cellules avec des capacités de repopulation a long terme (LT-
HSC : ces cellules souches et leur descendance ont besoin de plus de 15 divisions cellulaires
et plus de 5 semaines pour produire des cellules différenciées) et a plus court terme (ST-
HSC : ces cellules souches et leur descendance ont besoin de 5 & 10 divisions cellulaires et
moins de 3 semaines pour produire des cellules différenciées) mais aussi des progeniteurs
multipotents (MPP : qui ont peu ou pas de capacités d’auto-renouvellement) peuvent étre
distingués *®. Moins de 1% des cellules de la moelle osseuse possédent cette propriété de
repopulation a long terme. Enfin, c’est par I’expression différentielle du marqueur CD150 ou
SLAMT1 (Signaling lymphocyte activation molecule familly member 1) que les LT-HSC et
ST-HSC peuvent étre séparées des MPP *°. C’est ainsi, par la mise en évidence de plusieurs
marqueurs de surface spécifiques et par la capacité de repopulation in vivo, que la hiérarchie
de la différenciation hématopoiétique a pu étre caractérisée en allant de la cellule souche
hématopoiétique la plus immature (LT-HSC) aux cellules différenciées fonctionnelles %
(Figure 4).
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Figure 4 : L'hématopoiése.

Dans la moelle osseuse, les CSH quiescentes sont localisées a proximité des ostéoblastes qui

leur fournissent une partie des facteurs nécessaires a leur maintien dans cet état, alors que les

CSH en prolifération et en différenciation sont, elles, localisées pres des capillaires sanguins

(Figure 5).
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Figure 5 : Les cellules souches hématopoiétiques (CSH).

Outre I’utilisation des marqueurs de surfaces specifiques pour I’isolement des CSH, d’autres

méthodes de séparation sont utilisées. Les LT-HSC sont enrichies dans la population qui

posséde la capacité & exclure la Rhodamine 123 *°, marqueur de I’activité mitochondriale,

grace a la P-glycoprotéine codée par le géne MDR1 (multidrug resistance 1) *. Les LT-HSC

peuvent aussi se distinguer de leur descendance par leur aptitude a exclure le colorant vital
Hoechst 33342 *? grace au transporteur ABCG2 de la famille des transporteurs ABC (ATP-

binding cassette transporter) **. Ces cellules qui excluent ce colorant vital sont connues sous

le nom de « side population » (SP) du fait de leur position prés de I’axe des ordonnées sur un

graphique de cytométrie en flux. Notons que les cellules souches hématopoiétiques ne sont
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pas le seul type cellulaire a exprimer le transporteur ABCG2 qui confere cette caractéristique
d’exclusion du Hoechst. Dans le but de protéger le corps des xénobiotiques, il est exprime
physiologiquement dans le foie, I’épithélium intestinal, le colon, les poumons, les reins, le
placenta, la barriére hémato-encéphalique, de nombreuses tumeurs * mais aussi dans d’autres

% ou des cellules souches

cellules souches telles que des cellules souches neurales
musculaires .

Dans le but de maintenir une hématopoiése tout au long de la vie sans épuiser toutes les CSH,
la plupart d’entre elles reste quiescente et un nombre limité d’entre elles entre dans le cycle
cellulaire pour finir par se différencier. C’est par leur état de quiescence identifiable par leur
capacité de rétention d’un intercalant de I’ADN comme la 5-bromo-2-deoxyuridine (BrdU)
que les LT-HSC peuvent étre distinguées de leur descendance, les ST-HSC et les MPP ¥’
Approximativement, 75% des LT-HSC sont en phase G et se divisent tous les 57 jours *. En
effet, apres injection de BrdU a des souris, les cellules en prolifération incorporent I’analogue
de la thymidine a leur ADN. Les cellules a forte activité mitotique vont perdre le BrdU au fur
et a mesure de leur division cellulaire alors que les cellules quiescentes ou avec une
prolifération cellulaire lente vont retenir le BrdU plus longtemps. C’est ainsi que les cellules
souches quiescentes ou « label retaining cells » (LRC) peuvent étre discriminées des cellules
progénitrices en phase proliférative « transit-amplifying cells » *°. Par cette technique, une
équipe a récemment identifié, dans la population lin /Scal*/cKit"/CD150/CD48 /CD34 , des
CSH dormantes qui ne se renouvellent que tous les 145 jours pour préserver leur activité >°.
La balance entre quiescence, auto-renouvellement et engagement dans les différents lignages
est finement contrdlée par une combinaison de signaux régis par le microenvironnement dans

lequel resident les cellules souches et que nous aborderons plus loin.

b) Les cellules stromales mésenchymateuses

Les cellules souches mésenchymateuses ont d’abord été décrites a partir de la moelle osseuse
pour étre des cellules non-hématopoiétiques, adhérentes, ressemblant a des fibroblastes,
formant des CFU-F (colony forming units-fibroblastic) et capables de se différencier en os .
Par la suite, ces cellules ont montré des capacités de différenciation en différents types
cellulaires dérivant du feuillet embryonnaire mésodermique 2. Elles sont isolées grace a leur
propriété d’adhérence au plastique. Elles ont un grand potentiel d’amplification en culture
et aprés plusieurs « passages », elles sont morphologiquement homogeénes et ont un aspect

fibroblastique. Leur caractére « souche » (auto-renouvellement et multipotentialité) n’étant
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montré qu’in vitro aprés une étape d’expansion cellulaire et non pas au niveau d’une seule
cellule et in vivo et du fait de leur potentielle localisation stromale dans le tissu ainsi que de
leur role comme cellules de soutient ; elles sont appelées plus couramment cellules stromales
mésenchymateuses (CSM).

Les CSM sont rares dans la moelle osseuse, elles représentent environ une cellule sur 10000 >
et leur fréquence diminue avec I’age **. Chez I’homme, les CSM n’expriment pas de
marqueur spécifiqgue qui pourrait les définir spécifiquement mais une combinaison de
marqueurs (Tableau 1). Elles sont positives pour les marqueurs CD105, CD73, CD44,
CD90, CD71 (recepteur de la transferrine) et Stro-1 aussi bien que les molécules
d’adhésion CD106, CD166 (Activated leucocyte cell adhesion molecule=ALCAM),
ICAM-1 (intercellular adhesion molecule-1) et CD29 ** *®. Par contre, elles n’expriment ni
les marqueurs hématopoiétiques CD45, CD34, CD14 ou CD11, ni les molécules co-
stimulantes CD80, CD86 ou CDA40, ni les molécules d’adhésion CD31, CD18 ou CD56.

Tableau 1 : Marqueurs membranaires des CSM humaines.

Positives Négatives

Molécules d’adhésion CD106, CD166, ICAM-1,

CD31, CD18, CD56

CD29

Molécules co-stimulantes CD80, CD86, CD40
Marqueurs hématopoiétiques CD45, CD34, CD14, CD11
Récepteurs CD44, CD71
Autres CD105, CD73, CD90, Stro-1

Les CSM n’expriment pas toujours les mémes marqueurs en fonction des especes. Alors que
I’absence d’expression du marqueur CD34 par les CSM est clairement admise chez I’hnomme,
les CSM murines, positives pour les marqueurs Sca-1 et CD44 et négatives pour CD45 ou
CD11b, sont enrichies lorsqu’une sélection positive des cellules CD34 est effectuée avant
I’adhérence au plastique >’. Cette observation laisse penser que les CSM natives et non
cultivées pourraient exprimer le marqueur CD34. Cependant, du fait de la technique
d’isolement par adhérence au plastique et de leur faible nombre dans la moelle osseuse,
I’étude des CSM nécessite une étape de prolifération in vitro qui pourrait modifier

I’expression du CD34. En effet, il a déja été montré que les cellules endothéliales CD34"
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perdent I’expression du CD34 en culture et que cette perte est fonction de leur prolifération et
de leur adhérence in vitro *®. De plus, alors que I’expression du marqueur CD34 a longtemps
été restreinte aux CSH et aux cellules endothéliales, on sait maintenant que d’autres cellules
souches adultes telles que les cellules satellites du muscle *° ou les cellules souches du
follicule pileux ® expriment le marqueur CD34 in vivo. Pour cette raison, Nous nous sommes
intéressés a ces deux types de cellules souches dans cette introduction de thése (cf. paragraphe
1.2.4.e) et 1.2.4.¢)).
Mise a part leur identification basée sur leurs caractéristigues morphologiques et
phénotypiques, les CSM peuvent étre identifiées par leurs potentiels de différenciation in
vitro en trois principaux types cellulaires: les ostéoblastes, les chondroblastes ou les
adipocytes °2. Néanmoins, elles ont aussi montré des capacités de différenciation in vitro en
61 62 63 64 65

myocytes °°, ténocytes °°, neurones °°, hépatocytes °°, cellules endothéliales ™,
cardiomyocytes ® et cellules produisant de I’insuline ®’ (Figure 6).
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Figure 6 : Les cellules souches/stromales mésenchymateuses.

Au sein de la moelle osseuse, les CSM participeraient a I’homéostasie du squelette en se
différenciant en ostéoblastes et en adipocytes, cellules de soutien de la moelle. Elles
fournissent aussi une structure physique aux CSH par la sécrétion de molécules matricielles
telles que la fibronectine, la laminine, du collagéne et des protéoglycans. Elles peuvent
réguler leur prolifération et leur différenciation par la production de cytokines et de facteurs

de croissance % 58

mais aussi par des contacts cellules-cellules puisqu’elles expriment un
grand nombre d’intégrines et d’autres molécules d’adhésion. Les CSM possédent de
nombreux effets immunomodulateurs (Figure 7). Elles ont montré des capacités a échapper
a la reconnaissance immunitaire et & inhiber les réponses immunes "* "1, Elles limitent in vitro
I’activation et la prolifération des lymphocytes T surtout par des interactions via des contacts
cellules-cellules mais aussi par les facteurs gqu’elles sécretent comme I’HGF (Hepatocyte
Growth Factor), le TGFB " ou la protaglandine E2 ®. Mais cet effet immunosuppresseur est
aussi mis en jeu grace a une enzyme exprimée par les CSM, I’indoleamine 2,3-dioxygenase

(IDO), qui dégrade le tryptophane et dont les produits de dégradation suppriment la
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prolifération des lymphocytes T " Parallélement, les CSM augmentent la proportion de
lymphocytes T régulateurs CD4*/CD25" ™. Les CSM interférent aussi avec la différenciation,
la maturation et la fonction des cellules dendritiques *°, la prolifération des lymphocytes B 7/

et des cellules NK ". Les CSM ont aussi d’importants effets immunomodulateurs in vivo.

Lymphocyte B
| prolifération
Jdifférenciation en plasmocyte
+ o PGE2
| prolifération | prolifération
leytotoxicité | formation de CTL
} IFNy + + | IFNY, 1IL-4
Cellule souche/stromale Lymphocyte T
Cellule NK IFNy , ‘ ‘/IFm Lymphocyte T régulateur

o PGE2 | activation T IL-10
o TGFp o PGE2 o HGF R
o M-CSF o TGFp )
0 IL-6 o PGE2 i
o IL-10 1 t?
o TGFP J
] Cellule I'
M | maturation dendrifique ~
| | différenciation I l activation .
D'aprés Nauta AJ, Blood, 2007

Figure 7 : Effets immunomodulateurs des cellules souches mésenchymateuses.

IDO: I’indoleamine 2,3-dioxygenase; PGE2: Prostaglandine E2; IFNy: Interféron vy; IL-4 ou -
10: Interleukine -4 ou -10; TGFpB: Transforming Growth Factor 3; M-CSF: macrophage
colony stimulating factor.

Les CSM ont la capacité de migrer depuis la circulation vers les tissus dans des conditions de
lésions durant lesquelles certains signaux chémoattractants peuvent étre augmentés '
Des cellules de type mésenchymateux sont maintenant isolées a partir de tissus autres que la

moelle osseuse comme le tissu adipeux ° (cf. paragraphe 111.3.2), le liquide amniotique (cf.
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paragraphe 1.2.2) ou le liquide synovial ®. 1l est méme suggéré qu’elles pourraient résider
dans tous les tissus ou organes du corps humain .

L’intérét grandissant pour les CSM a conduit de nombreux laboratoires a les étudier en
utilisant des approches d’isolement et d’expansion différentes ainsi que diverses méthodes de
caractérisation mais aussi une dénomination différente comme cellules souches
mésenchymateuses, cellules stromales mesenchymateuses ou cellules progénitrices
mésenchymateuses. Un comité, « The International Society for Cellular Therapy position
statement », a essayé de résoudre la confusion qui existe en suggérant le nom de cellules
stromales mésenchymateuses multipotentes et en proposant trois critéres d’identification des
CSM humaines . Premiérement, les CSM doivent étre des cellules adhérentes au plastique
lorsqu’elles sont cultivées en conditions normales. Deuxiemement, les CSM doivent exprimer
les marqueurs CD105, CD73 et CD90 et étre négatives pour les marqueurs CD45, CD34,
CD14, CD11b, CD79a, CD19 et pour ’'HLA-DR. Troisiemement, les CSM doivent se
différencier en ostéoblastes, chondroblastes et en adipocytes in vitro.

Cependant leur identité ainsi que leur localisation restent controversées. Au niveau
morphologique avec sa forme étoilée et du fait de sa localisation stromale dans la moelle
osseuse, la CSM est souvent confondue avec un fibroblaste. La CSM serait-elle le nouveau
terme pour désigner un fibroblaste 3? D’un point de vue histo-anatomique, un fibroblaste est
une cellule de forme étoilée, indifférenciée, adhérente, n’exprimant pas de marqueur
spécifique, entourée du collagéne qu’elle sécrete et se localisant dans le stroma de tous les
tissus du corps humains. Les fibroblastes partagent avec les CSM un certain nombre de
propriétés. Comme les CSM, ils ont notamment la capacité de différenciation en adipocytes,
ostéocytes, chondrocytes ou en cellules musculaires lisses ® et possédent aussi des effets
immunomodulateurs ®. Bien qu’il soit trés difficile de localiser les CSM in vivo & cause du
manque de marqueur spécifique et de leur faible nombre, il a été suggeré que les CSM
pourraient avoir une localisation périvasculaire in vivo. Cette localisation associée a
I’expression de marqueurs des péricytes laissent méme spéculer que les CSM seraient des
péricytes °® &, En effet, un péricyte est défini morphologiquement par sa localisation le long
des microvaisseaux (artérioles, capillaires et veinules) qu’il stabilise grace aux contacts étroits
qu’il établit avec les cellules endothéliales ®. 1ls expriment de nombreux marqueurs communs
avec les CSM tels que CD105 *, CD73 et CD90 %, Stro-1 mais sont aussi positifs pour les
marqueurs aSMA (o. Smooth Muscle Actin), NG2, CD140b % et CD146 ** et négatif pour

92 93

CD45. lls possedent des capacités de différenciation chondrocytaire “¢, ostéocytaire ™,

myocytaire, adipocytaire * et montrent des capacités de phagocytose *°. Des questions restent
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ouvertes. Les CSM, les fibroblastes et les péricytes sont-elles la méme cellule ou sont-elles
des cellules spécialisées différentes ? Il est certain que des investigations sont encore
nécessaires afin de répondre a cette question mais aussi pour trouver des marqueurs
spécifiques afin de définir la localisation et le rdle des CSM in vivo. En effet, les CSM sont
tres bien décrites in vitro mais il n’existe a ce jour aucune preuve qu’elles soient
fonctionnelles in vivo, il se pourrait qu’elles acquierent leur multipotence en culture grace aux
facteurs de croissance apportés par I’expérimentateur ou produits par les conditions de

culture.

c) Les cellules souches intestinales

L’intestin est composé de 3 couches tissulaires : la couche externe qui est une couche de
muscles lisses ; la couche intermédiaire qui est une couche de tissu connectif contenant les
vaisseaux sanguins et lymphatiques, les fibres nerveuses et de nombreuses cellules
immunitaires et la couche interne qui est un épithélium monostratifié ou muqueuse intestinale.
Chez les mammifeéres, I’épithélium intestinal est replié en des millions d’invaginations qui
comprennent une crypte a la base et une villosité composée de cellules différenciees.
L’épithélium intestinal subit un constant renouvellement. Seulement 3 a 5 jours sont
nécessaires a des cellules indifférenciées ou cellules souches intestinales pour proliférer et
différencier en tous les types cellulaires constituant I’épithélium %. C’est en 1974 que Cheng
et Leblond ont décrit pour la premiére fois des cellules souches intestinales multipotentes
capables de donner tous les types cellulaires matures de I’épithélium intestinal tout en s’auto-

99 Ces cellules peuvent donner les 4 types cellulaires qui composent

renouvellant
I’épithélium intestinal ; les enthérocytes (qui absorbent les nutriments), les cellules
enthéroendocrines (qui sécretent les hormones peptidiques), les cellules de Gobelet (qui
produisent le mucus intestinal) sont les types cellulaires qui forment la villosité et les cellules
de Paneth (qui sécretent des peptides antibactériens) sont situées au fond des cryptes. Les
cellules souches se divisent, leurs cellules filles « transit-amplifying cells » migrent le long de

I’axe de la crypte et proliferent activement (Figure 8).
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Figure 8 : Les cellules souches de I’intestin.

Ces dernieres se divisent toutes les 12 a 16 heures générant environ 300 cellules par crypte
chaque jour. Lorsqu’elles ont atteint la jonction crypte-villosité, elles différencient en un des 3
types cellulaires constitutifs de la villosité et continuent leur migration jusqu’a leur position
définitive. Du fait du manque de marqueur spécifique et d’expérience pour étudier leurs
propriétés, leur localisation ainsi que leur identification précise a été tres difficile. 1l a
longtemps été admis par histologie que les cellules souches intestinales étaient localisées au
fond des cryptes parmi des cellules de Paneth. Des expériences de rétention de BrdU ont
permis de définir leur position précise au sein de la crypte grace a une des caractéristiques des
cellules souches qui est leur état de quiescence. Il a pu étre démontré que les cellules souches

intestinales au nombre de 4 & 6 par crypte *®°

se situent au fond des cryptes en « position + 4 »
c'est-a-dire que les cellules sont positionnées en anneau a 4 cellules de Paneth du fond ***. Un
marqueur spécifique les cellules souches intestinales a récemment été découvert. En effet, ces
cellules expriment Igr5, géne cible de Wnt qui code pour un récepteur couplé a une protéine G

dont la fonction encore inconnue. Les cellules Igr5® sont multipotentes, se divisent
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approximativement tous les jours et sont capables de régénérer un épithélium intestinal pour
de longues périodes (> & 12 mois). Cependant les cellules Igr5* se distribuent entre les cellules
de Paneth et dont différentes des cellules en position + 4 depuis la base de la crypte **. Plus
récemment, Bmi-1, un géne de la famille polycomb essentiel dans I’auto-renouvellement des
CSH, a été propose pour étre un autre marqueur des cellules souches intestinales. Les cellules
Bmi-1" ont elles aussi un potentiel de régénération a long terme mais sont localisées juste au
dessus des cellules de Paneth, en position + 4 %, Ces différences de localisation laissent
penser que Igr5 et Bmi-1 permettent d’identifier des populations de cellules souches
intestinales distinctes et une comparaison des fonctions des 2 populations reste encore a faire.

d) Les cellules souches du follicule pileux

L’épiderme de la peau et ses structures associées subissent un renouvellement incessant et
pour cela, utilisent deux populations de cellules souches. La premiére se situe dans la couche
basale de la peau et va normalement donner toutes les couches stratifiées de I’épithélium
interfolliculaire. La seconde, aussi nommée cellule souche du follicule pileux, participe a la

régénération des poils et des glandes sébacées (Figure 9).
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Figure 9 : Les cellules souches du follicule pileux.

Le follicule pileux est composé de différentes couches concentriques comprenant la gaine
folliculaire externe attachée a la membrane basale et en continuité avec I'épiderme, un canal
ou gaine folliculaire interne et la tige du poil/cheveu. A la base du follicule existe un bulbe
qui est une zone matricielle ou se trouvent des cellules en prolifération transitoire qui ensuite
s’engagent dans un des sept programmes de différenciation terminale qui génerent la tige ainsi
que la gaine folliculaire interne. Les cellules en prolifération dans cette zone matricielle sont
stimulées par des cellules mésenchymales spécialisées, appelées la papille dermique. Des
études de ces 20 dernieres années ont montré que ces cellules souches du follicule pileux
résidaient au fond d’un renflement non-proliférant de la gaine folliculaire externe, zone
appelée en anglais bulge, qui est adjacente a I’insertion du muscle arrecteur du poil et qui se
situe au dessous des glandes sébacées qui produisent de I’huile nécessaire a la lubrification du
canal du poil et de la peau . Le cycle pileux normal comprend une phase de dégénérescence
(aussi connue sous le nom de catagene), une phase de quiescence (télogéne) et une phase de
croissance (anagéne) '%. Lors de ce cycle, les cellules souches sont périodiquement activées

pour former de nouveaux follicules pileux. En situation physiologique, pendant I’anagéne, des
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cellules souches du bulbe vont migrer via la gaine folliculaire externe vers la matrice ou elles
prolifereront et différencieront pour former la nouvelle tige. C’est dans des conditions de
blessure dans lesquelles I’épithélium interfolliculaire et les glandes sébacées sont
endommagés que les cellules souches du bulge migrent et se différencient en ces 2 différents
lignages. Ces cellules exhibent donc une multipotentialité '°. Des expériences de marquages
nucleotidiques ont permis de montrer que les cellules qui retenaient le marquage a long terme,
les cellules quiescentes, se trouvaient dans le bulge ***. Ces mémes cellules sont positives
pour le marqueur CD34 % et expriment la kératine 15 *° %" Les cellules du bulge sont aussi
marquées par I’expression des facteurs de transcription Sox9, Tcf3, Lhx2 et NFATc1 ', De
plus, les niveaux de rétention du marquage nucléotidique ainsi que l'expression génique
varient pendant le cycle pileux 1% 1% 1% |es cellules sont quiescentes et n'expriment pas les
marqueurs de prolifération pendant la phase télogéne *'°. La découverte du marqueur des
cellules souches intestinales, Igr5 2, a permis au méme laboratoire de montrer que ce
marqueur était aussi exprimé dans les cellules souches du follicule pileux. Ces cellules Igr5*
expriment les caractéristiques des cellules souches, auto-renouvellement et multipotentialite,
autant in vitro qu’in vivo. Cependant elles se distinguent des cellules souches du bulge
classiquement décrites par le fait qu'elles sont trés proliférantes, qu'elles ne retiennent pas le
marquage au BrdU, qu'elles sont trés peu positives pour le CD34 et la kératine 15 et qu'elles
ne sont pas localisées dans le bulge *®. Des expériences complémentaires restent encore & étre

menées afin de mieux définir cette population de cellules Igr5* **.

e) Les cellules satellites du muscle

Le muscle squelettique adulte est un tissu différencié hautement spécialise constitué de
paquets de myofibrilles contractiles, chacune contenant plusieurs centaines de noyaux post-
mitotiques. En absence de maladie ou de blessure, le renouvellement cellulaire est tres faible
(1 & 2 % des myonuclei par semaine) 2. Cependant, dans une période de croissance ou
lorsque des Iésions surviennent, les muscles montrent une excellente capacité de régénération
gréce a une population cellulaire de progeniteurs myogéniques nommeés : cellules satellites du
muscle. Ces cellules sont ainsi appelées du fait de leur localisation a la périphérie et tout le

113 ot & proximité des capillaires *** (Figure 10

long des fibres musculaires, sous la lame basale
A). Les capacités de différenciation myogénique des cellules satellites ont été montrées, in

vitro et in vivo, pour la premiére fois dans les années 1975 et confirmées plus récemment.
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Les cellules satellites Pax7*/CD34*/CD45/Scal /CD31" sont quiescentes, capables de s’auto-
renouveler et de se différencier, comme des expériences de greffe d’une seule myofibre
(contenant en moyenne =~ 7 cellules satellites) I’ont montré *° 11> 116 Cependant, les cellules
satellites sont une population hétérogene (Figure 10 B) comprenant des cellules souches non
engagées exprimant Pax7 mais pas Myf5 ni MyoD et pouvant s’auto-renouveler ainsi que des
progéniteurs engagés dans la voie myogénique exprimant Pax7*, Myf5* et MyoD " 18 Les
cellules satellites quiescentes sont détectables par d’autres marqueurs de surface comme
VCAM-1 (vascular cell adhesion molecule-1), c-met (récepteur de I’'HGF), Foxkl, les
syndecans 3 et 4, la caveolin-1 '*°, I’integrine o.7, le récepteur a la calcitonine **° et N-CAM

121

(Neural cell adhesion molecule ou CD56) par lequel elles peuvent étre triées par billes

magnétiques.
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Figure 10 : Les cellules satellites du muscle squelettigue.

I.3. La niche des cellules souches
1.3.1. Qu’est-ce qu’une niche ?

Pour survivre, se reproduire et ainsi maintenir leurs populations, toutes les espéces doivent
trouver les ressources nécessaires et étre en harmonie avec I’environnement dans lequel elles
se trouvent. Une combinaison de facteurs environnementaux adéquats est donc essentielle a
une espece pour prospérer dans un environnement physique, obtenir de I’énergie et des
nutriments, éviter la prédation et se reproduire pour assurer le maintien de I’espece et passer
en fin de compte le matériel génétique a la descendance. Historiquement, Grinnell a proposé
le terme de « niche » pour définir I'environnement et les conditions dans lesquelles vit une

122 En 1978, Schofield propose I’hypothése de la «niche» pour décrire le

espece
microenvironnement physiologique qui permet la pérennisation des cellules souches

hématopoiétiques *%.
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a) Définition - Fonctions

La niche est le microenvironnement qui protége les cellules souches de stimuli de
différenciation, d’apoptose ou d’autres stimuli qui mettraient a I’épreuve leur réserve et qui
limite aussi leur expansion excessive. C’est une structure anatomique comprenant des
composants cellulaires et non cellulaires qui intégrent des facteurs locaux et systémiques
contrélant le « comportement » des cellules souches *2*:

- les signaux qui émanent de la niche régulent la prolifération, la survie et la
différenciation des cellules souches.

- I’adhésion des cellules souches avec les cellules stromales et/ou la matrice
extracellulaire ancre les cellules souches dans leur niche a proximité des signaux d’auto-
renouvellement.

- I’environnement spécifique mettant en relation les cellules souches avec les
cellules de soutien peut polariser les cellules souches dans la niche pour promouvoir la
division cellulaire asymétrique.

- les facteurs sécrétés peuvent attirer ou au contraire repousser les cellules souches
permettant leur migration.

La niche est donc un microenvironnement spécifique, dans lequel se trouvent les cellules
souches, qui maintient I’noméostasie tissulaire : régulation de la balance entre quiescence,
auto-renouvellement, mobilisation et différenciation.

Les niches les plus connues et étudiées sont les niches des cellules souches germinales de la

drosophile, la niche des CSH, des cellules souches intestinales et celle du follicule pileux.

b) Les composants de la niche

L’etude des différentes niches a révelé plusieurs caractéristiques physiques et fonctionnelles
qui apparaissent étre la « marque » de la niche des cellules souches. En rassemblant les
caractéristiques de ces niches, une liste des particularités définissant la niche des cellules
souche peut étre constituée 2%, Une niche se compose :

- des cellules souches elles-mémes,

- de cellules stromales de support qui interagissent directement avec les cellules
souches et entre elles par I’intermédiaire de récepteurs membranaires, de gap jonctions ou de

facteurs solubles,
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- d'une matrice extracellulaire qui procure une structure, une organisation et des
signaux mécaniques,

- de vaisseaux sanguins qui ameénent des signaux systémiques et qui permettent le
recrutement de cellules inflammatoires ou d’autres cellules circulantes dans la niche mais
aussi I'entrée et la sortie des cellules souches (nichage et mobilisation),

- de fibres nerveuses qui permettent de communiquer de lointains messages
physiologiques aux cellules souches dans leur microenvironnement.

La niche représente une entité complexe et dynamique dans laquelle I’intégration de multiples
signaux permet un contréle précis du nombre et de la fonction des cellules souches (Figure
11).
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matrice extracellnlaire

Figure 11 : La niche des cellules souches: composition et fonctions.

1.3.2. Fonctions de la niche:

a) L’auto-renouvellement : balance entre quiescence et prolifération ; la

division asymétrique et symétrique

La quiescence. Pour maintenir un stock constant pouvant approvisionner I'organisme en
cellules différenciées tout au long de la vie et pour se protéger des radiations, de produits
toxiques ou d'un stress oxydatif, les cellules souches doivent limiter leur division cellulaire et
demeurent en phase Gy du cycle cellulaire ou phase de quiescence. A tout moment, seulement
une faible partie des cellules souches sont en cycle et la régulation de cette capacité a entrer
en prolifération ou a rester en quiescence est grandement controlée par la niche. Les cellules
entrant en phase Gy augmentent leur quantité intracellulaire de protéines inhibitrices du cycle
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cellulaire tels que les inhibiteurs des CDK (cyclin-dependant kinase) (p16, p21, p53) (Figure

12) et possedent peu de facteurs stimulant la mitose.

Figure 12 : Le cycle cellulaire.

Les cellules souches quiescentes sont détectables dans la niche hématopoiétique %,

intestinale et du follicule pileux grace a des expériences d'injection d'un analogue de la
thymidine, le BrdU, suivi d'une longue période d'attente, comme évoqué plus tot dans le
manuscrit. Les cellules en phase S du cycle cellulaire au moment de I'injection incorporent le
BrdU a leur ADN. Les cellules avec une forte activité proliférative ont un marquage dilué par
les divisions cellulaires alors que les cellules qui proliferent peu ou pas, les cellules
quiescentes, retiennent le marquage longtemps et peuvent étre ainsi repérées. Par conséquent,
les cellules souches quiescentes de la niche intestinale ont pu étre détectées en position +4
dans la crypte, celles de la niche du follicule pileux dans le « bulge » et les CSH au contact
des ostéoblastes. C'est dans la moelle osseuse que des mécanismes intrinséques mais aussi des
facteurs environnementaux contrlant la quiescence ont été les mieux détaillés. De
nombreuses cytokines sécrétées par les ostéoblastes comme Il'angiopoiétine 1 se liant a son
récepteur Tie2 exprimé sur les CSH, le TGFp, l'ostéopontine, le SDF-1 ou la thrombopoiétine

mais aussi certains facteurs de transcription comme Pbx1 promeuvent la quiescence des CSH
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126131 "Enfin, il a récemment été montré que la protéine p53 impliquée dans le controle du
cycle cellulaire induisait la quiescence des CSH en ayant pour cible les genes Gfi-1 et Nectin,
indépendamment de p21, lui aussi augmentant la quiescence **2. Dans la niche du follicule
pileux, c’est le facteur de transcription NFATc1 (Nuclear factor of activated T cells c1) activé
par BMP-6 sécrété par la papille dermique qui augmente la quiescence des cellules souches

106, 133

du bulge

La division symétrique et asymétrique. Lorsque les cellules souches sortent de leur état de
quiescence, c’est dans le but de s’auto-renouveler pour ensuite se différencier. Une fine
régulation de I’auto-renouvellement est une fonction essentielle de la niche pour la génération
de nouvelles cellules qui ré-entreront en phase Go ou qui se différencieront pour remplacer les
cellules endommagées ou sénescentes. Lorsque les cellules souches proliférent, elles subissent
soit une division symétrique qui génere deux cellules filles identiques, soit une division
asymeétrique résultant en une cellule fille qui restera dans la niche et qui gardera son statut
« souche » et en une cellule fille qui sortira de la niche et qui sera engagée dans une voie de
différenciation spécifique. Il existe deux mécanismes par lesquels I’asymétrie peut étre
acquise (Figure 13). On distingue la division asymétrique intrinséque ou déterministe et la
division asymeétrique extrinseque ou stochastique. Lors de la division intrinseque (Figure 13
A) des facteurs déterminant le devenir cellulaire (ARNmM ou protéines) vont étre répartis

inégalement dans le cytoplasme avant la division cellulaire.
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Figure 13 : La division cellulaire asymétrigue des cellules souches.

Pendant la mitose, le plan de clivage est orienté de telle facon qu’une seule des deux cellules
recevra les déterminants cellulaires. Ainsi, deux cellules filles différentes sont produites, une
gardant le statut « souche » et I’autre pouvant initier sa différenciation. Une cellule fille
destinée a rester une cellule souche gardera les facteurs nécessaires a son auto-renouvellement
et les facteurs anti-différenciants alors qu’une cellule fille destinée a proliférer et a
différencier dans un lignage particulier recevra moins de facteurs « souche » et plus de
facteurs proliférants et différenciants. L’ancrage des cellules souches a leur niche via les
cellules de soutien en établissant des contacts cellule-cellule ou via la matrice extracellulaire
mais aussi la localisation de facteurs dans la niche permettent leur polarisation et I’orientation
de leur fuseau mitotique, partageant ainsi les déterminants du devenir cellulaire (Figure 14).
Cette polarisation est initiée par des stimuli rapides qui réorganisent le cytosquelette d'actine

faisant des intégrines et des cadhérines des molécules centrales du processus.
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Figure 14 : Rble potentiel de la niche dans I’orientation et la définition de la nature de la

division cellulaire de la cellule souche.

Les interactions entre la lame basale et les cellules souches avoisinantes, par les jonctions
adhérentes (en jaune) et par les complexes PAR (en rouge), établissent la polarité de la cellule
souche qui mene a la concentration des facteurs de détermination cellulaire d’un coté de la
cellule et a I’orientation du fuseau mitotique. Si les forts signaux de polarisation du fuseau
mitotique émanent de la lame basale, le partitionnement des déterminants cellulaires se fera
de fagon asymétrique (exemple gauche). Au contraire, les forts signaux se font au contact des
cellules, les déterminants seront partagés de facon équitable menant a 2 cellules filles
identiques (exemple droit).

Ce sont des travaux chez la drosophile qui ont permis d’élucider les voies entrant en jeu dans
ces mécanismes ***. Les mécanismes sous-jacents a I’établissement de la polarité cellulaire et
a I’orientation du fuseau mitotique sont complexes et dans certains cas des facteurs tels que
APC (adenomatous polyposis coli), dynéine-dynactine, le complexe de protéines PAR, la
protéine kinase atypique C (PKCE), les filaments d’actine et de myosine sont impliqués. Si le
fuseau mitotique est orienté parallelement a la membrane basale, il y aura une répartition
égalitaire des determinants cellulaires au cours de la mitose et la division sera symétrique
(Figure 14 droite). Si le fuseau mitotique est orienté perpendiculairement a la lame basale, les
facteurs qui déterminent le devenir des cellules seront inégalement répartis et la division sera

asymétrique (Figure 14 gauche). La cellule ancrée a la membrane basale restera dans la niche,
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gardera son statut de cellule souche et retournera en phase Gy tandis que I’autre cellule sera
destinée a donner des progeéniteurs puis des cellules matures qui quitteront la niche.

Une voie alternative pour acquérir I’asymétrie est par exposition des deux cellules filles a
différents signaux extrinseques provenant de I’environnement local, c’est la division
extrinséque (Figure 13 B). Une cellule souche subit tout d’abord une division symétrique et
produit ainsi deux cellules filles identiques. Alors qu’une cellule fille reste dans la niche en
gardant un devenir de cellule souche, I’autre entre au contact d’un environnement différent
qui produit des signaux initiant la différenciation. Ainsi, comme pour la division asymétrique

intrinséque, le produit final est deux cellules filles différentes **°.

b) L’adheésion et la migration

Les contacts cellule-cellule et cellule-matrice extracellulaire (MEC) sont connus pour étre
essentiels au bon fonctionnement des cellules souches dans leur niche. Ces contacts physiques
sont important pour I’ancrage et la rétention des cellules souches a leur support mais aussi

jouent leur réle dans la migration .

L’ancrage et la rétention. Un attachement physique aux cellules stromales ou a la membrane
basale est important pour maintenir les cellules souches dans leur niche a proximité des
signaux qui controlent leur quiescence/prolifération et différenciation. Les jonctions
adhérentes sont les contacts cellule-cellule qui sont formes par des interactions entre des
protéines transmembranaires, les cadhérines. Une perte de la fonction des cadhérines dans les
cellules souches germinales de la drosophile entraine une diminution des cellules souches **”
138 Alors que I’ancrage des CSH aux ostéoblastes a été montrée comme étant en partie
médiée par la N-cadhérine, il a récemment été montre que cette cadhérine ne participait pas a
leur maintien dans la niche **. Les cadhérines (M-cadhérine) déterminent aussi la position
des cellules satellites le long de la fibre musculaire **°. Un autre moyen pour les cellules
souches de rester dans leur niche est leur ancrage a lame basale par I’intermédiaire des
intégrines. Par exemple I’intégrine B1 semble étre une caractéristique des cellules souches de
plusieurs tissus comme celles du follicule pileux **, de la moelle osseuse **? ou encore celles
des muscles *** mais d’autres différentes intégrines, comme I’intégrine a6 qui est le récepteur
de la laminine composant majoritaire de la membrane basale, sont impliquées dans I’adhésion
des cellules souches dans leur niche **. Outre les contacts cellule-cellule et cellule-MEC, des

facteurs solubles tels que I’angiopoiétine, 1’ostéopontine connus pour induire la quiescence
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des CSH mais aussi de fortes concentrations locales de calcium semblent localiser les cellules

144

souches a proximité des ostéoblastes Enfin il a été montré que les CSH sont

préférentiellement localisées dans des zones locales d'hypoxie de la moelle osseuse **.

La mobilisation et la domiciliation. Alors que la grande majorité des cellules souches est
ancrée et retenue dans sa niche, une partie d’entre elles peut &tre mobilisée. En réponse a des
stimuli spécifiques, les cellules souches peuvent sortir ou ré-entrer dans leur niche, processus
appelés mobilisation et domiciliation (« homing » en anglais), respectivement. Ces processus
biologiques opposés sont contrblés par des mécanismes moléculaires similaires qui
nécessitent une sécrétion de facteurs chémoattractants, une activation/inhibition des molécules
d’adhésion pour l'attachement ou la libération des cellules souches, une transmigration a
travers la paroi endothéliale et une migration/invasion dans la MEC impliquant sa dégradation

grace a des protéases **° (Figure 15).
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Figure 15 : La mobilisation et la domiciliation des cellules souches.

Lors de la mobilisation induite par de nombreuses molécules, telles que des cytokines (G-
CSF, Granulocyte Macrophage Colony Stimulating Factor (GM-CSF), Interleukine-7 (IL-7),
IL-3, IL-12, Stem Cell Factor (SCF) et flt-3 ligand), des chémokines (IL-8, Mip-1a, Grop et
SDF-1) ou des catécholamines (dopamine et noradrénaline), les CSH voient I’expression de
leurs molécules d’adhésion (I’intégrine VLA-4 et du récepteur a la cytokine c-kit) diminuée.
De maniére concomitante, il y a une dégradation de la MEC et des connexions cellulaires par
I’augmentation de la sécrétion des meétalloprotéinases (MMP) 2 et 9 et des protéases
neutrophiles (élastase et cathepsine G) ainsi que par l'action des ostéoclastes *”. La migration
transendothéliale est la derniere étape pour atteindre la circulation sanguine et rejoindre le site
d’accueil. Les mécanismes contrélant le homing sont assez similaires mais en sens opposé.

Un des acteurs essentiels impliqués dans la mobilisation et de la domiciliation des CSH en

conditions homéostasiques ou en cas de lésion est la chémokine SDF-1 aussi appelé CXCL12
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dont le principal récepteur, le CXCR4, est exprimé sur les CSH. Le SDF-1 est produit par
plusieurs types cellulaires dans la moelle osseuse dont les ostéoblastes et les cellules
endothéliales *°. Les effets biologiques de SDF-1 sont médiés par sa capacité & induire la
mobilité, le chimiotactisme et I’adhésion aussi bien que la sécrétion des MMP et des facteurs
angiogeniques. Les concentrations de SDF-1 fluctuent en fonction du rythme circadien et sont
régulées par le systéeme nerveux sympathique (Figure 16). Les CSH, les cellules progénitrices
hématopoiétiques, les ostéoclastes, les ostéoblastes et les cellules endothéliales expriment des
récepteurs aux catécholamines et sont capables de répondre a des signaux neuronaux en
conditions homéostasiques. Dans ces conditions (Figure 16 gauche), les CSH et les cellules
progeénitrices sont attachées aux ostéoblastes et aux cellules endothéliales. Elles quittent, en
trés faible quantité, la moelle osseuse pour entrer transitoirement dans la circulation. Au cours
de la journée, le nombre de CSH dans le sang oscille de fagon opposée aux concentrations de
SDF-1 dans le microenvironnement de la moelle osseuse tres innervé. En situation de stress
physiologique ou induit (Figure 16 droite), le systéme nerveux sympathique est active et
augmente sa sécrétion de catécholamines ce qui induit I’expression des récepteurs o-
adrénergiques sur les CSH. L’activité des ostéoclastes augmente provoquant une sécrétion
accrue de MMP qui dégrade la MEC et s’accompagne d’une diminution de niveaux de SDF-1
dans la moelle osseuse. Ces mécanismes induisent un détachement des CSH de leur

emplacement et une mobilisation dans la circulation sanguine *.
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Figure 16 : Contréle de la migration des CSH par le systéme nerveux

Outre les CSH, d’autres cellules souches sont capables de migrer, ¢’est notamment le cas des
CSM. Elles peuvent migrer notamment grace au couple SDF-1 (Stromal Derived Factor-1)
ICXCR4 ™ en réponse au G-CSF (Granulocyte-Colony Stimulating Factor) **!, & MCP-1
(Monocyte chemotactic protein-1) et MCP-3 ** 3 mais aussi en réponse au TGFf1
(Transforming Growth Factor beta 1) sécrété par les ostéoblastes lors de la résorption osseuse
%% Dans la niche intestinale, la mobilisation des cellules souches est contrdlée par le couple

EphrineB2 et son récepteur Eph lorsque les cellules migrent le long de la crypte *°,

c) Balance entre prolifération et différenciation

La communication des cellules souches avec leur niche est essentielle pour le maintien de
leurs fonctions et pour la détermination de leur devenir. Parmi les voies de signalisation
impliquées dans cette balance entre auto-renouvellement ou différenciation, on peut citer les
voies Wnt et Notch comme étant les plus importantes. Les protéines Wnt sont une famille de
glycoprotéines sécrétées ayant comme principaux récepteurs les protéines « frizzled » et dont

le transducteur intracellulaire majeur est la p-caténine (Figure 17 A). Cette voie de
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signalisation est impliquée dans de multiples aspects du développement embryonnaire,
gouvernent aussi le devenir cellulaire, la polarité et la prolifération *°. Les protéines Notch
sont quant a elles des récepteurs transmembranaires dont les principaux ligands sont Jagged
(1-2) et Delta (1-3) (Figure 17 B). La voie de signalisation Notch est importante pour la
communication cellule-cellule et dans le contrble du processus de différenciation cellulaire

pendant I'embryogenése et la vie adulte **'.
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Figure 17 : Les voies de signalisation Wnt et Notch.

(A) Voie Wnt: la voie de signalisation est initiée quand un ligand se lie aux récepteurs
Frizzled ou LPR (Lipoprotein receptor-related protein) a la surface cellulaire. En absence de
ligand, la B-caténine est piégée dans un complexe (adenomatous polyposis coli (APC) et
axine) qui va étre phosphorylé par la casein-kinase 1o (CK1la) et la glycogen synthase kinase
(GSK3pB). La phosphorylation méme a I’ubiquitination et la dégradation de la B-caténine.
Quand un ligand se lie au récepteur, Frizzled forme un complexe avec disheveled (Dsh) alors
que LRP est phosphorylé ce qui provoque une relocalisation de I’axine a la membrane
plasmique. La déstructuration du complexe mene a une accumulation de la B-caténine dans le
cytosol et a sa translocation dans le noyau qui va interagir avec le facteur de transcripton T-
cell factor/lymphoid enhancer factor (Tcf) qui régule I’expression de nombreux génes.

(B) Voie Notch: quand un ligand de la famille Delta (Delta 1-3) ou Jagged (Jagged 1-2) se lie
au récepteur Notch, des évenements protéolytiques impliquant la y-sécrétase menent au
relargage et a la translocation du domaine intracellulaire du récepteur (NICD) dans le noyau.
Le NICD va former un complexe avec le facteur de transcription CSL et les co-facteurs de la
famille Mastermind-like (MAML) pour activer la transcription des genes cibles.

Dans la moelle osseuse, la voie de signalisation Wnt favorise lI'auto-renouvellement des CSH
et la prolifération des progéniteurs qui peuvent donner des cellules matures fonctionnelles en

158180 alors que la voie Notch maintient les CSH dans un état indifférencié *°*,

peu de temps
Ainsi les voies Wnt et Notch agissent en synergie pour maintenir un stock de CSH.

Plusieurs membres de la famille de Wnt sont exprimeés dans les cellules épithéliales de la
crypte intestinale ce qui suggére qu'ils agissent de maniére auto- et paracrine *°*. L abolition

de la voie de signalisation Wnt soit par suppression de Tcf4 ou de la B-catenine, soit par
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surexpression de l'inhibiteur de Wnt, DKK1, résulte en une perte de la prolifération des
cellules souches intestinales faisant de la voie Wnt une voie dominante dans le contrdle de

I'activité proliférative des cellules souches des cryptes intestinales %%,

De plus, la
modulation de la voie de signalisation Notch a aussi de profondes répercutions sur la capacité
de prolifération des cellules souches intestinales. Comme souvent dans les systémes en
développement, Notch agit de concert avec Wnt et leur combinaison spécifie le devenir des
cellules souches intestinales: des cellules Notch/Wnt" vont différencier en cellules
sécrétrices, des cellules Notch®/Wnt™ vont donner des entérocytes alors que des cellules
Notch*/Wnt* auront leur phénotype indifférencié maintenu 2.

Alors que la voie de signalisation Wnt est importante dans I'auto-renouvellement des cellules
souches de la moelle osseuse et de l'intestin, elle est aussi importante dans le processus de
différenciation des cellules souches d'autres tissus. Dans le bulbe du follicule pileux, la voie
Whnt a des roles séquentiels dans la régulation du lignage des cellules souches qui dépend des
niveaux de signal. Une activation de la voie entraine une sortie des cellules souches de leur
quiescence, leur activation et prolifération puis différenciation pouvant aller jusqua un
processus de tumorigénése si la voie est trop activée '*’. Dans le muscle, squelettique, la voie
Whnt promeut la différenciation terminale et la fusion des myoblastes en prolifération *°® mais
aussi la prolifération des cellules satellites pendant la régénération musculaire qui a lieu apres

une blessure ©°

. Quant a la voie Notch, elle maintiendrait la structure folliculaire mais ne
participerait pas au choix du devenir cellulaire des cellules souches du follicule pileux . En
plus de son réle dans le maintien des cellules différenciées du bulbe, elle serait aussi
nécessaire au blocage de la migration des cellules souches du « bulge » en leur différenciation
en épiderme interfolliculaire qui a lieu en situation de blessure *"*. Notch active et fait
proliférer les cellules satellites du muscle %,

Les CSM de la moelle osseuse expriment de nombreuses protéines de la famille Wnt incluant
des ligands, des récepteurs, des co-récepteurs et des antagonistes agissant de maniére auto- et

paracrine 7%,

Une faible activation de la voie de signalisation Wnt aurait des effets
stimulateurs sur I’auto-renouvellement des CSM alors qu’a forte concentration les ligands
Whnt auraient un effet inverse. Que ce soit pour la voie de différenciation ostéoblastique ou
chondroblastique, la voie de signalisation Wnt promeut I’engagement des CSM dans les deux
voies mais inhibe la différenciation terminale. Enfin la voie Wnt inhibe la différenciation
adipocytaire et stimule la différenciation myogénique comme pour les cellules satellites du

muscle (pour revue Ling L 2009 *”). Quant & la voie de signalisation Notch, elle maintient un
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174

stock de CSM en inhibant la différenciation ostéoblastique =™ et est nécessaire a I’engagement

des CSM dans la voie chondroblastique mais pas pour la différenciation terminale .
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I1. Utilisation des cellules souches en thérapie cellulaire

Les cellules souches sont considérées de plus en plus comme un outil thérapeutique. Les
traitements médicaux a partir de ces cellules sont de la thérapie cellulaire qui vise a introduire
des nouvelles cellules dans un organe endommagé ou pour traiter une maladie. L utilisation
des cellules souches donne beaucoup d’espoir pour soigner des pathologies telles que des
leucémies, des maladies neurodégénératives, le diabéte, la cirrhose hépatique, des maladies
cardiovasculaires, pour faciliter les greffes ou encore pour faire de I’ingénierie tissulaire dans

le processus de régénération d’os et de réparation de cartilage.

Les cellules souches utilisées en thérapie cellulaire peuvent avoir différents modes
d’action visant a I’amélioration de la maladie ; d’un part, elles peuvent s’intégrer a I’organe
malade ou blessé et se différencier en cellules matures spécialisées et ainsi remplacer les
cellules endommageées et d’autre part, elles peuvent aussi servir « d’adjuvant » par des
propriétés qui leur sont propres comme la sécrétion de facteurs de croissance ou une

immunomodulation.

La greffe des CSH humaines est utilisée depuis environ 50 ans lors des transplantations
de moelle pour traiter différentes hémopathies comme par exemple des aplasies médullaires,
des leucémies, des myélomes ou encore des lymphomes. Les cellules souches sont isolées soit
a partir d’une ponction de moelle, soit dans le sang aprés avoir induit une mobilisation
(cytaphérese) puis elles sont réinjectées au receveur par voie intraveineuse. Bien qu’utilisées
depuis longtemps, des investigations pour I’amélioration des techniques implantatoires sont

toujours en cours.

Concernant la thérapie cellulaire visant a améliorer I’état des patients atteints de
maladies neurodégénératives, cardiovasculaires ou pour I’ingénierie tissulaire, ce sont les
cellules souches embryonnaires et mésenchymateuses de la moelle osseuse qui sont les plus
courtisées. Les cellules souches embryonnaires ont pour avantages d’étre des cellules
normales, pluripotentes et disponibles en quantité mais présentant des risques immunogenes
du fait de la situation allogénique, mais aussi des risques tumorigénes. De plus, elles
soulévent un probléeme éthique important quant a leur obtention. Cependant un premier essai

clinique de thérapie cellulaire utilisant des cellules souches embryonnaires différenciées en
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oligodendrocytes a été lancé cette année aux Etats-Unis dans le but de réparer des Iésions de

la moelle épiniére *®,

Les CSM humaines par leurs caractéristiques biologiques sont aussi un grand axe
d’étude pour la thérapie cellulaire mais leur utilisation semble un peu controversée ", Elles
peuvent étre isolées a partir de la moelle osseuse et amplifiées in vitro en maintenant une
stabilité génétique ''®, et étre ainsi utilisées de maniére autologue. Elles peuvent étre
employées pour la prévention et le traitement des effets secondaires qui peuvent apparaitre
lors de greffes de CSH allogéniques *°. Leur co-injection avec des CSH a montré une
meilleure prise de la greffe associée a une récupération complete de I’hématopoiese, mais
aussi une réduction des effets secondaires et notamment des réactions greffe contre héte que

peuvent engendrer les greffes allogéniques %182

. Des études précliniques utilisant des
modeles animaux de pathologies cardiaques ont montré que I’administration systémique de
CSM (ou de cellules satellites) pouvait réparer un myocarde de rongeurs ayant subi un

infarctus 8 8% améliorer les fonctions cardiaques de rongeurs présentant des

185 et

cardiomyopathies en augmentant I’angiogénése et la myogénése, en inhibant la fibrose
favoriser la sécrétion de protéines anti-inflammatoires *®. Les essais cliniques chez I’homme
sont toutefois moins concluants mais restent encourageant **’. Des injections de CSM & des
modeles animaux présentant des pathologies neurodégénératives telles que les maladies
d’Alzheimer et de Parkinson, mais aussi pour traiter la cirrhose hépatique et le diabéte de type
| améliorent les symptébmes de ces pathologies grace a leurs sécrétions et actions
immunomodulatrices et non pas par directe différenciation cellulaire %, Elles diminuent
aussi les signes cliniques de I’encéphalomyélite autoimmune expérimentale, préviennent des
dommages causés par I’arthrite rhumatoide et retarderaient [I’installation du diabete
autoimmun de type | **1%. Concernant I’ingénierie tissulaire, la transplantation de CSM
autologue en combinaison avec des biomatériaux a conduit a la reconstruction osseuse
mandibulaire *°® mais aussi & réparer un défaut de cartilage articulaire de genou **°. Toutefois,
la définition des conditions optimales de I’utilisation en ingénierie tissulaire des CSM pour la
réparation osseuse et cartilagineuse demande encore de nombreuses futures études cliniques.
L’utilisation des CSM de la moelle osseuse en thérapie cellulaire semble prometteuse.
Cependant la méthode d’isolement qui consiste en une ponction de la moelle osseuse dans les
0s du bassin sous anesthésie générale reste invasive et douloureuse. De plus, du fait de leur
faible proportion in situ, il est nécessaire de les amplifier in vitro pour pouvoir en obtenir un

nombre suffisant avant de les utiliser. Cette étape d’expansion peut aboutir a des
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transformations malignes spontanées pouvant aboutir a une perte des potentiels de

différenciation lorsqu’elles sont injectées in vivo 2°° ou générer des tumeurs 2**.

Une source de cellules avec de multiples potentiels de différenciation, pouvant étre isolées en
grande quantité par une procédure peu invasive, sans étape d’expansion in vitro et aussi
transplantées de facon sire et efficace de maniere auto- ou allogénique serait « idéale » pour
des applications en thérapie cellulaire en substitution des CSM de la moelle osseuse. Cette
source « idéale » pourrait étre le tissu adipeux (TA) sous-cutané. En effet, le TA a été décrit
pour étre une source potentielle de cellules souches adultes dites de type mésenchymateux
avec de multiples potentiels de différenciation ®°. Plusieurs termes sont utilisés pour nommer
ces cellules, tels que « adipose-derived stem cells » ou « adipose-derived stromal cells »
reconnues sous I’acronyme ASC ou encore cellules souches/progénitrices du TA. La méthode
d’isolement de ces cellules, leurs capacités de différentiation et leurs potentiels
immunomodulateurs sont comparables & ceux des CSM de la moelle osseuse 2. Avec
I’augmentation de I’incidence de I’obésité dans le monde entier, le TA sous-cutané est un
tissu abondant et rapidement accessible par simple liposuccion et renferme un nombre
important de cellules dites « souches » pouvant étre utilisées en substitution des CSM de la

moelle osseuse et donc comme outils pour la thérapie cellulaire 2%,

Au démarrage de ma thése, alors que de nombreux travaux s’intéressaient a ces
cellules souches/progénitrices pour leurs potentiels de différenciation et en vue d’une
utilisation éventuelle en thérapie cellulaire, peu de données étaient disponibles
concernant la caractérisation phénotypique et génotypique de ces cellules a I’état natif
ainsi que I’influence de leur microenvironnement et de I’état d’obésité sur leur nombre,
leurs capacités de prolifération et de différenciation. En effet, le TA n’est pas un tissu
inerte, il est métaboliquement actif et fortement impliqué dans le métabolisme énergétique et
il représente un important organe endocrine (cf. paragraphe 111.2.2). De plus, le TA apparait
comme un acteur clé en tant que source et site de I’inflammation qui survient au cours de la
mise en place de I’obésité ?**. C’est un tissu plastique qui peut subir de forts changements
(obésité ou lipoatrophie) tout au long de la vie. Etudier I’influence du microenvironnement
dans lequel évoluent les cellules souches/progénitrices et mieux les caractériser semble
étre indispensable pour une meilleure compréhension de leur biologie dans les étapes
précoces du developpement de I’obésité mais aussi dans le but d’une utilisation

optimisée en thérapie cellulaire.
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I11. Le tissu adipeux : origine et développement — implication

des cellules souches

[11.1. L’obésité

111.1.1. Définition

L’obésité est définie comme un développement excessif de la masse grasse pouvant avoir des
effets néfastes sur la santé. Les causes de I’obésité sont multifactorielles. L’obésité comme le
surpoids peuvent étre expliqués dans la majorité des cas par la combinaison d’un désequilibre
de la balance énergétique, conséquence d’un exces d’apports caloriques ; d’une diminution
des dépenses énergétiques due a une réduction de I’activité physique (sédentarisation) ; et
d’une susceptibilité génétique.

L’obésité se mesure par I’indice de masse corporelle (IMC) ou body mass index (BMI) en
anglais (Tableau 2). L’IMC est calculé en divisant le poids de la personne par le carré de sa
taille (kg/m?). Selon I’organisation mondiale de la santé (OMS), une personne adulte ayant un
IMC compris entre 18,5 et 24,9 est considérée comme ayant un poids normal et entre 25 et
29,9 kg/m? comme étant en surpoids ou préobeése. Une personne est obése lorsque son IMC
est supérieur a 30 kg/m?2 et un IMC supérieur a 40 kg/m? signe une obésité sévere ou morbide,

seuil a partir duquel une morbidité apparait suite aux complications liées au poids.
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Tableau 2 : Classification internationale du sous poids, surpoids et de I’obésité selon I’'IMC.

Classification IMC (kg/m?) Risque de morbidité associée
Insuffisance pondérale <185 Faible
Normo-pondéré 18,5-24,9
Surpoids ou pré-obése 25-29,9 Accru
Obése >30
Obeése classe | 30-34,9 Modérée
Obeése classe 11 35-39,9 Important
Obese classe 111 >40 Trés important

D’apres la classification mondiale de I’OMS

Cependant, bien que I’'IMC corréle positivement avec la masse grasse, il ne la mesure pas
directement et son interprétation a quelques limites. En effet, I’'IMC ne prend pas en compte
une forte ossature ou musculature et ne donne aucune indication quant a la répartition du TA
dans I’organisme dont dépend le risque de maladies associées au développement de la masse
grasse. Il est un bon indicateur de I’obésité chez I’adulte mais pas chez I’enfant ou
I’adolescent. D autres techniques existent pour estimer la masse grasse :

- La mesure des plis cutanés qui permet d’estimer I’adiposité sous-cutanee.

- La mesure du tour de taille (mesure supérieure a 102 cm pour les hommes et a
88 cm chez la femme (en dehors des grossesses)) et le ratio taille sur hanche (supérieur a 0.9
chez I’homme et a 0,85 chez la femme) qui permettent d’apprécier I’adiposité abdominale qui
est associée a une augmentation du risque de maladies cardio-vasculaires.

- L’ impédancemétrie qui par le calcul de la résistance des tissus biologiques a un
courant sinusoidal de faible intensité permet d’estimer la quantité de TA, ce dernier n’étant
pas conducteur d'électricité.

- Et enfin I’imagerie par résonance magnétique (IRM) qui est une méthode plus

fine mais couteuse car elle permet de localiser et de quantifier le TA dans tout I’organisme.

111.1.2. Prévalence

L’obésité est devenue la premiére maladie non infectieuse de I’histoire mais ne constitue pas
une pathologie elle-méme. Elle est délétéere pour I’organisme car elle est a I’origine du

développement d’autres maladies (maladies cardio-vasculaires, diabete de type 2, cancers,
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dyslipidémies). L’obésité raccourcit I’espérance de vie et influence de maniére négative la
qualité de vie. Sur 6 milliards d’individus, 3 milliards sont sous-alimenteés et les autres sont en
train de devenir obeses. D’apres les derniéres estimations de I’OMS en 2005, environ 1,6
milliard d’adultes avaient un surpoids et au moins 400 millions d’adultes étaient obéses.
Autrefois considérés comme des problémes propres aux pays a haut revenu, le surpoids et
I’obésité augmentent de facon spectaculaire dans les pays a faible ou moyen revenu, surtout
en milieu urbain. En Europe, la prévalence de I’obésité a triplé en 20 ans, un adulte sur deux
et un enfant sur cing sont en surcharge pondérale et un tiers d’entre eux sont obéses. Selon la
derniére étude Obépi, la prévalence de I’obésité est aujourd’hui en France de 13.1% et reste

cependant inférieure & celle des Etats-Unis ol un tiers de la population est obése 2.

[11.2. Fonctions des tissus adipeux

Deux types de tissu adipeux (TA) fonctionnellement différents sont classiquement décrits
chez les mammiferes: le TA brun et le TA blanc (Figure 18 A et B). Ces deux types de TA
sont principalement composés de cellules « stockeuses de lipides», I’adipocyte, et sont
impliquées dans la balance énergétique mais présentent une morphologie différente et

assument des fonctions bien distinctes.

I11.2.1. Fonctions du tissu adipeux brun

Le tissu adipeux brun est impliqué dans la dépense d'énergie en dissipant de la chaleur lors
de la thermogenese adaptative. Cette propriété unique du TA brun est due a une grande
capacité oxydative et a la grande densité mitochondriale dans les adipocytes bruns (Figure 18
A). Ces cellules expriment spécifiquement la protéine découplante UCP-1 (uncoupling
protein-1) dans la membrane interne des mitochondries qui joue un rdle essentiel dans la
thermogenése adaptative en permettant la dissipation du gradient de protons généré par la
respiration sous la forme de chaleur a la place de la production d'ATP. Chez les rongeurs, le
TA brun est abondant dans la période néonatale mais est présent pendant toute leur vie et est
principalement situé dans la région intra-scapulaire. Chez I'Homme, il est abondant chez le
feetus et les nouveau-nés dans les régions axillaire, cervicale, périrénale et autours des glandes
surrénales (Figure 18 C) et jusqu’a récemment il était admis qu’il disparait rapidement aprés
la naissance et il était considéré comme inexistant et sans pertinence physiologique chez
I'adulte . Cependant, I’utilisation de la tomographie par émission de positrons couplée & de

la tomographie assistée par ordinateur (PET-CT) utilisée pour détecter les métastases
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tumorales, ont permis de détecter des zones symétriques présentant une grande absorption de
BE_fluorodeoxyglucose (**F-FDG) mais d’une densité différente a celle du muscle. Ces zones
ont été décrites pour étre du TA brun. Des dépbts se retrouvent dans les régions cervicale,
supraclaviculaire et paravertebrale chez des individus sains (Figure 18 C) et non pas entre les
omoplates comme chez le rongeur 2°’. Récemment par I’utilisation de la méme méthode, deux
études ont montré, chez I’homme, que ce TA brun était métaboliquement actif et que son
activité était augmentée par le froid. De plus, il est plus fréquent chez la femme que chez
I’homme et inversement corrélé & I’IMC, surtout chez les personnes agées 2°® 2°. Enfin, il
vient d’étre décrit, chez I’homme, comme subissant les variations saisonnieres, il est plus

particulierement modulé par la photopériode que par la température **°.
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Figure 18 : Localisation des TA.

(A) Coupe histologique de TA brun. (B) Coupe histologique de TA blanc. (C) Distribution du
TA brun et blanc a travers le corps.

I11.2.2. Fonctions du tissu adipeux blanc

Le tissu adipeux blanc est lui impliqué dans le stockage et la mobilisation d'énergie sous
forme de triglycérides et est aussi un organe endocrine important pour la modulation du

métabolisme. Alors que chez la souris, le TA blanc se développe principalement aprés la
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naissance, chez I’homme, les premiers adipocytes apparaissent au cours du second trimestre
de gestation et aprés la naissance, les dép0ts sous-cutanés et viscéraux sont déja apparents et
continuent de se développer 2.

Sa localisation varie selon les espéeces. Chez I'Homme, le TA blanc est présent dans plusieurs
dépots qui se distribuent & travers tout le corps (Figure 18 C) #*2. Les localisations principales
sont intra-abdominales (autours de I’épiploon, des intestins et dans les zones péri-rénales)
mais aussi sous-cutanées (au niveau abdominal, des fesses et des cuisses). Mais le TA blanc
peut se trouver ailleurs comme dans les espaces rétro-orbitaux, aux extrémités, sur la face,
dans la moelle osseuse mais aussi en intra- et péri-musculaires. Les différents dépdts ne sont
pas tous métaboliqguement équivalents et ont des profils sécrétoires différents. La répartition
de la masse grasse, méme chez les individus minces ou de poids constant, change avec l'age:

il y a une diminution du TA sous-cutané en faveur du TA intra-abdominal.

a) Fonctions métaboliques

Le TA n’est plus décrit comme un simple tissu de soutien et de protection, il posséde une
activité métabolique intense. Il est le lieu de stockage et de mobilisation de I’énergie sous
forme de triglycérides (TG) ou triacyglycérols (TAG). On parle de lipogenése lorsque les
apports caloriques sont supérieurs aux dépenses et que le corps a besoin de stocker de
I’énergie. Inversement, en situations de jelne, d’exercice physique, de stress ou d’exposition
au froid, le TA peut libérer de I’énergie sous forme d’acides gras libres dans le sang. On parle

alors de lipolyse ou lipomobilisation.

— La synthése des lipides : la lipogenése

Les plus grandes réserves énergétiques du corps humain sont stockées dans l'adipocyte sous
forme de TG. Deux voies permettent la synthése et le stockage des TG dans l'adipocyte: (1) le

captage d'acides gras (AG) circulants et (I1) la synthese d'AG de novo ou lipogenese.

— Le captage des AG circulants :

La principale voie de synthése des TG dans le TA se fait a partir des acides gras, les TG,
présents dans les lipoprotéines (chylomicrons et VLDL (Very low density lipoprotein)) de la
circulation sanguine en situation post-prandiale. Ces lipoprotéines étant de trop grande taille

pour passer la barriére endothéliale, les TG sont hydrolysés par une lipase : la lipoprotéine
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lipase ou LPL. La LPL est synthétisée et sécrétée par les adipocytes en situation post-
prandiale et transférée a la surface des cellules endothéliales dans la lumiére des capillaires ou

elle est ancrée grace a des protéoglycans a héparane sulfate > (Figure 19).

AG

¥

Cellules endothéliales capﬂlalre du tissu adipeux

Translocation de 1a LPL:

Stockage
des TAG

TAG
TAG

Synthése de TAG

TAG

Synthése
de la LPL
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D'aprés Lafontan M, Int J Obes (I.ond), 2008

Figure 19 : Captage des acides gras circulants.

LPL: Lipoprotéine lipase; TAG: Triacylglycérol; AG: Acide gras; VLDL: Very low density
lipoprotein.

L'hydrolyse des TG par la LPL en coopération avec la GPIHBP1
(glycosylphosphatidylinositol-anchored  high density lipoprotein-binding protein 1)
récemment décrite comme potentiel récepteur aux chylomicrons et VLDL, entraine la
libération d'AG 2* 2. Les AG libres sont ensuite internalisés dans I'adipocyte par diffusion
passive grace au flip-flop de la membrane pour les AG libres & courtes chaines % 2" ou pour
les AG libres a longues chaines par transport actif via des protéines de transport de la famille
des Fatty acid transport protein (FATP) ou CD36 (ou Fatty Acid translocase (FAT)) %82,
Une fois dans le cytosol de I'adipocyte, le transfert des AG est assuré par la protéine de
transport aP2/FABP4. Les AG sont transformés par I'enzyme acyl-coenzyme A synthase en
Acyl-Coenzyme A (Acyl-CoA) puis sont ré-esterifiés en TG sur les fonctions alcool du
glycérol-3-phosphate par I’intermeédiaire et I’action successive de trois enzymes : la glycerol-

3-phosphate acyltransférase ou GPAT qui greffe le premier AG en position 1 sur le glycérol-3
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phosphate ?°, I’acylglycerol-3-phosphate acyltransferase ou AGPAT qui pose le second AG

221 ot la diacylglycérol acyltransférase ou DGAT qui fixe le dernier AG %%,

— La synthése d'AG ou lipogenése de novo :

La lipogenese de novo est la synthése d'AG a partir de précurseurs non lipidiques qui sont

principalement les sucres (Figure 20).
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Figure 20 : Lipogenése/synthése des triglycérides dans I’adipocyte.

Glut: glucose transporter; HK: hexokinase; DHAP: dihydroxyacétone phosphate; TG:
triglycérides; ACC: acétyl Coenzyme A (CoA) carboxylase; FAS: fatty acid synthase; GPAT:
glycerol-3-P acyltransferase; AGPAT: acylglycerophosphate acyltransferase; DGAT:
diacylglycerol acyltransferase.

Le substrat majeur est le glucose. Chez les mammiferes, elle se déroule principalement dans
le foie 22® mais aussi dans le TA blanc et les glandes mammaires pendant la lactation. Chez
I’homme, la capacité lipogénique est essentiellement hépatique, la voie de synthése des AG a
partir du glucose étant faiblement active dans I’adipocyte humain *** 2> Aprés son entrée
dans l'adipocyte par les transporteurs spécifiques Glut-1 (transport basal) et Glut-4 (transport
insulino-dépendant), le glucose est transformé en pyruvate par la voie de la glycolyse. Le

pyruvate donne ensuite de I'acétyl CoA puis du manolyl CoA par l'action séquentielle de
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l'acetyl coenzyme A carboxylase (ACC) et de la fatty acid synthase (FAS) pour enfin se
transformer en acide gras a longue chaine saturée. L’action des différentes désaturases permet
de synthétiser des AG plus ou moins saturés. Alors que la contribution de cette voie dans
I’accumulation de TG dans le TA est clairement démontrée chez le rongeur, elle semble

224 De nombreux facteurs endocrines et

beaucoup moins importante chez I’Homme
paracrines tels que les catécholamines, I’hnormone de croissance et la leptine sont capables de
contréler le stockage des TGs. Le facteur majeur est I’insuline qui stimule cette voie en
augmentant le captage du glucose via le recrutement du transporteur Glut-4 a la membrane, et
en activant les enzymes glycolytiques et lipogéniques *%°. La derniére étape nécessaire a la
synthese des TG est la ré-estérification des AG néoformes ou captés de la circulation. Cette
étape nécessite I'action de 3 enzymes spécifiques qui agissent séquentiellement pour greffer 3
AG sur un squelette de glycérol phosphorylé en position 3 pour donner un TG (cf. paragraphe

captage des AG circulants).

— La mobilisation des lipides : la lipolyse

Afin de fournir I'énergie nécessaire aux tissus périphériques comme les muscles et le foie, les
réserves d'energie du TA sont utilisées et ainsi les TAG sont hydrolysés en glycérol et AG
non esterifiés qui seront utilises via la p-oxydation dans les mitochondries des tissus cibles en
demande énergétique.

Plusieurs lipases ainsi que des protéines associées aux gouttelettes lipidiques sont nécessaires
a I'nydrolyse des TG. La LHS (Lipase Hormono Sensible) permet I'hydrolyse des TAG en
DAG (diacylglycerol) et des DAG en MAG (monoacylglycérols) ”. La LHS est la seule
enzyme pouvant étre régulée par des facteurs hormonaux (insuline et catécholamines) ce qui
en fait une enzyme clé de la lipolyse %, En plus de la LHS, une nouvelle enzyme a été
identifiée, 'ATGL (Adipose Triglycéride Lipase), qui possede exclusivement une activité
triglycéride lipase (hydrolyse de TAG en DAG) **#. L activité de I’ATGL est dépendante
de son co-activateur CGI-58/ABHD5 et semble jouer un réle important dans la lipolyse basale
232 |'étape finale de la lipolyse génére des AG libres et du glycérol grace a la
monoacylglycérol lipase (MGL) qui n'est pas hormonalement régulée 2%,

Plusieurs hormones participent a la régulation de la lipolyse en la stimulant ou en l'inhibant
(pour revue Lafontan M et Langin D 2009 ?*%) (Figure 21). Les catécholamines, telles que
I'adrénaline via la circulation et la noradrénaline via I’innervation sympathique, par leurs

récepteurs beta-adrénergiques couplés a des protéines Gs présents a la surface des adipocytes,
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stimulent la lipolyse **2. L'adrénaline par les récepteurs a-adrénergiques couplés aux
protéines Gi mais aussi l'insuline ou encore le neuropeptide Y, l'adénosine, les
prostaglandines et I'acide nicotinique, ont elles une action inhibitrice sur la lipolyse. Ces
hormones contrdlent les concentrations intracellulaires d'AMP cyclique via leurs actions sur
I'adenylyl cyclase ou par I'activation de la phosphodiesterase 3B de I’adipocyte par I'insuline.
Outre les catécholamines, de nombreuses molécules sont connues pour réguler positivement
la lipolyse (la thyroid stimulating hormone (TSH), le glucagon, I'lL-6 ou le TNF-g 234240
mais de facon plus lente. Une autre voie peut stimuler la lipolyse, c'est la voie des peptides
natriurétiques. L'ANP (atrial natriuretic peptide) et le BNP (B-type natriuretic peptide)
stimulent I'activité de la guanylyl cyclase couplée au récepteur de I'ANP et ainsi la production
de GMP cyclique *?**, L'AMPc et le GMPc contribuent & la phosphorylation par la PKA ou
la PKG des périlipines et de la LHS. La phosphorylation des périlipines entraine la libération
d'un co-activateur de I'ATGL et une importante altération de la surface des gouttelettes
lipidiques qui facilite I'hydrolyse des TAG par la LHS. La phosphorylation de la LHS a pour
effet sa translocation du cytosol vers la surface des gouttelettes lipidiques. Les produits finaux
de I'nydrolyse des TAG sont relargues par l'adipocyte. Le glycérol passe la membrane

244

plasmique par diffusion facilitée grace a une aquaporine (AQP7) “* et les AGL sont relargués

grace a une protéine de transport, FABP4 (Fatty Acid Binding Protein 4).
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Figure 21 : Contrdle de la lipolyse dans I’adipocyte humain.

Les catécholamines activent les récepteurs a2-adrénergiques et $1/2-adrénergiques modulant
négativement et positivement I’activité de I’adénylyl-cyclase respectivement. Outre le
récepteur a2—-AR, de nombreux autres récepteurs sont couplés négativement a I’AC. C’est
notamment le cas des récepteurs a I’adénosine, aux prostaglandines, au neuropeptide Y
(NPY) et a I’acide nicotinique. L’AC produit de I’AMPc qui va activer une protéine kinase
dépendante de I’AMPc (PKA). L’insuline posséde une action antilipolytique. Son mécanisme
d’action implique la phosphatidyl-inositol 3 kinase (PI3-K), la protéine kinase B (PKB/Akt)
et la phosphodiestérase-3B (PDE-3B) qui diminue les taux intracellulaires d’AMPc
transformé en 5’-AMP. L’ANP et le BNP stimulent le NPR-A dont I’activité guanylyl-cyclase
génere du GMPc. Le GMPc stimule une proteine kinase dépendante du GMPc (PKG ou cGK-
). La PKA et la PKG activent par phosphorylation les périlipines et la lipase hormono-
sensible (LHS) qui va transloquer a la vacuole lipidique et participer, avec I’adipocyte
triacylglycérol lipase (ATGL) et la monoglycéride lipase (LMG), a I’hydrolyse des
triglycérides (TGs) en glycérol et acides gras libres (AGL).
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b) Fonctions sécrétoires

Outre ses fonctions métaboliques, le TA a une importante activité de sécretion,

particulierement due au relargage d’acide gras lors de périodes de je(ine **°

. Il produit et
sécrete un grand nombre de facteurs reconnus pour avoir des activités auto- et paracrines mais
aussi endocrine. Le terme « adipokine » a d’abord été proposé pour désigner les facteurs
sécrétes par les adipocytes puis étendu a I’ensemble des facteurs bio-actifs produits par le TA
que ce soit par les adipocytes ou par les autres types cellulaires qui le composent (cf.
paragraphe 111.3.2). Les adipokines sont d’une grande diversité en terme de fonctions
physiologiques, elles participent au métabolisme lipidique, a I’homéostasie glucidique, au
contr6le du tonus vasculaire et a I’angiogenese ainsi qu’a la réponse immunitaire et
inflammatoire, a la régulation de I’appétit et aux fonctions reproductives. La découverte de la
premiére sécrétion adipocytaire a été la lipoprotéine lipase 2*°. Toutefois, c’est avec la
découverte de la leptine, hormone spécifiquement synthétisée par les adipocytes et intervenant
dans le contréle de la prise alimentaire, que le TA a acqui son statut d’organe endocrine .
De nombreux autres facteurs ont par la suite été décrits pour étre sécrétés par le TA, on en
dénombre plus de 250 parmi lesquels on peut trouver *®: des hormones (stéroides et
glucocorticoides), des cytokines (TNFa, IL-6, IL-8, MCP-1), des facteurs de croissance
(FGF, TGFpB, VEGF), des protéases (MMP-2 et -9) et leurs inhibiteurs (TIMP-1 et -3, PAI-1),
des éléments de la matrice extracellulaire (collagéne, fibronectine). Leurs actions peuvent étre
classées en différentes fonctions biologiques impliquées dans : le métabolisme des lipides et
des lipoprotéines, le tonus vasculaire et I’angiogénése, le métabolisme et I’homéostasie
énergétique, la sensibilité a I’insuline, les réponses immunitaire et inflammatoire et le
remodelage de la matrice extracellulaire (Figure 22). Seule la leptine et I’adiponectine sont
des sécrétions spécifiques de I’adipocyte, I’ensemble des autres facteurs peuvent étre
exprimés a la fois par les adipocytes et les autres types cellulaires composant le TA. Des
différences dans I’activité et dans le type de sécrétions ont été décrites chez I’homme entre le

TA sous-cutané et viscéral 2%

, mais aussi en fonction de I’état d’obésité (par exemple :
augmentation de la sécrétion de leptine et diminution de I’adiponectine chez les individus

obeses) et enfin entre I’lhomme et la souris.
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Figure 22 : Les sécrétions du tissu adipeux.

[11.3. Origine, développement et composition

111.3.1. Origine et développement

Le TA, comme les muscles et les os, est généralement décrit pour étre dérivé de CSM issues
du feuillet mésodermique de I'embryon.

Jusqu’a récemment, il était admis que les adipocytes bruns et blancs provenaient du méme
progéniteur mésenchymateux puisque la différenciation de ces deux types cellulaires nécessite
Iintervention du facteur de transcription PPARy °%3. Cependant, les fonctions distinctes du

TA brun et blanc suggerent que ces deux tissus pourraient provenir de précurseurs differents.
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En effet, il a recemment été montré par I’utilisation de modéles murins, d’un part par le
groupe de Spielgelman que les adipocytes bruns dérivaient d’un précurseur myogénique

exprimant Myf-5 dont I’origine est différente de celle des adipocytes blancs 2>

et d’autre part
par le groupe de Giacobino, que les cellules humaines CD34" dérivant du muscle squelettique
mais pas du TA blanc avaient des capacités de différenciation en adipocytes bruns °. Le
contr6le de I’engagement de ces cellules progenitrices dans la voie adipogénique brune ou
myogénique semblerait étre régi par le facteur de transcription PRDM16 **. Ces résultats
corroborent les données d’expression génique qui avaient observé que les adipocytes du TA
brun présentaient une signature myogénique “*° ainsi qu’avec la découverte d’adipocytes
bruns infiltrés dans les muscles squelettiques de certaines souris 2>’

L’origine des précurseurs des adipocytes n’est pas claire. Chez I’embryon, I’apparition
d’adipocytes est concomitante a I’apparition du systéeme vasculaire, a partir du 3™ mois de
vie intra-utérine, au niveau des organes primitifs qui sont retrouvés a tous les endroits ou peut
se trouver du TA & I'age adulte *®. Des études in vitro utilisant des cellules souches
embryonnaires murines et confirmeées in vivo ont montré qu’il existait plusieurs sous-types de
cellules souches meésenchymateuses, certaines dérivant du mésoderme et d’autres du
neuroectoderme. En effet, des études ont montré que les CSM aussi bien que les adipocytes
générés a partir de cellules souches embryonnaires traitées par de I’acide rétinoique dérivaient
du neuroectoderme/créte neurale plus que du mésoderme ***. De plus, de la méme facon que
d’autres cellules d’origine mésenchymateuses, telles que les chondrocytes et les ostéocytes,
les adipocytes blancs ont une origine différente le long de I’axe antéro-postérieur : dans la
région céphalique, ils proviennent de la créte neurale alors que dans le tronc ils dériveraient
du mésoderme 2*°. Ces différences d’origine et de développement du TA pourraient expliquer

260 et

les variations fonctionnelles qui existent entre les différents dépbts de TA blanc
I’association plus spécifique de certains dép6ts a des désordres métaboliques. Chez I’adulte,
les CSM de la moelle osseuse ont un potentiel adipogénique ce qui pose I’hypothése que le
progéniteur adipocytaire pourrait aussi étre un « colony-forming-unit fibroblast » mobilisé
depuis la moelle osseuse dans la circulation sanguine et adressé au TA. En effet, certaines
cellules sanguines circulantes pouvent exprimer une capacité de différenciation adipocytaire
261 De plus, une étude réalisée chez des souris soumises & un régime gras a permis de montrer
par I’utilisation d’approches de repopulation de cellules de la moelle osseuse par des cellules
souches qui expriment une protéine fluorescente verte (GFP) que certains adipocytes des
dépots profonds pourraient étre originaires de la moelle osseuse 2. Cependant, ces données

restent discutables puisqu’au méme moment, une autre équipe montrait que des cellules

-72 -



Introduction

progénitrices de la moelle osseuse ne différencient pas en adipocyte in vivo et donc ne
participent pas a I’augmentation du nombre d’adipocytes qui a lieu lors de la croissance du
TA 263

111.3.2. Composition cellulaire du tissu adipeux blanc

Le TA présente une grande hétérogénéité cellulaire. Outre les adipocytes matures qui sont la
composante cellulaire majeure, le TA renferme une fraction non-adipocytaire nommee la
fraction stroma-vasculaire (FSV) (Figure 23). Ces deux fractions peuvent étre séparées, apres
digestion a la collagénase et centrifugation, grace a la différence de densité entre les
adipocytes qui sont gorgés de lipides et remontent a la surface et les autres types cellulaires

qui sédimentent.
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Cellules immunitaires

¢ Macrophages et lymphocytes

D Cellules progénitrices

Figure 23 : Composition cellulaire du TA.

- L'adipocyte représente le type cellulaire majoritaire (Figure 23 A). C'est la cellule
métaboliquement active du TA, il stocke I'énergie sous forme de TG (processus de
lipogenése) et la libére sous forme d'AG libres (processus de lipolyse) (cf. paragraphe
I11.2.2.2)). La capacité de stockage des adipocytes dans une vacuole lipidique unique entourée
de protéines spécifiques (les périlipines) qui peut représenter 95% du volume cytoplasmique
confére au TA une grande plasticité. Le diamétre d'un adipocyte gorgé de lipides peut varier

de 15 a 150 um voire plus chez des individus obeses. Dans ce cas, il s’agit d’hypertrophie
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adipocytaire 2°* 2. Lorsque la capacité de stockage des adipocytes est atteinte, ceci lors
d'obésités massives, une augmentation du nombre d’adipocyte ou hyperplasie adipocytaire 2**
265 résultant de la différenciation de précurseurs locaux ou recrutés a été suspectée a partir

d’analyse quantitative d’adipocytes matures en fonction de leur taille (cf. paragraphe 111.4.1).

- Les cellules endotheliales — la vasculature (Figure 23 B). Le TA est un tissu
extrémement vascularisé, chaque adipocyte étant entouré par un ou plusieurs capillaires dont
le réseau serait équivalent a celui du muscle squelettique *®. Les cellules endothéliales
capillaires du TA sont caractérisées par les marqueurs CD34/CD31" et leur pourcentage au
sein de la FSV reste constant avec I'augmentation de I'IMC suggérant que la croissance de la
masse grasse est associée a une néovascularisation 2°”. Cette dépendance du TA vis-a-vis de
son réseau vasculaire a été confirmée par I'utilisation de facteurs anti-angiogéniques dans des
modéles de souris obéses qui ont limité le développement de la masse grasse 2% 2.
L’induction, de maniere spécifique, de I'apoptose des cellules endothéliales du TA a provoqué
la réversion de I'obésité chez la souris *°. Ainsi, le réseau vasculaire joue un role déterminant
dans la croissance mais également dans le maintien de la masse grasse. Les mécanismes
impliqués dans I’extension du réseau vasculaire lors du développement du TA ne sont pas
connus. Cependant, les adipocytes sécrétent de nombreux facteurs angiogéniques, comme
nous I”avons vu plus haut (cf. paragraphe 111.2.2.b)) %, dont la production est augmentée avec
I’obésité 2’2. Bien que de récents travaux ont montré que I'expansion du réseau capillaire au
cours d'une obésité induite chez la souris était due a une angiogenese (formation de vaisseaux
sanguins a partir de vaisseaux préexistants) et non a une vasculogenése (différenciation de
cellules souches en cellules endothéliales) avec un recrutement des CSM de la moelle osseuse
2 une utilisation locale des cellules souches/progénitrices présentes au sein du TA n'est pas
a exclure lors de I’extension du réseau. Malgré sa forte vascularisation, le TA présente des
zones locales d’hypoxie qui ont d’abord été montré chez la souris par I’utilisation du

marqueur de I’hypoxie, le pimonidazole 2"

275

, et confirmé par la mesure de la pression partielle
en oxygéne dans le TA de souris %" et dans le TA humain *°. Autant le TA de personnes
normo-pondérées que celui de personnes obéses se trouve avoir des zones hypoxiques et cette
situation augmente avec I’obésité (6.8 % vs 5.8 % d’O,, normo-pondéré vs obése) 2’°. Cet état
hypoxique du TA peut étre la conséquence de la taille adipocytaire qui excéde souvent 100
um qui est la limite de diffusion de I’oxygéne mais aussi la conséquence d’une dysfonction

endothéliale (Villaret A, 2009, en préparation).
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- Les cellules immunitaires (Figure 23 C). La présence de macrophages au sein
du TA a éte suggerée il y a longtemps par les histologistes (Tedeschi. 1965. Pathological
anatomy of adipose tissue) et cette observation a été reprise en 2003 dans le TA de I’homme
et de la souris *’" #’8, Des observations récentes suggérent I’implication de cette population
cellulaire dans I’installation d’un état pro-inflammatoire, au sein du TA, lors de son
développement excessif ainsi qu’un rble de ces cellules dans [I’installation de I’état
d’insulinorésistance associee a I’obésité. Leur proportion et leur phénotype varient lors de la
mise en place de I’obésité. En effet, il y a une accumulation de macrophages dans le TA

219 at/ou a une

humain et murin, a la fois due a une infiltration de monocytes circulants
prolifération locale de macrophages résidents ?*°. Chez I’'homme, le nombre de macrophages
présents dans le TA est positivement corrélé avec I’IMC 2% % |_es macrophages du TA sont
hétérogenes concernant leur phénotype. Des études chez la souris soumise a un régime gras
ont montré que les macrophages recrutés avaient un phénotype plus inflammatoire (phénotype
M1) que les macrophages résidents des souris non-obéses. D’autres investigations ont montré
que les macrophages nouvellement infiltrés étaient préférentiellement recrutés autours des
adipocytes nécrotiques alors que les macrophages résidents étaient plus interstitiels et de
phénotype M2 %% 283 | es études de notre laboratoire ont montré que les macrophages du TA
humain avaient un phénotype anti-inflammatoire mais étaient capable de sécréter des
médiateurs pro-inflammatoires ce qui signifie que ces macrophages ne sont pas strictement
polarisés M1 ou M2 . Qutre les macrophages, le TA renferme une autre population de
cellules immunes, les lymphocytes. La présence de lymphocytes résidents dans le stroma de
TA a d’abord été montrée par cytométrie de flux dans le TA de rongeurs % puis chez
I”’homme par analyses des marqueurs géniques et par immunohistochimie 22°2%" Les travaux
de notre équipe ont montré que le TA sous-cutané humain renferme majoritairement des
lymphocytes T CD3", avec une proportion équivalente de lymphocytes T CD4" auxiliaires et
CD8" cytotoxiques, dont la quantité est positivement corrélée a I’'IMC *® et & la prise de poids
chez la souris % contrairement aux lymphocytes T régulateurs **°. Les lymphocytes précédent

289 ot tiennent un role dans Iinitiation de

I’infiltration du TA par les macrophages
I’inflammation du TA #*%. Le réle de ces cellules immunitaires, macrophages et lymphocytes,
dans le TA, n’est pas encore clairement établi mais des évidences de plus en plus nombreuses
laissent penser que ces cellules immunes tiendraient un rdéle dans le developpement de
I’inflammation du TA associée a I’obésité et dans la genése des pathologies associées a

I’obésité et participeraient notamment au développement de I’insulinorésistance 2% 2%,

-76 -



Introduction

- Les cellules souches/progénitrices (Figure 23 D). La présence de cellules
progeénitrices dans le TA a été suggérée des que Bjorntorp a montré que la croissance du TA
chez I’homme au cours de I’obésité est le résultat d’une hypertrophie adipocytaire
(augmentation de la taille adipocytaire) suivie d’une hyperplasie adipocytaire (augmentation
du nombre d’adipocyte) %*°. L’adipocyte étant une cellule mature incapable de proliférer 2°*
2% |"augmentation du nombre d’adipocytes dans le TA de personnes obéses est expliquée par
une différenciation de précurseurs adipocytaires ou préadipocytes présents dans la FSV. En
effet, lorsque la FSV est mise en culture, les cellules immunes présentes dans le TA restent en
suspension dans le milieu ou adherent peu alors que d’autres cellules adherent au plastique.
Aprés des étapes de lavage pour éliminer toutes les cellules peu ou pas adhérentes, la mise en
culture en conditions adipogéniques (facteurs favorisant la différenciation adipocytaire tels
que I’insuline, la triiodothyronine, la transferrine, le cortisol et des agonistes de PPARY) des
cellules adhérentes conduit a la formation de cellules ayant toutes les caractéristiques
d’adipocytes matures (expression de transcripts spécifiques, activités de lipogenese et
lipolyse, activités sécrétoires telle que la production de leptine) 2°® 2%”. Qutre leurs capacités
adipogeniques, de nombreux laboratoires ont par la suite montré que les cellules de la FSV,
selon les conditions de culture, peuvent acquérir les marqueurs de multiples types cellulaires
80.2%8 " Alinsi, les cellules de la FSV ont des activités ostéogénique 2*°, chondrogénique 3%,

8. 301 “neuvent se différencier en cellules du lignage neuronal *** %, endothélial

306, 307

myogénique
304" cardiaque **°, hépatocytaire , et méme en cellules produisant de I’insuline 3%. C’est
ainsi qu’elles sont appelées Adipose-derived stem/stromal/progenitor cells (ASCs).

Afin d’isoler et de caractériser I’identité de la population de cellules progénitrices présentes
dans la FSV, notre groupe a développé une technique d’isolement des différentes populations
cellulaires de la FSV du TA humain qui se fonde sur I’utilisation de billes magnétiques
couplées a des anticorps dirigés contre les marqueurs de surface: CD34 (marqueur des cellules
souches hématopoiétiques et des cellules endothéliales capillaires), CD14 (marqueur des
monocytes et macrophages), CD31 (marqueur des cellules endothéliales et des cellules de la

lignée hématopoiétique) et CD3 (marqueur des lymphocytes T) (Figure 24).
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Figure 24 : Isolement des différents types cellulaires du tissu adipeux humain.

Nous avons ainsi pu montrer que les cellules positives pour le marqueur CD34 et négatives
pour le marqueur CD31 (CD34%/CD31") sont la seule population cellulaire présente dans la
FSV capable de présenter une différenciation adipocytaire en condition adipogénique **°.
Malgré I’expression du marqueur CD34, normalement exprimé par les CSH, les cellules
CD34%/CD31" humaines ne sont pas dotées d’activité hématopoiétique en conditions de
culture adaptées **°. Cependant, il a récemment été montré que certaines cellules CD45 de la
FSV de TA humain, dans des conditions d’isolement et de culture différentes et spécifiques,
pouvaient former in vitro des colonies hématopoiétiques *!° confirmant I activité
hématopoiétique des cellules du TA montrée par I’injection de cellules de la FSV de souris
pouvant reconstituer I’hématopoiése de souris létalement irradiées *'*. En plus des capacités
adipogéniques, cette population cellulaire CD34°/CD31 posséde, en milieu de culture
endothélial, la capacité d’exprimer des marqueurs endothéliaux et de s’organiser en structures
semblables a des capillaires. Elle est aussi capable de participer in vivo a la revascularisation

d’un membre de souris volontairement ischémié lorsqu’elles sont injectées %’. Ces résultats
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indiquent que la fraction cellulaire CD34°/CD31 de la FSV du TA humain, n’ayant subi
aucune phase de culture in vitro, présente des propriétés de cellules progénitrices capables de
donner des cellules qui expriment les marqueurs phénotypiques des adipocytes et des cellules
endothéliales. Cependant, il reste a déterminer si cette population cellulaire est une population
de cellules souches multipotentes ou bien constituée d’un mélange de cellules progénitrices
unipotentes par des approches d’analyse clonale. Ce type d’approche, a également été réalisé
non pas a partir des cellules souches/progénitrices CD34"/CD31" isolées mais sur des ASCs
isolées a partir de TA de jeunes donneurs (de 1 mois a 7 ans) et conduit a I’isolement des
« human Multipotent Adipose-Derived Stem (hMADS) cells ». En effet, ces cellules, en plus
d’étre une population de cellules immatures, a caryotype normal, avec une grande capacité
d’auto-renouvellement in vitro, possédent des capacités différenciation en de multiples
lignages cellulaires de type mésenchymateux au niveau d’une seule cellule ***. Elles gardent
tous leurs potentiels méme aprés une intense expansion contrairement aux ASCs isolées a
partir du TA adulte qui voient leurs capacités de différenciation changer en fonction du
nombre de passage des cellules 32, Ces résultats d’analyse clonale retrouvés & partir des ASCs
ont montré que plusieurs clones cellulaires pouvaient se différencier en différents lignages,
suggérant que les ASCs seraient des cellules souches multipotentes et non pas un mélange de
progéniteurs 3%,

De nombreux groupes ont étudié les marqueurs de surfaces des ASCs isolées a partir de TA
humain mais aussi d’autres espéces. Le profil d’expression est relativement controversé et
varie selon que I’on analyse des cellules natives ou cultivées mais aussi en fonction du
nombre de passages et de I’adhérence au plastique *** 3. Par exemple, la présence de
I’antigéne Stro-1, marqueur classique des CSM, est débattue sur les ASCs ®3'°. Les cellules
fraichement isolées CD34/CD31 présentent un immunophénotype différent des CSM

puisqu’elles n’expriment pas le marqueur CD105 propre aux CSM *%°

et sont positives pour le
marqueur CD34 qui n’est pas exprime par les CSM. Toutefois, il est important de noter que la
quantité de CSM dans la moelle osseuse étant trés faible et que leur isolement nécessitant une
étape d’expansion in vitro *2, aucune étude n’a, & notre connaissance, caractérisé les CSM
fraichement isolées. De plus, I’expression de nombreux marqueurs de surface est modulée par
les conditions de culture et I’état de prolifération des cellules **”. En revanche, les ASCs,
isolées par leur propriété d’adhérence au plastique, sont elles positives pour le marqueur
mésenchymateux CD105 et négatives pour le marqueur hématopoiétique CD34. Néanmoins,
aprés plus de deux passages en culture, les ASCs expriment les caractéristiques d’adhésion,

les récepteurs, les enzymes de surface, les protéines de la matrice extracellulaire et du
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cytosquelette qui sont associées au phénotype des CSM (Tableau 3). Malgré les différences
dans les méthodes d’isolement et de culture, I'immunophénotype des ASCs cultivées est

relativement constant entre les différents laboratoires.

Tableau 3 : Immunophénotype des ASCs humaines.

Positives Négatives
Molécules d’adhésion CD9, CD29, CD49d/e, CD54, CD105,
CD166
Récepteurs CD44, CD71
Enzymes CD10, CD13, CD73, aldhéhyde
déhydrogénase
Molécules de la MEC CD90, CD146, collagéne de type | et
111, ostéopontine, ostéonectine
Cytosquelette o-smooth muscle actin, vimentine
Cellules hématopoiétiques CD14, CD31, CD45
Cascade du complément CD55, CD59
Antigene d’histocompatibilité HLA-ABC HLA-DR
Cellules souches CD34, ABCG2
Cellules stromales CD29, CD44, CD73, CD90, CD166
Peéricytes NG2, CD140b

D’aprés Gimble JM, 2007.

De fait, I’expression des marqueurs de surface des ASCs ressemble a celui des CSM de la
moelle osseuse et a celui des cellules satellites du muscle. Cependant, des analyses
complémentaires des marqueurs de surface des cellules progénitrices du TA fraichement
isolées seraient nécessaires pour déterminer leur immunophénotype reel et ainsi comprendre
le rdle joué par les conditions de culture dans I’expression ou la non-expression de marqueurs
cellulaires. Chez la souris, les cellules progénitrices adipocytaires ont été identifiées dans la
fraction cellulaire Lin /CD29%/CD34%/Sca-1"/CD24". Cette population cellulaire est la seule
de la FSV du TA blanc murin a étre capable, in vitro, de stocker des triglycérides et
d’exprimer des marqueurs adipocytaires. De plus, lorsque des cellules de souris normales sont
injectées a des souris lipodystrophiques A-ZIP, ces cellules sont en mesure de reconstituer des

dépots de TA normaux mais aussi d’améliorer le diabéte associé¢, démontrant leur
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fonctionnalité in vivo *2. Une autre étude publiée au méme moment montrait que Sca-1 était
le biomarqueur des CSM présentant un potentiel & devenir des adipocytes matures >°.

Il est a noter que certaines équipes suggerent que les précurseurs adipocytaires pourraient étre
originaires d’une dédifférenciation des adipocytes matures 3. Cependant, peu de données
sont en accord avec cette hypothese et I’on peut supposer que cette dédifférenciation
apparente des adipocytes pourrait étre due a une contamination des adipocytes matures par
des cellules progénitrices qui sont restées accrochées a leur membrane.

Récemment, des cellules périvasculaires, principalement des péricytes, ont été identifiées
comme étant les CSM des organes adultes, suggérant ainsi que les vaisseaux sanguins seraient
une réserve de cellules progénitrices ®’. Une étude chez la souris a montré que les précurseurs
adipocytaires résidaient dans la vasculature du TA 32, Cette observation a été confirmée pour
les cellules progénitrices du TA humain %% *2, Cependant, bien que les ASCs cultivées et
repiquées semblent exprimer les marqueurs des péricytes NG2, CD140b ou CD146,
I’expression de ces marqueurs par les cellules progénitrices in vivo et fraichement isolées reste
a étre montrée. La localisation des cellules progenitrices au sein du TA doit encore étre
confirmée par I’utilisation de marqueurs autres que ceux des péricytes et par de la

microscopie en trois dimensions.

[11.4. R6le potentiel des cellules souches dans le développement du

tissu adipeux

La croissance du TA necessite la mise en place de nouveaux adipocytes mais aussi une
extension du réseau vasculaire ce qui laisse penser que les cellules progénitrices, par leurs
capacités adipogénique mais aussi angiogénique, pourraient jouer un rdle dans le

développement du TA.

111.4.1. Role potentiel dans la différenciation adipocytaire ou adipogenése

Modeéles d’études. De nombreux modeles de culture cellulaire notamment des lignées
cellulaires ont été utilisés pour étudier d’un point de vue moléculaire les différentes étapes de
la différenciation adipocytaire *2*. Les lignées cellulaires précurseurs des adipocytes se
répartissent en deux classes majeures : les lignées préadipocytaires unipotentes et les lignées

cellulaires fibroblastiques pluripotentes.
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Les lignées préadipocytaires sont des cellules déja déterminées qui permettent I’étude des
évenements moléculaires responsables de la différenciation adipocytaire proprement dite, a
savoir la conversion du préadipocyte en adipocyte. Les lignées préadipocytaires les plus
utilisées sont les lignées murines 3T3-L1 et 3T3-F442A. Les lignées fibroblastiques
pluripotentes (les cellules hMADS) sont des CSM. Ces cellules non déterminées constituent
de bons modeles d’étude pour la compréhension des évenements précoces de la
différenciation adipocytaire, notamment de I’étape d’engagement dans la voie adipocytaire
%01 Des cultures primaires de préadipocytes murins et humains ont aussi été utilisées pour
étudier ce processus de différenciation adipocytaire.

Il est cependant important de souligner que la majorité des études réalisées pour decrypter les
différentes étapes impliquées dans I’adipogenése ont été réalisees dans des lignées murines.
L’existence de différences physiologiques entre les cultures primaires et les lignées de
préadipocytes ainsi que les variations inter-espéces font que les mécanismes entrant en jeu

dans I’adipogenése, chez I’homme, restent encore a étre clarifiés.

Etapes de la différenciation adipocytaire. Les CSM deviennent des préadipocytes quand elles
s’engagent dans le lignage adipeux et qu’elles ne sont plus capables de différencier en
d’autres lignages mésenchymateux. Cette étape initiale de la différenciation adipocytaire est
connue sous le terme de détermination. La seconde phase de I’adipogenése est la
différenciation terminale au cours de laquelle les préadipocytes acquierent toutes les

caracteristiques des adipocytes matures (Figure 25).
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Figure 25 : Les étapes de la différenciation adipocytaire.
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In vitro, aprés une premiére étape de détermination des CSM vers le lignage adipocytaire, les
adipoblastes proliferent jusqu’a confluence avant leur engagement vers la voie de
différenciation adipocytaire proprement dite et deviennent alors des préadipocytes. La

différenciation adipocytaire se caractérise par I’apparition successive de marqueurs précoces,
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tardifs puis trés tardifs. L’engagement des préadipocytes dans le processus s’accompagne par
I’expression de marqueurs precoces tels que I’IGF-1 et par un remodelage du cytosquelette et
de la MEC du préadipocytes. Dans la phase de maturation terminale, ces cellules acquierent
I’équipement nécessaire a la lipogenese (récepteur a I’insuline, Glut4, aP2, FAS...) qui leur
permet d’accumuler dans leur cytoplasme des gouttelettes lipidiques qui augmentent de taille
et finissent par fusionner. Parallélement, elles expriment les protéines impliquées dans la voie
lipolytique. Enfin, se mettent en place les capacités de synthése et de sécrétion des adipokines.
Ainsi, au cours de I’adipogenése, les cellules subissent a la fois des modifications

morphologiques, enzymatiques et biochimiques.

a) La détermination adipocytaire

La détermination adipocytaire des précurseurs adipeux vers le lignage adipocytaire parait étre
contrdlée par de nombreuses voies de signalisation, notamment celle de delta fos B, de I’acide
rétinoique, de Wnt et Notch, des « Bone Morphogenic Protein» (BMPSs) mais aussi
Hedgehog. A faible concentration, I’acide rétinoique favorise I’adipogenese en inhibant la
différenciation ostéogénique alors que le facteur delta fos B a une action opposée .
L’activation de la voie de signalisation Wnt inhibe I’adipogenése en bloguant I’induction de

PPARYy et C/EBPo. et induit la différenciation ostéogénique et myogénique %

. Quant a la voie
de signalisation Notch, elle favorise I’engagement des CSMs dans le lignage ostéogénique et
inhibe donc I’adipogenése **’. Les BMPs de la superfamille de TGFf jouent un rdle critique
dans I’engagement des CSM dans le lignage adipocytaire. La protéine BMP-4 a été montré
pour stimuler la différenciation des CSM en adipocyte **® alors que BMP-2 et BMP-7
induisent la différenciation ostéogénique et inhibent I’adipogenése des CSM et ce de fagon
concentration dépendante **° **°. Enfin, la voie de signalisation Hedgehog auraient des
propriétés anti-adipogéniques en inhibant les facteurs de transcription clé de la différenciation
adipocytaire (C/EBPJ, PPARY) et en augmentant I’expression de protéines anti-adipogéniques

(Wnt) 331, 332

b) Contr6le transcriptionnel de la différenciation adipocytaire

La différenciation terminale consiste en une cascade d’évenements transcriptionnels (Figure

26). La premiere vague implique une induction transitoire de C/EBPB (CCAAT/Enhancer
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Binding Proteins) et & qui induisent directement I’expression de C/EBPa et PPARy
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Figure 26 : Progression des facteurs de transcription au cours de I’adipogénese dans les

préadipocytes de la lignée 3T3-L1.

PPARy. PPARy est un membre de la superfamille des récepteurs nucléaires hormonaux qui
régulent des fonctions cellulaires et métaboliques importantes. L’épissage alternatif du gene
de PPARY donne deux isoformes de la protéine, PPARy1 et PPARy2. Alors que PPARy1 est
exprimé de facon ubiquitaire, seul PPARy2 est spécifique de I’adipocyte **3. Son expression
est induite trés précocement au cours de I’adipogeneése et constitue un régulateur majeur de ce
processus. PPARY est & la fois nécessaire et suffisant & I’adipogenése ***. Une surexpression
de PPARYy est suffisante pour induire une différenciation adipocytaire dans des fibroblastes de
souris et soutenir le programme de différenciation adipogénique % %3, Aucun facteur n’a été
découvert pour promouvoir I’adipogenése en absence de PPARy. De plus, la plupart des
facteurs pro-adipogéniques semblent fonctionner en activant, au moins en partie, I’expression
ou I’activité de PPARYy. Le ligand endogéne de PPARYy reste inconnu, néanmoins plusieurs

métabolites lipidiques, incluant les acides gras polyinsaturés et les eicosanoides, peuvent se
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fixer & ce récepteur **. Les thiazolidinediones (TZD), médicaments utilisés comme anti-
diabétiques, sont aussi des ligands de PPARy. Aprés s’étre lié a son ligand, PPARy
s’hétérodimérise au récepteur de I’acide 9-cis-rétinoique (RXR) et ils vont reconnaitre
spécifiqguement des éléments de réponse PPRE (« PPAR Responsive Element ») situé dans les
régions promotrices des geénes cibles de PPARy. PPARy induit I’expression d’un grand
nombre de genes impliqués dans le métabolisme lipidique parmi lesquels la LPL, I’ACC et
aP2 3. PPARy n’est pas seulement crucial pour I’adipogenése mais il est aussi nécessaire au

maintien du stade différencié de I’adipocyte **.

C/EBP. La famille des C/EBP comprend plusieurs membres codés, C/EBPa, C/EBPJ et
C/EBPS, par des génes différents et exprimés dans I’adipocyte. L’expression de ces facteurs
de transcription, inducteurs de I’adipogenése, est soumise a une régulation temporelle tres fine
lors de la différenciation adipocytaire " 3%, En effet, les sous-types C/EBPpB et C/EBPS,

induits par les activateurs de la voie de I’AMPc et par les glucocorticoides 3" 3%

, sont
exprimés précocement par le préadipocyte et de facon transitoire. Ils jouent un role crucial
dans le processus adipogénique en induisant I’expression du sous-type C/EBPa. De
nombreuses études ont demontré un rdle majeur de C/EBPo dans la différenciation
adipocytaire. Une surexpression de C/EBPa. dans des cellules fibroblastiques murines permet
I’induction de la différenciation adipoctaire 3*°. C/EBPa assure I’activation de nombreux
génes adipocytaire ainsi que sa propre transactivation afin de contribuer au maintien de I’état
différencié **!. Induite en aval de PPARy2, la protéine C/EBPa. contrdle I’expression des
genes des protéines sécrétées (leptine, adiponectine...) mais aussi de la sensiblilté a I’insuline
tels que GLUT4 et du récepteur & I’insuline **? et prend le relais de C/EBPp et C/EBPS pour
maintenir I’expression de PPARy2 dans les adipocytes matures 3%,

PPARy peut induire la différenciation adipocytaire en I’absence de C/EBPa tandis que
C/EBPa. n’est pas capable d’initier ce programme en I’absence de PPARYy. La différenciation
adipocytaire serait ainsi contrdlée par I’action synergique de facteurs de transcription dominée
par PPARy.

c) Facteurs pro et anti-adipogéniques

Le processus d’adipogenese que nous venons d’aborder est hautement contrdlé par de

nombreux facteurs de nature tres variée: hormones, cytokines, nutriments et molécules de
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signalisation cellulaire. Les principaux facteurs connus sont présentés dans la Tableau 4 et

classés selon leur effet pro- ou anti-adipogénique.

Tableau 4 : Facteurs extracellulaires et molécules de signalisation régulant la différenciation

adipocytaire.

Facteurs pro-adipogéniques

Facteurs anti-adipogéniques

Hormones

Cytokines et facteurs

de croissance

Nutriments

Molécules de

signalisation

Autres

Hormone de croissance,
Prolactine,
Insuline,

T3,
Glucocorticoides,

Vitamine D (selon les modeles),
Prostaglandines 12 et J2,
Angiotensinogéne (via la synthése de
prostaglandines)

IGF1 (insulin-like growth factor 1),
LIF (leukaemia inhibitory factor),
FGF-10 (fibroblast growth factor-10),
BMPs (Bone morphogenetic proteins),
MCSF (macrophage colony stimulating
factor),

Adiponectine
Acides gras,
glucose,
acides aminés
AMPc,

H,0, (a faibles doses),

Ras et Erk1 et 2 (a un stade précoce et
transitoire),

MAP Kinase p38,
Phosphatidy-inositol 3-kinase,
Protéine kinase B
Voie NF-xB

Déhydroépiandrostérone,
Vitamine D (selon les modeles),
Endothéline,
Résistine,
Prostaglandines F2a

Leptine

EGF (epidermal growth factor),
PDGF (plateled-derived growth factor),
TGF-a et B (transforming growth factor),
bFGF (basic fibroblast growth factor),
TNF-a (tumor necrosis factor a),
Interleukine 1, 6 et 8,

Interféron y

Protéine kinase C, MAP kinase Erk1 et 2
(& un stade tardif), Kinase AMP-
dépendante (AMPK), c-Jun amino-

terminal kinases (JNK)

Pref 1,
Wnt10b
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I11.4.2. Réle potentiel dans I’angio/vasculogenese

Comme nous I’avons vu précédemment, le TA est un tissu trés vascularisé dont le maintien et

la croissance dépendent étroitement de son réseau vasculaire (cf. paragraphe 111.3.2).

Pendant longtemps, il a été accepté que I’extension du réseau vasculaire mature et fonctionnel
chez I’adulte fdt uniquement due a la prolifération et a la migration de cellules endothéliales
matures a partir d’un vaisseau préexistant, processus appelé angiogenése. A I’age adulte, elle
est particulierement importante et indispensable au cours de nombreux processus
physiologiques tels que le cycle ovarien chez la femme et les processus physiologiques de
réparation mais aussi dans les processus pathologiques, en particulier pour la croissance des
tumeurs, le développement des métastases. Il existe deux différents mécanismes

d’angiogenése : I’angiogenése par bourgeonnement et I’angiogenese par intussusception.

L angiogenese par bourgeonnement. Le mécanisme de I’angiogenese par bourgeonnement
est le mieux décrit (Figure 27). C’est processus finement régulé par une balance entre des
facteurs pro- et antiangiogéniques qui impliquent des interactions entre les cellules
endothéliales, leur membrane basale (MB) et les cellules périendothéliales, i.e. les cellules

musculaires lisses ou les péricytes (pour revue **

). Brievement, I’angiogenese est initiée par
I’activation des cellules endothéliales, le vaisseau existant subit une déstabilisation et une
vasodilatation. Une hyperperméabilité vasculaire se développe via I’intervention du VEGF et
d’une redistribution des molécules d’adhésion. La dégradation de la MB permet la libération
de facteurs angiogéniques séquestrés dans la MEC (VEGF, bFGF, Ang-1), ce qui améliore la
prolifération et la migration des cellules endothéliales. Une fois la structure tubulaire formée,
le vaisseau subit une maturation qui implique la syntheése de nouveaux supports matriciels
(MEC et MB) ainsi que le recrutement de cellules péri-endothéliales (péricytes) qui vont

stabiliser le vaisseau néo-formé.
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Fiqure 27 : Angiogenése par bourgeonnement.

L’angiogenese par intussusception. Dans ce phénoméne d’angiogenése, les parois
endothéliales du vaisseau préexistant se rapprochent et fusionnent, ce qui crée une séparation
a I’intérieur de la lumiére vasculaire pour diviser le vaisseau en deux et aboutir a la formation

de deux vaisseaux de diamétre inférieur (pour revue **

) (Figure 28). Ce processus peut se
découper en trois étapes : 1) les cotés opposés de la lumiére vasculaire établissent une zone de
contact ; 2) les jonctions des cellules endothéliales sont réorganisées pour permettre aux
facteurs de croissance et aux cellules de pénétrer dans la lumiere vasculaire ; 3) des péricytes
et des myofibroblastes sont recrutés a la zone de contact, sécrétent du collagéne et fournissent
une MEC pour stabiliser les vaisseaux néo-formés. Ce processus d’angiogenése permet
I’augmentation du nombre de capillaires sans qu’il y soit associé une augmentation du

nombre de cellules endothéliales.
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Dagpres Burri PH, Dev Dyn., 2004

Figure 28 : Angiogenése par intussusception.

L’extension du réseau vasculaire peut aussi étre la consequence d’une vasculogenese qui se
définit comme la différenciation de cellules précurseurs en cellules endothéliales et qui a été
considérée comme participant exclusivement au développement vasculaire lors de
I’embryogenése. Cependant, ce dogme a été renversé lorsqu’il a été reporté que des cellules
progénitrices hématopoiétiques CD34" de la moelle osseuse pouvaient étre mobilisées dans la
circulation sanguine, chez I’adulte, et différencier ex vivo en cellules endothéliales 3*¢**'. Ces
cellules nommées « cellules endothéliales progénitrices » (CEP), en conditions de culture
adaptées, adoptent les caractéristiques des cellules endothéliales matures : elles s’organisent
en réseaux, expriment certains marqueurs spécifiques tel que le VWEF, incorporent les LDL
acétylés et in vivo s’insérent aux vaisseaux dans les sites d’ischémie. D’un point de vue
phénotypique, les CEP expriment les marqueurs CD34, CD133 et VEGF-R2 **®, Cependant, il
semblerait que cette expression ne concerne que les CEP les plus immatures et que les CEP
circulantes soient positives pour les marqueurs CD34 et VEGF-R2 mais perdent le marqueur
CD133 et commencent a exprimer les marqueurs de surfaces des cellules endothéliales
matures **°. Ces cellules représentent un faible pourcentage des cellules mononucléaires
circulantes sanguines, chez un individu sain il y aurait 0,002 % de CEP dans le sang soit

L 3* Elles contribueraient a I’extension de

approximativement de 70 a 210 cellules/m
I’endothélium vasculaire dans différentes situations post-natales comme par exemple dans le
cas de la croissance du réseau vasculaire dans les tumeurs *°3%2 Cependant des études
récentes menées chez la souris et chez I’homme ont remis en cause I’existence des CEP
originaires de la moelle osseuse ** *** En effet, ces travaux suggérent que les cellules
hématopoiétiques recrutées au niveau de sites angiogéniques en réponse a diverses cytokines,
facteurs de croissance ou hormones, ne s’incorporent pas aux vaisseaux néo-formés mais

favorisent la croissance des vaisseaux par les facteurs qu’elles sécretent.
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Le réseau vasculaire, chez I’adulte, résulte donc de I’intervention coordonnée des mécanismes

de vasculogenése et d’angiogenese

Il a clairement été démontré que le développement de la masse grasse qui a lieu avec la mise
en place de I’obésité est associé et dépend d’une extension du réseau vasculaire. Cette
augmentation de la vasculature peut étre la conséquence d’une angiogenése associée a une
vasculogenese. En effet, on ne peut pas exclure d’une part que le TA, via ses capacités
sécrétoires, pourrait induire le recrutement de CEP et d’autre part, que les cellules
progénitrices présentes au sein de la masse grasse pourraient intervenir dans I’extension du
réseau vasculaire nécessaire a la croissance du TA. Les cellules progenitrices du TA
pourraient donner de nouvelles cellules endothéliales grace a leur capacité de différenciation
endothéliale in vitro et in vivo ?®" et ainsi elles participeraient & une vasculogenése, mais

323

également a la stabilisation les vaisseaux compte tenu de leur localisation *“° et ainsi stimuler

la proliferation des cellules endothéliales du TA par leurs sécrétions de nombreux facteurs

pro-angiogéniques **> %,
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Comme nous venons de I’évoquer, le TA contient des cellules souches/progénitrices ayant de
multiples potentiels de différenciation mais dont le phénotype ainsi que la localisation ne sont
pas clairement définis. De plus, lors de la mise en place de I’obésité, le TA subit de nombreux
changements (métaboliques, sécrétoires et modifications cellulaires (hypertrophie/hyperplasie
adipocytaires et infiltration de cellules immunes)) qui pourraient influencer la « biologie » des
cellules souches/progénitrices. L’objectif de mon travail de thése a été de mieux
caractériser les cellules souches/progénitrices CD34"/CD31 du TA humain a I’état natif
et de comprendre I’influence de leur microenvironnement et de I’état d’obésité sur leurs
capacités de prolifération, de différenciation et de migration. Ces études ont ainsi permis
de caractériser I’influence de la «niche adipeuse » sur la « biologie » des cellules
souches/progénitrices natives du TA et leurs potentielles implications dans le

développement du TA qui a lieu lors de la mise en place de I’obésité.

Cette partie « résultats » va s’articuler autour de quatre questions.

1) Quels sont la localisation et le phénotype des cellules souches/progénitrices natives ?

Dans une premiére partie, nous nous sommes intéressés a la localisation et a la caractérisation
phénotypique des cellules souches/progénitrices natives et aux différences d’expression des
marqueurs membranaires mentionnés dans la littérature. En effet, I’expression de certains
marqueurs membranaires par les cellules souches/progénitrices du TA, notamment le
marqueur CD34 et les marqueurs des péricytes, fait débat. Déterminer précisément le
phénotype des cellules progeénitrices natives du TA permettra de déterminer leur localisation
et ainsi de voir in situ des cellules souches de type mésenchymateux dans leur

microenvironnement.

2) Quel est le réle du microenvironnement sur I’activité de prolifération des cellules
souches/progénitrices CD34*/CD31 ?

Dans une deuxiéme partie, nous nous sommes focalisés sur I’activité de prolifération des
cellules souches/progénitrices CD34/CD31". Sachant que la composition cellulaire ainsi que
les sécrétions du TA changent avec I’état de I’obésité, I’objectif de ce travail a été d’étudier la
prolifération des cellules CD34*/CD31" in situ ainsi que le contrdle de leur prolifération par

les facteurs du microenvironnement dans lequel elles résident.
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3) Quel est le réle du microenvironnement sur les capacités de différenciation des
cellules souches/progénitrices CD34"/CD31 ?

Dans une troisieme partie, sachant que les cellules souches/progénitrices possedent des
capacités adipogéniques et angiogéniques, nous nous sommes axés sur le contrble de
I’engagement des cellules souches/progénitrices dans ces deux différentes voies. Dans un
premier temps, I’effet de I’état de I’obésité sur I’engagement dans la voie adipocytaire a été
étudié sur les cellules progénitrices fraichement isolées. Puis, aprés mise au point d’une
condition de culture permettant I’étude simultanée de leurs capacités adipogéniques et
angiogeniques, les effets des sécrétions des partenaires cellulaires des cellules progénitrices
(adipocytes, cellules endothéliales capillaires ou CECs et macrophages) sur leur activité de

différenciation ont été étudiés in vitro.

4) Quelle est le role du microenvironnement sur la migration/mobilisation des cellules
souches/progénitrices CD34"/CD31"?

Dans la derniere partie de ce travail, la migration/mobilisation des cellules progénitrices a été
étudiée. Le but de cette étude a été, dans un premier temps, d’évaluer le pouvoir
chémoattractant des sécrétions des différentes populations cellulaires présentes dans le TA sur
la migration des cellules souches/progénitrices in vitro, et dans un second temps, d’étudier la
migration in vivo chez la souris et plus particuliérement les effets des modifications de I’axe
SDF-1/CXCR4 via I’ utilisation d’un antagoniste, I’AMD3100.
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Résultats - Caractérisation immunophénotypique et génétique des cellules souches/progénitrices du TA et
localisation dans la niche adipeuse

I. Caractérisation immunophénotypique et génétique des
cellules souches/progenitrices du TA et localisation dans la niche

adipeuse

Alors que les cellules souches/stromales mésenchymateuses isolées a partir de la moelle
osseuse ont été décrites pour la premiére fois en 1976 **, les cellules souches/progénitrices du
TA ont elles été découvertes plus tardivement 3 2%, Du fait de cette récente découverte, le
profil d’expression de marqueurs membranaires est relativement controversé et varie selon
que I’on analyse des cellules natives ou cultivées mais aussi en fonction du nombre de
passages et de I’adhérence au plastique *'* 3°. De nombreuses études s’intéressent a la
caractérisation phénotypique et a I’origine des cellules souches/progénitrices du TA.
Cependant, un débat récurrent existe concernant leur identité & I’état natif ainsi que leur
localisation tissulaire (périvasculaire et/ou stromale).

Dans cette étude, nous nous proposons de clarifier le phénotype des cellules
souches/progénitrices issues du TA humain par une analyse des marqueurs de surface sur les
cellules natives mais aussi apres mise en culture en se concentrant sur les marqueurs
controversés notamment le marqueur CD34 et les marqueurs des péricytes. Parallélement,
grace a I’'immunophénotypage des cellules natives, la localisation tissulaire des cellules
souches/progénitrices sera effectuée par des expériences d’immunohistochimie par
fluorescence sur tissu entier et leur caractérisation moléculaire pour leur statut souche sera
également étudiée. Enfin, un travail a été mené en parallele chez la souris afin d’apprehender

les différences interspécifiques éventuelles.

I.1. Caracteérisation des cellules souches/progenitrices du TA chez

I’homme.

Publication 1 : Human native adipose stem/progenitor cells are positive for the CD34

antigen and are scattered in the stroma of subcutaneous adipose tissue.

Marie Maumus, Julie-Anne Peyrafitte, Anne Bouloumié, Louis Casteilla, Coralie Sengenes

and Philippe Bourin. En cours de préparation.
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Introduction

For long time, adipose tissue (AT) has been only considered as the main energy store
of the organism. Then twenty years ago, it was discovered that AT was also able to secrete a
large variety of proteins, including cytokines, chemokines and hormone-like factors, such as
leptin, adiponectin and resistin which are named adipokines {Wang, 2008 #854}. Adipokines
participate not only in AT regulation and energy homesostasis but also in many other
functions such as inflammation, immunity and reproduction {Lafontan, 2005 #820}. More
recently it was reported that AT hosts a population of multipotent progenitors called adipose
derived stromal cells or ASCs {Zuk, 2001 #624; Zuk, 2002 #671}. Those progenitors have
the ability to give rise to osteoblasts, chondrocytes and adipocytes {Zuk, 2001 #624}. They
could also participate and/or support angiogenesis or vascular repair in ischemic limbs
{Planat-Benard, 2004 #629; Rehman, 2004 #644; Miranville, 2004 #628} and display
immunomodulatory properties both in vitro and in vivo {Puissant, 2005 #812; Yanez, 2006

#8131},

While a number of studies investigating the characterization of ASCs have been performed,
disparate and non-consensual parameters were described. Among them, the recurrent
questions concerning their surface immunophenotype, their tissue location, their homology to
bone marrow-derived mesenchymal stem cells (BM-MSCs) and the nature of native cells
from which ASCs are derived are still under intense debate. Though all reports agree with the
classical MSC surface immunophenotype that is CD73", CD90", CD105", CD45 and CD14
{De Ugarte, 2003 #672; Wagner, 2005 #818; Kern, 2006 #814; Mitchell, 2006 #817;
Yoshimura, 2006 #819}, the expression of many others are not always reported or contested.
Among them, CD34 antigen expression has focused most of attention. Indeed, some authors
proposed the existence of two progenitor cell populations within AT, a cell subset derived
from CD34" cells and AT-MSCs which would be derived from CD34 cells {Yanez, 2006
#813}. Another debated question concerns the origin of native ASCs. Indeed, although Crisan
et al. recently proposed that MSCs originate from pericyte population lacking CD34 antigen
expression, Traktuev suggested a CD34" pericyte origin for AT-progenitor cells {Crisan,
2008 #815; Traktuev, 2008 #816}. The present study was designed to clarify the surface
immunophenotype of native human AT-progenitor cells with a particular interest for the
CD34 marker and pericyte markers CD140b, NG2 and o.SMA. To achieve this goal, CD34"

and CD34" cells were sorted from human AT and the surface immunophenotype was analyzed



before and after culture and was compared to the one of human BM-MSCs. Moreover, in situ
localization of CD34" progenitor cells in intact human AT was carried out and
immunophenotype was studied in sifu. Finally, molecular characterization of AT-progenitor
cells and the effects of AT growth on their molecular profile were evaluated.

The present work demonstrates that conversely to human BM-MSCs, native AT multipotent
progenitor cells are positive for the CD34 antigen (distinguished from leukocyte and capillary
endothelial populations with the CD45  and CD31" phenotypes respectively). The large
majority of AT-progenitor cells are localized in AT stroma, some are found nearby AT-
capillaries but rarely exhibit a pericytic position. Moreover, while CD34 antigen expression
was inversely correlated to AT-progenitor cell expansion in culture, the expression of pericyte
makers NG2, CD140b and aSMA were found to be induced by cell culture. Finally, changes
in AT-progenitor cell microenvironment occurring during AT extensive development induced

AT-progenitor cell molecular profile modifications toward an adipogenic phenotype.



Materials and methods

AT sampling and SVF isolation

Human subcutaneous AT was obtained from Caucasian women undergoing plastic surgery for
lean (BMI<25) and class I (30<BMI<35) patients, and bariatric surgery for class II-III patients
(BMI>35) with stable weight for at least 3 months before fat collection. All patients gave their
informed consent. The protocol has been conducted in accordance with the Declaration of
Helsinki guidelines and approved by the local ethical committee. AT-derived SVF was
isolated from subcutaneous AT by collagenase digestion as previously described {Puissant,
2005 #812; Sengenes, 2007 #711}. AT-SVF cells were subsequently used for flow cytometry

analyses or cell culture.

AT-CD34" progenitor cell magnetic sorting and cell culture

Human AT-derived CD34" and CD34"/CD31" progenitor cells were isolated from AT-derived
SVF using CD34 nanoparticles from either MACS® Cell Separation Technology (CD34"
purity was 81.5 + 2.5 % and less than 0.5 % for positive and negative fractions respectively)
or StemCell Technologies® (CD34" cell fraction purity was 92.9 + 0.8 %) according to the
manufacturer’s instructions and as previously described {Miranville, 2004 #628}. AT-derived
progenitor cells were plated at 4000 cells/cm” in Minimum Essential Medium (MEM) Alpha
supplemented with 2 or 10% foetal calf serum (FCS) for 1 week and harvested with
trypsin/EDTA. Cells were counted and flow cytometry analyses were performed. In order to
study the effects of passaging on the cell surface immunophenotype, cells were grown to
confluence after the initial plating in medium supplemented with 10% FCS. Adherent cells
were released with trypsin/EDTA in order to perform cytometry analyses (native cells to

passage 3 were used).

Human BM-MNC:s isolation and culture

BM of healthy donors was obtained from filters used during the preparation of allogeneic
hematopoietic grafts. BM-MNCs were obtained by BM density gradient (d=1.077)
centrifugation. BM-MNCs were plated at a density of 100000-150000 cells/cm?® in o-
MEM/10% FCS. After 2 days, non-adherent cells were harvested and adherent cells were
detached by the use of trypsin/EDTA. Cells were subsequently used for flow cytometry

analyses and clonogenic assay.



Clonogenic assay

AT-CD34" and CD34 cells were plated in MEM-o supplemented with 10% FCS at low
density (16 cells/cm?). After 2 weeks, cells were rinsed with Phosphate Buffer Saline (PBS),
fixed in methanol and stained with 6 % Giemsa. Colony-forming unit fibroblasts (CFU-F)
derived colonies were enumerated. Colonies containing more than 50 cells were counted and
CFU-F frequency was calculated by dividing colony number by the number of seeded cells.
Two-day adherent BM-MNCs and non-adherent cells were seeded in MEM-o supplemented
with 10% FCS (1000 and 40000 cells/cm?, respectively) for 11 days and then colonies were

stained with 6 % Giemsa and counted.

Adipogenic differentiation

Confluent native CD34" and CD34™ cells were induced to undergo adipogenic differentiation
using MEM-o. medium supplemented with 10% FCS, 1 pmol/L dexamethasone, 60 pmol/L
indomethacine (adipogenic medium) and 450 pmol/L isobutylmethylxanthine (IMBX) for 3
days. After 3 days, medium was replaced by adipogenic medium. After 20 days, cultures were
rinsed with PBS, fixed with 10% formaldehyde and lipid droplets were stained with Oil Red

O solution.

Osteogenic differentiation

Native AT-derived CD34" and CD34" cells were plated at 4000 cells/cm” in osteogenic
induction medium (MEM-a supplemented with 10% FCS, 0.1 pmol/L dexamethasone, 50
pumol/L ascorbic acid and 3 mmol/L sodium phosphate monobasic) for 2 weeks. Sodium
phosphate monobasic was then replaced by B-glycerophosphate (10 mmol/L) and cells were
cultured for 1 week. Cultures were rinsed with PBS, fixed with 10% formaldehyde and matrix

mineralization was stained with alizarin red.

Flow cytometry analyses

At least 1.10° cells (native or cultured AT-SVF, AT-progenitor cells or BM-MNCs) in
PBS/0.5% BSA/2 mmol/L EDTA were stained with various combinations of saturating
amounts of monoclonal antibodies conjugated with Peridinin-chlorophyll-protein Complex
(PerCP), fluorescein isothiocyanate (FITC) or phycoerythrin (PE): (supplementary methods,
table 1) and their respective isotype controls (4°C, 30 min, dark). The labelled cells were
analyzed by multiparameter flow cytometry (EPICS XL flow cytometer, Beckman-Coulter or



FACScanto cytometer, BD Biosciences) and FlowJo (Tree Star) or DIVA software (BD

Biosciences).

Immunohistochemistry and immunocytochemistry

Immunohistochemistry analyses were performed on intact human subcutaneous AT which
was minced into small pieces (2-3 mm) using a scalpel. The tissue pieces were fixed in
neutral buffered 4% (w/v) paraformaldehyde (1h, RT) and blocked in PBS/ 3% BSA (30 min,
RT). AT was incubated in PBS/0.1% BSA/0.2% triton/0.05% tween (IF buffer) with primary
antibodies (supplementary methods, overnight, 4°C). After washing steps in IF buffer, AT
was incubated for 1h with secondary antibodies or with an antibody directed against lectin
(supplementary methods). Nuclei were stained with Hoescht 33258. Immunocytochemistry
analyses were carried out on human native AT-CD34" progenitor cells cytocentrifuged onto
glass slides and fixed in cold acetone (-20°C, 20 min) and washed with Tris buffer Saline
(TBS). Antigen demasking was realized in citrate buffer (30 min, 97°C). Human AT-CD34"
progenitor cells were cultured in LabTek chamber slides for one week and fixed in 4%
paraformaldehyde (1h, RT). After washing steps (TBS) permeabilization (TBS/0.1% Triton)
and blocking, cells were incubated with anti-aSMA or anti-NG2 primary antibodies
(supplementary methods, Table 2) (1h or overnight respectively). Cells were incubated with
corresponding secondary antibody (30 min, RT) after washing. Nuclei were stained with

DAPI (4°,6-diamino-2-phenylindole dihydrochloride).

RNA isolation and real-time PCR

Total RNA was extracted from CD34"/CD31" cells using the Rneasy kit (Qiagen, France) and
the RNA concentrations determined using a fluorimetric assay (Ribogreen, Invitrogen). RNA
(0.5ng) was reverse-transcribed (RT) using the “Superscript II” (Invitrogen) (Random
Hexamers and dNTPs were from Invitrogen). RT was also carried out without the superscript
enzyme on RNA samples. Primers for the LPL, GPDH were provided by Applied Biosystems
(Assays on demand, Courtaboeuf, France) and RunX2, osteocalcin, primers were designed by
Primer Express® software v2.0 (Applied Biosystems) and Nanog, Oct-4 and hTERT were
kindly provided by Dr P Bourin (supplementary methods, Table 3). The amplification
reaction was carried out on 15 ng of cDNA samples in 96-well plates (Applied Biosystems) in
a GeneAmp 7500 sequence detection system. The PCR mixture contained either 5 ul Tagman
primers (5X prediluted in water) or 300 nmol/L for aP2 and 10 pL of 2X Tagman PCR master
Mix or 10 pL of 2X SyberGreen PCR Master Mix (Applied Biosystems). All reactions were



performed under the same conditions: 50°C (2 min), 95°C (10 min), followed by 40 cycles of
95°C (15 sec) and 60°C (1 min). The results were analyzed with the GeneAmp 7500 software

and all the values were normalized to 18S rRNA levels.

Statistics

The statistical analysis was performed with GraphPad Software (San Diego, USA). Values are
given as mean = SE mean of (n) separate experiments. The comparisons between different
groups were analyzed by Anova test followed by post-hoc Dunnet multiple comparison tests
or with a Mann Whitney test for 2 groups. Differences were considered significant when

P<0.05.



Results

Phenotypic evolution of human AT-SVF during primary culture and comparison to
BM-MNCs.

ASCs are considered as MSCs and as such are described as CD34" cells. Therefore, together
with standard MSCs markers (CD73, CD13), the expression of CD34 antigen in freshly
harvested human AT-SVF and BM and after 2 days of culture was performed using flow
cytometry. As presented in figure 1A, short term culture of AT-SVF was associated with an
increase in percentage of cells expressing MSCs marker CD13 and CD73 and a decrease in
percentage of cells positive for the leukocyte marker CD45. Moreover, after 2 days of culture,
more than 80% of the cells expressed CD34 antigen. Freshly harvested BM-MNCs contained
less than 5% of CD34" cells and conversely to human AT-SVF, after 2 days of culture the
adherent cell fraction contained no more CD34 " cells (figure 1B).

In parallel an extensive phenotypic analysis of human AT-SVF was performed before and
after 8 days of culture. The culture of human AT-SVF led to clearly phenotype
homogenization (table 1) and no marked phenotype evolution was evidenced between the first
and the second passage (data not shown). As shown in table 1, a large variety of MSCs
markers (CD9, CD10, CD13, CD49e, CD73, CD90 and CD166) were expressed by more than
95% of cultured AT-SVF whereas haematopoietic markers (CD3, CD6, CD11¢, CD14, CD15,
CD16, CD18, CD41, CD50, CD115 and CD150) had almost completely disappeared. Finally,

stem cells markers ABCG2 was also lost after in vitro culture (table 1).

Comparison of CFU-F activity of native CD34" and CD34 cells from human AT with
BM-MNCs. Adipogenic and osteogenic activities of native CD34" and CD34 cells from
human AT.

CFU-F activities were assessed in freshly harvested AT-SVF and BM-MNCs sorted in CD34"
and CD34 populations or adherent and not adherent cell fractions respectively. Similarly to
AT-SVF cells, the CD34" sorted population gave rise to a morphologically homogeneous
fibroblast-like population at the end of primary culture (data not shown). In contrast, no AT-
derived CD34" cells were recovered at the end of culture time. Furthermore and as shown in
figure 2A CFU-F was restricted to the CD34" cell population. CFU-F frequency in the BM-
MNC adherent and non-adherent cell fractions was assessed. As presented in figure 2B it was
more than 30 times increased in the adherent fraction as compared to the non adherent one.

Adipogenic and osteogenic differentiation potentials of AT sorted cell subsets were



investigated. After confluence and induction of adipogenic differentiation process, lipid
accumulation, revealed by Oil Red O staining and triglyceride content quantification (data not
shown), were detected in the CD34" cell fraction (figure 2C-D). Finally, three weeks after
induction of osteogenic differentiation process, matrix mineralization was observed in the
CD34" cell fraction (figure 2E-F). In the same conditions, neither osteogenesis nor

adipogenesis was detected in the AT-derived CD34" cell fraction.

Phenotypic characterization of AT-CD34" progenitor cells: CD34 antigen expression is
inversely correlated to cell expansion.

Because of conflicting results regarding CD34 expression of AT progenitor cells, we
hypothesized that changes in CD34 expression could be related to cell expansion and/or
passaging. Therefore, freshly harvested human AT-CD34" cells were cultured in 2% or 10 %
FCS for 7 days and CD34 antigen expression was analyzed by flow cytometry. In parallel the
expression of standard MSCs and haematopoietic markers was also studied for the 2 culture
conditions. As expected, cell yield was more than 5 times higher in the medium containing
10% FCS as compared to the one containing 2% FCS (not shown). Whatever the considered
medium (2 or 10% FCS), there was a continuous enrichment in CD13, CD29, CD73 and
CD90 positive cells (figure 3A). In contrast, although CD34 antigen was detected at the
surface of about 70% of the cells grown in the medium containing 2% FCS, its expression fell
to 20% when medium was supplemented with 10% FCS (figure 3A). To better analyze the
effect of FCS content and CD34 antigen expression on AT-progenitor cells, the correlation
between AT progenitor cell expansion after 8 days of culture and the expression of CD34
antigen was performed. A statistically significant negative correlation was found between AT
progenitor cell fold expansion and CD34 expression (figure 3B). Finally, to determine
whether the decrease CD34" cells during in vitro culture came from a down-regulation of
CD34 protein or mRNA expression, CD34 antigen expression was analyzed by real-time
qRT-PCR. In freshly harvested AT-SVF cells, the relative amount of CD34 mRNA
normalized to ubiquitin mRNA was 103.2 + 8.3 (arbitrary units), while CD34 protein, studied
by flow cytometry was found on 42.2 + 6.9% of the cells. Subsequent in vitro expansion led
to a 80-fold decrease of CD34 mRNA level (1.3 £ 1.0 arbitrary units) compared to SVF cells

which was associated to a 1.8-fold decrease of CD34" cells observed by flow.

Phenotypic characterization of AT-CD34" progenitor cells: i situ localization.



To examine the spatial relationship between the blood vessels and AT-progenitor cells, intact
human AT was used. Capillary network was visualized using lectin or CD31 antibodies which
produced identical staining patterns (data not shown). AT-progenitor cells were localized
using CD34 antibodies and distinguished from leukocyte and capillary endothelial
populations with the CD45 and lectin or CD31 antibodies respectively while the adipocytes
were detected using phase contrast imaging. Human AT capillaries, characterized by aligned
cells positive for lectin, CD31 or CD34 markers were distributed among adipocytes (figure 4).
Interestingly CD34 staining patterns revealed CD34 positive cells mainly located in AT
stroma (figure 4A-B-E). CD34" cells were also found at the vicinity of capillaries (figure 4A-
B-D). To discriminate CD34" AT-progenitor cells from AT-capillary endothelial cells, double
staining with lectin and anti-CD34 (figure 4B, E) or anti-CD31 and anti-CD34 (figure 4C, D)
was performed on intact human AT. As presented in figure 4 B, D and E, the findings that
AT-CD34" progenitor cells are scattered throughout AT stroma were confirmed since
CD34"/CD31" or CD34"/Lectin” cells were found in a large amount in AT stroma, sometimes

close to capillaries and very seldom in adhesion to AT capillaries (figure 4C).

Phenotypic characterization of AT-CD34" progenitor cells: in situ and in vitro analysis of
pericyte marker expression.

To better characterize native AT-CD34" progenitor cells, the expression of pericyte markers
NG2 and CD140b was performed in intact human AT. The double staining of AT with CD31
and NG2 or CD140b revealed that perivascular NG2 (figure 5SA) or CD140b (figure 5D)
positive cells were found on AT capillaries (CD31 positive network). The further analysis of
NG2 or CD140b positive cells using CD34 antigen staining was carried out. Although NG2 or
CD140b positive cells were found in perivascular location in intact human AT, the cells were
not found to be CD34" (figure 5B,C and SE, F for NG2 and CD140b respectively). To further
study such an observation, the analysis of NG2 or CD140b marker expression by freshly
isolated native AT-SVF was performed using flow cytometry approach and CD34, CD31,
CD140b and NG2 antibodies. Few cells expressing pericyte markers were found in native
AT-SVF since 1.8 £ 0.4 % and 12.7 + 3.5 % of the total cells were found positive for NG2 or
CD140b markers respectively and less than 2% were AT-CD34" progenitor cells (data not
shown). Additionally, in vitro experiments were carried out to study the effects of in vitro
culture on the expression of several pericyte markers such as NG2, CD140b and a-SMA by
AT-CD34" progenitor cells. Using flow cytometry analysis the expression of NG2 and
CD140b were found to be increased by the culture process (3.5 and 5 fold increase
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respectively, figure 5G). The increase in NG2 and o-SMA expressions by AT-CD34+

progenitor cells during cell culture was confirmed using immunocytochemistry approach

(figure 5H, I).

Molecular characterization of AT-CD34" progenitor cells.

To define the stemness state of native AT-CD34" progenitor cells, the expression of stem cell
genes was investigated and compared to the one of ESCs. Although expressed to a lesser
extent than in ESCs, Oct-4 and Nanog genes were found in native AT-CD34 " progenitor cells
whereas hTERT expression was not detected (table 2). Finally, the effects of the
microenvironment in which AT-CD34" progenitor cells reside on their differentiation
potentials were investigated. The expression of several genes involved in adipogenic and
osteogenic commitment and/or differentiation process were studied in native AT-CD34"
progenitor cells originating from class I to class III obese patients. Of interest, AT
development (class II to class IIT obese patients) was associated with a decrease in AT-CD34"
progenitor cell content (1.5 fold decrease, n=59, p<0.05, figure 6A). As shown in figure 6B
and C the gene expressions of GPDH and LPL were dramatically increased in class II-III
obese patients as compared to class I one. Interestingly, the expression of osteogenic genes
such as Runx2 and Osteocalcin were not detected and not changed whatever the degree of

obesity (figure 6D and E).
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Discussion

In the present work, we demonstrated that CFU-F from human AT are restricted to
CD34" cell population in contrast to human BM. We also provided evidence that native AT-
derived progenitor cells are CD34 positive the expression of which is inversely correlated to
AT progenitor cell expansion. In intact human AT, CD34" progenitor cells were found
scattered within AT, that is for a minority close to capillaries and for the large majority in AT-
stroma. Moreover, human AT-CD34" progenitor cells were not found to express pericyte
markers in their native state. Finally we show for the first time that AT excessive
development is associated with a dramatic increase in adipogenic molecular marker (LPL and
GPDH) expression by human AT-CD34" progenitor cells together with a large decrease in
AT-CD34" progenitor cell population content suggesting an activation of adipogenic
differentiation program in order to support adipocyte hyplerplasia which occurs in severe
forms of obesity.
CD34 belongs to the family of single-pass transmembrane sialomucin proteins which
comprises 3 members, CD34, Podocalyxin and Endoglycan {Nielsen, 2008 #821}. Since 25
years, CD34 has been widely used as a marker to identify and isolate haematopoietic stem and
progenitor cells {Weissman, 2008 #822}. More recently CD34 antigen has been employed to
help identify other tissue-specific stem or progenitor cells such as satellite muscle cells and
epidermal precursors {Nielsen, 2008 #821}. It is also widely used as a marker of vascular
endothelial cells {Fina, 1990 #824;Baumhueter, 1994 #823;Young, 1995 #825}, endothelial
progenitor cells {Asahara, 1997 #829}, fibrocytes {Barth, 2007 #826}, human decidual
stromal cells {Garcia-Pacheco, 2001 #827} and keratocytes {Espana, 2004 #828}. The
general consensus is that culture-expanded MSCs are negative for CD34 antigen, but its
expression on freshly harvested MSCs is a matter of debate. Indeed, almost all reports found
that MSCs are contained in the BM-derived CD34" fraction which led the International
Society for Cell therapy to a statement position {Dominici, 2006 #772}. Rare works have
reported that human CD34" BM-derived cells can be found and give rise to fibroblast-like
stromal elements bearing an osteogenic and chondrogenic differentiation potentials
{Simmons, 1991 #831; Chen, 1997 #832; Kaiser, 2007 #833}. Interestingly they also showed
that MSCs are found in greater amount in the CD34" fraction suggesting putative CD34" cell
contamination during, cell sorting procedure. In the present study, adherent human BM-
MNCs, containing the great majority of CFU-F, did not express CD34 antigen after 2 days of
culture. Minority of CFU-F in the non-adherent cell fraction was also found. Anyway, the

design of our study could not allow us to determine whether CFU-F originated from a
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CD34"Y fraction or from loosely adherent CD34" cells. As for MSCs, the expression of CD34
antigen by AT-derived progenitor cells is still debated. Here, we have shown that in human
AT-derived SVF, CFU-F were included in the CD34" fraction which was able, conversely to
AT-derived CD34" fraction, to form lipid droplets or matrix mineralization under adipogenic
or osteogenic culture conditions. Our data are in agreement with our previous results
{Miranville, 2004 #628; Sengenes, 2005 #630} and those of all the groups that have studied
the cells before culture {Boquest, 2005 #836; Mitchell, 2006 #817; D'Andrea, 2008 #835;
Rodeheffer, 2008 #782}. Moreover, CD34 marker expression was shown to be directly
correlated to AT-derived cell expansion in the present work. CD34 membrane expression is
known to be downregulated as hematopoiesis progresses {Weissman, 2008 #822} but
interestingly such a downregulation seemed to be a consistent feature of other stromal cells,
as stromal-derived keratocytes, which have been reported as initially isolated as CD34-
positive cells, to lose their CD34 expression upon in vitro expansion {Espana, 2004 #828}.
Therefore, in their native state and conversely to human BM-MSCs, human AT-derived
progenitor cells are contained in the CD34" cell fraction, providing a mechanism to enrich or
purify them directly from the heterogeneous AT-SVF cells. Whether the downregulation of
CD34 expression is an in vitro consequence or the result of a more committed phenotype as
what occurs with the differentiation of haematopoietic stem cells remains undefined. With the
aim to better characterize AT-derived CD34" progenitor cells, we performed
immunohistochemistry analysis on intact human AT. The use of intact human AT, where 3-
dimensional tissue structure is maintained, revealed that human AT-CD34" progenitor cells
are scattered in AT. The findings are not consistent with those of earlier studies showing that
MSCs from multiple organs, including AT, could have a perivascular origin exhibiting
pericyte features {Traktuev, 2008 #816; Crisan, 2008 #815}. Indeed, the present work showed
that human AT-CD34" progenitor cells were mostly located in the stroma of subcutaneous
AT, even if some AT-CD34" progenitor cells were found in the neighbourhood of capillary
network, they rarely exhibited a pericytic position. Interestingly, similar results were found in
mouse subcutaneous AT, since the authors reported that mouse AT-derived progenitor cells
were found in the deeper layers of AT and in the neighbourhood of microvessels {Yamamoto,
2007 #799}. Together with a periendothelial location, AT-MSCs have been described to
express both pericyte and mesenchymal markers. We have investigated the expression of
pericyte markers CD140b and NG2 by human AT-CD34" progenitor cells in human intact
AT. Although our staining data clearly show that some AT-CD34" progenitors are close to
capillaries, they were invariably negative for CD140b or NG2 markers. Both flow cytometry
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and immunocytochemistry analysis confirmed those results since NG2 and CD140b markers
were not expressed on native AT-CD34" progenitor cells and were only induced by the
culture process. This could explain why opposite results are found in some studies since AT-
derived progenitor cells were found positive for NG2 and CDI140b after 2 days of
postadherence to plastic {Traktuev, 2008 #816}. Moreover, our results are in accordance with
a recent study displaying immunohistological details regarding AT endothelial network and
showing that CD34 staining did not localize with pericytic markers in human AT {Lin, 2008
#783}. Of interest, NG2 marker had been described in mouse subcutis-derived adipocytes
{Kadoya, 2008 #847}. In order to better define the stemness state of AT-CD34" progenitor
cells, the expression of Oct4 and Nanog genes were investigated. Indeed, the molecular
mechanisms governing embryonic stem (ES) cell pluripotency have provided insights into the
role of transcription factors such as Oct4 and Nanog in maintaining ES cells in the
undifferentiated state. Remarkably, these pluripotency factors, have also been shown to
participate in the reprogramming of differentiated cells back to pluripotent states {Takahashi,
2006 #837;Yu, 2007 #838}. Oct4 and Nanog genes have been detected in a variety of somatic
tissue-derived cells, with the most often-cited cell type being BM-MSCs {Jiang, 2002
#839;D'Ippolito, 2004 #840;Kucia, 2006 #841;Lin, 2008 #842} and also in cultured AT-
derived MSCs. Although less expressed than in ES cells, Oct4 and Nanog genes were found
to be expressed in human AT-CD34" progenitor cells in their native state, suggesting a
hallmark of pluripotency. It is anyway important to note that Oct4 retropseudogenes, unable
to compensate for loss of the original Oct4 gene, are actively transcribed in both normal and
transformed cells and could contribute to false positive signals that we cannot rule out
{Liedtke, 2007 #844;Lengner, 2008 #843}. Similar to Oct4 and Nanog, the catalytic subunit
of human telomerase (hTERT) is more described as a stem cell marker for ESCs than for
adult stem/progenitor cells. Telomerase has been reported as expressed in cultured AT-
derived MSCs {Kang, 2004 #849;Jun, 2004 #850;Rodriguez, 2005 #661;Madonna, 2008
#852}. Therefore, our findings report for the first time that hTERT was not detected in human
native AT-CD34" progenitor cells.

Finally, the effects of AT microenvironment changes on AT-CD34" progenitor cell
adipogenic or osteogenic commitment were studied. Excessive AT development was
associated with an increase in the expression of adipogenic differentiation genes whereas the
those of osteogenic differentiation process were not modified. The excessive development of
human AT results from both hypertrophy of preexisting adipocytes and hyperplasia due to the
formation of new adipocytes {Hirsch, 1976 #688;Hausman, 2001 #758}. Because adipocytes
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are terminally differentiated cells and, as such, are considered incapable of division
{Hausman, 2001 #758;Butterwith, 1997 #853}, the apparent increase in adipocyte number is
thought to originate from adipogenesis and/or the proliferation/differentiation of adipocyte
progenitor cells (preadipocytes). In addition, a recent study following C'* levels in AT has
confirmed that the adipocytes continuously turn over in adult humans {Spalding, 2008 #781}.
We have recently demonstrated that indeed excessive AT development in human is associated
with an increase in the number of mature adipocytes together with an increase in progenitor
cell proliferation {Maumus, 2008 #780}. The results indicate that although proliferation was
positively correlated with the degree of obesity, AT-CD34" progenitor cell number is
decreased in class II-III obese patients. Furthermore, the levels of LPL and GPDH gene
expressions were dramatically increased in native AT-CD34" progenitor cells originating
from class II-III obese patients as compared to class I obese. These findings suggest that the
pool of AT-CD34" progenitor cells is utilized, so the decrease in progenitor cell number, in
order to support adipocyte hyperplasia, observed in class II-III obese patients, since
adipogenic differentiation program is activated in AT-CD34" progenitor cells.

To conclude, we are providing original data regarding the immunophenotype of native human
AT-CD34" progenitor cells, their location within AT and their stemness state and propose
arguments to understand previously reported discrepancies. Furthermore, our data strongly
suggest that human AT-CD34" progenitor cells do participate in vivo to adipogenesis which
occurs during AT excessive development. Regarding the importance of AT microenvironment
changes on AT-CD34" progenitor cell commitment, continued studies are needed to help
elucidate the fundamental conditions necessary to facilitate the development of viable and

safer tissue engineering applications using AT-CD34" progenitor cells.
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Table 1: Phenotypic characterization of native and cultured ASC

Native cells Cultured cells
Mesenchymal markers
CD9 51+0.2 974+1.5
CD10 63.6+3.4 98.9+0.3
CD13 81.9+34 99.7 £ 0.04
CD49%e 80.3+3.7 100 £+ 0.05
CD55 42.1+6.9 99.7 £ 0.06
CD73 70 £ 4.01 98.4+0.4
CD90 73.7+4.9 99.6 £0.2
CD166 0.2 +0.05 97.3+£0.7
Hematopoietic markers
CD3 0.2+0.2 0.3+0.1
CD6 55+1.6 4+0.6
CDll1c 0+0 0.4+0.06
CD14 02+0.2 0.6+0.1
CDl15 0.6+0.2 1.5+0.6
CDl16 04+0.2 0.1+0
CD18 03+0.2 0.5+0.2
CD41 09+0.3 1.7+0.8
CDs50 1.5+£0.6 0.4+0.1
CD115 0+0 0.2+0.1
CDI150 0+0 0.3+0.1
ABCG2 64+1.2 0.9+0.1
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Table 2: Embryonic marker expression of native CD34+ cells compared to embryonic stem

cells.

CD34+ cells Embryonic stem cells
(Arbitrary units) (Arbitrary units)
Oct-4 30.5+19.2 89.9
Nanog 22+1 5.26
hTERT Not detected 1.64
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Legends

Figure 1: Phenotypic characterization of native AT-SVF and BM-MNCs by flow
cytometry analyses and effect of culture on AT-CD34" cell phenotype.

Multiparameter FACS analyses were performed using different cell surface markers: CD45
(FITC), CD13 (FITC), CD73 (PE) and CD34 (PC5) antibodies, on native native SVF cells (A,
black bars) and on BM-MNCs (B, black bars) and after 2 days of culture in MEM-0/10%FCS
(grey bars). Results are presented as the percentage of positive cells and are expressed as

means £ SEM for 27 to 30 separate experiments.

Figure 2: CFU-F activity and adipogenic and osteogenic differentiation of CD34+ and
CD34- cells.

Colony-forming unit fibroblast (CFU-F) assays were investigated with AT-derived CD34"
and CD34" cells (A) and with BM-MNC (B) by low-density culture and Giemsa staining.
CFU-F were quantified in AT-derived cells and in BM-MNC by counting. AT-derived CD34"
and CD34" cells were cultured under adipogenic conditions during 3 weeks and lipid
accumulation was stained (C) and quantified (D) by Oil Red O. AT-derived CD34" and
CD34" cells were cultured under osteogenic conditions during 3 weeks and matrix

mineralization was stained (E) and quantified (F) with alizarin red.

Figure 3: Phenotype of native and cultured isolated CD34+ cells.

(A) Isolated CD34" cells from the SVF were analysed by flow cytometry using CD34 (PC5),
CD45 (FITC), CD13 (FITC), CD29 (FITC), CD73 (PE) and CD90 (FITC) antibodies, before
(black bars) and after culture in MEM-oa supplemented with 2% (white bars) or 10% FCS
(grey bars) during 8 days. Data presented are expressed in percentage as mean = SEM of
positive staining-cells for 3-16 separate experiments. (B) Isolated CD34" cells from the SVF
were plated at 4000 cell/cm? in MEM-0/10%FCS during 1 week. After 1 week of culture, the
percentage of CD34" cells was evaluated by flow cytometry analysis and the number of
harvested cells per cm? was counted. Results are presented as the percentage of CD34" cells
after 1 week of culture versus the fold-expansion factor at day 8 (number of harvested ASC

divided by the number of seeded SVF cells at day 0).
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Figure 4: In situ AT-MSC localisation

Human subcutaneous AT was stained with an anti-CD34 (green) and adipocytes were
visualized by phase contrast (A). Capillaries were stained with an anti-lectin or anti-CD31
(green) antibodies and progenitor cells were localised with an anti-CD34 (red) antibody.
Nuclei were stained with Hoescht 33258 (blue). Representative microscopy analyses from 3

independent experiments are shown (magnification x400).

Figure 5: Pericyte marker expression in AT

Human subcutaneous AT were stained with an anti-NG2 (green) and an anti-CD31 (red) (A)
or an anti-CD34 (red) antibodies (B-C), with anti-CD31 (green) and an anti-CD140b (red)
antibodies (D), anti-CD34 (red) and an anti-CD140b (green) antibodies (E-F). Representative
microscopy analyses from 3 independent experiments are shown (magnification x400).

(G) Flow cytometry analyses were performed using pericyte markers CD140b and NG2 on
native AT-derived SVF cells (black bars) and on cultured one (grey bars). Data are presented
in percentage as mean + SEM of positive cells for 3 separate experiments. CD34" cells were
centrifuged on cytospin slides before culture (H) or cultured (G) on Labtek chamber slides for
1 week. Slides were double labelled with anti-NG2 (green) and anti-aSMA (red) antibodies.

Nuclei were stained with Dapi (blue).

Figure 6: Influence of obesity on CD34+ cell number, adipogenic and osteogenic marker
gene expression in stem/progenitor cells.

Two colour flow cytometry analyses were performed on freshly harvested SVF using
fluorescent-labeled antibodies directed against CD34 PerCP and CD31 FITC. CD34"/CD31
cell number (normalized per gram of adipose tissue) was determined in obese class I
(30<BMI<35, n=38) and in obese class II-III (BMI>35 kg/m?, n=59) patients, *P<0.05 (A).
The mRNA expressions of the adipocyte markers GPDH (B) and LPL (C) and osteogenic
markers RunX2 (D) and Osteocalcin (E) were determined in freshly harvested CD34/CD31"
progenitor cells by real time RT-PCR analysis. The results obtained were normalized to the
levels of 18S rRNA and expressed in arbitrary unit (A.U.). The presented data are mean =+

SEM for 4-8 independent experiments, * P<(0.05 class I versus class II-11I.
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Supplementary Methods

Table 1: monoclonal antibodies used for flow cytometry analysis

Monoclonal antibodies  Fluorochromes Clone Isotype
Anti-human CD3 FITC UCHTI1 Mouse IgG1 Immunotech
Anti-human CD6 PE UMCD6 Mouse IgG1 Ancell
Anti-human CD9 FITC 209306 Mouse IgG2b  R&D Systems
Anti-human CD10 PE HI10a Mouse IgG1  BD Pharmingen
Anti-human CD11c¢ PE BU15 Mouse IgG1 Immunotech
Anti-human CD13 FITC WMI15 Mouse IgG1 eBioscience
Anti-human CD14 FITC RMO52 Mouse [gG2a  Immunotech
Anti-human CD15 FITC HI98 Mouse IgM eBioscience
Anti-human CD16 PE CBI16 Mouse IgGl1 eBioscience
Anti-human CD18 FITC CLB-LFA-1/1  Mouse IgG1 eBioscience
Anti-human CD29 FITC MEM-101A  Mouse IgGl eBioscience
Anti-human CD34 PC5 581 Mouse IgG1  BD Pharmingen
Anti-human CD41 PE HIPS Mouse IgG1 eBioscience
Anti-human CD44 FITC G44-26 Mouse IgG2b BD Pharmingen
Anti-human CD45 FITC J33 Mouse IgGl1 Immunotech
Anti-human CD49¢ PE ITA1 Mouse IgG1  BD Pharmingen
Anti-human CD50 FITC TP1/25.1 Mouse IgG2a eBioscience
Anti-human CD73 PE AD2 Mouse IgG1  BD Pharmingen
Anti-human CD90 FITC SE10 Mouse IgG1 ~ BD Pharmingen
Anti-human CD115 PE 12-3A3-1B10 Rat IgG1 eBioscience
Anti-human CD150 PE Al2 Mouse IgG1 eBioscience
Anti-human CD166 PE 3A6 Mouse IgG1  BD Pharmingen
Anti-human ABCG2 PE 5D3 Mouse IgG2b  R&D Systems

Abbreviations: FITC, fluorescein isothiocyanate ; IgG, immunoglobulin ; PE, phycoerythrin ;

PC5, PE-cyanin 5.
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Table 2: antibodies used for immunohistochemistry

Antibodies Concentration used

Primary antibodies

Mouse monoclonal CD31 1/100 DakoCytomation
Mouse monoclonal CD34 class III 1/50 AbD Serotec
Rabbit monoclonal CD34 1/50 Epitomics
Rabbit polyclonal NG2 1/50 Millipore
Rabbit monoclonal CD140b 1/20 Abcam
Lectin AlexaFluor 488 conjugate 1/100 Invitrogen
Mouse monoclonal aSMA 1/100 DakoCytomation

Secondary antibodies

AlexaFluor 488 goat anti-mouse 1/200 Invitrogen
AlexaFluor 546 goat anti-mouse 1/200 Invitrogen
AlexaFluor 488 goat anti-rabbit 1/200 Invitrogen

AlexaFluor 546 goat anti-rabbit 1/200 Invitrogen




Table 3: Assay on demand used for gene expression assay

Primers reference
LPL Hs00173425 ml
GPDH Hs00193386 _ml
Osterix Hs00541729 ml
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Table 4: Primers used for gene expression assay

Concentration
Primers Forward Reverse
used
RunX2 ATTCCTGTAGATCCGAGCACC GCTCACGTCGCTCATTTTGC 300 nmol/L final
osteoprotegerin | AGCACCCTGTAGAAAACACAC | ACACTAAGCCAGTTAGGCGTAA 300 nmol/L final
osteocalcin CACTCCTCGCCCTATTGGC CCCTCCTGCTTGGACACAAAG 300 nmol/L final
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Résultats - Caractérisation immunophénotypique et génétique des cellules souches/progénitrices du TA et
localisation dans la niche adipeuse

Discussion :

Cette étude a permis de clarifier le débat qui existe dans la littérature a propos de I’expression
du marqueur membranaire CD34 par les cellules progénitrices du TA. Nous avons montré que
les cellules progénitrices natives du TA capables de former les CFU-F et ayant les
potentiels adipogéniques et ostéogéniques in vitro sont contenues dans la population
CD34" de la FSV. L’expression du marqueur CD34 par les cellules progénitrices disparait
proportionnellement a leur capacité proliférative in vitro, ce qui explique le fait que les études
étudiant le phénotype des cellules progénitrices du TA en les isolant par leur propriété
d’adhérence au plastique apres des étapes d’amplification trouvent que les cellules sont
négatives pour le marqueur CD34 8322357 De plus, I’amplification des cellules progénitrices
in vitro fait apparaitre les marqueurs des cellules mésenchymateuses CD13, CD29, CD73 et
CD90. Les cellules progénitrices CD34" du TA, cultivées dans les mémes conditions
d’obtention des CSM de la moelle osseuse, acquierent un phénotype mésenchymateux et
possedent les mémes capacités.

La mise en évidence de I’expression spécifique du marqueur CD34 par les cellules
souches/progénitrices natives du TA a permis d’utiliser ce marqueur comme outil pour isoler
et etudier ces cellules sans les mettre en culture mais aussi pour pouvoir les localiser dans leur
microenvironnent. In situ, des expériences d’immunohistochimie sur TA entier ont
permis de definir que la localisation majoritaire des cellules progenitrices est une
localisation stromale, entre les adipocytes, et qu’une faible proportion se localise le long
des vaisseaux sanguins, comme déja montré dans la littérature 32> 3%®, De plus, les cellules
CD34" perivasculaire du TA n’expriment pas les marqueurs classiques des péricytes CD140b
et NG2. Les cellules progénitrices CD34" et les péricytes contenus dans le TA, in vivo,
seraient donc deux types cellulaires différents mais présenteraient des potentiels de
différenciation identiques in vitro .

Enfin, nous avons vu que le degré d’obésité pouvait moduler le nombre de cellules
progénitrices présentes dans le TA ainsi que leur expression de certains marqueurs
adipocytaires (GPDH et LPL) suggérant un engagement de certaines cellules progénitrices
dans la voie adipocytaire pour créer de nouveaux adipocytes. Ces resultats mettent en
évidence le r6le potentiel des cellules progénitrices, qui n’a jamais été montré in vivo, dans le
développement du TA humain qui a lieu avec la mise en place de I’obésité. Par ailleurs, il
semble important de prendre ces données en compte lors de I’utilisation en thérapie cellulaire

des cellules progénitrices du TA isolées chez les patients excessivement obeses car ces
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Résultats - Caractérisation immunophénotypique et génétique des cellules souches/progénitrices du TA et
localisation dans la niche adipeuse

cellules déja engagées dans la voie adipocytaire pourraient préférentiellement se différencier

en adipocyte et créer des dép6ts de TA a des endroits non voulus.

1.2. Caractérisation des cellules souches/progénitrices chez la souris.

La FSV du TA de souris, comme celle de I’lhnomme, contient une population cellulaire
issue du lignage hématopoiétique qui exprime le marqueur CD45 et une non-hématopoiétique
négative pour le marqueur CD45 (Figure 29 A). Cependant, alors que chez I’lhomme la
proportion de cellules immunes est d’environ 30% des cellules de la FSV, chez la souris cette
population atteint 50%. Toutes les cellules positives pour le marqueur Sca-1, marqueur
équivalent du CD34 chez I’homme, sont aussi positives pour le marqueur CD34. Toutefois, au
sein des cellules Sca-1"/CD34" existent 2 populations cellulaires : une exprimant le marqueur

CD45 et I’autre négative pour ce marqueur (Figure 29 A).
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Résultats - Caractérisation immunophénotypique et génétique des cellules souches/progénitrices du TA et
localisation dans la niche adipeuse
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Figure 29 : Caractérisation des populations cellulaires composants la FSV du TA de

souris et identification des cellules progénitrices.

Analyses de cytométrie en flux faites sur les cellules de la FSV du TA en utilisant les
anticorps Sca-1-FITC, CD45-PerCP et CD34-PE (A). Les cellules de la FSV de TA sous-
cutané et viscéral ont été séparées grace a des billes magnétiques couplées a des anticorps
dirigés contre le marqueur Sca-1. Aprés séparation, les cellules Sca-1" et Sca-1" ont été mises
en culture et seules les cellules non-hématopoiétiques CD45" ont adhéré a la boite de culture.
Apres 10 jours dans un milieu permettant la différenciation adipocytaire (ECBM supplémenté
de 2% de sérum de veau feetal, d’insuline 66 nmol/L, de transferrine 10 pg/mL, de T3 1
nmol/L et de cortisol 100 nmol/L), les cellules sont fixées, les TG sont marqués au Bodipy
(vert) et les noyaux au Hoechst (bleu) (grossissement x200) (B).
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Résultats - Caractérisation immunophénotypique et génétique des cellules souches/progénitrices du TA et
localisation dans la niche adipeuse

Afin de déterminer la population cellulaire renfermant les cellules possédant les
capacités adipogéniques, les cellules de la FSV du TA sous-cutané et du TA viscéral de souris
ont été isolées puis triées a I’aide de billes magnétiques couplées a un anticorps dirigé contre
le marqueur de surface Sca-1. Aprés sélection, les cellules Sca-1" et Sca-1" ont été mises en
culture. Seules les cellules non-hématopoiétiques CD45 ont adhéré a la boite de culture.
Aprés 10 jours dans un milieu permettant la différenciation adipocytaire (ECBM supplémenté
de 2 % de serum de veau feetal, d’insuline 66 nmol/L, de transferrine 10 pg/mL, de T3 1
nmol/L et de cortisol 100 nmol/L), seules les cellules positives pour le marqueur Sca-1 sont
marqueées au Bodipy (marqueur des lipides neutres en vert) (Figure 29 B) aussi bien dans le
TA sous-cutané que viscéral. Les cellules progénitrices du TA de souris sont donc

contenues dans la fraction cellulaire Sca-1"/CD34"/CDA45'.

Comme pour I’homme, des expériences d’immunohistochimie sur TA entier de souris
nous ont permis de localiser les cellules progénitrices au sein du TA de souris. Comme
présenté sur la Figure 30 A, nous pouvons voir que le marquage Sca-1 (vert) marque a la fois
des cellules isolées et des capillaires. La Figure 30 B montre que certaines cellules Sca-1"
isolées sont de petite taille et positives pour le marqueur CD45 (rouge). Ces cellules Sca-
1*/CD45" correspondent donc aux leucocytes. Enfin, nous pouvons voir dans le stroma du
TA, a proximité des capillaires positifs pour la lectine (vert), des cellules positives pour le
marqueur Sca-1 (rouge) et n’exprimant pas la lectine, de plus grosse taille que les cellules
Sca-1"/CD45" et de forme fibroblastique qui correspondent aux cellules progénitrices (Figure
30 C).
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localisation dans la niche adipeuse

Figure 30 : Localisation des cellules progénitrices du TA de souris.

Immunohistochimie sur TA sous-cutané de souris marqué avec (A) des anticorps anti-Sca-1
(vert), (B) des anticorps anti-Sca-1 (vert) et anti-CD45 (rouge) et (C) avec des anticorps anti-
Sca-1 (rouge) et anti-lectine (vert). Les noyaux des cellules sont marqués au Dapi (bleu).

Discussion :

Ces résultats ont permis de définir que la population cellulaire Sca-1*/CD34°/CD45 de
la FSV du TA de souris contenait les cellules précurseurs capables de se différencier en
adipocyte in vitro. Ces données sont en accord avec des précédentes études réalisées chez la
souris qui avaient pour but I’identification des progéniteurs adipocytaires in vivo 318 319 32,
Dans ces travaux, les auteurs ont montré que les cellules positives pour le marqueur
membranaire Sca-1 possédaient le potentiel adipogénique. Alors qu’il est difficile de
déterminer, chez I’homme, si les CSM de la moelle osseuse sont identiques aux cellules
progénitrices du TA notamment & cause des différences d’expression du marqueur CD34, les
experiences d’identification des cellules progeénitrices du TA chez la souris pourraient amener
des éléments de réponse. En effet, les souris invalidées pour le gene Sca-1 ont un défaut
d’ostéogenése et d’adipogenése **° et les CSM de souris expriment le marqueur Sca-1 °.
Cependant, nous ne savons pas si cette population cellulaire Sca-1"/CD34*/CD45 est capable
de se différencier in vivo. En effet, il a été montré que seule la faible sous-population
exprimant le marqueur CD24 présente dans la fraction Sca-1/CD34'/CD45 (0,08 % des
cellules de la FSV) était capable de se différencier in vivo en adipocytes fonctionnels 3%,
Néanmoins, si seulement 0,08 % des cellules de la FSV sont capables de se différencier en
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adipocytes in vivo, quel est le rdle physiologique de toutes les cellules différenciant en
adipocytes in vitro, au sein du TA ? Sont-elles simplement des cellules de soutien in vivo ?
Comme dans le TA humain, les cellules progénitrices Sca-1"/CD34*/CD45 ont a la fois une
localisation périvasculaire et stromale. Ces données different avec les résultats retrouves dans
la littérature qui ont identifié les précurseurs adipocytaires avaient seulement une localisation
périvasculaire *2'. Si les précurseurs adipocytaires ont réellement une seule localisation
tissulaire le long des capillaires, une question subsiste ; quelle est cette population de cellules
qui exprime les mémes marqueurs mais qui se trouve entre les adipocytes ?

Mise a part la différence d’expression du marqueur Sca-1 entre I’lhnomme et la souris, nous
avons montré que les cellules progénitrices humaines et murines étaient contenues dans la
fraction cellulaire CD34'/CD45 de la FSV et étaient localisées au sein du TA
majoritairement entre les adipocytes.

Comme nous le verrons par la suite, ces expériences nous ont permis de valider les données
obtenues chez I’homme dans le modéle murin et ce pour une utilisation ultérieure concernant

la mobilisation des cellules souches/progénitrices du TA.
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Résultats - Effet du microenvironnement sur la prolifération des cellules souches/progénitrices CD34+/CD31-
du TA humain.

Il. Effet du microenvironnement sur la prolifération des

cellules souches/progénitrices CD34"/CD31" du TA humain.

Le microenvironnement dans lequel résident les cellules souches adultes joue un réle essentiel
dans le contrdle de leur prolifération et leur auto-renouvellement. Ce contrdle étroit de leur
prolifération est indispensable non seulement au maintien du stock de cellules souches
pouvant se différencier, dés que nécessaire, en cellules matures, mais aussi pour empécher un
échappement du systeme qui pourrait conduire a un processus de cancérisation. Les cellules
souches/progénitrices CD34*/CD31 du TA sont capables de proliférer in vitro avec un temps
de doublement de population de 33 heures ?®’. Cependant aucune évidence n’existe quant a
leur capacité de prolifération in vivo et les facteurs potentiellement impliqués dans le controle
de leur auto-renouvellement restent a définir.

Le but de cette étude a été d’évaluer le statut prolifératif des cellules souches/progénitrices
CD34%/CD31" du TA sous-cutané humain et de déterminer les facteurs pouvant moduler
I’auto-renouvellement du stock local de cellules CD34°/CD31". Des études in vitro ont été
entreprises sur les cellules souches/progénitrices CD34"/CD31" fraichement isolées pour
analyser les effets du microenvironnement dans lequel elles résident et en particulier les effets
des sécrétions des adipocytes, des CECs et des macrophages mais aussi les effets d’une

atmosphere hypoxique.

Publication 2 : Evidence of in situ proliferation of adult adipose tissue-derived

progenitor cells: influence of fat mass microenvironment and growth.

Maumus M, Sengenés C, Decaunes P, Zakaroff-Girard A, Bourlier V, Lafontan M, Galitzky
J, Bouloumié A. J Clin Endocrinol Metab. 2008 Oct;93(10):4098-106.
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Evidence of in Situ Proliferation of Adult Adipose
Tissue-Derived Progenitor Cells: Influence of Fat Mass
Microenvironment and Growth

Marie Maumus, Coralie Sengenés, Pauline Decaunes, Alexia Zakaroff-Girard, Virginie Bourlier,
Max Lafontan, Jean Galitzky, and Anne Bouloumié

Institut National de la Santé et de la Recherche Médicale, Unit 858, Université Toulouse Ill Paul Sabatier, Institut de Médecine Moléculaire
de Rangueil, Institut Fédératif de Recherche 31, 31432 Toulouse, France

Context: Adipocyte formation in human adult adipose tissue (hAT) originates from resident pro-
genitor cell differentiation in the stroma vascular fraction of the AT. The processes involved in the
self-renewal of this cell population remain to be defined.

Objective: The objective was to study in situ and in vitro hAT progenitor cell (defined as CD34*/
CD31" cells) proliferation.

Design and Participants: /n situ progenitor cell proliferation was assessed by immunohistochem-
istry and flow cytometry analyses on hAT from lean to obese subjects using the proliferation marker
Ki-67. The effects of adipokines, hypoxia, and conditioned media (CM) from adipocytes, capillary
endothelial cells, and macrophages isolated by an immunoselection approach were studied on hAT
progenitor cell growth. Cell death in hAT was assessed by the terminal deoxynucleotidyl trans-
ferase-mediated dUTP-fluorescein end labeling method.

Results: Ki-67-positive staining was observed in AT progenitor cells. Fat mass enlargement in obese
patients was associated with an increased Ki-67* progenitor cell population together with a new
fraction of small adipocytes and increased cell death. HIF-1a mRNA expression in freshly harvested
progenitor cells was positively correlated with body mass index. Adipocyte- and capillary endo-
thelial cell-CM, hypoxia, leptin, IL-6, lysophosphatidic acid, and vascular endothelial growth factor,
all increased hAT progenitor cell proliferation in vitro. Macrophage-CM had an antiproliferative
effect that was suppressed by an antioxidant.

Conclusions: The fraction of proliferative progenitor cells in adult hAT is modulated by the degree
of adiposity. Changes in the progenitor cell microenvironment involving adipokines, hypoxia, and
oxidative stress might play a key role in the control of the self-renewal of the local pool of AT
progenitor cells. (J Clin Endocrinol Metab 93: 4098-4106, 2008)

he excessive development of human adipose tissue (AT)
T results from both hypertrophy of preexisting adipocytes
and hyperplasia due to the formation of new adipocytes (1, 2).
Hypertrophy which consists of excessive triglyceride accumu-
lation in mature adipocytes, is due to both positive energy
balance and reduced lipolysis. It is the initial event occurring
during the establishment of obesity (3). In severe forms of
obesity, an apparent increase in number of adipocytes follows
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the mature adipocyte hypertrophy (4, 5). Interestingly, Spal-
ding et al. (6) recently showed that the number of mature fat
cells is constant in adulthood in lean and obese individuals.
Furthermore, the authors suggest that mature adipocytes ex-
hibit a high turnover rate, indicating that fat cell number is
tightly regulated during adulthood. Because adipocytes are
terminally differentiated cells and, as such, are considered
incapable of division (2, 7), the apparent increase in adipocyte

Abbreviations: AT, Adipose tissue; BMI, body mass index; BrdU, bromo-2’-deoxyuridine;
CEC, capillary endothelial cell; CM, conditioned media; ECBM, endothelial cell basal me-
dium; FCS, fetal calf serum; HIF-1q, hypoxia-inducible factor-1e; LPA, lysophosphatidic
acid; NAC, N-acetyl cysteine; SVF, stroma-vascular fraction; TUNEL, terminal deoxynucleo-
tidyl transferase-mediated dUTP nick-end labeling; VEGF-A, vascular endothelial growth
factor A.
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number is thought to originate from adipogenesis, the prolif-
eration/differentiation of adipocyte progenitor cells (preadi-
pocytes). Adipogenesis has been extensively studied in vitro
onseveral cell models such as established murine preadipocyte
cell lines and primary cultures of stroma-vascular fraction
(SVF) cells in adipogenic culture conditions (8, 9). It was re-
ported in mice that adipocytes may derive from circulating
bone marrow cells (10), whereas a recent study found the
opposite and suggests that bone-marrow-derived cells do not
contribute in any way to AT development (11). Whatever the
final issue of this debated question in rodents, clinical studies
are requested to investigate adipogenesis in human AT. The
exact nature of human preadipocytes still remains elusive.
Because of the difficulty in studying cell turnover in humans,
few data are available concerning human adipocyte precursor
renewal within AT, although such a process is necessary to
maintain a pool of preadipocytes to be recruited during AT
enlargement. Our previous studies showed that human prea-
dipocytes are present in the AT-derived SVF. Using a combi-
nation of cell surface markers, CD34 (mucosialin) expressed
on hematopoietic stem cells and capillary endothelial cells
(CECs), CD31 (platelet endothelial cell adhesion molecule-1),
expressed on leukocytes and endothelial cells and CD14 (li-
popolysaccharide receptor), expressed on myeloid cells, the
main cell types composing the AT-SVF were defined
as AT CECs (CD34%/CD31"), AT macrophages (CD34~/
CD14%), and AT progenitor cells (CD34*/CD317) (12). The
CD34%/CD31" cell fraction was the only one, among the SVF-
derived cells, to differentiate into adipocytes (13). Additionally,
the CD34"/CD31" cells exhibited angiogenic potential (14) and
were therefore defined as progenitor cells.

The present study was undertaken to evaluate the in situ
proliferative status of the CD34*/CD31~ progenitor cells in
human sc AT and to determine whether self-renewal of a local
pool of human progenitor cells could be modulated by adi-
pocyte hypertrophy and/or hyperplasia. In vitro studies were
performed on freshly isolated CD34*/CD31~ cells to analyze
the effects of local changes in the microenvironment in which
the progenitor cells reside, notably the effects on the prolif-
erative responsiveness of CD34"/CD31~ cells of secreted fac-
tors originating from adipocytes, AT-CECs, and AT-macro-
phages as well as low oxygen tension.

Materials and Methods

Materials

Chemicals were from Sigma (Saint-Quentin Fallavier, France).
Collagenase NB4 was from Serva (Coger, Paris, France). CD34 ™ and
CD14" cell selection kits were from StemCell Technologies
(Grenoble, France), and the CD31™ cell selection kit was from Dynal
(Invitrogen, Cergy-Pontoise, France). Culture media were from Pro-
mocell (Heidelberg, Germany). Flow cytometry antibodies were from
BD Biosciences (Le-Pont-de-Claix, France). Adiponectin, leptin, and
vascular endothelial growth factor A (VEGF-A) were from Peprotech
(Levallois-Perret, France) and IL-6 from R&D Systems (Lille, France).
Lysophosphatidic acid (LPA) was a gift from Dr. Saulnier-Blache
[Institut National de la Santé et de la Recherche Médicale (INSERM)
Unit 858, France].
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Patients

Human abdominal sc AT was obtained from a group of normal to
class I obese women undergoing plastic surgery (dermolipectomy and/or
liposuction) [n = 61, body mass index (BMI) ranging from 20.8-34
kg/m?; mean age = 42 *+ 1 yr] (15) and from a group of class II to class
111 obese women (n = 25, BMI ranging from 35-55 kg/m?; mean age =
40 *+ 3 yr) undergoing vertical banded Mason gastroplasty, with a stable
weight for at least 3 months before surgery (supplemental data 1, pub-
lished as supplemental data on The Endocrine Society’s Journals Online
web site at http://jcem.endojournals.org). The AT samples were imme-
diately processed after removal. The protocol has been conducted in
accordance with the Declaration of Helsinki guidelines and was ap-
proved by the Institutional Research Board of INSERM and the Tou-
louse University Hospital.

Isolation of the cell types from human AT

Mature adipocytes and SVF were harvested as previously described
(12,16). The SVF cells were isolated using an immunoselection/depletion
approach (14, 17). Freshly isolated CD34%/CD31~ cells (progenitor
cells), CD34%/CD31" cells (AT-CECs) and CD34/CD14™" cells (AT-
macrophages) were cultured in appropriate media.

Isolation of human foreskin fibroblasts

Human foreskin fibroblasts were prepared according to a modified
version of Rheinwald and Green protocol (18). The cells were cultured
in DMEM/10% fetal calf serum (FCS) (passages 3—14 were used).

Adipocyte diameter determination

After isolation from dermolipectomies (normal to class I obese indi-
viduals) or sc fat biopsies (class Il and III obese patients) (n = 51, BMI
ranging from 20.8-55 kg/m?), mature adipocytes were suspended in
endothelial cell basal medium (ECBM, containing no growth factors)/
0.5% BSA (1/10, vol/vol), and § pl cell suspension was placed onto
plasticslides. Three distinct calibrated fields were taken to measure man-
ually adipocyte diameters with NIS software (Nikon, Champigny-sur-
Marne, France). Fat cell-like shapes were labeled with the nucleus dye
4',6-diamidino-2-phenylindole (DAPI). Among them, 94 = 1% were
nucleated and identified as adipocytes (85 * 7 and 99 = 1%, for small
and large size adipocytes, respectively).

Preparation of conditioned media (CM)

To prepare CM from the different cell fractions composing AT, cells
were isolated from 21 abdominal liposuctions (BMI = 30.2 * 0.9 kg/
m?). Adipocytes were plated in fibrin gels (12), and basal medium (i.e.
ECBM/0.1% BSA) was added. After 24 h, the adipocyte-CM was col-
lected, centrifuged (20,000 X g for 3 min at room temperature), and
stored at —20 C until further use. The AT-CECs were plated on fibronec-
tin-coated plates (5 ug/cm?) in endothelial cell growth medium-micro-
vascular. At confluence, AT-CECs were rinsed, and basal medium was
added. Twenty-four hours later, CM was collected, centrifuged, and
stored at —20 C. AT-macrophages were plated in basal medium supple-
mented or not with N-acetyl cysteine (NAC) for 24 h. The CM was
collected, centrifuged and stored at —20C until further use.

Immunohistochemistry and cell death measurement

Immunohistochemistry analyses were performed on freshly har-
vested human sc AT cut into small pieces and fixed in neutral buffered
4% (wt/vol) paraformaldehyde (24 h at room temperature). The micro-
wave antigen retrieval was performed in citrate buffer (10 mmol/liter, pH
6) three times for 7 min each. The AT was permeabilized in PBS/0.1%
Triton (20 min) followed by an overnight incubation in PBS/2% BSA
with mouse monoclonal CD34 antibody (Santacruz, Le Perray-en-Yve-
lines, France) (1/50), rabbit polyclonal Ki-67 antibody (Dako, Trappes,
France) (1/50), or mouse polyclonal hypoxia-inducible factor-1a (HIF-
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la) antibody (R&D Systems) (1/20). AT was then incubated for 1 h with
the corresponding fluorescent-labeled second antibodies (goat anti-
mouse or goat antirabbit coupled to AlexaFluor 488 or 546) (Invitrogen)
(1/200). Cell death was evaluated by terminal deoxynucleotidyl trans-
ferase-mediated dUTP nick-end-labeling (TUNEL) assays according to
the manufacturer’s instructions (Roche, Meylan, France). Briefly, after
fixation and permeabilization (PBS/0.5% Triton/0.1% sodium citrate
for 20 min at room temperature) AT pieces were incubated in the dark
with the TUNEL reaction mixture or with the control solution (for neg-
ative controls) for 1 h at 37 C in a humidified atmosphere. Nuclei were
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stained with Hoescht 33258 (Invitrogen). After washes, AT pieces were
mounted between two slides, and positive TUNEL cells (green nuclei)
were determined under fluorescent microscope analyses (Nikon) on
three fields for each AT sample.

Cell proliferation assay
The CD347/CD31~ progenitor cells (or foreskin-derived fibroblasts)
(n = 14; BMI = 28.5 = 1.6 kg/m?) were plated at a density of 1.10*
cells/em? in ECBM/10% FCS. After 24 h, cells were rinsed and treated
with ECBM/0.1% BSA (control), 5% FCS (positive control), adipocyte-,
CECs-, or macrophage-CM in normoxia or with
ECBM/0.1% BSA in hypoxia chamber (1% O,;
Sanyo, Avon, France). Progenitor cells were also
treated with adiponectin (1, 10, and 100 ng/ml),
IL-6 (1, 10, and 100 ng/ml), leptin (1, 10, and 50
ng/ml), LPA (0.1, 1, and 10 pmol/l), or VEGF-A
(0.1, 1 and 10 ng/ml). After 48 h, bromo-2'-de-
oxyuridine (BrdU) was added to the medium (20
pulat 100 wmol/liter) for 6 h. The cell proliferation
index was evaluated according to the manufac-
turer’s instructions (Roche).

Flow cytometry analysis

AT-fixed SVF (CellFix; BD Bioscience; vol/
vol, 4 C, 30 min) were permeabilized (20 h at
—20C in 70% ethanol). At least 1 X 10° cells in
PBS/0.5% BSA/2 mmol/liter EDTA were incu-
bated with fluorescein isothiocyanate (FITC)-
conjugated Ki-67 antibody, peridinin chlorophyll
protein (PerCP)-conjugated CD34 antibody and
phycoerythrin (PE)-conjugated CD14 antibody
or the respective isotype controls. The labeled
cells were analyzed by multiparameter flow cy-
tometry using a FACSCalibur flow cytometer and
the CellQuest Pro software (BD Bioscience).

RNA isolation and real-time PCR

Total RNA was extracted from CD34%/
CD31" cells or human foreskin fibroblasts using
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the RNeasy kit (QIAGEN, Courtaboeuf, France)
and the RNA concentrations determined using a
fluorometric assay (Ribogreen; Invitrogen). RNA
(0.5 ug) was reverse-transcribed using the Super-
script II (Invitrogen) (Random Hexamers and
dNTPs were from Invitrogen). Reverse transcrip-
tion was also carried out without the superscript
enzyme on RNA samples. Primers for the adiponec-
tin receptors (Adipo R1, Adipo R2), the leptin re-
ceptor, the VEGF receptors (VEGF-R1, VEGF-R2,
and VEGF-R3), the IL-6 receptor, and HIF-1a were
provided by Applied Biosystems (Courtaboeuf,
France) (assay on demand: hs00360422_ml,
hs00226105_m1, hs00174497_m1, hs00176573_
ml, hs00176676_m1, hs00176607_m1,
hs00169842_m1, and hs00153153_m1, respec-
tively). The primers for the LPA receptor (LPA1R)
: were forward, 5'-TGGGCCATTTTCAACTT-
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FIG. 1. Evolution of adipocyte size and number with the growth of human sc AT. A, Adipocytes from
human sc AT of lean/overweight (BMI <30 kg/m?; n = 23; white bars) and obese (BMI =30 kg/m?, n =
28; black bars) patients were isolated for counting and diameter determination. Results are expressed as
frequency and presented in log10 scale. B and C, Correlations between the percentage of small (diameter
<60 um, O and @) and large (diameter >100 um, [J and M) adipocytes according to the BMI in
lean/overweight patients (B, white symbols; ***, P < 0.01, Spearmanr = —0.55, n = 23; and ***, P <
0.001, Spearmanr = 0.62, n = 23, respectively) and in obese patients (C, black symbols; *, P < 0.05,
Spearman r = —0.40, n = 28; and P = nonsignificant, Spearman r = —0.23, n = 28, respectively).

GGT-3', and reverse, 5" TCTGGCGAACATAGC-
CAAAGA-3'. The amplification reaction was car-
ried out on 15 ng of cDNA samples in 96-well
plates (Applied Biosystems) in a GeneAmp 7000
sequence detection system. The PCR mixture
contained either 5 ul TagMan primers (5X
prediluted in water) or 900 nmol/liter for
LPATR and 10 pul 2X TagMan PCR Master Mix
or 10 ul 2X SybrGreen PCR Master Mix (Ap-
plied Biosystems). All reactions were performed
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under the same conditions: 50 C for 2 min, 95 C for 10 min, followed
by 40 cycles of 95 C for 15 sec and 60 C for 1 min. The results were
analyzed with the GeneAmp 7500 software, and all the values were
normalized to 18S rRNA levels.

Statistical analysis

The statistical analysis was performed with GraphPad Software (San
Diego, CA). Correlations were analyzed with a Spearman test. Values are
given as mean * SEM of (n) separate experiments. The comparisons be-
tween different groups were analyzed by one-way ANOVA followed by
Dunnett post hoc test or with a Student’s # test for two groups. Differ-
ences were considered significant when P < 0.0S5.

Results

Changes in adipocyte size distribution with the growth
of human sc AT

Fat cell size distribution was determined in AT from lean to
overweight patients (20 < BMI < 30 kg/m?; n = 23) and was
compared with the obese patients (BMI =30 kg/m?; n = 28). As
shown in Fig. 1A, the most representative population of adipo-
cytes, with a mean diameter of 90 wm in lean/overweight AT,
shifted to 100-120 um in obese AT. Moreover, the frequency of
very small adipocytes (diameter 20—40 wm) increased from
0.015 in lean/overweight AT to 0.045 in obese AT. To further
analyze the influence of the degree of adiposity on adipocyte size,
adipocytes were classified according to their diameter (i.e. large
with a diameter more than 100 um and small with a diameter less
than 60 um), and their percentage within the whole adipocyte
population was determined. As shown in Fig. 1B, increased ad-
iposity in lean to overweight patients was negatively correlated
with the percentage of small adipocytes but positively with that
of large adipocytes. The further increase in fat mass seen in obese
patients was characterized by stabilization or a statistically non-
significant decrease in the percentage of large adipocytes to-
gether with an increase in the percentage of smaller adipocytes
(Fig. 1C).

Changes in cell death with the growth of human sc AT

Cell death in human sc AT was assessed by TUNEL in lean/
overweight (n = 9) and in obese patients (n = 9). As shown in Fig.
2A, occasional TUNEL-positive cells were observed in lean/over-
weight AT (mean value of 5 = 2% of the total nuclei), whereas
a clear increase was seen in obese AT (Fig. 2B) (mean value of
20 * 6% of total nuclei, P < 0.05; Fig. 2C).

Changes in the proliferation rate of the CD34*/CD31~
progenitor cells with the growth of human sc AT

The expression of the Ki-67 protein that is expressed during
all active phases of the cell cycle (G4, S, G,, and mitosis) but
absent from resting cells (G,) was studied in the sc AT of lean/
overweight and obese patients. As shown in a representative
histological assay (Fig. 3A), immunohistochemistry revealed the
presence of cells positive for CD34 in the stromal compartment
surrounding mature adipocytes and defined as progenitor cells.
Among the progenitor cells, Ki-67-positive cells were identified
(Fig. 3A). To quantify the number of proliferative progenitor

jcem.endojournals.org 4101

c 1001
S * P<0.05
20
B o 151
oS
Z &
g2 50 .
a Q
.J (& .
L 254 " 8
E% .
§ -. ..
0 1 ™
BMI <30 BMI >30

(kg/m?) (kg/m?)
FIG. 2. Effect of human sc AT growth on cell death. A and B, Representative
photomicrographs of TUNEL staining (green) and nuclei (blue) in fixed and
permeabilized human sc AT of lean/overweight patients (BMI <30 kg/m?) (A) and
obese patients (BMI =30 kg/m?) (B) (original magnification, x200); C, mean values
of TUNEL-positive cells expressed as percentage of the total cell number in nine lean/
overweight patients and nine obese patients determined on three independent
microscopic fields for each adipose tissue sample. *, P < 0.05, lean/overweight vs. obese.

cells, flow cytometry analyses were performed on the SVF from
the sc AT of lean to obese patients using the peridinin chlorophyll
protein (PerCP)-conjugated CD34 antibody together with the
fluorescein isothiocyanate-conjugated Ki-67 antibody. The per-
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BrdU incorporation (Fig. 4A) and nuclei
number (data not shown). The stimula-
tory effects of the adipocyte- and CEC-
derived CM on the progenitor cell pro-
liferation was cell type specific because
they did not affect the proliferation ac-
tivity of human foreskin-derived fibro-
blasts treated under the same conditions
(Fig. 4B). Finally, the growth responsive-
ness of the AT progenitor cells to adipo-
kines known to be derived from adipo-
cytes and CECs and whose production is
known to be related to fat mass growth,
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cally expressed the mRNA transcripts en-
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20 25 30 30 35 40 45 50 55 adiponectin (Adipo R1 and R2), LPA,

BMI (kg/m?) BMI (kg/m?)

FIG. 3. Effect of human sc AT growth on the expression of Ki-67 in AT-progenitor cells. A, Representative
photomicrographs of immunohistochemical analyses in fixed and permeabilized human sc AT stained with Ki-67-
antibody (red), CD34-antibody (green), and Hoescht 33258 (original magnification, %x200). B, Two-color flow
cytometry analyses were performed on freshly harvested SVF using fluorescent-labeled antibodies directed
against CD34 and Ki-67. The percentage of CD34*/Ki-67" cells within the CD34™ cell population according to
BMI is shown in lean/overweight patients (BMI <30 kg/m?, A; P = nonsignificant; Spearman r = 0.008; n = 26)

and in obese patients (BMI =30 kg/m?, A; *, P < 0.05; Spearman r = 0.34; n = 29).

centage of progenitor cells positive for Ki-67 remained constant
with increasing BMI in the SVF of lean/overweight patients (Fig.
3B; n = 26). Interestingly, positive Ki-67 progenitor cell per-
centage was positively correlated with the BMI in obese patients
(Fig.3B;n =29; P < 0.05). Asshown in Fig. 3B, large inter-obese
individual differences exist; one cannot rule out that they might
be the consequence of each patient’s weight history (weight cy-
cling, pregnancy, and number of diet restriction periods). Even
though the present work was not designed as a follow-up study,
prebariatric data such as obesity duration and waist circumfer-
ence were retrieved from 16 class II to class Il obese patients of
a group of 25 (supplemental data 1). Obesity duration was not
correlated with the BMI or with the percentage of progenitor
cells positive for Ki-67 (not shown). Finally, the age of the pa-
tients included in the present work was not correlated to the
percentage of progenitor cells positive for Ki-67 (not shown).

Local control of CD34*/CD31~ progenitor cell
proliferation by adipokines

Freshly harvested AT progenitor cells were treated for 48 h
with CM originating from mature adipocytes, AT-CECs, and
AT-macrophages. Their proliferation was determined by
BrdU incorporation assays as well as by nuclei counting after
Hoescht staining. As shown in Fig. 4A, CM originating from
mature adipocytes and from AT-CECs increased the prolif-
eration of the AT progenitor cells as shown by the enhanced

IL-6, the VEGF-R2 for the VEGF-A re-
ceptor as well as VEGF-R1 and -R3. Lep-
tin triggered a concentration-dependent
increase in BrdU incorporation (Fig. 4C)
whereas adiponectin was without effect
(data not shown). In parallel, VEGF-A, LPA,
and IL-6 increased the proliferation of the
progenitor cells (Fig. 4D).

AT macrophage-derived CM led to a reduction in the pro-
liferation rate of the progenitor cells (Fig. 5). To investigate
whether reactive oxygen species could be responsible for the
antiproliferative effect of macrophage-CM, an antioxidant,
NAC, was also added. Asshown in Fig. 5, the presence of NAC
abolished the antiproliferative effect of macrophage-CM.

Local control of progenitor cell proliferation by oxygen
tension

The potential presence of a hypoxic area within human sc
AT was investigated by immunohistochemistry. As shown in
Fig. 6A, the hypoxia-sensitive transcription factor HIF-1a
could be identified in human sc AT. Moreover, the expression
of HIF-1a was determined by real-time PCR analysis in the
progenitor cells isolated from sc AT from patients with in-
creasing BMI. As shown in Fig. 6B, the expression of HIF-1a
in CD347/CD31~ progenitor cells was positively correlated
with the BMI of the patients. Finally, the proliferation rate of
the CD34%/CD31~ progenitor cells was studied using BrdU
incorporation assays under 20 and 1% O, in a hypoxia cham-
ber for 48 h. As shown in Fig. 6C, hypoxia increased the
BrdU incorporation by the CD34%/CD31~ progenitor cells
(1.7 = 0.3-fold compared with normoxic conditions; n = 6;
P < 0.05).
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FIG. 4. Effects of adipokines on CD34*/CD31~ progenitor cell proliferation. The effects of CM from
adipocytes and CECs were evaluated on the proliferation of CD34"/CD31~ progenitor cells (A) and
compared with human foreskin-derived fibroblasts (B). Concentration response curves of leptin (C) and
maximal concentration effects of LPA, IL-6, and VEGF-A (D) on the proliferation of the CD34"/CD31~
progenitor cells are presented. Proliferation was evaluated by BrdU incorporation assays. Results are
expressed as the percentage of control (basal medium) and are presented as means + sem from eight to 10

separate experiments. *, P < 0.05; **, P < 0.01.

Discussion

The present study demonstrates that human AT progenitor cells
characterized by the expression of the mucosialin CD34 and the

Adipocyte AT-CECs 5% FCS

T
Control IL-6 LPA VEGF
lumol/l Ing/l 0.l1ng/l

TABLE 1. mRNA receptor expression of adipokines receptors
by freshly harvested CD34"/CD31"~ progenitor cells and
human foreskin fibroblasts

mRNA expression (AU)
in human foreskin

mRNA expression (AU)
in CD34%/CD31~

Receptor progenitor cells fibroblasts
LEPR 1.17 £ 0.34 ND?
Adipo R1 0.84 £ 0.24 0.05 + 0.04*
Adipo R2 0.48 £ 0.14 ND?
LPAR 2.03 £0.62 0.60 £0.117
IL-6 R 1.15 £ 0.42 ND
VEGF-R1 0.07 £ 0.04 ND
VEGF-R2 0.42 +0.31 ND
VEGF-R3 0.05 £ 0.03 ND

The mRNA expression of the receptors was determined in CD34*/CD31~
progenitor cells and human foreskin fibroblasts. Total RNAs were extracted from
cells and reverse transcribed, and real-time RT-PCR analysis was performed using
specific cDNA primers. The results obtained were normalized to the levels of 18S
rRNA and expressed in arbitrary unit (AU). The presented data are mean = sem
for four to eight independent experiments. ND, Not detectable.

2 P < 0.05 progenitor cells vs. fibroblasts.
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lack of platelet endothelial cell adhesion
molecule-1 (CD31) exhibit in situ expres-
sion of markers of proliferative activity, the

ok

proportion of which increases in obese pa-
tients. Moreover, in vitro assays showed
that the growth of AT progenitor cells is
modulated by the AT microenvironment
and more particularly by soluble factors
originating from adjacent cells (adipocytes,
AT-CECs, and AT-macrophages) and by
hypoxia.

The enlargement of the human fat mass is
associated with two major cell changes in
adipocytes: size enlargement and increased
number (3). In the present study covering a
BMI range from 20-55 kg/m?, the progres-
sive development of adipocyte hypertrophy
was characterized by the concomitant in-
crease in large adipocytes and reduction in
small adipocytes in lean to overweight pa-
tients. Such a phenomenon may be ex-
plained by an increase in lipogenic activity
due to positive energy balance leading to
higher BMI. Further increases in the degree
of adiposity in obese patients were associ-
ated with the gradual replenishment of a
pool of small adipocytes, whereas the frac-
tion of large adipocytes remained constant
or tended to decrease. This observation fits
with previous reports showing that hyper-
plasia follows hypertrophy in patients dur-
ing fat mass increment (1, 3). Moreover, and
in accordance with Spalding et al. (6), cell
death in human AT was found. Altogether,
the present results suggest that cell death occurring in AT might
be, in addition to adipocyte hypertrophy and hyperplasia, a con-
tributor to the remodeling events that take place in the growing
fat mass. The appearance of small adipocytes in the AT of obese
patients was more likely related to the formation of new adipo-
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FIG. 5. Effects of macrophage-secreted factors on CD34*/CD31~ progenitor cell
proliferation. CD34"/CD31~ progenitor cells were treated for 48 h with
macrophage (M)-CM, in the presence or absence of the antioxidant NAC (0.5
mmol/liter). Proliferation was evaluated by BrdU incorporation assays. Results are
expressed as the percentage of control (basal medium) and are presented as
means =+ sem from five to seven separate experiments. *, P < 0.05.
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stromal fraction. Moreover, although a
basal level of proliferative cells in lean/over-
weight patients with large interindividual
differences was observed, adipocyte hyper-
plasia in obese patients was associated with
an increase in the proportion of progenitor
cells expressing the proliferative marker.
Even though a potential effect of weight cy-
cling on the control of progenitor cell pro-
liferation cannot be ruled out, our results are
in agreement with the study of Neese et al.
(25) showing, by the use of heavy water la-
beling, an increased proliferation rate
within the AT of obese vs. lean mice. In ad-
dition, obesity duration correlated neither

with the percentage of progenitor cells ex-
pressing Ki-67 molecular marker of prolif-
eration nor with the age of the class I to class
III obese patients. Our results are in agree-
ment with the study of Spalding et al. (6)
because they propose, on one hand, that adi-
pocyte number stays constant during adult-
hood, the number of which is the balance

20 25 30 35 40 45
BMI (kg/m?)

FIG. 6. Control of progenitor cell proliferation by low oxygen tension. A, Representative photomicrographs
of immunohistochemical analyses of fixed and permeabilized human sc AT stained with HIF-1« antibody
(green) and Hoescht 33258 (original magnification, %x200); B, correlation between HIF-1a mRNA levels in
freshly harvested progenitor cells according to BMI (P < 0.05; Spearman r = 0.36; n = 27); C, CD34%/
progenitor cells were incubated for 48 h in basal medium in normoxia (20% O.) (control) or in
hypoxia (1% O,). Proliferation was evaluated by BrdU incorporation assays. Results are expressed as a
percentage of control (basal medium) and are presented as mean =+ sem from six separate experiments. *,

CD31
P < 0.05.

cytes rather than an increased lipolysis because the proportion of
hypertrophic adipocytes was not statistically altered. The for-
mation of new adipocytes is thought to occur via the differenti-
ation of the preadipocytes. Although several lines of evidence
show that human preadipocytes are present in the AT-SVF, the
exact nature of this cell population needs to be clearly defined
(19). Moreover, whether this cell population is resident within
the fat mass and/or originates from the recruitment of bone
marrow-derived circulating progenitor cells, as recently sug-
gested in mice (10), remains to be determined, because conflict-
ing results have been recently published (11). The study of Nish-
imura et al. (20) in db/db obese mice has shown that newly
formed adipocytes originated from AT stromal cells that had
recently undergone cell division. Moreover, postconfluent mi-
tosis and clonal expansion have been described as being required
for the final expression of the adipogenic differentiation program
in established preadipocyte cell lines (21). Finally, the study of
Strawford et al. (22) demonstrated, using heavy water labeling,
the presence of proliferating cells within the human sc AT. The
present study demonstrates stromal cells that coexpress CD34
and the proliferation marker Ki-67 (23, 24). Because our previ-
ous reports defined the stromal CD34 ¥ cells as endothelial and
adipocyte progenitor cells (13, 14), this result indicates that hu-
man AT contains proliferating progenitor cells located in the

L]
Control

between adipocyte death and generation,

Hypoxia
1% O,

and, on the other hand, that adipocyte cell
number in adult obese subjects is not caused
by a prolonged expansion period in adult-
hood. Whether proliferation could be con-
sidered as an index of progenitor cell entry
into adipogenesis and/or a mechanism to re-
plenish the local pool of immature progen-
itor cells of the expanding AT remains to be
determined. The observation that the in-
creased progenitor cell proliferation was associated with adipo-
cyte hypertrophy suggests that hypertrophied adipocytes could
control the growth of AT-derived progenitor cells. Changes in
the production of adipokines such as leptin, IL-6, and LPA, de-
scribed as being increased with the adipocyte size (26, 27), may
be key players in such a process. In addition, hypoxia, recently
reported to occur in the AT of obese mice (28), might also be
considered as a consequence of an increased adipocyte diameter
(29,30). To note, there is no direct evidence of hypoxia in human
AT. Freshly harvested AT progenitor cells expressed receptors
for leptin, IL-6, and LPA and thus could be targets for such
factors released in their neighborhood. Moreover, immunohis-
tochemistry showed stromal cells positive for HIF-1a within AT,
the expression of which was positively correlated with BMI.
HIF-1a expression has been described to be increased in the
entire AT of obese vs. lean subjects (31). To note, in addition to
its major role in low oxygen sensing, studies performed on var-
ious preadipocyte models showed an increased expression of
HIF-1a during adipogenesis and under normoxic culture con-
ditions (32-34). Moreover, the pharmacological inhibition of
HIF-1w activity led to the abrogation of adipocyte formation
(34), strongly suggesting that HIF-1« could control adipogene-
sis. Thus, it is tempting to speculate that the HIF-1« transcript
level increase with BMI in the progenitor cells might be related
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toadipogenic events. CM originating from mature adipocytes, as
well as leptin, IL-6, and LPA, stimulated the AT progenitor cell
proliferation. Such an effect of leptin, IL-6, and LPA has already
been described in established rodent preadipocyte cell lines or
primary cultures of AT-derived SVF (35, 36). In addition, hy-
poxic culture conditions and CM from AT-CECs as well as the
proangiogenic and hypoxia-regulated VEGF enhanced the
growth of progenitor cells, suggesting that in addition to the
direct effects of adipokines and hypoxia, the proliferation of the
AT progenitor cells might be modulated by indirect effects
through endothelial-derived hypoxia-sensitive factors. Such an
observation is in agreement with Hutley ez al. showing that fac-
tors secreted by human AT-derived endothelial cells promoted
the human preadipocytes’ proliferation (37). AT progenitor cells
are considered to be mesenchymal stem cells (38). Interestingly
recent investigations suggest that oxygen tension affects the
physiology of mesenchymal stem cells including growth and in
vitro development (39). Finally, the effects of macrophage-de-
rived secretions were also studied. Macrophage accumulation
within AT is associated with fat mass enlargement (12). Histo-
logical analyses have shown that macrophages localize to crown-
like structures at sites of adipocyte death, the frequency of which
is positively correlated with adipocyte size or inflammation (40,
41). In the same way, we found enhanced cell death in the AT
from obese patients using the TUNEL method. Conflicting re-
sults were recently published by Spalding et al. (6) reporting no
adipocyte death rate increase in obese patients, which might be
explained by the use of a different approach. It is anyway tempt-
ing to speculate that adipocyte hypertrophy may be a triggering
signal for macrophage accumulation. In the present study, mac-
rophage-CM reduced the proliferation rate of the AT progenitor
cells. This effect was suppressed in the presence of the antioxi-
dant NAC, suggesting that reactive oxygen species produced by
AT macrophages are able to inhibit the AT progenitor growth.
Such an antiproliferative effect mediated by oxidative stress has
been reported in the 3T3-L1 preadipocyte cell line (42).

Taken together, the present results demonstrate that human
AT progenitor cells in situ exhibit a proliferative potential that
is modulated by fat mass enlargement. The microenvironment
in which the AT progenitor cells reside plays a key role in the
regulation of the progenitor growth via the balance between
proliferative signals originating from paracrine soluble fac-
tors released by the cellular partners of the AT-progenitor
cells, adipocytes, endothelial cells, and oxygen tension. The
antiproliferative reactive oxygen species derived from mac-
rophages also contribute to the control of these progenitor
cells. Adipocyte hypertrophy and/or death might also trigger
the initial signals leading to increased AT-progenitor cell pro-
liferation. Such an hypothesis is in agreement with the early
observations of Hirsch and Batchelor (1) showing that new
adipocyte formation occurs in AT once mature adipocytes
have reached a critical size. Considering recent results in ro-
dents demonstrating that blood-bone contribution to adipo-
genesis does not happen with detectable frequency, the study
of fat cell progenitor proliferation/differentiation determi-
nants in vivo remains a challenge.
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Résultats complémentaires :

De nombreuses études ont montré que I’obésité est souvent associée a un diabéte de type 2 ce
qui se traduit par une augmentation des concentrations plasmatiques d’insuline et de glucose
qui peuvent agir au niveau du TA du fait de son riche réseau vasculaire. En effet, I’insuline et
le glucose agissent au niveau de I’adipocyte en modulant la lipolyse et en servant de substrats
a la synthese des TG, respectivement. Nous avons donc évalué I’effet de concentrations
élevées de glucose et d’insuline sur la prolifération des cellules CD347/CD31". Comme
présenté dans la Figure 31 A, la concentration de 2 g/L de glucose augmente la prolifération
de 1,63 £ 0,26 (p<0,05, n=6) fois, par rapport aux cellules cultivées en milieu controle
(ECBM/0,1% BSA), normoglycémique (glucose a 1 g/L). Il est important de noter qu’il a été
montré que de fortes concentrations de glucose pouvaient augmenter la synthese d’ADN de
cellules souches neurales embryonnaires de souris en bloquant ces cellules en phase S du
cycle cellulaire **°. Or, notre étude démontre que lorsqu’on soumet les cellules progénitrices
du TA a de fortes concentrations de glucose (2 g/L), I’incorporation de BrdU est augmentée.
Toutefois a ce stade, nous ne savons pas si le nombre de cellules est réellement augmenté ou
bien si comme dans I’étude de Fu et al. les cellules sont bloquées en phase S. Pour
s’affranchir de ce probléme, il faudra realiser une analyse du cycle cellulaire par cytométrie
en flux des cellules progénitrices CD34*/CD31" stimulées par le glucose afin de déterminer la
phase du cycle cellulaire dans laquelle elles se situent. L’insuline ne présente aucun effet
proliférant significatif a la concentration de 1 nmol/L (Figure 31 B), alors qu’une
concentration de 100 nmol/L d’insuline entraine une augmentation d’incorporation de BrdU
de 1,67 = 0,16 (p<0,05, n=6) fois par rapport au contrdle. Cependant a cette forte
concentration d’insuline, I’insuline se lie & son récepteur mais aussi au récepteur de I’lGF-1
(Insulin Growth Factor-1) qui est connu pour stimuler la prolifération des CSM ***. Ces 2
parametres, glucose et insuline, pourraient contréler la prolifération des cellules
CD34%/CD31" au sein du TA et notamment I’augmentation de la prolifération qui a lieu dans
le TA de patients présentant une obésité sévere, état souvent associé a des concentrations
plasmatiques de glucose et d’insuline plus élevees.
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Figure 31 : Effet du glucose et de I’insuline sur la prolifération des cellules progénitrices
CD34"/CD31..

Les cellules progénitrices CD34°/CD31" de la FSV du TA, ensemencées a faible densité
(10000 cellules/cm2), sont mises en culture dans de I’'ECBM/0,1% BSA en présence de
glucose (2 g/L) (A) ou d’insuline (1 et 100 nmol/L) (B) pendant 48h. Apres ces 48h, du BrdU
est rajouté au milieu de culture pendant 6h. La prolifération est exprimée en pourcentage du
contrdle (cellules cultivées en milieu basal (ECBM/0,1% BSA)) (*p<0,05,n=52a7).

Discussion :

L’ensemble de ce travail a permis de montrer pour la premiére fois que les cellules
souches/progénitrices CD34"/CD31" exprimaient des marqueurs de prolifération in situ
et dont I’expression augmente chez des patients obeses. De plus, des expériences in vitro
nous ont permis de montrer que la prolifération des cellules souches/progénitrices du TA était
contr6lée par le microenvironnement dans lequel elles résident et plus particulierement par
des facteurs solubles originaires des cellules adjacentes aux cellules CD34°/CD31
(adipocytes, CECs et macrophages) mais aussi par une atmosphére hypoxique.

La croissance de la masse grasse chez I’homme est associée a deux changements majeurs
dans la population adipocytaire : un accroissement de la taille d’une part et du nombre d’autre

part %

. Dans cette étude dont les patients ont un IMC allant de 20 & 55 kg/m?, le
développement progressif du TA est caractérisé par une hypertrophie adipocytaire ce qui se
traduit par une augmentation de la proportion des gros adipocytes et une diminution des petits
adipocytes chez les patients normo-pondérés et en surpoids. L’augmentation du degré
d’obesité chez les patients obeses (IMC>30 kg/m?) est associée & une hyperplasie adipocytaire

qui se définit par une augmentation du nombre des petits adipocytes qui sont probablement
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issus de la différenciation des cellules progénitrices alors que la fraction des grands
adipocytes reste constante. Ces résultats sont en accord avec de précédentes études basées sur
la quantification des seuls adipocytes matures, qui ont suggéré que I’hyperplasie adipocytaire
suivait I’hypertrophie lors de la prise de poids 2** 2*°. Par la datation au carbone 14 incorporé
a I’ADN génomique lors des tests des bombes nucléaires de 1955 a 1963, de récents travaux
ont montré que le nombre d’adipocytes s’installe pendant I’enfance et I’adolescence, reste
constant chez I’adulte normo-pondéré et obése de poids constant et se renouvelle de 10 % par
an %2, Cependant les patients de cette cohorte sont en stabilisation pondérale alors que dans
notre étude le TA est obtenu a partir de patients ayant subi de la chirurgie plastique et qui ont
probablement pris du poids a I’age adulte. Il ne peut donc pas étre exclu que les personnes qui
prennent progressivement du poids a I’age adulte augmentent, dans un premier temps, leur
taille adipocytaire puis une fois la taille adipocytaire maximale atteinte, dans un second
temps, recrutent de nouvelles cellules adipeuses a partir de cellules précurseurs engagees
(préadipocytes) ou de cellules de types mésenchymateux. L’utilisation du marqueur de
proliféeration Ki-67 a permis de montrer que la prolifération basale observée chez les
patients normo-pondérés et en surpoids est augmentée chez les patients obeses
parallélement a I’augmentation de I’hyperplasie adipocytaire et de la mort cellulaire
dans le TA. Nous pouvons donc spéculer que I’hyperplasie adipocytaire d’un coté et la mort
cellulaire d’un autre induisent la prolifération des cellules CD34" afin de maintenir un stock
constant de cellules progénitrices capables de donner de nouveaux adipocytes a tout moment.
En effet, il a récemment été montré que des souris soumises a un régime gras présentent une
hyperplasie adipocytaire de leur TA sous-cutané *%*. Des expériences d’injection de BrdU ont
montré par ailleurs que la prolifération des cellules progeénitrices du TA était augmentée dans
ces conditions et que certains petits adipocytes étaient marqués au BrdU suggérant que les
cellules progénitrices ayant proliféré se sont par la suite différencié en adipocytes **°.

Les cellules souches adultes sont des cellules rares qui proliferent peu et sont le plus souvent
en phase de quiescence (cf. introduction paragraphe 1.1). L’importante proportion de cellules
CD34%/CD31" en prolifération dans le TA laisserait ainsi penser que cette population est
davantage une population de cellules progénitrices qu’une population de cellules dites
souches. Des expériences d’injection de BrdU chez la souris ont permis de définir que les
cellules souches quiescentes, retenant le marquage pendant une longue période, sont
inférieures a 1 % des cellules de la FSV et qu’elles se localisent aussi bien entre les

adipocytes que le long des vaisseaux **. Des expériences complémentaires telles que
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I’analyse du cycle cellulaire en cytométrie de flux seraient a envisager pour étudier I’état de
quiescence des cellules CD34°/CD31" du TA humain et ainsi définir la population cellulaire la
plus immature et sa localisation exacte au sein du TA.

La présente étude montre que le TA humain contient, dans sa FSV, des cellules qui co-
expriment le marqueur CD34" et le marqueur de prolifération Ki-67. Parmi toutes les cellules
de la FSV, les CECs et les cellules progénitrices sont positives pour le marqueur CD34 26730
il n’est pas impossible d’exclure qu’une proportion de cellules CD34" exprimant le Ki-67 soit
des cellules endothéliales en prolifération participant a I’angiogenése qui accompagne la
croissance du TA lors de la mise en place de I’obésité *®> 3 En effet, des limitations
technologiques ne nous ont pas permis de faire des triples marquages CD34/CD31/Ki-67. Des
expériences complémentaires seraient donc nécessaires pour discriminer les cellules
progénitrices en prolifération des CECs.

Enfin, cette étude montre que les cellules progénitrices du TA proliféerent en réponse des
sécréetions des adipocytes et en particulier la leptine, I’IL-6 et le LPA, en réponse aux
sécrétions des CECs et plus précisément le VEGF mais aussi lorsqu’elles sont soumises a une

367. 3% ainsi que 1’état hypoxique du TA 2° sont

atmosphére hypoxique. Toutes ces sécrétions
augmentés avec I’obésité ce qui pourraient conduire a une hyper-prolifération des cellules
progénitrices dont le nombre ne cesserait d’augmenter si elles n’étaient pas utilisées par
I’organisme. Cependant, les expériences de cytométrie de flux nous ont permis de montrer
que le nombre de cellules progénitrices CD347/CD31" par gramme de tissu n’augmente pas de
la méme facon que leur prolifération, en effet leur nombre diminue dans le TA de patients
obéses de classe II-111 par rapport au TA de patients de classe | (publication 1) laissant penser
que les cellules progénitrices sont utilisées chez les obeéses classe I1-111.

L’ensemble de ce travail a montré pour la premiere fois que les cellules progénitrices du
TA humain présentent une activité de prolifération in situ qui est modulée par la
croissance du TA. Le microenvironnement dans lequel elles résident joue un réle essentiel

dans le contréle de leur prolifération.
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I11. Effet du microenvironnement sur les potentialités de

différenciation des cellules souches/progénitrices.

Outre son implication dans le contréle de la prolifération et de la quiescence, un des roles de
la niche des cellules souches est le contréle de leur différenciation. Les cellules progénitrices
CD34%/CD31" du TA sont capables, en milieu de culture adipogénique, de stocker des TG et

d’avoir une activité lipolytique *°

et en milieu de culture endothélial, d’exprimer des
marqueurs endothéliaux et de s’organiser en structures semblables & des capillaires *®”. Ainsi,
la population de cellules CD34"/CD31 peut étre considérée comme un stock local de
progéniteurs avec des activités adipogénique et angiogénique qui pourraient jouer un réle
dans la formation des adipocytes mais aussi des capillaires qui accompagne le développement

de la masse grasse *'*.

I11.1. Engagement dans la voie adipogénique.

Dans la publication 1, nous avons montré que les niveaux de transcrits de la GPDH et de la
LPL, marqueurs dont I’expression augmente au cours de I’adipogenése, dans les cellules
progénitrices CD34"/CD31 isolées a partir de TA de patients obéses de classe I1-111 (IMC>35
kg/m?) étaient significativement plus importants que chez les patients obéses de classe |
(30<IMC<35 kg/m2). En paralléle, le nombre de cellules progénitrices CD34"/CD31" par
gramme de TA a été évalué et le nombre de cellules progénitrices diminuent dans le TA des
patients obeses classe I1-111 par rapport aux classe |. Dans la publication 2, nous avons montré
que la proportion des petits adipocytes était augmentée avec I’état d’obésité sans que celle des
gros adipocytes ne soit changée. Prises collectivement, ces données indiquent que les
cellules progénitrices CD34'/CD31° du TA pourraient s’engager dans la voie
adipocytaire pour creéer de nouveaux adipocytes lors de I’expansion excessive du TA
chez les patients obeses de classe 11-111. Cet engagement dans la voie adipogénique semble
spécifique puisque lorsque I’on s’intéresse a I’expression des genes impliqués dans la
différenciation ostéogénique, les cellules progénitrices CD34'/CD31" natives, de patients
classe | ou de classe 1I-111, n’expriment pas les facteurs de transcription impliqués dans la voie
ostéogénique RunX2 et ostérix ni les protéines ostéoprotégérine et ostéocalcine (publication
1).
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I11.2. Engagement dans la voie angiogénique.

Nous venons de voir que, in situ, les cellules progénitrices CD34"/CD31" semblent s’engager
dans la voie adipocytaire chez les patients obéses de classe Il-111. Cependant, les cellules
progénitrices CD34"/CD31" sont non seulement douées de potentiels adipogéniques mais
aussi de potentiels angiogéniques. In vitro, dans des conditions de culture endothéliales, elles
s’organisent en réseaux positif pour le marqueur endothélial CD31 et, in vivo, elles participent
a la revascularisation d’un membre de souris volontairement ischémié lorsqu’elles sont
injectées 2°”. 11 est donc possible que les cellules CD34*/CD31" participent a I’extension du
réseau vasculaire qui accompagne la croissance du TA qui a lieu au cours de I’obésité %,
Cependant, en I’absence de marqueur spécifique de I’engagement dans la voie endothéliale
dans la littérature, nous ne pouvons pas évaluer I’engagement des cellules progénitrices
CD34%/CD31" dans cette voie au cours de I’obésité comme nous avons pu le faire pour
I’engagement adipocytaire en étudiant les transcrits spécifiques. En effet, au cours de la
différenciation endothéliale a partir de cellules ES, les cellules immatures expriment trés vite
et de fagon concomitante les marqueurs des cellules endothéliales matures tels que les
marqueurs CD34, CD31, Von Willebrand factor (vWF), le récepteur au VEGF (VEGF-R2) ou
VE-Cadherine (VE-CAD) *° En sélectionnant les cellules progénitrices du TA sur
I’expression du marqueur CD34 et I’absence d’expression du marqueur CD31, nous sommes
dans I’impossibilité de voir les cellules progénitrices engagees dans la voie angiogénique qui
expriment rapidement le marqueur CD31. De plus il est impossible de discriminer, dans la
fraction CD31" du TA, les cellules progénitrices en voie de différenciation des cellules
endothéliales matures puisqu’elles expriment les mémes marqueurs (CD34, CD31, VWF,
VEGF-R2, VE-CAD).

Par ailleurs, un milieu de culture (le milieu mixte) permettant la co-expression des potentiels
adipogéniques et angiogéniques par les cellules souches/progénitrices CD34*/CD31" a été mis
en place au laboratoire *°. L utilisation de ce milieu de culture a permis de tester I’effet des
sécrétions des adipocytes, des CECs et des macrophages sur les potentiels adipogéniques et
angiogéniques des cellules progénitrices. Aprés 8 jours de culture, les cellules CD34'/CD31°
traitées avec les MC de macrophages (publication 4 en annexe), avec les MC d’adipocytes ou
avec les MC de CECs (Figure 32) présentent une forte diminution du marquage des TG a

I’huile rouge et donc du stockage des TG et une augmentation de la longueur du réseau positif
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pour le marqueur endothélial CD31 par rapport aux cellules contréle (Figure 32). Il
semblerait donc que les sécrétions des macrophages, des adipocytes et des CECs
possedent des effets anti-adipogéniques et pro-angiogéniques sur les cellules
progénitrices CD34'/CD31" dans ces conditions de culture. Notons que les effets anti-
proliférant des MC de macrophages et les effets proliférant des MC d’adipocytes et de CECs
décrits dans la publication 2 sont masqués dans ces conditions de culture (Figure 32) du fait

d’une prolifération de base tres importante induite par le milieu de culture sélectionné.

Controle

Figure 32 : Effet des milieux conditionnés (MC) des adipocytes et des CECs du TA sur

I’adipogenése et I’angiogenése des progénitrices CD347/CD31".

Les cellules CD34'/CD31" sont ensemencées a 120 000 cellules/cm? et cultivées en milieu
contréle (1:1 milieu mixé:ECBM/0,1% BSA), en MC d’adipocyte (1:1 milieu mixé:MC
adipo) ou en MC de CECs (1:1 milieu mixé:MC CECs). Aprés 8 jours, les cellules sont fixées
et marquées a I’huile rouge, au Hoechst (un colorant nucléaire) et avec un anticorps dirigé
contre le CD31. Des photographies représentatives de 3 expériences indépendantes sont
présentées (grossissement x200).

Les MC des adipocytes et des CECs ont été analysés sur des membranes « array » permettant
la détection simultanée de 79 protéines (Figure 33). Parmi les facteurs produits par
I’adipocyte, outre les chemokines (Gro, Gro-a, CCL5, CCL13, CCL20), la leptine ** "2 mais
aussi le VEGF ont des effets angiogéniques qui pourraient étre responsables de I’effet pro-
angiogénique et anti-adipogénique ** 3"* des MC d’adipocytes (Figure 33 A). Parmi les
facteurs sécrétés par les CECs (Figure 33 B), le VEGF pourrait étre responsable des effets
pro-angiogéniques observés lors du traitement des cellules progeénitrices par les MC des
CECs. Cependant, les CECs sécretent aussi de I’'HGF dont I’effet angiogénique a non
seulement été montré comme jouant une fonction centrale dans I’angiogenése du TA *"° mais

aussi comme ayant un effet additif & celui du VEGF %°. Notons aussi que ces 2 types
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cellulaires sécretent aussi de I’oncostatine M et du MCP-1 connus pour leurs effets

angiogéniques " *® et anti-adipogéniques *’°. Les effets angiogéniques des MC
d’adipocytes et de CECs semblent donc dus a I’action combinée de plusieurs facteurs

sécrétés plutdt qu’a I’effet d’un facteur isolé.
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Figure 33 : Profil sécrétoire des adipocytes et des CECs.

Photographies représentatives de membranes de cytokines array réalisées a partir d’un
mélange de milieux conditionnés d’adipocytes (A) et de CECs (B). pos = contrdle positif ;
neg = contrble négatif

Discussion :

Pris collectivement, ces résultats suggérent que les sécrétions des adipocytes, des
CECs mais aussi des macrophages, dans nos conditions de culture, ont des effets anti-
adipogéniques et pro-angiogéniques sur les cellules progénitrices CD34*/CD31" du TA alors
que, paradoxalement in situ, les cellules progénitrices semblent s’engager dans la voie
adipocytaire chez les obeses de classe I1-111. La majorité des sécrétions orienteraient donc les
cellules progénitrices présentes dans le TA dans la voie angiogénique et non pas vers le
lignage adipocytaire. L’ensemble des sécrétions des cellules présentes dans le
microenvironnement dans lequel résident les cellules progeénitrices ayant des effets pro-
angiogéniques, la question qui se pose a present est de savoir quel est I’origine et la nature des
facteurs impliqués dans I’engagement, observé in situ, des cellules progenitrices dans la voie
adipogenique. Dans les derniers résultats présentés, nous avons pu voir que, dans nos
conditions de culture, les sécrétions de facteurs du microenvironnement ne favorisent pas
I’adipogenése. Par conséquent, la piste d’une origine systémique des facteurs pro-
adipogeniques reste a envisager. En effet, les facteurs circulant tels que I’insuline, le glucose,

le cortisol, les acides gras différents de ceux relargués par les adipocytes lors de la lipolyse
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(agonistes naturels de PPARY) sont connus d’une part pour étre augmentés avec I’obésité et
d’autres part pour avoir des effets pro-adipogéniques. Ces facteurs systémiques pourraient
donc étre impliqués dans I’engagement des cellules progénitrices que I’on observe in situ avec
I’augmentation de marqueurs adipocytaires chez les patients présentant une obésité sévere. Il
serait donc intéressant de tester I’effet de plasmas de patients obeses avec éventuellement des
taux d’AG différents par rapport a des plasmas de patients normopondérés sur I’engagement
des cellules progénitrices dans la voie adipogénique.

Toutefois, il est possible que les effets observés des MC des adipocytes, des CECs et
des macrophages soient les conséquences des conditions de culture treés proliférantes du fait
de la teneur en sérum (2 %) et en facteurs de croissance associées a une hétérogénéité de la
population CD34*/CD31". En effet, les cellules progénitrices triées par billes magnétique ne
sont jamais totalement pures (pureté des cellules CD34"/CD31 = 92,9 + 0,8 %) et peuvent
étre contaminées a la fois par des CECs composant les capillaires du TA et par des cellules
endothéliales progénitrices circulantes .

Les CECs contaminantes pourraient avoir un effet anti-adipogénique puisqu’il a récemment
été montré que les CECs, via des contacts cellule-cellule et via leurs sécrétions, inhibent la

%81 Cependant, I’augmentation du

différenciation adipocytaire des cellules progénitrices
réseau positif pour le marqueur CD31 pourrait étre du a une contamination cellulaire des
cellules progénitrices par des cellules progeénitrices endothéliales circulantes. En effet, chez
I’adulte, I’augmentation du réseau de capillaires peut étre supportée par deux processus : par
la migration et réplication de cellules endothéliales matures préexistantes (processus
d’angiogenése) et/ou par la différenciation endothéliale de cellules circulantes immatures (les
cellules progeénitrices endothéliales circulantes) provenant de la moelle osseuse (processus de
vasculogenése) **®. Ces cellules progénitrices circulantes se distinguent par I’expression des
marqueurs CD34, CD133 et VEGFR2 **®. Or la FSV du TA renferme une faible proportion de
cellules CD133" (<5%) %’ qui pourrait ne pas étre des cellules résidentes au TA mais une
contamination par des cellules sanguines et notamment par les cellules endothéliales
progénitrices circulantes et ainsi étre responsable de I’activité angiogénique des cellules
CD347/CD31 du TA.

Encore beaucoup de questions restent en suspens concernant le réel potentiel de
différenciation endothéliale des cellules progénitrices et auxquelles il est difficile de répondre

par le manque de marqueurs spécifiques de I’engagement dans la voie de différenciation
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endothéliale. Si les cellules progénitrices n’ont pas de vrai potentiel de différenciation
endothéliale, elles ont cependant un réel pouvoir angiogénique par les facteurs qu’elles

sécretent 3¢ 382

comme on peut le voir avec leur participation a la revascularisation d’un
membre ischémié de souris.

Par ailleurs, il n’est pas connu si les cellules qui s’engagent dans la voie adipogénique
et angiogénique ont besoin de proliférer avant de différencier. Concernant I’adipogenese dans
les lignées murines de préadipocytes (3T3-L1, 3T3-F442A), la premiére étape de la
différenciation adipocytaire in vitro est I’arrét de croissance lorsque les cellules sont arrivées a
confluence et les cellules en prolifération n’accumulent pas de gouttelettes lipidiques dans
leur cytoplasme, méme en présence de stimulateurs hormonaux, jusqu’a ce qu’elles soient
confluentes. Apres I’induction de la différenciation, les cellules confluentes subissent une

383

nouvelle série de division cellulaire, les mitoses post-confluence Par contre, les

préadipocytes humain issus de culture primaire différencient en adipocyte méme en présence

384

d’agents alkylant inhibant la mitose **". Il est possible que les préadipocytes en culture

primaire isolés & partir de TA humain aient déja subis une expansion clonale in vivo % %,
L’effet de la prolifération sur la différenciation adipocytaire dans les modéles humains reste
donc un large domaine d’investigation.

En plus d’étre tres proliférant, le milieu mixte est aussi extrémement adipogénique. Au bout
de 10 jours de culture, nous arrivons quasiment a 100 % de différenciation. Il est donc
difficile d’observer un effet pro-adipogénique se rajouter a I’adipogenese de base. Dans le but
de pouvoir observer une modulation de I’adipogenése, la mise en place d’un milieu
adipogénique minimum induisant une adipogenése modérée est en cours de réalisation.

Ces études révelent toute la complexité des conditions expérimentales visant a mimer une
situation physiologique. Est-il possible de créer les conditions environnementales intra
tissulaires par des approches in vitro ? Faut-il songer a de nouvelles stratégies expérimentales
pour étudier le r6le du microenvironnement sur la différenciation des cellules

souches/progénitrices ?
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V. Effet du microenvironnement sur la migration des cellules

souches/progeénitrices.

La mise en évidence d’un réservoir de cellules progénitrices dans le TA humain pose la
question de leur origine. En effet, il peut s’agir soit d’une population cellulaire résidant dans
le TA et capable d’auto-renouvellement (cf. paragraphe I1), soit du résultat d’un recrutement
sélectif de cellules circulantes par le TA. Il serait également possible que les cellules
progénitrices résidentes du TA puissent étre mobilisées pour aller coloniser d’autres organes.
Le microenvironnement, par les sécrétions de facteurs solubles, régule la migration des

386,387 | e but de cette étude a été,

cellules souches hématopoiétiques et mésenchymateuses
dans un premier temps, d’analyser in vitro les signaux provenant du microenvironnement sur
la migration des cellules progénitrices CD34"/CD31" du TA, puis, dans un second temps,
d’étudier le role de la migration des cellules progénitrices in vivo dans le développement de

I’obésité.
IV.1. Etudes in vitro.

Publication 3 : Chemotaxis and differentiation of human adipose tissue CD34+/CD31-
progenitor cells: role of stromal derived factor-1 released by adipose tissue capillary

endothelial cells.

Sengenés C, Miranville A, Maumus M, de Barros S, Busse R, Bouloumié A. Stem Cells. 2007
Sep;25(9):2269-76.
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ABSTRACT

The native CD34*/CD31~ cell population present in the
stroma-vascular fraction of human adipose tissue (hAT)
displays progenitor cell properties since they exhibit adipo-
cyte- and endothelial cell-like phenotypes under appropriate
stimuli. To analyze the signals within hAT regulating their
phenotypes, the influence of hAT-derived capillary endothe-
lial cells (CECs) was studied on the chemotaxis and differ-
entiation of the hAT-CD34*/CD31~ cells. Conditioned me-
dium from hAT-CECs led to a strong chemotaxis of the
hAT-CD34%/CD31~ cells that was inhibited with pretreat-
ments with pertussis toxin, CXCR-4 antagonist, or neutral-
izing antibodies. Furthermore, hAT-CECs produced and
secreted the CXCR-4 ligand, that is, the stromal derived
factor-1 (SDF-1). Finally, hAT-CECs induced the differen-

tiation of hAT-CD34%/CD31~ cells toward an endothelial
cell (EC) phenotype. Indeed, hAT-CECs and -CD347"/
CD31" cell coculture stimulated in a two-dimensional sys-
tem the expression of the EC CD31 marker by the hAT-
progenitor cells and, in a three-dimensional approach, the
formation of capillary-like structures via a SDF-1/CXCR-4
dependent pathway. Thus, the migration and differentiation
of hAT progenitor cells are modulated by hAT-CEC-derived
factors. SDF-1, which is secreted by hAT-derived CECs, and
its receptor CXCR-4, expressed by hAT-derived progenitor
cells, may promote chemotaxis and differentiation of hAT-
derived progenitor cells and thus contribute to the forma-
tion of the vascular network during the development of hAT.
STEM CELLS 2007;25:2269-2276

Disclosure of potential conflicts of interest is found at the end of this article.

INTRODUCTION

The excessive human adipose tissue (hAT) development is
associated with adipocyte hypertrophy and hyperplasia [1, 2] as
well as an extension of the capillary network [3-5]. The pro-
cesses involved in the increased number of mature adipocytes as
well as the neovascularization within the fat mass are still to be
clearly defined. We have described a cell population, present in
the native stroma-vascular fraction (SVF) of hAT, characterized
as positive for the hematopoietic stem cell marker CD34 and
negative for the endothelial cell marker CD31. The CD34%/
CD31™ cell population was the only cell population of the SVF
under adipogenic culture conditions among the capillary endo-
thelial cells (CECs), the macrophages, and the cells negative for
the CD34, CD31, and CD14 markers able to express adipocyte-
specific markers and metabolic lipolytic and lipogenic activities.
Furthermore, under endothelial cell culture conditions, the
CD34%/CD31" cells changed their morphology and organiza-
tion and expressed endothelial cell (EC)-specific markers such
as CD31 and von Willebrand factor [5]. In vivo, their injection
led to an increase in blood flow and capillary density within the

ischemic muscle in the athymic mouse model of hindlimb
ischemia, whereas injection with native hAT-derived CD34~
cells exerted no effects [5]. Other laboratories have reported
similar proangiogenic abilities of the whole adipose tissue (AT)
adherent SVF cells [6, 7]. The further characterization of the
native CD34/CD31~ cells has shown that they did not express
the classic mesenchymal stem cell markers (CD105 and Stro-1)
and displayed different features from the adult hematopoietic
stem cells since they did not form blood colony in hematopoietic
assays [8]. Thus, the native CD34"/CD31" cell population of
hAT can be considered a local pool of adipocyte as well as
endothelial progenitor cells that might play a role in the forma-
tion of adipocytes but also of capillaries accompanying the
development of the fat mass. Since the microenvironment, that
is, soluble factors such as the stromal derived factor-1 (SDF-1)
[9-11], cellular, and extracellular matrix components have been
shown to regulate the biology of hematopoietic and mesenchy-
mal stem cells [12-14], the present study was undertaken to
characterize the effects of signals arising from hAT microenvi-
ronment on the chemotaxis and differentiation of the hAT
progenitor cells. Our data delineate the concept that hAT-de-
rived CECs induce the chemotaxis and support the endothelial

Correspondence: Coralie Sengenes, Ph.D., Team 1, “Vascular network, progenitor cells and immune cells from adipose tissue,” Institut
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differentiation potential of the hAT-derived progenitor cells via
the SDF-1/CXCR-4 axis within hAT.

MATERIALS AND METHODS

Isolation of the SVF from hAT

Human AT was obtained from individuals undergoing plastic sur-
gery by lipoaspiration. The study was approved by the ethical
committees of Toulouse and Frankfurt am Main hospital universi-
ties. Subcutaneous AT was obtained from a total of 38 individuals
(mean body mass index: 26.07 * 1.01 kg/m?). The AT was digested
using collagenase (300 U/ml in phosphate-buffered saline [PBS],
2% bovine serum albumin [BSA], pH 7.4) for 30 minutes under
constant shaking. Following removal of the floating mature adipo-
cytes, the lower layer containing the SVF was centrifuged (300g, 10
minutes) and the pellet resuspended in erythrocyte lysis buffer (155
mmol/l NH,Cl; 5.7 mmol/l K,HPO,; 0.1 mmol/l EDTA, pH 7.3) for
10 minutes. After successive filtrations through 100-, 70-, and
40-um sieves, the cells were resuspended in PBS/2% fetal calf
serum (FCS).

Isolation of the CD34*/CD31~ Progenitor Cells and
the CD34*/CD31* CECs from the SVF of hAT

CD34™ cells were isolated from the SVF using CD34-coupled
magnetic microbeads as previously described [5]. Briefly, the SVF
was incubated (room temperature, 15 minutes) with the StemCell
Technologies (St. Katharinen, Germany, http://www.stemcell.com)
positive selection cocktail. Following the addition of magnetic
nanoparticles, cells were recovered by successive magnetic sorting
steps. The CD34™" cells were suspended in PBS/0.1% BSA. The
CD34™" population was depleted from the CD317 cells using Dynal
Biotech (Hamburg, Germany, http://www.dynalbiotech.com) CD31-
coupled magnetic microbeads (50 wl/ml). After incubation (4°C, 20
minutes), the cell suspension containing the beads, suspended in 10
ml of PBS/0.1% BSA, was exposed to the magnet for 1 minute. The
magnetic bead-free fraction, the CD347/CD31 ™ cells (hAT-derived
progenitor cells), was collected, centrifuged (250g, 10 minutes), and
suspended in the culture medium and the CD347/CD317" cell
fraction (hAT-derived CECs) was removed from the magnet and
suspended in endothelial cell culture medium. The CD34*/CD31~
cell content of the selected fraction was 92.2% * 1.2%.

Cell Culture

The hAT-derived CECs were cultured in Endothelial Cell Growth
Medium MV (ECGM-MV) (PromoCell, Heidelberg, Germany,
http://www.promocell.com) on human fibronectin coated culture
dishes. Human AT-derived CECs were used until passage 2 [5, 15].
The human AT-derived progenitor cells were cultured in Endothe-
lial Cell Basal Medium (ECBM, which contains no growth factors)
(PromoCell) supplemented with 10% FCS. Progenitor cells were
used until passage 1 [5]. Human umbilical vein endothelial cells
(HUVECs) were isolated [16] and cultured until passage 8.

Preparation of Conditioned Media and Enzyme-
Linked Immunosorbent Assay

Human AT-derived CECs, hAT-derived progenitor cells, hAT-res-
ident macrophages (CD14/CD31") that were isolated as previ-
ously described [15], and HUVECs were incubated with an equal
amount of basal ECBM supplemented with 0.1% BSA for 24 hours.
Mature adipocytes (400,000 cells) were included in fibrin gels (1.5
mg fibrinogen/ml ECBM supplemented with 25 units/ml a-throm-
bin) and cultured in ECBM supplemented with 0.1% BSA for 24
hours. Control gels were prepared without adipocytes. The condi-
tioned media were collected, centrifuged (1,000g, 10 minutes, 4°C),
and stored at —70°C until use. Release of SDF-1 was measured in
conditioned media by enzyme-linked immunosorbent assay accord-
ing to the instructions of the manufacturer (RayBiotech Inc.,
Norcross, GA, http://www.raybiotech.com). Note that the SDF-1
levels were measured in conditioned media from PO, P1, and P2

human AT-derived CECs and no statistical significant differences
were found (not shown).

Transmigration Assay

Transmigration assays of hAT-derived progenitor cells were per-
formed using 8-um pore HTS FluoroBlock inserts (Falcon; BD
Biosciences, San Diego, http://www.bdbiosciences.com) coated
with bovine gelatin (0.15 mg/cm?). The progenitor cells were
loaded at 50,000 cells per insert (upper chamber) and conditioned
media, SDF-1 in the presence or not of AMD3100 (Sigma-Aldrich,
St. Louis, http://www.sigmaaldrich.com) or CXCR-4 neutralizing
antibody (clone 12G5; R&D Systems Inc., Minneapolis, http://
www.rndsystems.com), were added to the lower chamber. The cells
were allowed to migrate into the lower chamber for 20-24 hours.
After the assays, the inserts were fixed (4% paraformaldehyde) and
the nuclei were stained with 4,6-diamidino-2-phenylindole. For
blocking experiments, the progenitor cells were preincubated with
the indicated inhibitors at 37°C for 1 hour. The cell transmigration
was quantified by counting the number of nuclei using a computer-
assisted microscope (Nikon, Diisseldorf, Germany, http://www.
nikon.com) at three distinct positions.

RNA Extraction and Real-Time Quantitative
Polymerase Chain Reaction Assay

Total RNAs were extracted from human mature adipocytes, hAT-
CD34%/CD31~ cells, hAT-macrophages, and hAT-CD34*/CD31*
CECs using the RNeasy kit (Qiagen, Hilden, Germany, http://
wwwl.qiagen.com). RNA concentrations were determined using a
fluorometric assay (RiboGreen). RNA (0.5 ng) was reverse-tran-
scribed using the SuperScript III RNase H RT system (Invitrogen,
Carlsbad, CA, http://www.invitrogen.com) according to the manu-
facturer’s instructions (random hexamers and deoxynucleoside-5’-
triphosphates were from Life Technologies, Rockville, MD, http://
www lifetech.com). Reverse transcription was also performed
without superscript enzyme on RNA samples to ensure the absence
of contaminating genomic DNA. Primers for human SDF-1
(CXCL12), hypoxia inducible factor-la (HIF-1«), and CXCR-4
were provided by Applied Biosystems (Assay-On-Demand:
Hs00171022_m1, Hs00153153_m1, and Hs00607978_ml, respec-
tively; Foster City, CA, http://www.appliedbiosystems.com). All
amplification reactions were performed in duplicate from 20 ng
cDNA using the Mx4000 Multiplex Quantitative PCR System
(Stratagene, La Jolla, CA, http://www.stratagene.com) using the
following conditions: 50°C for 2 minutes and 95°C for 10 minutes
followed by 40 cycles at 95°C for 15 seconds and 60°C for 1
minute. Results were analyzed with Stratagene MX4000 software,
and all values were normalized to the levels of the ribosomal RNAs.

Coculture Between hAT-Derived CECs and
hAT-Derived CD34*/CD31~ Progenitor Cells

Human AT-derived CECs plated at 60,000 cells per cm” were
cultured in ECGM-MV on human fibronectin-coated 48-well cell
culture plates until confluence. Then, hAT-derived progenitor cells
were labeled with PHK26 according to the instructions of the
manufacturer (Sigma-Aldrich) and 2,000-3,000 cells per well were
placed in each well in ECBM/2% SVF. After 10 days of coculture,
the cocultured cells were fixed and stained with the indicated
antibodies.

Three-Dimensional Coculture Model

Human AT-derived CECs plated at 60,000 cells per cm® were
cultured in ECGM-MV on human fibronectin-coated 48-well cell
culture plates. Once confluent, the hAT-CECs were covered with
200 ul of unpolymerized BD Matrigel Matrix Growth Factor Re-
duced (BD Biosciences) and incubated at 37°C for 30—45 minutes.
Human AT-derived progenitor cells were harvested with trypsin and
labeled with PHK26 according to the instructions of the manufac-
turer. The progenitor cells were resuspended in ECBM/0.1% BSA
and 2,000-3,000 cells per well were loaded onto the matrigel-
coated wells (200 ul of cell suspension per well). After 24 hours of
“coculture,” progenitor cell tube formation (red fluorescent net-
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Figure 1. Human adipose tissue (AT)-derived CECs induce the che-
motaxis of hAT-derived CD34"/CD31~ progenitor cells. (A): Trans-
well migration of human AT-derived progenitor cells in the presence of
control medium (Control) or conditioned media from adipocytes (n =
14), hAT-CECs (n = 21), and HUVECs (n = 3). = p < .001 when
compared with control migration. (B): Transwell migration of hAT-
derived progenitor cells in response to hAT-CEC conditioned medium
in the lower chamber (hAT-CEC conditioned medium), in the upper
chamber (upper chamber hAT-CECs) (n = 3), after 1-hour preincuba-
tion with increasing concentrations of pertussis toxin (n = 4) or after
protein denaturated hAT-CEC-conditioned medium (heated AT-CECs)
(n=4).*p<.0l,*xp <.001 when compared with migration induced
by hAT-CEC-conditioned medium. Abbreviations: CECs, capillary en-
dothelial cells; hAT, human adipose tissue; HUVECS, human umbilical
vein endothelial cells; PTX, pertussis toxin.

work) was assessed with a computer-assisted microscope (Nikon).
Microphotographs of the center of each well were taken, and tube
formation was quantified by measuring the total tube length using
Lucia image software (Nikon, Tokyo, http://www.nikon.com). Tube
formation of progenitor cells alone was used as a control. For
blocking experiments, the progenitor cells were preincubated with
the indicated inhibitors at 37°C for 1 hour.

Immunocytochemistry

Cells were fixed with 4% paraformaldehyde and immunostained
with anti-human CXCR-4 monoclonal antibody (Abcam, Cam-
bridge, U.K., http://www.abcam.com) (1:50) or platelet endothelial
cell adhesion molecule-1 (CD31) monoclonal antibody (Dako,
Glostrup, Denmark, http://www.dako.com) (1:10) followed by
staining with fluorescently labeled secondary antibody (1:200) (In-
vitrogen).

Statistical Analysis

Data are expressed as mean = SEM from at least three independent
experiments. Statistical analysis was performed by Student’s 7 test
or one-way analysis of variance followed by a Bonferroni post hoc
test when appropriate. Differences were considered significant
when p < .05.
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Figure 2. The stromal derived factor-1/CXCR-4 axis is involved in the
hAT-derived progenitor cell chemotaxis toward hAT-CEC conditioned
media. Transwell migration of hAT-derived progenitor cells in the
presence of hAT-derived CEC-conditioned media after 1 hour of pre-
incubation with 10 ug/ml of the CXCR-4 antagonist AMD3100
(+AMD3100) (n = 6) or with 10 wg/ml of an anti-CXCR-4 neutralizing
antibody (+Anti-CXCR-4) (n = 6). * p < .01 when compared with
migration induced by hAT-CEC-conditioned media. Abbreviations:
CECs, capillary endothelial cells; hAT, human adipose tissue.

RESULTS

AT-Derived CECs Induce the Chemotaxis of the
CD34%/CD31~ Cells

The effect of hAT-CECs on the migration of hAT-derived CD34*/
CD31" cells was assessed in modified Boyden chamber assays
consisting of two cell chambers separated by a polycarbonate filter
(8-pum pores). The lower chamber was filled up with control media
or 24 hour-conditioned media from confluent hAT-CECs, mature
adipocytes, or confluent HUVECs, and the cell suspension of
hAT-derived CD34"/CD31~ cells was placed in the upper cham-
ber. Cells that migrated across the filter and attached to the under
part of the filter after 24 hours were counted after nuclei staining.
As depicted in Figure 1A, conditioned media from mature adipo-
cytes or from HUVECs did not induce any cell migration. Con-
versely, conditioned media from hAT-CECs led to the robust
migration of the CD34*/CD31~ cells (5.7 = 0.7-fold increase, n =
21, p <.001). Human AT-CEC conditioned media failed to induce
the migration of hAT-derived CD34"/CD31~ cells after protein
denaturation of the conditioned media (Fig. 1B). Moreover, the
stimulatory effect of conditioned media derived from hAT-CECs
was lost when the conditioned media were applied in the upper
chamber together with the CD34*/CD31™ cells. Taken together,
the results showed that secreted proteins from hAT-CECs stimu-
lated the directed chemotactic migration of the hAT-derived
CD34%/CD31~ (Fig. 1B). In addition, preincubation of hAT-de-
rived progenitor cells with increasing concentrations of pertussis
toxin (PTX) (200 and 400 ng/ml) led to a concentration-dependent
inhibition of the hAT-CEC-mediated migration (76% * 9% of
inhibition for 400 ng/ml of PTX, p < .001, n = 4) (Fig. 1B).

The CXCR-4/SDF-1 Axis Is Involved in the
Chemotaxis of the CD34*/CD31~ Cells Mediated by
AT-Derived CECs

To further identify the nature of the factor(s) involved in such
an effect, the CD34"/CD31" cells were preincubated with a
CXCR-4 antagonist (AMD3100, 10 ug/ml) or with neutralizing
anti-CXCR-4 antibody (10 wg/ml), and the effect of hAT-CEC
conditioned media was then assessed. As shown in Figure 2, the
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Figure 3. Functionality of the CXCR-4/SDF-1 axis in human adipose
tissue. (A): Human adipose tissue (AT)-derived progenitor cells were
exposed to increasing concentrations of SDF-1a or SDF-18 (10-100
ng/ml), and transwell migration was evaluated after 24 hours (n = 3—28);
# p < .01 and ** p < .001 compared with control. (B): Human
AT-derived progenitor cells were preincubated (1 hour) with 10 pg/ml
CXCR-4 antagonist AMD3100 (n = 3) or with 10 ug/ml anti-CXCR-4
neutralizing antibody (n = 3). Transwell migration toward 100 ng/ml
SDF-1a was then evaluated after 24 hours. $ p < .001 compared with
control, * p < .01 and #* p < .001 compared with SDF-1« induced

migration. Abbreviation: SDF-1, stromal derived factor-1.

hAT-CEC-mediated chemotaxis was suppressed when the pro-
genitor cells were incubated with AMD3100 or with anti-

CXCR-4 neutralizing antibody (77% * 11% and 96% = 4% of
inhibition, respectively, p < .01, n = 6). Moreover, as depicted
in Figure 3A, increasing concentrations of recombinant SDF-1¢
or -1, ligands for the CXCR-4, induced a concentration-depen-
dent chemotaxis of hAT-derived progenitor cells that was sig-
nificantly inhibited when the progenitor cells were preincubated
with AMD3100 (58% = 7% of inhibition, p < .01, n = 3) or
neutralizing anti-CXCR-4 antibody (72% * 3% of inhibition,
p < .01, n = 3) (Fig. 3B). Of note, the chemotaxis of the
CD34%/CD31~ cells toward granulocyte monocyte colony
stimulating factor (20-100 ng/ml), stem cell factor (20-100
ng/ml), monocyte chemoattractant protein 1 (1-20 ng/ml), and
interleukin 8 (20 ng/ml) was also evaluated, and none of the
chemokines induced a statistically significant migration (data
not shown).

CXCR-4 Is Expressed on CD347/CD31~ Cells and
SDF-1 Is Produced by hAT-Derived CECs

The expression of CXCR-4 in hAT-derived CD34%/CD31~
cells was then investigated by real-time polymerase chain reac-
tion (PCR) analysis. The results showed that transcripts for
CXCR-4 were present in hAT-derived CD34%/CD31" cells
(Fig. 4B). Moreover, as presented in Figure 4A, the CXCR-4
protein expression was detected by immunocytochemistry on
hAT-CD34"/CD31~ cells. Additionally, there was a positive
correlation between the level of transcripts encoding for
CXCR-4 in hAT progenitor cells and the one of HIF-1a in the
corresponding hAT-CECs (Fig. 4B, p = .04, n = 14). In
parallel, SDF-1 mRNA expression was assessed in hAT-derived
CECs and compared with the one of HUVECs and other cells
from the SVF such as hAT-macrophages. As depicted in Figure
4C, the SDF-1 mRNA was mainly expressed by hAT-derived
CECs and was below Ct values of 40 in HUVECs. Consistent
with the mRNA expression, SDF-1 release was significantly
higher in hAT-derived CECs as compared with other cell frac-
tions present in AT-derived SVF such as macrophages (412.2 +
92.9 pg/ml vs. 34.4 £ 18.1 pg/ml, respectively, p < .001, n =
3-9) (Fig. 4D). The production of SDF-1 by HUVECs was 42

Figure 4. Expression of SDF-1 and
CXCR-4 in hAT. (A): Upper panel: hAT-
derived CD34%/CD31"~ progenitor cells
were fixed and stained with antibodies di-
rected against CXCR-4 receptor followed
by fluorescein isothiocyanate (FITC)-con-
jugated secondary antibodies. Lower panel:
hAT-CD34"/CD31~ cells were stained
with FITC-conjugated secondary antibodies.
Representative  fluorescence  microscopy
analysis is shown from n = 3. (B): Correla-
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tion between mRNA levels of CXCR-4 in
hAT-progenitor cells and HIF-1 levels in
hAT-CECs quantified by real-time polymer-
ase chain reaction (PCR) experiments (p =
.04, n = 14). (C): SDF-1 mRNA expression
in hAT-macrophages (n = 3), HUVECs
(n = 4), and hAT-CECs (n = 6) quantified
by real-time PCR experiments. (D): En-
zyme-linked immunosorbent assay of 24-
hour conditioned media from hAT-macro-
phages (n = 3), HUVECs (n = 4), and
hAT-CECs (n = 9). * p < .05 versus mac-
rophage SDF-1 secretion. Abbreviations:
A.U., arbitrary units; CECs, capillary endo-
thelial cells; hAT, human adipose tissue;
HIF-1, hypoxia inducible factor-1; HUVECS,

0.06 0.08

Macrophages HUVECs  h&AT-CECs

0 i
Macrophages HUVECs  hAT-CECs

human umbilical vein endothelial cells;
SDF-1, stromal derived factor-1.
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Figure 5. Human AT-derived progenitor cells incorporate into the
network formed by hAT-CECs and express platelet endothelial cell
adhesion molecule-1 (PECAM-1). (A): Confluent hAT-CECs were
fixed and stained with antibodies directed against PECAM-1 followed
by fluorescein isothiocyanate (FITC)-conjugated secondary antibodies.
(B): Confluent PKH26 hAT-CD34+/CD31— progenitor cells were
fixed and stained with antibodies against PECAM-1 followed by FITC-
conjugated secondary antibodies. (C): Confluent hAT-CECs were cul-
tured in the presence of PKH26-labeled hAT-derived progenitor cells
for 10 days of coculture in endothelial basal medium/2% fetal calf
serum. Cells were fixed and stained with antibodies directed against
PECAM-1 followed by FITC-conjugated secondary antibodies. Repre-
sentative fluorescence microscopy analysis is shown from n = 3 inde-
pendent experiments. Abbreviations: CECs, capillary endothelial cells;
DAPI, 4,6-diamidino-2-phenylindole; hAT, human adipose tissue.

times lower than the one of hAT-CECs (9.84 = 3.81 pg/ml,
n=4).

AT-Derived CECs Support the Differentiation of
AT-Derived Progenitor Cells Toward an Endothelial
Cell Phenotype

Coculture experiments of hAT-derived CECs and CD347%/
CD31~ cells were performed. Human AT-derived CD34"/
CD31"™ cells were labeled with PKH26 and seeded onto con-
fluent hAT-derived CECs (Fig. SA). After 10 days of coculture,
CD31 expression in the formal CD31 negative AT-derived
progenitor cells (Fig. 5B) was analyzed. hAT-derived CECs
formed a dense CD31 positive network into which PKH26
positive AT-derived progenitor cells incorporated and expressed
the CD31 marker (Fig. 5C). To further analyze the effect of the
hAT-derived CECs on the differentiation of the CD34*/CD31~
cells, a three-dimensional coculture model was developed.
PKH26 labeled CD34"/CD31~ cells were seeded on the top of
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a growth factor-reduced matrigel under which confluent hAT-
derived CECs were present or not. As shown in Figure 6A,
CD34%/CD31~ cells alone did neither migrate nor form capil-
lary-like structures. Interestingly, the presence of hAT-derived
ECs under the matrigel dramatically promoted the organization
of hAT-CD34"/CD31" cells into branched structures and
pseudotubes (360% = 48% of the total length obtained with
hAT-CD34"/CD31~ cells alone, p < .01, n = 7) (Fig. 6B).
Given the chemotactic effect mediated by the CXCR-4/SDF-1
axis, we studied the involvement of this system in the hAT-
CEC-dependent tube formation by using a neutralizing anti-
CXCR-4 antibody, the CXCR-4 antagonist AMD3100, or per-
tussis toxin (not shown). As depicted in Figure 6C and 6D, the
tube formation induced by hAT-derived CECs was significantly
inhibited in a concentration-dependent manner by the inhibitors
(24% = 12% and 67% = 5% of inhibition with 10 ug/ml and
100 wg/ml AMD3100, respectively; 41% * 15% and 93% =
2% of inhibition for 10 ug/ml and 20 ug/ml neutralizing anti-
CXCR-4 antibody, respectively; 85% = 0.5% of inhibition for
200 ng/ml pertussis toxin, n = 4-7).

DISCUSSION

Although reports show that adipogenesis and angiogenesis are
tightly correlated during the growth of fat mass [3, 17-20], little
is known about the mechanisms that regulate the extension of its
vasculature. In the present study we report that hAT-derived
CECs induce the chemotaxis of hAT-derived progenitor cells.
Moreover, we demonstrate that the presence of hAT-derived
CECs promotes the differentiation and organization of hAT-
derived hAT-CD34"/CD31~ progenitor cells into capillary-like
structures via a SDF-1/CXCR-4-dependent pathway.

In the last years, several reports have contributed to the
evidence that the SVF cells are phenotypically heterogeneous
and can express under specific culture conditions adipogenic,
osteogenic, chondrogenic, and myogenic lineage markers but
also endothelial, epithelial, and neural markers [5, 8, 21-23].
We have previously shown that native immunoselected CD34*/
CD31" cells present in the hAT-derived SVF display angio-
genic and adipogenic potentials. Indeed, this cell population is
able to differentiate into adipocyte-like cells [8] and into endo-
thelial-like cells in vitro and in vivo to promote the neovascu-
larization of ischemic muscle in mice [5]. Similar results were
also described using adherent hAT-SVF [6, 7]. The mechanisms
underlying such proangiogenic effects are still to be defined.
Although the hAT-derived progenitor cells were shown to inte-
grate into vessels in vivo [S, 6], they could also contribute to
neovascularization through the production of proangiogenic fac-
tors [7, 24]. Nevertheless, such a population of progenitor cells
may participate locally to the extension of the blood capillary
network known to be associated with fat mass development. The
present study was undertaken to analyze the potential crosstalk
within the hAT between hAT-CD34"/CD31~ progenitor cells
and CECs. Indeed, the EC barrier has already been shown to
interact with progenitor/stem cells [25-27]. Human AT-derived
CECs specifically stimulated the migration of hAT-derived
CD34%/CD31~ progenitor cells through the release of soluble
proteins. Human AT-derived CECs induced a chemotactic re-
sponse since no random motility was observed when the cells
were incubated in the same compartment with endothelial cell-
derived conditioned media. Moreover, since hAT-derived
CD34%/CD31~ progenitor cell chemotaxis was inhibited in the
presence of pertussis toxin, which specifically prevents activa-
tion of Gi proteins coupled to chemokine receptors, the involve-
ment of a chemokine ligand/receptor interaction was strongly
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Figure 6. hAT-CECs induce the forma-
tion of capillary-like structures by hAT-
derived progenitor cells via the stromal
derived factor-1/CXCR-4 axis. hAT-CECs
were cultured until confluence. Once con-
fluent, hAT-CECs were covered with ma-
trigel and PKH26 labeled hAT-derived
progenitor cells were seeded onto the ma-
trigel. After 24 hours, tube length was
measured. (A): Representative pictures of
hAT-derived progenitor cells alone (phase
microscopy and fluorescent microscopy
analyses, inset picture). (B): Representa-
tive picture of hAT-derived progenitor
cells cocultured with hAT-CECs (phase
microscopy and fluorescent microscopy
analyses, inset picture). (C, D): Represen-
tative picture of l-hour pretreated hAT-
progenitor cells with AMD3100 (100 ug/
ml) (C) or neutralizing anti-CXCR-4 (20
ng/ml) antibody (D) that were cocultured
with hAT-CECs (phase microscopy and
fluorescent microscopy analyses, inset pic-
ture). (E): Total length of the network
formed by PKH26 labeled hAT-derived
progenitor cells pretreated or not with in-
creasing concentrations of AMD3100 or a
neutralizing CXCR-4 antibody. * p < .05,
w3 p < .01, =+ p < .001 when compared
with the network formed by adipose tissue
(AT)-derived progenitor cells in the pres-
ence of AT-CECs (n = 4-7). Abbrevia-
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suggested. Finally, when CXCR-4 from hAT-CD34*/CD31~
progenitor cells was neutralized by antibodies [28] or by the
CXCR-4 antagonist (AMD3100) [29], hAT-derived CD34"/
CD31™ progenitor cells failed to migrate in response to hAT-
derived CEC conditioned medium. Since real-time PCR and
immunocytochemistry analyses showed the expression of
CXCR-4 in native hAT-derived CD34"/CD31~ progenitor
cells, the present results demonstrate that activation of CXCR-4
of the hAT-derived CD34*/CD31~ progenitor cells is involved
in the hAT-derived CEC-dependent chemotaxis. In agreement,
earlier work reported immunoreactivity to CXCR-4 in hAT [30],
and a recent publication showed that CXCR-4 overexpression in
hAT-stromal cells regulated cell motility [31]. The sole ligand
of CXCR-4, described so far, is the CXCL12 chemokine also
known as SDF-1 [32-34]. SDF-1, initially described as a prod-
uct of bone marrow stromal cells [35], is expressed by several
tissues including dendritic cells, endothelial cells and pericytes
from normal skin [36], osteoblasts, and ECs from the bone
marrow [37-39] and astrocytes and neurons from the brain [40].
SDF-1 exists as two isoforms, a and f3, originating from alter-
native splicing of the CXCL12 gene [41-43]. Human AT-CECs

Anti-CXCR4 (pgfml)

tions: 3D, three-dimensional; CECs, capil-
lary endothelial cells; hAT, human adipose
tissue.

20

expressed and released more SDF-1 than the other cell types
present in hAT. Moreover, SDF-1 was detected in very low
amounts in conditioned media from HUVECs that did not
stimulate the CD34*/CD31~ progenitor cell chemotaxis. Hu-
man AT-progenitor cells exhibited a concentration-dependent
chemotaxis toward SDF-1a and SDF-1 that was inhibited in
the presence of CXCR-4 antagonist or neutralizing antibodies.
Taken together, the present findings suggest that SDF-1 released
by hAT-CECs plays a major role in the CXCR-4-mediated
chemotaxis of hAT-progenitor cells, although further experi-
ments are needed to clearly rule out the involvement of other
endothelial-derived factors. The couple SDF-1/CXCR-4 plays a
pivotal role in multiple checkpoints of stem/progenitor cell
biology in the bone marrow compartment including survival,
proliferation, mobilization, and homing [10, 44, 45]. In a two-
dimensional coculture system, hAT-derived progenitor cells
were shown to incorporate into the network formed by hAT-
CECs and to express the EC marker CD31, suggesting that
hAT-CECs may, in addition to their effect on the migration,
regulate the differentiation of hAT-CD34"/CD31~. To better
define the role of paracrine factors, three-dimensional coculture
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experiments were performed. The results clearly showed that
hAT-derived progenitor cells migrate and assemble into capil-
lary-like structures only in the presence of hAT-CECs. More-
over, when CXCR-4 either was antagonized or neutralized,
hAT-progenitor cells failed to appropriately migrate and assem-
ble into tubular structures on matrigel substrate.

Taken together, the present results show that hAT-derived
CECs, through their production of paracrine factors such as
SDF-1, modulate the migration but also the differentiation and
organization of the hAT-derived CD34"/CD31~ progenitor
cells through the activation of CXCR-4. CXCR-4 mRNA levels
are known to be upregulated by hypoxia through HIF-1 activa-
tion via the hypoxia responsive element in the 5" region of the
CXCR4 gene [46, 47]. In the murine AT, hypoxic areas have
been shown to be associated with obesity [48]. Interestingly, the
mRNA levels of CXCR-4 from the CD34"/CD31~ were found
to be positively correlated to HIF-1« transcripts of the CECs. A
recent publication has reported that the recruitment of CXCR-4
positive progenitor cells to regenerating foci or tissues was
mediated by hypoxic gradients via HIF-1 induced expression of
CXCR-4/SDF-1 axis [28]. Moreover, SDF-1 expression in isch-
emic tissue has been shown to primarily localize in ECs [36]. It
is thus tempting to speculate that hypoxia within the hAT may
promote the migration of resident hAT-derived CD34*/CD31~
progenitor cells at active sites of neovascularization in the fat
mass.

All together, the present results show that the migration and
differentiation of hAT-derived progenitor cells are modulated
by factors originating from hAT-derived CECs. The SDF-1/
CXCR-4 axis appears to play a key role. Such an effect may be
involved in the recruitment of hAT-derived progenitor cells to
foci where SDF-1 is highly expressed such as neovasculariza-
tion sites to promote the extension of the capillary network that
occurs during the growth of the fat mass.
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Discussion :

L’ensemble de ce travail a permis de montrer pour la premiere fois que les cellules
endothéliales du TA, par leur production de facteurs solubles dont le facteur
chémoattractant SDF-1, modulent la migration des cellules souches/progénitrices
CD34'/CD31 du TA et leur activité angiogénique. Le couple SDF-1/CXCR4 pourrait donc
jouer un rdle central dans le recrutement des cellules progénitrices et dans I’induction de leur
différenciation en cellules endothéliales afin de participer a la néovascularisation qui
accompagne la croissance du TA. Il est connu que le recrutement des cellules progénitrices
CXCR4" dans les tissus en régénération est médié par des gradients d’hypoxie qui induit
I’expression de SDF-1 via HIF-10. *®, Dans le TA, I’expression dans les cellules progénitrices
du récepteur au SDF-1, le CXCR4, corrélant positivement avec I’expression de HIF-1a dans
les cellules endothéliales, il est tentant de spéculer que le recrutement des cellules
CD34"/CD31" se fait au niveau des zones hypoxiques, qui ont été montrées dans le TA
humain 2", pour supporter un processus angiogénique. Toutefois, les cellules CD34*/CD31
du TA pourraient aussi étre mobilisée du TA vers d’autres sites d’ischémie pour une
éventuelle réparation comme en sont capables les CSM pour contribuer a la réparation des

lésions cérébrales **°, osseuses **° ou cardiaques ***

. Le SDF-1 existe sous plusieurs
isoformes issues de 1’épissage alternatif du géne CXCL12 : le SDF-1a, B, v, &, € et ¢ *2 De
facon intéressante, alors que I’analyse de I’expression des transcrits du SDF-1 n’a pas posé de
probléme, la mise en évidence de la production de SDF-1 par les cellules endothéliales du TA
a été techniquement plus complexe et possible grace a I’utilisation d’un seul kit de detection
qui ne précisait pas I’isoforme du SDF-1. Cette observation laisse penser que le SDF-1 sécrété
par le TA est une forme spécifique peu commune. Cependant des expériences
supplémentaires sont a réaliser pour confirmer le réle du couple dans SDF-1/CXCR4 in vivo

et son implication dans le développement du TA.

IV.2. Etudes in vivo.

Nous venons de voir que les CECs du TA exergaient, in vitro, un fort pouvoir chémoattractant
sur les cellules progénitrices CD34"/CD31" du TA humain via la sécrétion de SDF-1. De plus,
il a récemment été montré que le couple SDF-1/CXCR4 pourrait étre impliqué dans
I’infiltration des cellules immunes, notamment des lymphocytes T, qui est associée avec le

développement du TA 2>, Afin de confirmer ces observations faites in vitro et comprendre le
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role de I’axe SDF-1/CXCR4 in vivo sur le développement du TA et sa composition cellulaire,
des expériences d’injection chroniques d’un antagoniste au récepteur CXCR4, le composé
AMD3100 ** ont été faites chez des souris.

Des souris males C57BI/6 de 6 semaines ont regu des injections d’AMD3100 (AMD) a la
dose de 2.5 mg/kg ou une solution saline (contréle) en administration sous-cutanée, a raison
de 3 fois par semaine pendant 2 semaines. Au sacrifice, le poids total des souris, celui de la
masse maigre et de la masse grasse ont été déterminés. Le sang, la moelle osseuse et les TA
sous-cutané et visceral (TA périgonadique et TA périrenal) ont été prelevés afin d’en

déterminer la composition cellulaire par cytométrie de flux. (Figure 34 pour protocole)
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Saline Solution (CT) 2.5 mg.kg' AMD3100 (AMD)

% C57BL/6 males de 6 semaines %

3 fois/sernaine
—
pendant 2 semaines ﬁ

i
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Détermination du pal'd.rE
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cutané et viscéral
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Figure 34 : Protocole de I’effet chronique de I’AMD3100 sur le poids des souris et la

composition cellulaire du TA.

Des souris males C57BI/6 de 6 semaines ont recu des injections d’AMD3100 ou de solution
saline a raison de 3 fois par semaine pendant 2 semaines. Aprés 2 semaines de traitement, le
poids des souris a été déterminé par pesée et la quantité de masse maigre et de masse grasse
évaluée par résonnance magnétique. Au sacrifice, le sang, la moelle osseuse et le TA sous-
cutane et viscéral ont été prélevés et leurs compositions cellulaires en cellules progénitrices et
immunes ont été évaluées par cytométrie en flux.

IV.2.1. Effets de I’AMD3100 sur le poids corporel.

Apreés 2 semaines d’injections répétées, les souris traitées a I’AMD3100 ont un poids total
augmenté (24.4 g vs 25.3 g, controle vs traité, p<0.05, n=6, Figure 35 A) associé a une
augmentation de leur masse grasse (Figure 35 C) sans modification de leur masse maigre

(Figure 35 B). Prises collectivement, ces données montrent que des souris ayant subi un
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traitement chronique a I’AMD3100 ont un contenu en masse grasse plus élevé que des souris

controle.
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Figure 35 : Effets de I’AMD3100 sur le poids et la composition corporelle des souris.

Apreés 2 semaines d’un traitement chronique a I’AMD3100, le poids des souris contréle (CT)
et traitées (AMD) agées de 6 semaines au début du protocole (A) a été évalué par pesée. Le
contenu en masse maigre (B) et en masse grasse (C) a été déterminé par résonance
magnétique. *P<0,05, contrble vs traité, n=6 dans chaque groupe.

IV.2.2. Effets de I’AMD3100 sur la composition cellulaire du sang et de la

moelle osseuse.

Les souris traitées a I’AMD3100 ont un pourcentage de cellules Sca-1" sanguines augmenté
(Figure 36 A) ainsi que le pourcentage des cellules Sca-1*/CD34" (Figure 36 B) et celui de la
population CD45" (Figure 36 C). Cette augmentation de cellules Sca-1" et Sca-1*/CD34" dans
la circulation sanguine en réponse a une perturbation du couple SDF-1/CXCR4 suggére une

mobilisation des cellules des cellules souches/progénitrices.
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Figure 36 : Effets de I’AMD3100 sur la composition cellulaire sanquine.

Aprés 2 semaines d’un traitement chronique a I’AMD3100, le sang des souris contréle (CT)
et traitées (AMD) a été prélevé au sacrifice. Le pourcentage de cellules Sca-1* (A), des
cellules Sca-1"/CD34" (B) et CD45" (C) a été déterminé par cytométrie en flux. *P<0,05,
**P<(,01 contrble vs traité, n=4 dans chaque groupe.

L’étude de la composition cellulaire de la moelle osseuse a permis de confirmer la
mobilisation des cellules souches/progeénitrices depuis la moelle osseuse vers la circulation
sanguine. En effet, le pourcentage de cellules Sca-1" dans la moelle osseuse passe de 3.2 + 0.2
% chez les animaux contréle a 1.7 + 0.3 % chez les animaux traités a I’AMD3100 (p<0.05,
Figure 37 A). En revanche, la quantité de cellules CD45" ne varie pas (Figure 37 C). Comme
attendu, I’augmentation concomitante du pourcentage de cellules souches/progénitrices dans
le sang avec la diminution de la méme population cellulaire dans la moelle osseuse montre
gu’en réponse au traitement a I’AMD3100, les cellules souches/progénitrices de la moelle
osseuse sont mobilisées dans la circulation sanguine. Cette mobilisation s’accompagne d’un
changement morphologique de la moelle osseuse. En effet, comme le montre la Figure 37 D,
la moelle osseuse des souris traitées contient plus d’adipocytes que la moelle osseuse des

souris controle.
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Figure 37 : Effets de I’AMD3100 sur la composition cellulaire de la moelle osseuse.

Aprés 2 semaines d’un traitement chronique a I’AMD3100, la moelle osseuse des souris
contréle (CT et traitées (AMD) a été prélevé au sacrifice. Le pourcentage de cellules Sca-1"
(A), des cellules Sca-1"/CD34" (B) et CD45" (C) a été déterminé par cytométrie en flux. Les
fémurs des souris ont été fixés et inclus en paraffine. Les coupes réalisées ont été colorées a
I’hémalun-éosine. Des photographies représentatives de 4 expériences indépendantes sont
présentées (grossissement x200) (D). *P<0,05, controle vs traité, n=4 dans chaque groupe.

IV.2.3. Effets de I’AMD3100 sur la composition cellulaire du TA.

Les souris traitées a I’AMD3100 ont le poids de leurs TA sous-cutané et viscéral
significativement augmenté par rapport aux souris contrdle (Figure 38 A et B). Concernant
I’effet de I’administration chronique d’AMD3100 sur la composition cellulaire du TA,
I’AMD3100 induit une diminution significative de 10.5 % de cellules Sca-1* dans le TA sous-
cutané (Figure 38 A, p<0.05, n=4) et parmi les cellules Sca-1", ¢’est la population CD45 qui
diminue (Figure 38 C). Le TA sous-cutane des souris traitées a I’AMD3100 contient une

proportion de cellules immunitaires CD45" plus importante que le TA des souris contrle
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(43.5+ 0.5 % vs 61.6 = 5.8 %, contrdle vs traité, p<0.05, n=4 dans chaque groupe) (Figure 38
E). En revanche, le traitement chronique a I’AMD3100 n’a aucun effet sur la composition
cellulaire du TA viscéral des souris (Figure 38 B, D et E)

En conclusion, un traitement chronique a I’AMD3100 induit des changements de
composition cellulaire de la FSV avec une diminution du contenu en cellules
progénitrices et une augmentation des cellules immunes. De plus, ces changements sont
observés uniquement dans le TA sous-cutané et suggerent que la dynamique cellulaire

n’est pas la méme suivant la localisation anatomique du TA.
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Figure 38 : Effets de I’AMD3100 sur la composition cellulaire du TA sous-cutané (SC) et
viscéral (Vis).

Aprés 2 semaines d’un traitement chronique a I’AMD3100, le TA sous-cutane (A, C, E et G)
et viscéral (B, D, F et H) des souris contréle (CT) et traitées (AMD) a été prélevé et pesé (A
et B) au sacrifice. Aprés digestion a la collagénase, le pourcentage de cellules Sca-1" (C et D),
des cellules Sca-17/CD34"/CD45 (E et F) et CD45" (G et H) a été déterminé par cytométrie
en flux. *P<0,05, **P<0,01 contrdle vs traité, n=4 dans chaque groupe.

Discussion :
Cette étude préliminaire a montré que I’AMD3100 en traitement chronique induit une
mobilisation des cellules souches/progénitrices de la moelle osseuse comme lors de son

utilisation classique en traitement aigu %

. Cette mobilisation est accompagnée d’une
réorganisation morphologique de la moelle osseuse conduisant a une augmentation de son
contenu en adipocytes. Parallelement au changement de composition cellulaire du sang et de

la moelle osseuse, les souris traitées a I’AMD3100 voient leur contenu en masse grasse
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augmenté. Ce développement du TA s’accompagne, au sein de la FSV, d’une diminution de la
proportion des cellules progénitrices dans le TA, identifiées Sca-1"/CD34%/CD45’, et d’une
augmentation de la proportion des leucocytes. De fagon surprenante, ces changements de
proportions cellulaires touchent seulement le TA sous-cutané. L’ensemble de ces résultats
suggere que le couple SDF-1/CXCR4 joue un role, in vivo, dans le développement du TA. De
plus, il est tentant de spéculer que le TA sous-cutané, contrairement au TA viscéral, serait
susceptible d’accomplir des échanges de cellules avec la moelle osseuse. Cependant, cette
diminution de cellules progénitrices dans le TA sous-cutané des souris traitées a I’AMD3100
pourrait aussi étre la conséquence d’un engagement dans la voie adipocytaire ou d’une
différenciation adipocytaire puisque ces souris voient leur poids augmenté. En effet, il a
récemment été montre que des souris soumises a un régime gras présentaient une hyperplasie
adipocytaire de leur TA sous-cutané et un hypertrophie adipocytaire du TA viscéral %,
Cependant, le manque de marqueur spécifique des cellules progeénitrices du TA ne permet ni
de définir I’origine des cellules mobilisées dans le sang, ni de déterminer si I’augmentation de
cellules progénitrices sanguines est la conséquence d’une mobilisation des cellules de la
moelle osseuse et/ou du TA, ni méme de déterminer si les cellules circulantes peuvent se
nicher dans le TA. L’analyse de la FSV du TA de souris C57BI/6-Ly5.1 (CD45.1) irradiées
puis réhabilitées avec des cellules C57BI/6-Ly5.2 (CD45.2) en régime normo ou
hyperlipidique, traitées ou non a I’AMD3100, pourrait permettre de mieux comprendre la
dynamique des échanges de cellules immunes entre la moelle osseuse et le TA. Toutefois
cette approche ne permet pas de répondre a la question du TA comme lieu de nichage des
cellules souches circulantes ainsi que I’importance du couple SDF-1/CXCR4 dans le
développement du TA puisque les cellules progénitrices du TA n’expriment pas le marqueur
CD45. Par contre, I’utilisation de cellules isolées a partir de moelle osseuse de souris GFP
réinjectées a des souris normales irradiées ou I’injection de cellules isolées a partir de souris
CXCR4™ & des souris CXCR4™* irradiées **° apporteraient certainement quelques éléments
de réponse. Cependant des résultats contradictoires quant a la mobilisation des cellules de la
moelle osseuse vers le TA subsistent & ce jour pour que I’on puisse trancher 6% 23,

Enfin, on peut espérer que la sortie des cellules progénitrices du TA vers la circulation va
pouvoir étre étudiée grace a une technique de perfusion du TA in situ chez la souris grace a
une collaboration avec I’équipe de Pr Valet de I’'unité INSERM U858. Cette technique qui

isole le TA sous-cutané inguinal de la souris de la circulation sanguine, permet non seulement
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de perfuser spécifiguement au TA un produit d’intérét mais aussi, en réponse a ce produit, de

récupérer des facteurs sécrétés par le TA ou des cellules mobilisées dans la circulation.
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Conclusion — Perspectives

Ce travail de thése avait pour but de mieux caractériser le phénotype des cellules
souches/progénitrices CD34"/CD31" du TA humain & I’état natif et de définir leur localisation
au sein du tissu ainsi que le réle du microenvironnement dans lequel elles résident, dans le

contrdle de leurs capacités de prolifération, de différenciation et de migration.

Le TA est un organe complexe ayant un role important dans la gestion des stocks
lipidigues mais aussi contenant en son sein une population importante de cellules souches
et/ou progénitrices qui ont des capacités de différenciation nécessaires a la croissance du tissu
dans le cas de la mise en place de I’obésité. Ces cellules expriment, a I’état natif, le marqueur
CD34 ce qui a permis de les visualiser in situ et de déterminer leur localisation
majoritairement stromale et peu périvasculaire. La croissance du TA qui a lieu lors de la mise
en place et du développement de I’obésité a pour conséguence un changement du
microenvironnement au sein méme du tissu par des modifications métaboliques et sécrétoires
mais aussi de populations cellulaires. Ces changements auraient comme effets d’augmenter
I’activité de prolifération des cellules souches/progénitrices pour maintenir un stock constant
de cellules que le tissu pourrait utiliser pour créer de nouveaux adipocytes chez les personnes

présentant une obésité sévere et ainsi participer a la croissance du TA.

Nous avons montré que les activités CFU-F, adipogéniques et ostéogeniques, dans le
TA, étaient portées par la population cellulaire CD34" qui exprime de nombreux marqueurs
membranaires mésenchymateux de référence (CD13, CD29, CD73 et CD90). Ainsi, nous
avons clarifie le phénotype de cette population cellulaire quant a I’expression du marqueur
CD34 et des marqueurs des péricytes. En effet, ce travail de these montre qu’a I’état natif, les
cellules souches/progénitrices du TA sont positives pour le marqueur CD34 et expriment peu
ou pas les marqueurs des péricytes tels que CD140b, CD146, NG2 ou I’aSMA. En revanche,
lorsque ces cellules sont mises en culture, elles perdent I’expression du CD34 et se mettent a
exprimer des marqueurs des péricytes et ce d’autant plus qu’elles proliferent.
Ces travaux confirment I’importance des conditions de culture sur la transformation
phénotypique qui peut se produire in vitro.
Au sein du TA, certaines cellules souches/progénitrices CD34" se localisent le long des
vaisseaux sanguins mais on les retrouve majoritairement localisées dans le stroma du TA i.e.
entre les adipocytes. Le phénotypage des cellules souches/progenitrices du TA a I’état natif,

qui ont des caracteéristiques semblables aux CSM isolées a partir de la moelle osseuse, a été
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une étape essentielle dans I’étude des cellules souches/progénitrices de type mésenchymateux
car elle a permis pour la premiére fois de voir et de localiser des CSM in vivo, ce qui n’avait
jamais pu étre fait au niveau de la moelle osseuse.

Le nombre des cellules souches/progénitrices du TA évolue en fonction de I’état d’obésité et,
de facon intéressante, les personnes présentant une obésité massive hyperplasique (IMC>35
kg/m?2) voient une diminution du nombre de ces cellules associée a une augmentation de leur
expression en genes de I’adipogenése (GPDH et LPL) suggérant ainsi leur engagement dans
la voie adipocytaire pour potentiellement supporter la formation de nouveaux adipocytes.
Cette observation suggeére pour la premiere fois chez I’homme, le réle in vivo de ces cellules
souches/progénitrices, dans le développement du TA. Les cellules souches/progénitrices
isolées chez des patients obeses massifs pourraient donc préférentiellement se différencier en
adipocytes, ce qui souléve la question de leur éventuelle utilisation comme outil en thérapie

cellulaire chez ce type de patient.

Nous avons également pu montrer que la fraction cellulaire CD34*/CD31" contient un
pool de cellules souches/progénitrices supportant a la fois des potentialités adipogéniques et
angiogéniques. Une condition de culture, bien que préliminaire, nous a permis d’étudier
simultanément les capacités adipogéniques et angiogéniques de ces cellules ainsi que de
montrer que les sécrétions des adipocytes, des cellules endothéliales et des macrophages
semblent orienter les cellules souches/progénitrices dans la voie angiogénique. Cependant, la
question essentielle que pose ces résultats est celle de déterminer si les cellules CD34°/CD31°
constitue un mélange de cellules uni-, bi- ou multipotentes. En effet, plusieurs données
suggerent que cette population n’est pas homogene. Notons que, I’adipogenése et
I’angiogenése n’atteignent jamais 100% des cellules. Cette observation, ajoutée a celle de
I’expression hétérogéne des marqueurs de surface d’une part et d’autre part, a la localisation
tissulaire a la fois faiblement périvasculaire et majoritairement stromale, semble suggérer que
les cellules CD34'/CD31" constituent une population hétérogéne. Il est ainsi possible de
spéculer que les cellules CD34°/CD31" selon leur localisation tissulaire présentent des
potentialités differentes. Ainsi, une expérience d’analyse clonale associée a un tri cellulaire
encore plus sélectif par I’utilisation d’un trieur de cellules (FACS) pourrait permettre de
déterminer I’homogénéité ou I’hétérogénéité de cette population cellulaire. Cependant, ce
type d’analyse nécessite une étape de prolifération in vitro qui, comme nous I’avons vu,
modifie I’expression de certains marqueurs de surface et dont I’effet sur le devenir cellulaire

est a définir puisque jusqu’a présent nos études ont été réalisées sur des cellules en culture
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primaire. Notons que nos résultats préliminaires montrent que les cellules CD34"/CD31
perdent leur capacité angiogénique aprés le premier passage alors que leur potentiel

adipogénique est maintenu (données personnelles).

La présence, au sein du TA humain, de cellules aux potentiels semblables a ceux des
cellules souches mésenchymateuses de la moelle osseuse pose la question de leur origine ainsi
que celle de leur mobilisation potentielle. En effet, cette population cellulaire pourrait étre
résidente et capable d’auto-renouvellement, comme nous avons pu le voir dans ce travail de
these. Mais il est également possible de spéculer sur le fait que ces cellules sont le résultat
d’un recrutement par le TA a partir de cellules circulantes issues de la moelle osseuse comme
I’ont suggérés les travaux de Hong et al. %', En effet, nous avons vu qu’en réponse aux
sécrétions des cellules endothéliales du TA et notamment en réponse au SDF-1, les cellules
souches/progénitrices sont capables de migrer. De plus, le TA sécrétant de nombreuses

protéases telles que MMP-2 et -9 (publication 3) ou la cathepsine S %

impliquées dans le
remodelage matriciel qui a lieu au cours de la mise en place de I’obésité, pourraient aussi étre
impliquées dans la mobilisation des cellules souches/progénitrices CD34"/CD31" puisque le
role des MMP est connu dans la mobilisation des CSM ¥’ Par leurs capacités de migration,
les cellules souches/progénitrices CD34/CD31" pourraient donc étre recrutées dans le TA
mais pourraient tout aussi bien étre mobilisees vers des sites d’ischémie ou d’inflammation
pour une éventuelle utilisation par I’organisme. Par ailleurs, du fait de la sécrétion de SDF-1
par les plaques d’athéromes qui se forment au cours du phénoméne d’athérosclérose %, les
cellules souches/progeénitrices du TA pourraient étre recrutées et participer, avec les
macrophages spumeux, a la création ou a la croissance de la plaque. Bien que le potentiel
migratoire des cellules souches/progénitrices CD34°/CD31" a été montré in vitro, des
expériences complémentaires in vivo sont indispensables afin de savoir si elles peuvent

réellement entrer ou sortir du TA et sont en cours d’étude au laboratoire.

Dans ce travail de these, nous nous sommes intéressés aux effets du
microenvironnement sur la prolifération, la différenciation et la mobilisation des cellules
CD347/CD31". Cependant, les cellules souches/progénitrices du TA sont, aprés les adipocytes,
le type cellulaire le plus représenté au sein du TA, elles représentent entre 40 et 60 % des
cellules de la fraction stroma-vasculaire et sécretent de nombreux facteurs. Comme les CSM
de la moelle osseuse, les cellules souches/progénitrices du TA posseédent des effets
immunomodulateurs en étant capables de supprimer la prolifération de lymphocytes T 2. Le

-128 -



Conclusion — Perspectives

TA renferme de nombreuses cellules immunitaires dont le nombre augmente avec I’obésité
(Publication 4 et 5 en annexe) et malgré I’état d’inflammation de bas niveau qui s’installe
chez le patient obése, les macrophages du TA ne présentent paradoxalement pas de phénotype
pro-inflammatoire mais un phénotype plut6t de type réparateur. Il est donc tentant de spéculer
que les cellules souches/progénitrices, par leurs effets immunomodulateurs, puissent étre
responsables du phénotype des macrophages mais aussi des autres cellules immunes telles que
les lymphocytes présentes dans le TA. Des expériences de co-culture de macrophages ou de
lymphocytes avec des cellules souches/progénitrices du TA permettraient I’étude des effets

immunomodulateurs.

Comme nous le voyons, de nombreuses questions persistent encore concernant la nature des
cellules souches/progénitrices du TA. Malgré les fortes similitudes qu’il existe entre les
cellules souches/progénitrices du TA et les CSM de la moelle osseuse d’un point de vue
morphologique, phénotypique, et par leurs capacités de différenciation in vitro ou leurs
propriétés immunomodulatrices, des expériences comparatives a partir de cellules triées
CD34" de la moelle osseuse et du TA permettraient d’apporter dans un premier temps
d’apporter des éléments de réponse. Il est intéressant de préciser que des expériences de
transfert adoptif de cellules issues de la moelle osseuse de souris GFP (green fluorescent
protein) dans des souris « normales » soumises a un régime riche en graisse afin de définir si
les CSM de la moelle osseuse colonisent le TA et participe a sa croissance ont été réalisées.
Ces données suggérent qu’au cours du développement du TA qui a lieu avec I’obésité, les
nouveaux adipocytes formés ne proviennent pas ou en trés petit nombre de cellules issues de
la moelle osseuse %% %3, Ces résultats ne permettent pas de déterminer I’origine des cellules
souches/progénitrices résidentes du TA mais il est tentant de spéculer que les cellules souches
mésenchymateuses du TA et de la moelle osseuse soient des cellules identiques dont la
domiciliation se fait dans des étapes précoces du développement.

La présence de cellules souches/progénitrices en aussi grand nombre au sein du TA suggere
leur importance dans le développement de ce tissu, cependant leur réel potentiel de
différenciation in vivo ainsi que leur fonctionnalité reste un large domaine d’investigation.
Sont-elles aussi nombreuses au sein du tissu dans le but de se différencier en adipocytes ?
Leur nombre est-il aussi important a cause de I’environnement proliférant qui regne au sein
du TA ou a cause d’une production de facteurs chimiottractants qui attirent des cellules
souches de type mésenchymateux circulantes ? Afin de vérifier leurs réelles capacités de
différenciation in vivo et leur participation au développement du TA, la stratégie
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expérimentale idéale serait de faire exprimer spécifiquement aux cellules
souches/progénitrices du TA une molécule fluorescente pour pouvoir suivre leur in vivo.
Cependant, le manque de marqueur spécifique des cellules souches/progénitrices du TA ne
permet pas d’envisager cette approche expérimentale pour le moment et constitue un véritable

challenge et une perspective a ce travail de these.

Pour conclure, nous pouvons dire que les cellules souches/progénitrices du TA humain
expriment le marqueur CD34 a I’état natif et le perdent en culture en méme temps qu’elles
gagnent I’expression des marqueurs mésenchymateux de référence et péricytaires. De plus, au
sein du TA, elles ont une localisation majoritairement stromale.

Enfin, nous avons ainsi pu montrer que le TA fournit aux cellules souches/progénitrices qu’il
contient, un support structural mais aussi des informations contrélant leurs activités de
prolifération, de migration et de différenciation et ainsi de caractériser la « niche adipeuse »
des cellules souches/progénitrices natives du TA et son influence dans le développement du

TA et nous proposons le schéma suivant (Figure 39).
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Figure 39 : R6le de la niche "adipeuse'* sur la prolifération, différenciation et migration
des cellules souches/progénitrices CD34"/CD31 du TA.
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Publication 4 : Remodeling phenotype of human subcutaneous adipose tissue

macrophages.
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Remodeling Phenotype of Human Subcutaneous
Adipose Tissue Macrophages

V. Bourlier, PhD; A. Zakaroff-Girard, PhD; A. Miranville, PhD; S. De Barros, MSc;
M. Maumus, MSc; C. Sengenes, PhD; J. Galitzky, PhD; M. Lafontan, PhD;
F. Karpe, MD, PhD; K.N. Frayn, PhD, ScD; A. Bouloumié, PhD

Background—Adipose tissue macrophages (ATMs) have become a focus of attention recently because they have been
shown to accumulate with an increase in fat mass and to be involved in the genesis of insulin resistance in obese mice.
However, the phenotype and functions of human ATMs are still to be defined.

Methods and Results—The present study, performed on human subcutaneous AT, showed that ATMs from lean to
overweight individuals are composed of distinct macrophage subsets based on the expression of several cell surface
markers: CD45, CD14, CD31, CD44, HLA-DR, CD206, and CD16, as assessed by flow cytometry. ATMs isolated
by an immunoselection protocol showed a mixed expression of proinflammatory (tumor necrosis factor-a,
interleukin-6 [IL-6], IL-23, monocyte chemoattractant protein-1, IL-8, cyclooxygenase-2) and antiinflammatory
(IL-10, transforming growth factor-@, alternative macrophage activation—associated cc chemokine-1, cyclooxy-
genase-1) factors. Fat mass enlargement is associated with accumulation of the CD206"/CD16~ macrophage subset
that exhibits an M2 remodeling phenotype characterized by decreased expression of proinflammatory IL-8 and
cyclooxygenase-2 and increased expression of lymphatic vessel endothelial hyaluronan receptor-1. ATMs
specifically produced and released matrix metalloproteinase-9 compared with adipocytes and capillary endothelial
cells, and secretion of matrix metalloproteinase-9 from human AT in vivo, assessed by arteriovenous difference
measurement, was correlated with body mass index. Finally, ATMs exerted a marked proangiogenic effect on
AT-derived endothelial and progenitor cells.

Conclusions—The present results showed that the ATMs that accumulate with fat mass development exhibit a
particular M2 remodeling phenotype. ATMs may be active players in the process of AT development through the
extension of the capillary network and in the genesis of obesity-associated cardiovascular pathologies.
(Circulation. 2008;117:806-815.)

Key Words: angiogenesis m inflammation m leukocytes m metalloproteinases m obesity

Tissue macrophages exhibit a broad range of physiolog-
ical functions such as the clearance of apoptotic cells
and the remodeling and repair of tissues. Thought to
originate from blood-circulating monocytes, they show a
high degree of heterogeneity, depending mostly on the
microenvironment of their anatomic locations.! In addi-
tion, at the site of inflammation, monocytes are recruited
and differentiate into macrophages. In vitro experiments
performed with mouse and human monocyte-derived mac-
rophages have defined several activation states. Among
them, the classic M1 polarization state defines the proin-
flammatory macrophages and initiates the inflammatory
reaction, whereas the reparative antiinflammatory macro-
phages, or M2 state, terminate the inflammatory process.>

Clinical Perspective p 815

Several markers, including cell surface receptors, chemo-
kines, cytokines, and free radical-producing and matrix-
degrading enzymes, have been described as hallmarks of the
macrophage phenotype such as tumor necrosis factor-a
(TNF-a), interleukin-6 (IL-6), inducible nitric oxide synthase
(iNOS), and cyclooxygenase-2 (COX-2) expressed in Ml
macrophages and IL-10 and transforming growth factor-f3
(TGF-B) in M2 macrophages.># Conversely to the activated
macrophages, the resident macrophage populations of normal
or pathological tissues in humans are not fully defined.
However, increasing evidence has shown that macrophages
associated with pathological tissues exhibit a peculiar profile.
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For example, tumor-associated macrophages, characterized
by the production of proangiogenic factors such as TGF-f3,
TNF-«, matrix metalloproteinase-9 (MMP-9), and vascular
endothelial growth factor-A (VEGF-A), have been shown to
be associated with tumor progression and metastasis.> Mac-
rophages present in atherosclerotic plaques have been in-
volved in plaque progression and recently have been shown
to release gelatinase activity in vivo.® Recently, the popula-
tion of resident macrophages present in adipose tissue (ie,
adipose tissue macrophages [ATMs]) has been the focus of
particular attention. Overweight and obese patients are known
to exhibit a higher risk of developing type 2 diabetes and
cardiovascular pathologies and are characterized by a mod-
erate plasma increase in several inflammatory markers such
as acute-phase proteins, IL-6, and monocyte chemoattractant
protein-1 (MCP-1).” We and others have shown that the
number of macrophages in human subcutaneous and visceral
ATs increases with the degree of adiposity.®-1° Similar data
have been reported in mouse models of obesity.!"? In mice,
macrophage accumulation within the fat mass induced by a
high-fat diet appeared to be more related to the insulin-resis-
tant state associated with obesity than to the increase in the fat
mass.'? Indeed, distinct approaches have shown that both the
recruitment and proinflammatory activation of ATMs are
required for the development of insulin resistance in obese
mice.'1314 Given the large heterogeneity in macrophage
subsets and phenotypes and the described discrepancies
between human and murine macrophages,®!> the present
study was undertaken to characterize the phenotype of the
human ATMs, to define their contribution to the production
of adipokines, and to analyze their potential changes related
to the degree of adiposity, as well as their function within the
fat mass.

Methods

Materials

Chemicals were from Sigma (St Quentin Fallavier, France). Colla-
genase NB4 was from Serva (Coger, Paris, France). Selection kits for
CD34* and CDI14"% cells were from StemCell Technologies
(Grenoble, France), and magnetic microbeads coupled with anti-
CD31 antibodies were from Dynal Biotech (Invitrogen, Cergy
Pontoise, France). Culture media were from Promocell (Heidelberg,
Germany). Antibodies for flow cytometry analysis were from BD
Biosciences (Le Pont de Claix, France) or Caltag (Invitrogen).

Isolation of the Stroma-Vascular Fraction Cells
and Mature Adipocytes From Human AT

Human AT was obtained from healthy women undergoing elective
procedures for fat removal for esthetic purposes. Their body mass
index (BMI) ranged from 20 to 30 kg/m? (ie, lean to overweight).
The protocol of fat collection was approved by the Institutional
Research Board of INSERM and Toulouse University Hospital.
Liposuction aspirates from subcutaneous abdominal AT were pro-
cessed immediately after removal. The stroma-vascular fraction
(SVF) cells and mature adipocytes were isolated as previously
described.®'¢ SVF cells were further analyzed by flow cytometry
(age, 42*1 years; BMI, 24.4+0.3 kg/m* n=78). The distinct cell
fractions of the SVF (age, 49+3 years; BMI, 25.5+0.7 kg/m?%
n=17) were isolated using an immunoselection/depletion protocol as
previously described.®'¢ Freshly isolated CD34/CD31~ cells de-
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fined as progenitor cells, CD34"/CD31" cells defined as capillary
endothelial cells, and CD34 /CD14" cells defined as macrophages
were either lysed in RLT lysis buffer and stored at —20°C for mRNA
extraction or cultured for further analysis. Conditioned media from
capillary endothelial cells and macrophages were obtained from cells
cultured for 24 hours in endothelial cell basal medium (ECBM)/0.1%
bovine serum albumin (BSA) (200 000 cells/cm?) and from mature
adipocytes as previously described.®

Flow Cytometry Analysis

In the flow cytometry analysis, 100000 cells of the SVF or
whole-blood samples (age, 361 years; BMI, 22.920.7 kg/m?* n=4)
were incubated with fluorescein isothiocyanate-conjugated antibody
(CD31, HLA-DR, CD16, CD62L), PerCP-conjugated antibody
(CD45), phycoerythrin (PE)-conjugated antibody (CD14), and allo-
phycocyanin (APC)-conjugated antibody (CD206, CD44, CCR2).
An equal number of cells was labeled with the respective isotype
control. Analyses were performed with a FACSCalibur flow cytom-
eter and the CellQuest Pro software (BD Bioscience).

For cell sorting, mononuclear cells from the SVF were isolated by
layering total SVF on Histopaque-1077 (Sigma). After centrifugation
(800g for 30 minutes), ATMs were directly isolated by the CD14-
coupled beads immunoselection approach and maintained overnight
in ECBM/0.1%BSA. ATMs were labeled with PE-conjugated anti-
CD16 or respective isotype control (BD Biosciences), and CD14*/
CD16~ and CD14'/CD16" cells were separated with an Epics
ALTRA cell sorter (Beckman Coulter, Fullerton, Calif). Purity of the
sorted cells was analyzed by flow cytometry (96% to 98% purity).
For Ki67 experiments, isolated ATMs were permeabilized in 70%
ethanol (overnight at 4°C) before labeling and flow cytometry
analysis.

RNA Extraction and Real-Time Polymerase

Chain Reaction

Total RNA was extracted from ATMs and blood monocytes with the
RNeasy kit (Qiagen). The RNA concentration was determined with
a fluorometric assay (Ribogreen, Invitrogen). RNA was reverse
transcribed with the Superscript II kit (Invitrogen). Reverse tran-
scription also was performed without the superscript enzyme on
RNA samples to ensure the absence of contaminating genomic DNA.
Primers for TNF-«, IL-6, IL-8, IL-10, IL-23, TGF-B, MCP-1,
alternative macrophage activation—associated cc chemokine 1
(AMAC-1), iNOS, arginase 1, COX-1, COX-2, MMP-2, MMP-9,
VEGF-A, lymphatic vessel endothelial hyaluronan receptor 1
(LYVE-1), and lipoprotein lipase were from Applied Biosystems
(Courtaboeuf, France) (Hs00174128_ml, Hs00174131_ml, Hs
00174103_m1, Hs00174086_m1, Hs00372324_m1, Hs00171257_
ml, Hs00234140_m1, Hs00268113_ml, Hs00167257_ml, Hs
00163660_m1, Hs00168776_m1, Hs00153133_m1, Hs00234422
ml, Hs00234579_m1, Hs00173626_ml, Hs00272659_ml, and
Hs00173425_m1, respectively). The amplification reaction was per-
formed in duplicate on 15-ng cDNA samples in a final volume of 20
uL in 96-well reaction plates (Applied Biosystems) in a GeneAmp
7500 detection system. All reactions were performed under the same
conditions: 50°C for 2 minutes, 95°C for 10 minutes, 40 cycles of
95°C for 15 seconds, and 60°C for 1 minute. Results were analyzed
with the GeneAmp 7500 software, and all values were normalized to
the levels of 18S rRNA.

Gelatin Zymography
Proteins with gelatinolytic activity (ie, MMP-2 and MMP-9) were
identified as previously described.!”

In Situ Arterial and Venous MMP-9

Plasma Determination

In situ arteriovenous differences were measured in healthy sub-
jects (age, 36.07+3.29 years; BMI, 24.82+0.67 kg/m?* n=15).
They ate a low-fat evening meal and were studied the next
morning after an overnight fast. The studies were approved by the
Central Oxford Research Ethics Committee, and all subjects gave
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informed consent. A catheter (22 gaugeX 10 cm; Secalon Hydro-
cath, Ohmeda, Swindon, UK) was introduced into a small vein on
the abdominal wall and advanced into the superficial epigastric
vein until its tip lay near, but superior to, the inguinal ligament.
As described previously,!$:!2 blood obtained in this way has all
the characteristics of the venous drainage from AT. A cannula
was inserted retrogradely into a vein draining a hand that was
warmed in a box (65°C) to provide arterialized blood.?® After 30
minutes of rest, blood samples were taken simultaneously from
the arterialized vein and subcutaneous abdominal catheter.
Plasma MMP-9 was quantified with an ELISA kit (Chemicon/
Millipore, St Quentin en Yvelines, France).

In Vitro Angiogenesis Assay

Tube-like formation was assessed with capillary endothelial cells
isolated from AT. Then, 200 pL per well growth factor-reduced
matrigel was poured into 48-well plates and polymerized (30 minutes
at 37°C). Next, 15 000 cells per well were plated on the polymerized
matrigel and treated with ECBM/0.1% BSA (control) or macro-
phage-conditioned medium for 24 hours. The branching formation
was observed by phase microscopy (Nikon, Germany), and the
length of cytoplasmic extensions was measured with LUCIA image
software on 3 distinct fields (Nikon, Germany).

Progenitor Cell Culture

Isolated progenitor cells (120 000 cells/cm?) were plated on
fibronectin-coated 48-well plates in ECBM/10% FCS. After 24
hours, adipogenic and angiogenic differentiation was induced by
ECBM supplemented with 0.5 ng/mL VEGF, 20 ng/mL insulin
growth factor-1, 66 nmol/L insulin, 10 ug/mL transferrin, 1 nmol/L
triiodothyronine, and 1 pg/mL rosiglitazone. Cells were cultured
either in a mixture (vol/vol) of 2X defined medium and macrophage
or CD14*/CD16™-conditioned medium or in a mixture (vol/vol) of
2X defined medium and ECBM/0.1% BSA (control). Media were
changed every 2 days until day 8. Cells were then either scraped in
PBS/0.2% Tween and lysed by sonication, with DNA and triglycer-
ides determined with a fluorometric assay (Picogreen, Invitrogen)
and the Sigma GPO-Trinder kit, respectively, or fixed in parafor-
maldehyde (10 minutes). Fixed cells were then incubated for 30

L] L)
CD44 CD45 CD31 CD206HLADRCDI6 CDI6 CD31 HLADR

Figure 1. AT-derived CD14* population. Multicolor
fluorescent-activated cell sorter analyses were
performed on total SVF using the fluorescence-
labeled antibodies CD14-PE, CD45-PerCP, CD44-
APC, CD31-FITC, HLA-DR-FITC, CD206-APC, and
CD16-FITC. A, Representative dot plot analyses of
SSC/CD14-PE and CD206-APC/CD16-FITC gated
on the SVF CD14" cells. B, Percentages of cells
stained with the antibodies indicated within the
CD14" population of the SVF. Results are
mean=SEM of 20 to 78 subjects.

minutes in PBS/2% BSA, followed by a 2-hour incubation with
CD31 mouse monoclonal antibody (1/10) (Dako, Trappes, France).
After washing (PBS/0.2% Tween), cells were incubated for 1 hour
with the corresponding fluorescence-labeled second antibody (goat
anti-mouse coupled to AlexaFluor 488, Invitrogen) (1/100). Cells
were washed and incubated for 10 minutes with 10 pwg/mL Hoescht
33258 (Invitrogen). The fluorescently labeled cells were washed
with distilled water, incubated for 15 minutes with Oil Red O
solution (0.3% in 60% isopropanol), and washed again before direct
observation with a fluorescence microscope (Nikon).

Tissue Immunochemistry

Tissue immunochemical analyses were performed on freshly har-
vested human subcutaneous AT cut into small pieces. After fixation
in acetone (30 minutes at 4°C), the tissue pieces were incubated for
15 minutes in PBS/0.1% Triton for permeabilization and for 30
minutes in PBS/2% BSA, followed by an overnight incubation with
mouse monoclonal antibody against CD45 (Chemicon) and rabbit
polyclonal antibody against Ki67 (Dako) (1/50). After washing
(PBS/0.2% Tween), the tissue pieces were incubated for 1 hour with
the corresponding fluorescent-labeled second antibodies (goat anti-
mouse or goat anti-rabbit coupled to AlexaFluor 546 or 488;
Invitrogen) (1/200). The pieces were washed again, incubated for 10
minutes with 10 ug/mL Hoescht 33258, and washed once in PBS.
They were then placed between 2 mounting slides and examined
with a fluorescence microscope.

Statistical Analysis
Values are given as mean=SE for separate experiments. Correlations
were performed with Spearman’s rank correlation for nonnormally
distributed data, and comparisons between groups were analyzed by
either a paired ¢ test or 1-way ANOVA, followed by a Newman-
Keuls post hoc test (Prism 4, GraphPad Software). Differences were
considered significant when P<<0.05.

The authors had full access to and take full responsibility for the
integrity of the data. All authors have read and agree to the
manuscript as written.

Downloaded from circ.ahajournals.org by on September 8, 2009



Bourlier et al

Human Adipose Tissue Macrophage Characterization

809

A 2504 0.45 1
0.40 1
S 200+ E 0.35 1
Z | £ = 0301
£5 e g;) 0.25
2 = 190 g 020
= = 0151
=S 0.101
i 0.05 1 s
.00 -
ATM  Blood monocyles ATM  Blood monocytes
0.25 1 0.451
H a 0.40 1
2 2 0351
£~ & 5 0301
= = ; 5 el Figure 2. Characterization of ATMs as resident
u}J E 0.201 macrophage. A, CD206 expression determined by
5 v “-'5' flow cytometry on the gated CD14" population of
s 0.1071 both SVF (n=61) and blood sample (n=4) and
o 0.051 o lipoprotein lipase, MMP-9, and LYVE-1 transcript
0.00- levels determined by real-time PCR analyses on
ATM  Blood monocytes ATM  Blood monocytes both immunoselected ATMs (n=17) and blood
monocytes (n=10). Values are mean+SEM (arbi-
B + i trary units). B, Representative dot plot analyses of
¥ e CCR2-APC/CD14-PE and CD62L-FITC/CD14-PE
- e gated on the SVF CD14" cells (n=15). C, Repre-
r o= = . . . . .
8 = = sentative photomicrograph of immunohistochemis-
< ey try analyses of whole AT using CD45 (green), Ki67
) = E = (red), and Hoescht 33258 (n=5). D, Dot plot of
. 2 CD14-PE/Ki67-FITC of isolated ATM. In total,
~ ' e 8+2% of the CD14" cells were positive for Ki67
(n=5). **P<0.001 vs ATMs.
DD | | 37— — Do. L b
702 10! 102 107 10? 709 10! 102 107 10t
CDI14 PE CDI14 PE
- D%
™M
o =
=
[E ]
T o
o
o
DD. ! ‘--ﬂ : - A
702 10! 102 107 10t
CD14 PE

Results

Characterization of the CD14* Cells as AT
Resident Macrophages

Multiparameter fluorescent-activated cell sorter analyses
were performed on freshly isolated SVF of human subcuta-
neous AT from lean to overweight patients. As depicted in
Figure 1A and 1B, ATMs, characterized by the expression of
the common leukocyte antigen CD45, the monocyte differ-
entiation antigen CD14, the leukocyte surface glycoprotein
CD44, the class II histocompatibility antigens HLA-DR, and
the platelet and endothelial cell adhesion molecule CD31, were
constituted mainly by cells positive for the mannose receptor
CD206. Within the CD14"/CD206" population, 2 distinct cell
subsets were identified on the basis of the expression of the
immunoglobulin G Fc receptor III (CD16), with the major
population characterized as CD14/CD206*/CD16". Total

ATMs were isolated from the SVF by a CD14 immunoselection
approach, and the expression of known markers of the macro-
phage differentiation, ie, CD206, lipoprotein lipase, and
MMP-9, was studied in freshly isolated ATMs and blood
monocytes by flow cytometry and real-time polymerase chain
reaction (PCR) analyses. ATMs specifically expressed all 3
macrophage markers, together with LYVE-1, recently described
in a murine macrophage subset involved in tissue remodeling?!
(Figure 2A). In addition, flow cytometry analyses showed that
ATMs lack the expression of CCR2 and CD62L (Figure 2B),
both of which are involved in the recruitment of inflammatory
monocytes. Moreover, immunohistochemical and flow cytom-
etry analyses using Ki67 antibodies identified proliferative
ATMs within the AT (Figure 2C and 2D).

ATM Phenotype and Secretory Activity
The ATM expression of M1 and M2 activation state
markers (ie, cytokines and chemokines, iNOS, arginase,
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Table 1. M1 and M2 Macrophage Activation Markers
Expressed in Human ATMs

Table 2. Expression of Macrophage Markers in Human Total
ATMs and CD14*/CD16* and CD14*/CD16~ ATM Subtypes

M1 Markers M2 Markers Total ATMs CD147/CD16* CD14*/CD16~
Proinflammatory or antiinflammatory IL-6 +++ ++ +++
cytokines TGF-B ++ ++ ++
TNF- e MCP-1 (CCL-2) e+ ++ ot
IL-6 + IL-8 (CXCL-8) 4+ +++ o+
IL-23 + COX-2 ++ ++ ++
IL-10 e COX-1 + + +
TGF-B Tt MMP-9 o+ o+ NRNINS
Chemokines LYVE-1 ++ + ++
MCP-1 (CCL-2) ++ Total ATMs and CD147/CD16" and CD14°/CD16~ ATM subtypes were
IL-8 (CXCL-8) +++ isolated from the SVF (n=4 to 7), and real-time PCR analysis of relevant
AMAC-1 (CCL-18) 44 macrophage markers was assessed by mean 2x1000 and categorized as
- ) follows: 0.001<+/-:<0.01; 0.01<+<0.1; 0.1<++<1; and 1<+ ++.
Arginine metabolism enzymes
iINOS - o
ARG-1 e Influence of the Degree of Adiposity on the ATMs
The percentage of CD14* cells within the SVF increased
Cyclooxygenases . .
with the BMI of the patients (data not shown). However,
COx-2 A the positive statistically significant correlation between
COX-1 +

ARG-1 indicates arginase-1. ATMs were isolated from the SVF (n=17), and
real-time PCR analysis of relevant M1 and M2 activation state markers was
assessed by mean 2% %1000 and categorized as follows: 0.001<+/—:
<0.01; 0.01<+<0.1; 0.1<++<1; and 1<+ ++.

and COX) was assessed by real-time PCR. As depicted in
Table 1, total ATMs expressed both M1 and M2 markers.
Markers related to arginine metabolism, arginase-1 and
iNOS, were poorly or not expressed, respectively. No
marked differences in gene expression between the sub-
types of ATM sorted on the basis of CD16 expression were
observed, although the CD147/CD16~ ATMs tended to
exhibit higher transcript levels both for the M1 markers
IL-6 and MCP-1 and for LYVE-1 (Table 2). To assess the
specific contribution of ATMs in the secretory activity of
human AT, the expression of the inflammatory cytokines
MCP-1 and IL-6, as well as the transcripts for adipokines
involved in remodeling processes such as the proangio-
genic VEGF-A, MMP-2, and MMP-9, was determined by
real-time PCR in mature adipocytes, freshly isolated
ATMs, and capillary endothelial cells from AT. Compar-
ative analyses clearly showed that MCP-1 and IL-6 are
expressed mainly in human AT capillary endothelial cells,
as shown in Figure 3A. Interestingly, MMP-9 was found to
be expressed mainly in ATMs, whereas VEGF-A and
MMP-2 (data not shown) were found to be expressed in the
3 cell types (Figure 3B). The ATM-specific expression of
MMP-9 was confirmed by comparative analysis of the
gelatinolytic activity released by adipocytes, macrophages,
and endothelial cells (Figure 3C). Finally, the production
of MMP-9 by human AT was shown in situ. Indeed,
arteriovenous measurements revealed that the epigastric
venous plasma that drains the subcutaneous abdominal AT
was statistically significantly enriched in MMP-9 com-
pared with the arterial plasma (Figure 3D).

ATM percentage and the degree of adiposity was found to
be restricted to the CD45%/CD14*/CD206" population
(P=0.019; Spearman r=0.2664; n=61) (Figure 4A). In-
deed, BMI did not influence the percentage of the CD45"/
CD147/CD206" cell subset within the SVF (P=0.2; Spear-
man r=—0.1094; n=61, data not shown). Furthermore, the
number of CD457/CD147/CD206"/CD16~ cells normal-
ized to the weight of AT correlated positively with BMI
(P=0.010; Spearman r=0.2986; n=60; Figure 4B),
whereas the number of CD45%/CD14"/CD206"/CD16"
cells remained constant (P=0.189; Spearman r=—0.1159;
n=60; data not shown). In parallel with the increased
number of CD457/CD14*/CD206"/CD16~ cells, the dif-
ference measurement in MMP-9 concentration between
arterial and epigastric venous plasma was statistically
positively correlated with the BMI of the subjects, and the
ATM expression of LYVE-1 was increased (Figure 4B and
4C, respectively). Finally, to assess a potential change in
the activation state of the ATMs with the development of
AT, the expression of the M1 and M2 markers was studied
in ATMs. Among the studied genes, only IL-8 and COX-2
transcript levels were found to be downregulated (Figure
5A). Treatment of isolated ATMs for 24 hours with leptin
led to a reduction in IL-8 and COX-2 expression, whereas
adiponectin did not modify their expression (Figure 5B),
suggesting that increased leptin production and secretion
with obesity might contribute to the changes in IL-8 and
COX-2 expression in ATMs.

Human ATMs Control Adipogenesis

and Angiogenesis

The potential effects of ATMs on the differentiation of AT
progenitor cells were investigated on primary cultures of
human AT-derived CD347/CD31~ cells under culture con-
ditions that allowed the expression of specific adipocyte
and endothelial cell markers, as previously described.!®-22
Treatment of AT progenitor cells with ATM-conditioned
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media for 8 days resulted in reduced adipogenesis, as
shown by the decreased Oil Red O staining associated with
the reduction in triglyceride content of the cells (Figure
6A). Conversely, the number of cells expressing endothe-
lium-specific genes such as CD31 and the organization in
capillary-like structures increased in the presence of secre-
tory products derived from human ATMs. Indeed, the
length of the network of cells positive for CD31 showed a
statistically significant increase (2-fold increase compared
with control). Note that similar effects were observed
when cells were treated with CD14"/CD16 -conditioned
media (1.8-fold increase in CD31-positive network length
compared with control; P<<0.01; n=4; data not shown).
The proangiogenic effect of ATMs was confirmed with an
in vitro angiogenesis assay using AT-derived capillary
endothelial cells cultured on growth factor-reduced matri-
gel. Indeed, as depicted in Figure 6B, ATM-conditioned
media promoted the migration and organization of human
AT capillary endothelial cells (2.3-fold increase in tube
length; P<<0.05; n=5).

Discussion
Human subcutaneous AT-derived CD14" cells that were
positive for a combination of common monocyte/macro-
phage markers, ie, CD45, CD14, CD44, CD31, and HLA-
DR, also expressed markers distinct from the circulating
blood monocytes. Indeed, they are composed mainly of

cells expressing CD206, described as being expressed in
M2-activated macrophages,?* as well as in tissue-resident
macrophages such as tumor-associated macrophages?* and
ATMs, as recently described by a study that appeared
during the preparation of this article.?> Moreover, freshly
isolated ATMs expressed specific macrophage differenti-
ation markers, ie, lipoprotein lipase and MMP-9,21:2¢ ag
well as the newly described macrophage marker LYVE-1.2!
On the basis of the combined expression of CD206 and
CD16, 2 ATMs subsets were identified. Comparison of the
M1 and M2 gene pattern expressed by ATMs sorted by CD16
revealed discrete discrepancies restricted to higher expression
of IL-6, MCP-1, and LYVE-1 in the CD16~ subset, demon-
strating that the CD16 expression in human ATMs is not
clearly associated with a specific M1 or M2 activation state.
However, a marked difference between both subsets was
revealed with the growth of the fat mass because only the
CD206%/CD16" cells accumulated with increased adiposity,
suggesting that both subsets may have distinct origin. Re-
plenishment of tissue macrophages relies on a blood
CD16" monocyte subset.27:2¢ In addition, self-renewal of
tissue macrophages through local proliferation has been
described.?® Macrophage recruitment to inflammatory sites
involves the blood CD16~ monocyte subset that coex-
presses CCR2 and CD62L.2728 It is thus tempting to
speculate that the CD206'/CD16" ATMs might represent
resident macrophages deriving from CD16" monocytes,
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Figure 4. ATM populations with respect to AT
growth. A and B, Multicolor fluorescent-acti-
vated cell sorter analyses were performed on
the SVF of patients with increasing BMI using
fluorescence-labeled antibodies CD14-PE,
CD45-PerCP, CD206-APC, and CD16-FITC.

A, Percentage of CD45%/CD14%/CD206" cells
within the SVF (P<0.05; Spearman r=0.2664;
n=61) and (B) cell number of CD45*/CD14%/
CD206*/CD16~ per 1 mg AT (P<0.05; Spear-
man r=0.2986; n=60). C, Correlation between
arteriovenous MMP-9 plasma concentration,
determined by ELISA, and BMI (P<0.05; Spear-
man r=0.53; n=15). D, Correlation between
LYVE-1 expression assessed by real-time PCR
in isolated ATMs and BMI (P<0.001; Spearman
r=0.73; n=17).

whereas the CD206*/CD16~ ATMs may originate from
recruitment of inflammatory CD16™ monocytes. However,
neither CCR2 nor CD62L was detected in the AT CD14*
cells, and the AT minor CD14*/CD2067/CD16~ monocyte
subset remained constant with AT growth, suggesting that
this population corresponds to contaminating blood cells
more than to inflammatory infiltrating monocytes recruited
by the growing tissue. Although a rapid local differentia-
tion of inflammatory infiltrating monocytes into macro-
phages, as recently described in a mouse model of athero-
sclerosis,?® cannot be excluded, enhanced local
proliferation might be involved in the accumulation of
CD2067/CD16~ cells. Indeed ATMs exhibited prolifera-
tive abilities as shown by the positive Ki67 labeling.
However, additional experiments are needed to clearly
state the relative contribution of blood-derived cells and
local proliferation in the ATM accumulation. Neverthe-
less, the phenotype exhibited by ATMs in the growing fat
mass did not correspond to a classic inflammatory pheno-
type because both M1 markers, IL-8 and COX-2, were
found to be downregulated, whereas LYVE-1 expression
was enhanced. Interestingly, a recent study performed on
mice after skeletal injury demonstrated that the phagocy-
totic activity may switch inflammatory recruited mono-
cytes into antiinflammatory macrophages.?® Moreover, it is
now well accepted that the tissue microenvironment can
influence the macrophage phenotype.?' Leptin and adi-
ponectin are specifically produced and released by adipo-
cytes, and the levels of leptin concentration are directly
linked to the degree of adiposity. Leptin treatment of
ATMs led to decreased expression of IL-8 and COX-2,
whereas adiponectin had no effect. Taken together, these
results strongly suggest that the changes in the microen-

vironment of the growing human AT and, more precisely,
in leptin concentration may be involved in the modulation
of ATM phenotype.

Extension of the capillary network has been shown to
accompany the fat mass enlargement in mice and in
humans.'®32 It has been suggested that adipocytes exert
control over their own vascularization through their pro-
duction of a wide range of proangiogenic factors.3* How-
ever, an increasing number of reports show that tissue
macrophages, particularly tumor-associated macrophages,
and M2-activated macrophage subsets also might promote
the formation of new blood vessels.>2! The present results
showed that ATMs specifically expressed and released
MMP-9, a key enzyme involved in remodeling processes
and particularly in angiogenesis®* and atherosclerosis.®
Moreover, because the plasma concentration of MMP-9
increased after passage through the subcutaneous AT and
was found to be positively correlated with the BMI of the
patients, the present study demonstrates for the first time
that MMP-9 is a true adipokine; ie, it is produced and
released in the systemic circulation by the human AT.
Moreover, it strongly suggests that the reported increase in
MMP-9 plasma concentration with obesity3>-3® might be
related to the accumulated ATMs. The remodeling func-
tion of ATMs was further confirmed by the finding that
ATMs expressed the receptor for hyaluronan, LYVE-1,
and that the ATM expression of LYVE-1 was closely
positively correlated with fat mass enlargement. LYVE-17"
macrophage subsets, recently described in mice, have been
suggested to be specifically involved in tissue remodeling
during tumor growth and wound healing and in the
angiogenesis of the epididymal fat pad.?'-37 In agreement
with such observations, the present data showed that
ATM-conditioned media stimulated the AT-derived endo-
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Figure 5. ATM phenotype with respect to AT growth. A, Real-
time PCR analyses using specific Tagman probes for IL-8
and COX-2 were performed on immunoselected ATMs from
patients with distinct BMlIs. Correlations between ATM IL-8
and COX-2 transcript levels and BMI (P<0.01, Spearman
r=-0.58, n=17; P<0.05, Spearman r=-0.47, n=17, respec-
tively). B, Expression of IL-8 and COX-2 in ATMs cultured for
24 hours in ECBM/0.1% BSA (control, white bar) in the pres-
ence of leptin (2 ng/mL, black bar) or adiponectin (20 ng/mL,
hashed bar). Values are mean*=SEM (arbitrary units) of 6
independent experiments. *P<0.05 vs control.

thelial cell migration and organization in matrigel assays.
Moreover, secretory products originating from ATMs de-
creased adipogenesis, an observation in agreement with a
recent study using different approaches,?® but conversely
increased angiogenesis by the human AT-derived progen-
itor cells. Although additional experiments are needed to
clearly delineate the macrophage-derived factors responsi-
ble for such effects, the present results demonstrate that
ATMs exhibit proangiogenic properties associated with an
antiadipogenic effect.

The present study showed that human subcutaneous
ATMs are composed of distinct macrophage subsets. Fat
mass enlargement is associated with the accumulation of
CD206"/CD16~ ATMs that exhibits a remodeling pheno-
type characterized by decreased proinflammatory factors
IL-8 and COX-2 and increased LYVE-1 expression. Re-
cent studies performed in mice have clearly shown that
obesity induced by either a high-fat diet or leptin defi-
ciency is associated with the accumulation of M1 inflam-
matory monocyte/macrophages expressing iNOS, TNF-a,
and CCR2.11-13 However, the accumulation of ATM in
mice occurs after a long period of time under high-fat
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Figure 6. Roles of ATM-conditioned media in AT remodeling.
A, Immunoselected AT progenitors cells were cultured in a
medium allowing both adipogenic and angiogenic differentia-
tion supplemented or not with macrophage (ATM)-
conditioned media. After 8 days, cells were fixed and stained
with antibody against CD31 and Oil Red O. In parallel, DNA
and triglyceride contents were determined. Representative
photomicrographs from 5 independent experiments are
shown. Hoescht 33258 (blue) was used to stain nuclei. Values
are mean*=SEM of 5 independent experiments normalized to
DNA and expressed as percentage of the control. B, Capillary
endothelial cells were isolated from AT, plated on matrigel,
and cultured for 24 hours with control or macrophage (ATM)-
conditioned media. Representative photomicrographs from 5
independent experiments are shown. *P<0.05, **P<0.01 vs
control medium.

feeding and appears more related to the development of
insulin resistance than directly linked to the extension of
the fat mass.'> In the present study, increased ATM
number was already observed in the subcutaneous AT of
overweight healthy women and thus was independent of
the potential direct effects of a high-fat diet, recently
shown to be associated with increased endotoxemia3® and
established obesity-associated pathologies. Moreover, dis-
crepancies between mice and human macrophages are well
documented, especially concerning iNOS and arginase-1
expression.!>4% The present results suggest that ATMs may
be active players in the process of AT development
through the extension of the capillary network and in the
genesis of obesity-associated pathologies through their
production of the proatherogenic MMP-9. Furthermore,
the ATM-mediated antiadipogenic effect may contribute to
lipotoxicity by promoting the ectopic deposition of free
fatty acids in non-ATs.
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CLINICAL PERSPECTIVE
Obesity is characterized by a systemic low-grade inflammatory state that is thought to contribute to the genesis of
obesity-associated cardiovascular diseases and type 2 diabetes mellitus. However, the cellular and molecular mechanisms
underlying the link between fat mass enlargement, inflammation, and obesity-associated pathologies remain to be clearly
defined. Adipose tissue (AT) itself produces a wide range of adipokines with inflammatory properties, and its excessive
development has been associated in humans and mice with accumulation of AT macrophages (ATMs). The present study,
performed in subcutaneous ATs from lean to overweight individuals, showed that ATMs coexpressed proinflammatory and
antiinflammatory factors. Furthermore, ATMs specifically produced and released the key matrix remodeling enzyme
matrix metalloproteinase-9 compared with mature adipocytes and AT capillary endothelial cells. Interestingly, the secretion
of matrix metalloproteinase-9 from human AT in vivo, assessed by arteriovenous difference measurement, was correlated
with the body mass index of the patients. An increase in body mass index also was found to be associated in ATMs with
lower expression levels of 2 proinflammatory factors (ie, interleukin-8 and cyclooxygenase-2) and a higher expression level
of the remodeling marker lymphatic vessel endothelial hyaluronan receptor-1. Finally, ATMs exerted marked in vitro
proangiogenic effects on AT-derived capillary endothelial and progenitor cells. These overall results indicate that the
human ATMs that accumulate within the fat mass during its growth exhibit a particular remodeling phenotype. ATMs may
thus be active players in AT development via their proangiogenic effects but also in the genesis of obesity-associated
cardiovascular pathologies through their release of matrix metalloproteinase-9.
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Interplay Between Human Adipocytes and T Lymphocytes
in Obesity

CCL20 as an Adipochemokine and T Lymphocytes as
Lipogenic Modulators

Carine Duffaut, Alexia Zakaroff-Girard, Virginie Bourlier, Pauline Decaunes, Marie Maumus,
Patrick Chiotasso, Coralie Sengenes, Max Lafontan, Jean Galitzky, Anne Bouloumié

Objective—Adipose tissue (AT) plays a major role in the low-grade inflammatory state associated with obesity. The aim of the
present study was to characterize the human AT lymphocytes (ATLs) and to analyze their interactions with adipocytes.
Methods and Results—Human ATL subsets were characterized by flow cytometry in subcutaneous ATs from 92
individuals with body mass index (BMI) ranging from 19 to 43 kg/m” and in paired biopsies of subcutaneous and
visceral AT from 45 class I/III obese patients. CD3* ATLs were composed of effector and memory CD4™ helper and
CD8™ cytotoxic T cells. The number of ATLs correlated positively with BMI and was higher in visceral than
subcutaneous AT. Mature adipocytes stimulated the migration of ATLs and released the chemokine CCL20, the receptor
of which (CCR6) was expressed in ATLs. The expression of adipocyte CCL20 was positively correlated with BMI and
increased in visceral compared to subcutaneous adipocytes. ATLs expressed inflammatory markers and released
interferon gamma (IFNvy). Progenitor and adipocyte treatment with ATL-conditioned media reduced the insulin-
mediated upregulation of lipogenic enzymes, an effect involving IFNYy.

Conclusions—Therefore, crosstalk occurs between adipocytes and lymphocytes within human AT involving T cell chemoat-
traction by adipocytes and modulation of lipogenesis by ATLs. (Arterioscler Thromb Vasc Biol. 2009;29:00-00.)

Key Words: inflammation m. visceral fat m macrophages m T lymphocyte subsets m CCR6

dipocytes are the site of metabolic activity of adipose

tissue (AT; ie, lipogenesis that corresponds to lipid
storage and lipolysis that is responsible for triglyceride
hydrolysis). In humans, lipogenesis is promoted by insulin,
whereas lipolysis is mainly under the control of catechol-
amines.' Besides their metabolic activity, adipocytes produce
a wide range of factors grouped under the term adipokines.
Obesity is associated with alterations of the metabolic and
secretory activities of adipocytes and is characterized by a
chronic low-grade inflammatory state.> Chronic inflammation
within the fat mass itself has been suspected to play a major
role in systemic inflammation. Initial studies, focused on the
myeloid cells (monocytes, macrophages and dendritic cells),
have shown AT accumulation of these cells in obese condi-
tions in both mice and humans.?>> In mice, acquisition of a
proinflammatory phenotype by the AT macrophages (ATMs)
has been linked to the development of insulin resistance.® In
human obesity, however, ATMs appeared less polarized with
proangiogenic abilities: hallmarks of cells involved in chronic
nonresolved inflammatory processes.”

Murine fat depots contain lymphoid cells from the innate
(natural killer [NK] cells, NKT cells and 8T cells) and the
adaptive (o8T and B cells) immune systems.® Recent studies
have described the accumulation of CD3" T Iymphocytes in the
AT of obese mice®~'2 and patients.'> However, there are no data
on the subsets and activation state of lymphocytes present in
human AT. Chemokine secretion by adipocytes may promote
lymphocyte homing within AT. Although T cell chemoattrac-
tants such as CCL5 and CXCL12 have been described to be
expressed within AT,”13 their cellular origin as well as the
modulation of their expression according to adiposity are still
unclear. The work of Pond et al has stressed the close interac-
tions between lymphoid cells in lymph nodes and the surround-
ing AT in rodents.'* Recently, in mice models, lymphocytes
have been involved in the regulation of the inflammatory
response and insulin resistance associated with obesity through
their production of interferon gamma.!" The present study was
undertaken to characterize human ATLs in term of subsets and
activation state and relate this with the degree of adiposity and
anatomic location in human AT. The interrelation between
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human ATLs and mature adipocytes was studied in terms of
adipocyte-derived T cell chemoattractant and ATL-mediated
metabolic effects.

Materials and Methods
Materials

Chemicals were purchased from Sigma. Collagenase NB4 was
purchased from Serva. Selection kits for CD34", CD14, and CD3™
cells were purchased from StemCell Technologies, and magnetic
microbeads coupled with anti-CD31 antibodies were purchased from
Dynal Biotech (Invitrogen). Culture media were from purchased
Promocell. Antibodies for flow cytometry analysis were purchased
from BD Biosciences.

Isolation of the Stroma-Vascular Fraction (SVF)
and Mature Adipocytes

Human subcutaneous adipose tissue (AT) was obtained from healthy
women undergoing elective procedures of fat removal for esthetic
purposes. Their body mass index (BMI) ranged from 19 to 43 kg/m?
(n=92, mean BMI=27.2+0.6kg/m?, mean age=42.6*1.2 years). In
addition, paired human omental and subcutaneous tissues were
obtained from a group of class II/III obese nondiabetic patients
undergoing bariatric surgery (n=45, 41 women/4 men, mean
BMI=43+ lkg/m?, mean age=42=*1 years). The protocols of fat
collection were approved by the Institutional Research Board of
INSERM and Toulouse University Hospital Ethics committee. The
cells from the stroma-vascular fraction (SVF) and mature adipocytes
from human AT were obtained after collagenase digestion as
previously described.’

Isolation of Human Adipose Tissue Lymphocytes

The cells of the human AT-SVF were isolated using an immunoselec-
tion/depletion protocol as previously described>'> with modifications to
isolate the CD3* ATLs. Briefly, after depletion of the progenitor cells
(CD34%/CD317) and AT macrophages (ATMs; CD34~/CD14™) from
the AT-SVF, the CD34 /CD14 cells were incubated with a CD3*
Stem Cell System positive cocktail (Grenoble;15 minutes at room
temperature). After the addition of nanoparticles, cells were recovered
by successive magnetic sorting steps. Freshly isolated CD34 ~/CD14 "~/
CD3™ defined as ATLs were counted, and either lysed (Qiagen) and
stored at —20°C until mRNA extraction, analyzed by flow cytometry, or
cultured. Conditioned media (CM) from ATLs and ATMs were col-
lected after 24-hour plating of the cells (200 000 to 250 000 cells/cm?)
in basal medium (ECBM/0.5% bovine serum albumin free fatty acids-
free [FFA-free BSA]), centrifuged (20 000g, 3 minutes, room temper-
ature), and the media was stored at —20°C until further use. To isolate
human blood CD3™ cells, peripheral blood was collected in heparinized
tubes from 5 donors (3 women/2 men; mean BMI=20.7i0.6kg/m2;
mean age=235=*4 years). After isolation of blood mononuclear cells and
removal of platelets by successive centrifugations, macrophages were
depleted using magnetic CD14™ beads (Myltenyi Biotec), and the
CD3™ cells were selected on the CD14 negative cell fraction with the
same protocol described for the AT CD3™ cells. The blood CD3™ cells
were then lysed (Qiagen) and stored at —20°C until mRNA extraction.

Flow Cytometry Analysis

Human SVF cells, ATLs, or blood cells (100 000 cells) were
incubated with FITC- (CD4, y8TCR, CD25, CD62L) PerCP-
(CD45), PECy7- (CD45-RO), PE- (CD3, CD14, CD45-RA), APC-
(CD8, CD19, CD56) conjugated antibodies or respective isotype
controls. For IFNy intracellular staining, ATLs were incubated in the
presence or absence of brefeldin-A (BD Biosciences) and stained
with FITC-CD4, PECy7-IFN+y and APC-CD8 antibodies or respec-
tive isotype controls. Analyses were performed using a FACSCalibur
flow cytometer and CellQuest Pro software (BD Bioscience).

Confocal Fluorescence Microscopy Analyses

After 1-hour fixation in 4% paraformaldehyde and extensive wash-
ing steps in PBS, pieces of human subcutaneous AT was incubated
for 30 minutes at room temperature in PBS/2% BSA followed by a
2-hour incubation with the rabbit polyclonal antibody directed
against human CD3 (Dako) (1:20). After washing (PBS/0.2% Tween
and PBS) and 1-hour incubation with anti-rabbit antibody coupled to
AlexaFluor488 (Invitrogen) (1:200), the tissues were placed on
slides and a 3-dimensional reconstruction was performed using a
Zeiss LSM 510 META confocal microscope.

Lipolysis and Modulation of Lipogenic Enzyme
Expression in Mature Adipocytes and

Progenitor Cells

For lipolysis measurement, mature adipocytes obtained after colla-
genase digestion of subcutaneous AT were plated in fibrin gels as
previously described.> After gel polymerization, basal medium,
ATM-CM, or ATL-CM were added. After 24-hour incubation
pharmacological agents (0.1 wmol/L isoprotenerol [ISO] or
10 wmol/L noradrenaline [NA]) were added to the media for 90
minutes at 37°C. At the end of the incubation period, aliquots of the
media were taken for glycerol and FFA determination (Sigma-Al-
drich and Wako Unipath, respectively). Total lipid content was
determined gravimetrically after solvent extraction. For gene expres-
sion analysis, mature adipocytes in fibrin gels were treated with basal
medium in the presence or absence of 50 ng/mL human recombinant
IFNvy or with ATL-CM in the presence or absence of 2 ug/mL
neutralizing antihuman IFNvy antibody or its isotype control (BD
Bioscience) or with ATM-CM. After overnight incubation,
0.1 wmol/L insulin was or not added for 24 hours. Media was then
removed and adipocytes were lysed in Qiazol (Qiagen) (v/v) for
mRNA extractions.

Freshly harvested AT-progenitor cells (CD34%/CD317) were
plated at a density of 120 000 cells/cm? in ECBM supplemented with
10% fetal calf serum (FSC) for 24 hours at 37°C in an atmosphere of
5% CO,. Adipogenic differentiation was induced in defined medium
(ECBM supplemented with 66 nmol/L Insulin, 10 ug/mL Trans-
ferrin, 1 nmol/L Triiodothyronine, 1 ug/mL Rosiglitazone, and 100
nmol/L cortisol). Cells were cultured either in a mixture (v/v) of 2X
defined medium and ATL-CM or in a mixture (v/v) of 2X defined
medium and ECBM/0.1% BSA (control). Media were changed every
4 days. At day 8, cells were lysed by sonication in PBS/0.2% Tween,
and the triglyceride content was determined (GPO-trinder kit, Sigma,
respectively), or lysed in Qiazol for mRNA extraction.

Migration Assays

Human ATL migration was assessed on 3 um-pore HTS FluoroBlock
inserts (Falcon). After labeling for 60 minutes with 10 umol/L
Calcein AM, ATLs (20 000 cells in 300 uL. ECBM/0.1%BSA) were
incubated in the upper side of the insert and 800 uL mature
adipocyte-conditioned media, or conditioned media without cells
(control) was added to the companion plate under the insert. ATL
migration was evaluated by counting the number of labeled lympho-
cytes attached to the lower surface of the wells after 4 hours.

Cytokine Detection

The RayBio Human Cytokine antibody Array V (RayBiotech Inc,
Cliniscience) provides antibody array membranes to detect expres-
sion of 79 cytokines. The experiment was performed according to the
manufacturer’s instructions. Briefly, 1 mL of conditioned medium by
human mature adipocytes originating (n=6) maintained in fibrin gels
for 24 hours was added to the antibody-coated membrane and
incubated on a plate shaker at 4°C overnight. After incubation with
biotinylated antibodies and labeled streptavidin, the signal was
detected from the membrane by chemiluminescence using Chemi-
smart 3000 (Vilbert LourmatFrance). Data analysis was performed
using BiolD software (Vilbert Lourma). Positive controls were used
to normalize the results from different membranes.
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Figure 1. Characterization of the lymphocyte sub-
sets in the human subcutaneous adipose tissue. A,
Multicolour FACS analyses were performed on the
SVF of subcutaneous AT using CD14~PE, CD3-
PE, CD56-APC, and CD19-PerCP-Cy5.5 antibod-
ies. Results are means=SEM (n=92 for CD14,
CD83, and CD56; n=41 for CD19). B, Three-
dimensional reconstitution of confocal fluores-
cence microscopy analyses of human adipose tis-
sue with an antibody directed against CD3. The
upper and lower views of CD3" cell clusters
surrounding three adipocytes are shown. C, Multi-
color FACS analyses were performed on immunos-
elected AT CD3™ cells using CD4-FITC and
CD8-APC antibodies. A representative dot plot is
shown. D, Multicolor FACS analyses were per-
formed on immunoselected AT CD3™ cells with
CD4-FITC/CD8-APC/CD45R0O-PeCy7/CD45RA-PE
antibodies. Results are means=SEM (n=9).

CD4-+ CD8+

RNA Extraction and Real-Time PCR

Total RNA was extracted from ATLs, adipocytes. and progenitor cells
using the RNeasy kit (Qiagen). The RNA concentration was measured
either by a spectrophotometer nanodrop® ND-1000 (Labtech) or by
fluorimetric assay (Ribogreen, Invitrogen). The RNA was reverse-
transcribed using the “Superscript II” kit (Invitrogen). Reverse transcrip-
tion was also performed without the superscript enzyme on RNA
samples to ensure the absence of contaminating genomic DNA. Primers
for tumor necrosis factor a (TNF-a), IENy, RANTES (CCL5), CCL20,
(CCRO6), interleukin-2 (IL-2), IL-4, IL-6, perforin-1 (PRF-1), phospho-
inositide-3-kinase, regulatory subunit 1 alpha (PIK3R1), fatty acid
synthase (FAS), lipoprotein lipase (LPL), and leptin receptor (Leptin-R)
were from Applied Biosystems (Hs00174128 _m1, ‘Hs00174143_ml,
Hs00174575_m1, Hs00171125_m1, Hs00171121_ml, Hs00174114_m1,
Hs00174122_m1, Hs00174131_ml, Hs00169473 m1, Hs00381459_m1,
Hs00188012_m1, Hs00173425_ml, Hs00174497_ml, respectively). The
amplification reaction was done in duplicate on 15 ng of the cDNA
samples in a final volume of 20 uL in 96-well reaction plates (Applied
Biosystems) in a GeneAmp 7500 detection system (Applied Biosys-
tems). All reactions were performed under the same conditions: 50°C
for 2 minutes, 95°C for 10 minutes, 40 cycles of 95°C for 15 seconds,
and 60°C for 1 minute. Results were analyzed with the GeneAmp 7500
software and all the values were normalized to the levels of 18S rRNA.

Statistical Analysis

Values are given as mean*SEM for (n) separate experiments.
Correlations were performed using a Spearman rank correlation.
Comparisons between groups were analyzed by ANOVA for exper-
iments with more than 2 subgroups followed by post hoc tests and
the nonparametric Mann—Whitney test or using the Student ¢ test,
when appropriate (Prism 4, GraphPad Software, USA). Differences
were considered significant when P<<0.05.

Results

Characterization of the Lymphocyte Subsets in the
Human Subcutaneous Adipose Tissue

Flow cytometry analysis performed on the stroma-vascular
fraction (SVF) obtained after collagenase digestion of
human subcutaneous adipose tissue (AT) (n=92, mean
BMI=27.2+0.6kg/m*) showed 2 main CD45" leukocyte pop-
ulations. A predominant CD14" macrophage population
(19%1% of total SVF cells) was identified. The lymphocyte
population was mainly composed of CD3" T lymphocytes

(6%0.5% of total SVF cells), a minor CD56" NK cell popula-
tion (1.5%0.1% of total SVF cells), and few CD19™
B-lymphocytes (Figure 1A). Three dimensional reconstitution of
confocal fluorescence microscopy analyses using anti-CD3 an-
tibody revealed the presence of CD3™ cells organized in clusters
around adipocytes (Figure 1B). Some individual CD3* cells
were identified in the stroma and few in the capillaries (data not
shown). Flow cytometry analyses performed under the same
conditions on the AT-SVF and peripheral blood showed that the
CD3" cells identified in the AT exhibited a lower size but a
higher granularity than the blood CD3™ cells (supplemental
Figure IA). Moreover, the expressions of the homing receptor
CD62L and the naive T cells CD45RA markers were markedly
lower in the AT SVF CD3™ cells compared to peripheral blood
(supplemental Figure IB). To analyze the subsets of human AT
CD3™ T lymphocytes, CD3™ cells were immunoselected from
freshly-harvested SVF after depletion of the CD34 (progenitor
and capillary endothelial cells) and CD14 (macrophages) posi-
tive cells. Helper CD4™ and cytotoxic CD8™ T cells were the
major CD3™ T-lymphocyte subsets (Figure 1C). A minor subset
of NKT cells (CD3*/CD56") and few, if any, regulatory
CD25" and immature y8T lymphocytes were detected (data not
shown). The helper CD4" T cells were mainly memory
(CD45RO™) as well as effector T cells (CD45RO/RA™),
whereas the CD8™ cells were mainly effector cells (Figure 1D).

Influence of the Degree of Adiposity and Fat
Anatomic Location on the Number of Human
Adipose Tissue T Lymphocytes

The number of AT lymphocytes (ATLs) determined by flow
cytometry analysis of the SVF of the subcutaneous AT
(n=92) increased with the degree of adiposity. Indeed, a
statistically significant correlation was detected between the
number of AT CD3™, CD4™, as well as CD8™ cells and the
BMI of the individuals (data not shown). The patients were
grouped according to BMI, and obese patients (BMI =30)
exhibited a statistically significant higher numbers of AT
CD3™, CD4", and CD8" than lean patients (BMI =25;
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Figure 2. Influence of the degree of adiposity on the number of
lymphocytes in the subcutaneous adipose tissue. The number of
AT lymphocytes (normalized per gram of AT) was determined in
the subcutaneous AT-SVF by flow cytometry analyses using (A)
CD3-PE, (B) CD3-PE/CD4 FITC, (C) CD3-PE/CD8-APC antibodies
in lean (open bars, n=41), overweight (hatched bars, n=26), and
obese (filled bars, n=25) patients. *P<0.05, *P<0.01 obese vs
lean.

Figure 2A through 2C). The number of CD56"-NK cells
within the subcutaneous AT remained constant whatever the
BMI (data not shown). The analysis of the SVFs of paired
biopsies of subcutaneous and visceral ATs from class II/III
obese patients (n=45, mean BMI=43+ lkg/m?) showed that
the number of CD14™ cells (adipose tissue macrophages,
ATMs) was slightly higher in visceral compared with subcu-
taneous AT (1.2-fold, P<<0.05, Figure 3A). The number of
AT CD3" cells showed a marked increase in the visceral
depot (3-fold, P<<0.001, Figure 3A), because of a clear
enhanced effector CD8* cell number and a moderate increase
in memory CD4" cell numbers (Figure 3B through 3D).

Adipocyte Expression of the T Cell
Chemoattractant CCL20

To assess whether adipocytes attracted ATLs, we studied the
effects of the adipocyte-derived factors contained in the media
from human mature adipocytes of subcutaneous AT included in
fibrin gel for 24 hours on the migration of ATLs. As depicted in
Figure 4A, ATLs exhibited a marked migratory responsiveness
to human mature conditioned media (5.5-fold increase,
P<0.01). The human mature conditioned media were analyzed
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Figure 3. Influence of fat mass location on the number of lym-
phocytes in class II/Ill patients. Multicolor FACS analyses were
performed on the SVF obtained from paired biopsies from sub-
cutaneous (open bars) and visceral (filled bars) AT of class II/Ill
obese patients using CD14-PE, CD3-PE, CD4-FITC, CD8-APC,
CD45-R0O-PeCy7, and CD45-RA-PE antibodies. A, Number of
ATMs (CD14™) and ATLs (CD3"; n=45). B, Numbers of CD4™
and CD8" ATLs (n=45; C and D) Number of memory
(CD45R0O™), naive (CD45RA™), and effector (CD45RO-/RA-)
CD4" and CD8" ATLs (n=19). Results are means=SEM.
*P<0.05, **P<0.01 visceral vs subcutaneous.

on protein arrays allowing the simultaneous detection of 79
proteins (Figure 4B). As expected, strong positive signals were
detected for the adipokine leptin and the cytokines and growth
factors IL-6, vascular endothelial growth factor (VEGF), tumor
growth factor beta 2 (TGFB2), oncostatin M (OSM), as well as
tissue inhibitor of matrix metalloproteinase 1 (TIMP-1). Con-
cerning chemokines, positive signals were obtained for chemo-
kines active on neutrophils (CXCL1, CXCL2, and CXCLS), for
MCP-1/CCL2, RANTES/CCLS, and MCP-4/CCL13. Interest-
ingly, the lymphocyte chemoattractant chemokine CCL20 was
also identified. Notably, no signals above the baseline were
detected for CCL1, CCL8, CCL17, CCL18, CXCL5, CXCL&6,
CXCL9, CXCL10, CXCL12, and CXCLI13. To further charac-
terize the adipocyte-derived CCL20, real-time RT-PCR analyses
were performed on mature adipocytes from subcutaneous AT
(n=18 women, age=44+2 years, BMI=27* 1 kg/m?) and from
subcutaneous and visceral AT from class II/III obese women
(n=12, age=41=3 years, BMI=44.7= 1.3kg/m?). The levels of
CCL20 transcripts in adipocytes from subcutaneous AT corre-
lated with the adiposity degree assessed by the BMI (Spearman
r=0.5, P<<0.05) but not with age. Adipocytes originated from
obese individuals exhibited 7-fold more CCL20 transcripts than
adipocytes from lean individuals (Figure 4C). The effects of
conditioned media (CM) originating from native immunos-
elected human ATLs and ATMs on adipocyte CCL20 expres-
sion were studied. Although treatment of adipocytes with
ATL-CM or IFNvy did not modify CCL20 expression, ATM-CM
induced a marked increase in the levels of CCL20 transcript
(3.8-fold increase, P<<0.05, Figure 4D). In class I/III obese
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Figure 4. Production and expression of the T cell chemoattractant
CCL20 by human mature adipocytes. A, Migration of human ATLs
to human adipocyte-conditioned media. Results are expressed as
percentage of control (media without cells) and are means+SEM
of n=6. B, Representative photomicrograph of a cytokine antibody
array membrane performed on conditioned media from pooled
human mature adipocytes (n=6). C, mRNA levels of CCL20 deter-
mined by real-time RT-PCR analyses on mature adipocytes from
subcutaneous AT of 6 lean and 6 obese patients. Results are
means*=SEM. *P<0.01. D, mRNA levels of CCL20 determined by
real-time RT-PCR analyses in adipocytes (n=4) treated or not
(Control) with ATL-CM (n=4), 50 ng/mL IFNy, or ATM-CM (n=12).
Results are expressed as percentage of control and are means+
SEM. *P<0.05 vs control. E, mRNA levels of CCL20 determined by
real-time RT-PCR analyses on mature adipocytes isolated from
paired biopsies of subcutaneous and visceral AT of class II/Ill
obese patients (n=12). **P<0.01.

women, the expression of CCL20 in visceral adipocytes was
higher than in the paired subcutaneous adipocytes (5-fold in-
crease, P<<0.05, Figure 4E).

Phenotype of the Human Adipose

Tissue Lymphocytes

Real-time RT-PCR analysis was performed on the native
immunoselected ATLs and compared to immunoselected
CD3™ cells from peripheral blood from different donors. The
study was restricted to subcutaneous AT because the amount
of cells recovered from the paired biopsies of subcutaneous
and visceral AT of obese patients was too low. ATLs
exhibited a marked higher transcript level for IFNvy, TNFq,
RANTES, IL-2, as well as perforin-1 (PRF-1) when com-
pared with blood T lymphocytes (Table). The expression of
IL-4 was not detected in ATLs. Interestingly, the expression
of the CCL20 receptor CCR6 as well as the expression of the
leptin receptor (Leptin-R) were markedly upregulated in
human ATLs. The production of IFN+y by ATLs was further
analyzed by flow cytometry (Figure 5A). Both CD4" and
CDS8* cells produced IFNvy (data not shown).

Specific Paracrine Effects of ATLs on Human
Mature Adipocytes

The effects of conditioned media (CM) originating from
native immunoselected human ATLs and ATMs on adipocyte

Characterization of the Human Adipose Tissue T Cells 5

Table. Gene Expression in Blood and Adipose Tissue T Cells

Gene Blood CD3+ Cells Adipose CD3+ Cells
IFNy 0.1+0.02 2.3+0.4*

TNFa 0.2+0.06 8.1+1.3*

CCL5 12+2 47+6*

CCR6 5x1073+1x1072 47Xx1073£6X1073**
Leptin-R 7x107%+2x1073 73x1073£10x10"%
IL-2 1x1073+0.2x1073 8x1073+0.3%x107**
IL-4 1.6Xx107°+£0.7x107° Nondetectable
PRF-1 2+0.2 5.8+0.8*

Gene expression was determined by real-time RT-PCR. Results were
normalized to the levels of 18S rRNA and expressed as 24°"x10 000, blood
CD3+ cells (n=5); adipose CD3+ cells (n=30 for IFNvy, TNFe, CCL5, PRF-1,
n=18 for CCR6 and Leptin-R, n=7 for IL-2 and IL-4), Results are mean+SEM.
*P<0.05, **P<0.01.

metabolism were studied. Pretreatment of human mature
adipocytes with ATL-CM or ATM-CM did not alter either
basal lipolysis or the lipolytic activity stimulated with isopro-
tenerol (ISO) or noradrenaline (NA), as assessed by the
release of glycerol (data not shown) and free fatty acids
(Figure 5B). Pretreatment of human mature adipocytes with
ATL-CM altered the insulin responsiveness of the lipogenic
enzymes fatty acid synthase (FAS) and lipoprotein lipase
(LPL). Indeed, although ATL- and ATM-CMs did not alter
the basal expression of FAS and LPL in human mature
adipocytes (data not shown), ATL-CMs strongly inhibited the
insulin-mediated upregulation of FAS and LPL transcript
levels (Figure 5C and 5D). Furthermore, it was associated
with the downregulation of a key component of the insulin-
dependent intracellular pathway, the phosphoinositide-3-
kinase, regulatory subunit 1 alpha (PIK3R1; Figure SE). Such
an ATL-mediated inhibitory effect on FAS, LPL, and
PIK3R1 expression was reversed by a neutralizing IFNy
antibody and mimicked by 50 ng/mL IFNvy treatment.
ATM-CM did not modulate the insulin responsiveness of the
adipocyte under the same conditions (Figure 5D and 5E).
Human AT progenitor cells (CD347/CD31” cells) were
treated with human ATL-conditioned media under adipo-
genic culture conditions. Human ATL-conditioned media led
to a marked decrease of the expression of FAS and LPL that
was associated with a lower triglyceride content (Figure 5F).

Discussion
The present study demonstrates that, in humans, the degree of
adiposity is positively correlated with the accumulation of
adipose tissue lymphocytes (ATLs). Flow cytometry analyses
of the subcutaneous AT-SVF showed the presence of CD3™*
T lymphocytes but few CD19" B lymphocytes and innate
lymphocytes (NK, NKT, and ydT-cells). These results clearly
show that human AT and murine AT are different in terms of
relative proportion of T lymphocyte subsets within the
SVFE.816 Among the T lymphocytes, CD4" and CD8™ cells
were characterized as memory (CD45RO™) and effector
(CD45RO/RA™) cells. Compared to the blood cells, few
naive CD45RA™ as well as CD62L T cells were identified in
the human adipose tissue. Moreover, the mean size of the
tissue lymphocytes was lower than the blood CD3™ cells,
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Figure 5. IFNy production by adipose tissue T lymphocytes and
pararine effects on adipocyte metabolism. IFN+y production by
immunoselected ATLs was determined by multicolour FACS analy-
ses using CD4~FITC/CD8-APC/IFNy-PeCy7 antibodies. A, A repre-
sentative dot plot is shown obtained on gated IFNy positive cells.
B, FFA released by human mature adipocytes pretreated or not
(open bars) by conditioned media from ATLs (filled bars, n=6) or
from ATMs (hatched filled bars, n=6) and stimulated or not (basal)
by 0.1 umol/L isoprotenerol (ISO) or 10 umol/L noradrenaline (NA).
Results are expressed as percentage of the values obtained for the
control nonstimulated adipocytes (basal) and are means=SEM. The
mRNA levels of fatty acid synthase (FAS; C), lipoprotein lipase (LPL;
D), phosphoinositide-3-kinase, regulatory subunit 1 alpha (PIK3R1; E)
were determined by real-time RT-PCR analyses in adipocytes (n=4)
treated or not (Control, filled bars) for 36 hours with ATL-CM in the
presence (+Ab, hatched bars, n=4) or absence (open bars, n=12) of
2 pg/mL neutralizing antihuman IFNy antibody or 50 ng/mL IFNy or
ATM-CM (hatched filled bars, n=12), in the presence or absence of
insulin for 24 hours. Results are means=SEM and are expressed as
percentage of cells without insulin. *P<0.05, *P<0.01 vs control
+insulin. F, The mRNA levels of FAS and LPL as well as the triglycer-
ide content (TG) of human progenitor cells treated or not with ATL-
CMs. Resullts are expressed as percentage of the control and are
means*=SEM of n=3.

whereas the higher granularity of the ATLs compared to the
blood suggested distinct activation states. The direct compar-
ison in the expression of several activation markers in the
immunoselected blood and AT CD3™ cells confirmed that
human ATLs exhibited higher expression of inflammatory
markers. Taken together, the low levels of B cells and of
CDO62L and naive T cells together with the high proportion of
effector T cells demonstrate that the human ATLs exhibit a
specific and distinct profile than the one found in peripheral
blood. ATLs are therefore mostly infiltrated or resident cells.
This was confirmed by confocal analyses that revealed that
ATLs were localized in the stroma and more specifically
surrounding some adipocytes. However, we cannot rule out

the presence of a minor contamination from blood. Increased
adiposity, assessed by BMI, was associated with a specific
accumulation of CD4™ as well as CD8* ATLs in subcutane-
ous AT, whereas the number of NK cells was not modulated.
In addition to an adiposity-dependent increase of ATL num-
bers, an AT location-dependent pattern of ATLs was ob-
served. Indeed, in paired biopsies from subcutaneous and
visceral AT of classII/III obese patients, a marked increase in
ATLs together with a modest increase in the number of
adipose tissue macrophages (ATMs) was observed in visceral
ATs. In mice, the AT infiltration of T lymphocytes during a
high-fat diet has been speculated to involve several chemo-
kines such as stromal-derived factor 1 alpha/CXCL12'3 and
RANTES/CCLS.° In the present study, ATLs exhibited an
enhanced migration in response to adipocyte-conditioned
media. Protein arrays performed on conditioned media from
human native mature adipocytes showed no adipocyte pro-
duction of CXCL12. Both CCL5 and CCL20 were detected in
the adipocyte conditioned media. Because CCL20 release by
adipocytes has not been reported previously, we further
analyzed the adipocyte expression of CCL20. Mature adipo-
cytes from subcutaneous AT of obese individuals expressed
higher levels of CCL20 than adipocytes from lean individu-
als. In class II/IIT obese patients, adipocytes from visceral AT
expressed higher levels of CCL20 than subcutaneous adipo-
cytes. Moreover, ATLs expressed the CCL20 receptor,
CCR6. The ligand-receptor pair CCL20-CCR6 has been
described to be responsible for the chemoattraction of effec-
tor/memory T-cells in skin and mucosal surfaces under
homeostatic and inflammatory conditions, as well as in
pathology, including cancer and rheumatoid arthritis.!” The
present results suggest that the adipocyte CCL20 may also
play a major role in the accumulation of T lymphocytes
within the AT. Interestingly, CCL20 expression in adipocytes
was increased in the presence of soluble factors originated
from human ATMs, suggesting that ATMs may contribute
via the stimulation of CCL20 expression in adipocytes to the
accumulation of ATLs. Freshly immunoselected ATLs exhib-
ited a proinflammatory profile of activation, with clear
expression of TNFea, IFNvy, and RANTES, whereas the
expression of IL-4 (the Ty2-type cytokine) was not detected.
The mechanisms involved in the promotion of the ATL
phenotype remain to be established. However, because ATLs
were found to express high transcript levels of the leptin
receptor and considering that leptin is well described to
promote Tyl activation,'® we propose that leptin locally
produced by human mature adipocyte may be involved in the
activation of ATLs. The lack of B cells together with the
accumulation of Th1 type effector T cells and the previously
reported characterization of human ATMs that were strongly
positive for MHC-II,” suggest that a cell-mediated immune
reaction takes place in the AT with obesity. However,
additional experiments are clearly needed to define whether
the T lymphocytes of human adipose tissue are selected
toward specific antigens.

Because the lymphocyte clusters identified by immunohis-
tochemistry were localized in the vicinity of adipocytes,
paracrine effects of ATLs on adipocyte metabolism were
investigated and compared to that of human ATMs. Although
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ATL- as well as ATM-derived secretory products did not
affect lipolysis, soluble factors originated from ATLs mark-
edly inhibited the insulin-mediated upregulation of both
lipogenic enzymes FAS and LPL. Such an effect was asso-
ciated with the lower expression of PIK3R1 (encoding the
85kD regulatory subunit of PIK), a key component in the
insulin-stimulated pathway.'®2° Moreover, the effect was
specific to lymphocyte-derived products because conditioned
media from human ATMs had no effect. Because human
ATLs were shown to produce IFNv, adipocytes were treated
by IFNvy. IFNvy, as ATL-conditioned media, reduced the
insulin sensitivity of FAS, LPL, and PIK3R1 and its neutral-
ization in ATL-conditioned media reversed the effects.
Therefore, IFN+y produced by ATLs is a paracrine mediator of
the T-cells on adipocyte metabolism. The experiments per-
formed on the human progenitor cells confirmed the effects
of ATLs on the expression of both LPL and FAS. Moreover,
because a decreased triglyceride accumulation was also
observed, it is suggested that ATLs interact with the insulin-
mediated promotion of triglyceride storage. Accumulation of
visceral AT is now well recognized to be associated with an
increased risk of developing type 2 diabetes. Visceral AT
exhibits marked differences compared with subcutaneous AT
in terms of metabolic and secretory activities,?! and increased
local inflammation has been suspected to underlie such
differences.?>23 It is therefore tempting to speculate that the
increased accumulation of 'ATLs in human visceral AT
participate in the pathogenic potential of the visceral AT via
local paracrine effects on insulin-mediated lipogenesis.

To conclude, the present study focused on a large number
of normal weight, overweight, and obese patients and showed
that the accumulation of helper CD4™ and cytotoxic CD8™"
ATLs increases in parallel with adiposity and has a location-
dependent pattern. We report a new adipochemokine, CCL20,
the expression of which is modulated by the degree of
adiposity and the anatomic location of AT. We also show that
ATLs are potent local regulators of adipocyte metabolism and
more specifically insulin-mediated lipogenesis.
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Title : Characterization of human adipose-derived CD34*/CD31" stem/progenitor cells and

influence of the microenvironment on their proliferation, differentiation and mobilization.

Abstract: Adipose tissue (AT) contains stem/progenitor cells included in the CD34*/CD31
fraction which have adipogenic and angiogenic abilities. The aim of this work was to
characterize human CD34"/CD31 cell phenotype and location within AT and to study the
effect of the microenvironment on their proliferation, differentiation and mobilization
capacities.

The present work demonstrate that native AT stem/progenitor cells are positive for the CD34
antigen that is inversely correlated to cell expansion in vitro whereas the expression of
pericyte makers is induced by cell culture. The CD34"/CD31" cells are localized in AT stroma
and nearby capillaries but rarely display a pericytic position. The CD34'/CD31" cells exhibit a
proliferative activity in situ which is increased by the degree of obesity. Concerning the effect
of microenvironment on CD34"/CD31" cell proliferation, adipocyte- and capillary endothelial
cells (CECs)-conditioned media (CM), hypoxia, leptin, IL-6, LPA, and VEGF, all increase
CD34%/CD31" cell proliferation in vitro. Macrophage-CM has an anti-proliferative effect that
is suppressed by an antioxidant. During AT extensive development, the appearance of a
population of small adipocytes, in situ, is associated with a decrease in CD34"/CD31" cell
number and molecular profile modifications toward an adipogenic lineage suggesting a
commitment of CD34%/CD31" cells toward an adipogenic phenotype. Conversely, adipocyte-,
CECs- and macrophage-CM have an angiogenic activity on CD34"/CD31" cells in vitro.
Finally, the migration and differentiation of CD34"/CD31" cells are modulated by CECs in
vitro. SDF-1 secreted by CECs promote the chemotaxis and differentiation of CD34'/CD31°
cells and thus might contribute to the formation of AT-vascular network during the
development of AT.

Taken together, these results characterize the influence of the “adipose niche” on the control
of AT-stem/progenitor cell proliferation, differentiation and migration.
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Titre : Caractérisation des cellules souches/progénitrices CD34"/CD31 du tissu adipeux
humain et influence du microenvironnement sur leur prolifération, migration et
différenciation.
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Résumé : Le tissu adipeux (TA) contient une population de cellules souches/progénitrices
contenues dans la fraction cellulaire CD34"/CD31" potentiellement capables de participer au
renouvellement et & la croissance du TA. Le but de ce travail a été de déterminer la
caractérisation phénotypique et génotypique de ces cellules a I’état natif ainsi que I’influence
du microenvironnement et de I’état d’obésité sur leur nombre, leurs capacités de prolifération,
de différenciation et de migration.

Au sein du TA, les cellules CD347/CD31" ont une localisation stromale et périvasculaire mais
sont différentes des péricytes. Le développement excessif du TA est associé a une
augmentation de I’expression de certains marqueurs adipogéniques par les cellules
CD347/CD31 et a une diminution de leur nombre. In situ, une fraction des cellules
CD34%/CD31" est en phase de prolifération qui est augmentée chez les obéses et qui peut étre
régulée par les sécrétions des adipocytes matures, des cellules endothéliales capillaires
(CECs), des macrophages, ainsi qu’un environnement hypoxique. De plus, les CECs sécrétent
un facteur chimiotactique, le stromal derived factor-1, qui induit la migration des cellules
CD34"/CD31" du TA via son récepteur, le CXCR-4. Enfin, concernant le contrdle de la
différenciation des cellules CD34*/CD31" par le microenvironnement, nous avons montré, in
vitro dans nos conditions de culture, que les sécrétions des adipocytes, des macrophages et
des CECs ont des effets pro-angiogéniques et anti-adipogéniques.

L ensemble de ce travail a ainsi permis de caracteriser I’influence de la « niche adipeuse » sur
le contrdle de la prolifération, migration et différenciation des cellules CD34/CD31" natives
du TA.

Mots clés : tissu adipeux, cellules souches, obésité, prolifération, migration

Discipline : Pharmacologie

Intitulé et adresse du laboratoire : Equipe 1 — Réseau vasculaire, cellules progénitrices et
cellules immunitaires du tissu adipeux. INSERM U858/I12MR, Bat L4, Hopital de Rangueil, 1
avenue Jeau Poulhes, 31059 Toulouse.
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