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Contrôle métabolique de la production et de la clairance 
des monocytes dans les pathologies inflammatoires 

 
L’hématopoïèse permet la production des cellules sanguines à partir des cellules souches 
hématopoïétiques (CSH). La production des monocytes (ou myélopoïèse) est finement régulée, 
notamment au niveau métabolique. Les monocytes ont aussi pour but de se différencier en 
macrophages au sein des tissus où ils sont recrutés, où ils sont impliqués dans la phagocytose. Les 
cellules myéloïdes (monocytes et macrophages) sont au centre de nombreuses pathologies. Ma thèse 
s’est portée sur le rôle du métabolisme des cellules myéloïdes dans les pathologies inflammatoires, 
où une augmentation de la quantité de monocytes dans le sang est observée (i.e. monocytose).  
 
Nous nous sommes intéressé à l’impact de l’altération du métabolisme du cholestérol dans la 
prolifération anarchique des monocytes, soit à leur cancérisation. La fonction majeure des HDL (High 
Density Lipoprotein) est de maintenir l’homéostasie cellulaire du cholestérol en enlevant l’excès de 
cholestérol, notamment par des mécanismes d’efflux du cholestérol. Nous avons étudié des mutations 
« perte de fonction » du transporteur ABCA1 (ATP-Binding Cassette A1) impliqué dans l’efflux de 
cholestérol. Ces mutations sont à l’origine d’une prolifération accrue des monocytes, soulignant 
l’impact du métabolisme lipidique dans la régulation de la prolifération cellulaire, et donc de 
l’apparition de cancer.  
 
Nous nous sommes ensuite intéressés au métabolisme du glucose des cellules myéloïdes. En effet, 
en plus du métabolisme du cholestérol, le métabolisme du glucose est lui aussi largement impliqué 
dans la régulation de la myélopoïèse. Nous avons étudié le rôle du transporteur au glucose, Glut-1, 
dans un modèle murin d’athérosclérose. L’athérosclérose est une pathologie inflammatoire chronique, 
à l’origine des maladies cardiovasculaires. Nous avons démontré que les CSH et les progéniteurs 
myéloïdes sur-expriment le transporteur Glut-1, induisant une expansion des monocytes. Cette 
monocytose est à l’origine d’une accumulation de macrophages dans les lésions athéromateuses, ce 
qui provoque une inflammation locale et une augmentation du flux glycolytique. Chez les souris, après 
délétion de Glut-1 dans les cellules myéloïdes, nous avons démontré que la déficience en Glut-1 
réduisait la prolifération des CSH et des progéniteurs, ainsi cela prévient la monocytose et le 
développement des plaques d’athérosclérose. Ces travaux identifient un nouveau mécanisme 
impliqué dans le développement de la pathologie athéromateuse. Glut-1 apparaît donc comme une 
cible thérapeutique dans le traitement de l’athérosclérose.  
 
Je me suis intéressée au rôle de la lipase acide lysosomale (LIPA) dans la phagocytose des cellules 
apoptotiques (i.e. l’efferocytose) par les macrophages. Le nombre de monocyte est en équilibre entre 
production et clairance. Les macrophages ont un rôle nécessaire dans le contrôle de l’inflammation. 
Lorsqu’un macrophage phagocyte une cellule apoptotique, il ingère une grande quantité de 
cholestérol qui doit être dégradé pour maintenir l’homéostasie tissulaire. Nous avons pu montré que 
LIPA en est un acteur central, puisqu’elle est la seule enzyme lysosomale capable de dégrader le 
cholestérol. Après inhibition de cette enzyme, nous avons démontré que la production du 25- et du 27-
hydroxycholestérol (25- et 27-OHC) était diminuée. Cela provoque un stress oxydatif mitochondrial, et 
active l’inflammasome NLRP3, contribuant à une inflammation chronique. L’altération de la production 
des 25- et 27-OHC réduit l’activation des LXR (Liver-X-Receptor), facteurs de transcription clés dans 
le métabolisme du cholestérol, connus pour maintenir l’équilibre inflammatoire. L’inhibition de LIPA 
induit un défaut d’efferocytose des macrophages de la rate et du foie, ce qui participe à l’apparition 
d’une inflammatoire chronique. L’hydrolyse acide du cholestérol par l’enzyme LIPA est un processus 
essentiel qui prévient l’inflammation métabolique en maintenant l’efficacité de l’efferocytose dans les 
tissus.  
 
Mots clés : Monocytes, Macrophages, Inflammation, Immuno-métabolisme, Efferocytose.  
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Metabolic control of production and clearance of 
monocytes in inflammatory diseases 

 
Blood cells are produced through a process called hematopoiesis originating from hematopoietic stem 
cells (HSCs). Differentiation towards myelopoiesis contributes to the production of myeloid cells 
including monocytes. In chronic inflammatory diseases, an increased amount of monocytes is 
observed in the blood (i.e. monocytosis). All the different steps leading to the myelopoiesis are fine-
tuned regulated, notably at the metabolic level. My thesis focuses on the role of the myeloid cell 
metabolism in the context of chronic inflammatory diseases.  
 
We focused on the impact of cholesterol metabolism alterations into the anarchic proliferation of 
monocytes (carcinogenesis) in chronic myelomonocytic leukemia (CMML). Indeed, we have identified 
novel “loss of function” somatic mutations in the cholesterol efflux transporter ATP-Binding Cassette 
A1 (ABCA1) in CMML samples. Cholesterol efflux pathway is essential to maintain cellular cholesterol 
homeostasis by removing cholesterol excess towards exogenous high-density lipoproteins (HDL). 
Consistently, I showed that 3 out of 5 of these mutations altered cellular cholesterol homeostasis and 
induced an increased proliferation of monocytes in vitro. These somatic mutations cooperated with 
Tet2 loss to drive myeloid transformation in mice. These findings highlight the impact of cholesterol 
efflux pathway in the regulation of monocyte proliferation and provide insights into how metabolic and 
signaling mutations cooperate in CMML.  
 
I studied glycolysis in the context of atherosclerosis. Atherosclerosis is a chronic inflammatory disease 
dominated by hypercholesterolemia, which is at the origin of cardiovascular diseases. An enhanced 
glycolytic flux was observed in hypercholesteromia-driven atherosclerosis in inflammatory sites.  We 
focused on the role of Glut-1, the main glucose transporter expressed in myeloid cells. HSCs and 
myeloid progenitors exhibited higher Glut-1 expression in a murine model of atherosclerosis leading to 
a bias in myeloid commitment. The associated monocytosis caused an enhanced monocyte infiltration 
and an accumulation of macrophages into atherosclerotic lesions. The consequence of macrophage 
accumulation was an enhanced local inflammatory response that contributed to accelerated 
atherosclerosis and higher glycolytic flux. A partial deletion of Glut-1 in the hematopoietic 
compartment reduced HSCs and progenitors proliferation, limiting monocytosis and atherosclerotic 
plaques development in a murine model of atherosclerosis. Glut-1 appears to be a potential 
therapeutic target into the treatment of atherosclerosis.  
 
I studied the role of lysosomal acid lipase (LIPA) in the phagocytosis of apoptotic cells by 
macrophages (efferocytosis). The number of monocytes is balanced by their production and 
clearance. Efferocytosis is part of a paracrine loop between monocytes and macrophages to maintain 
an accurate myelopoiesis homeostasis. The metabolic regulation of efferocytosis is still poorly 
understood. When a macrophage phagocytized an apoptotic cell, an important amount of cholesterol 
has to be degraded to maintain homeostasis. We showed that LIPA is a key player in this process 
because this enzyme is the unique enzyme able to hydrolyze cholesterol esters into free cholesterol. 
When LIPA is inhibited, we observed a reduced production of 25- and 27-hydroxycholesterol (25- and 
27-OHC). A low concentration of 25-OHC induced an increased mitochondrial oxidative stress, which 
activated NLRP3 inflammasome activation, known to be involved in chronic inflammation. 25- and 27-
OHC are LXR agonists and their defective production lead to reduced LXR activation, key regulators 
of cholesterol metabolism and inflammatory regulation. LIPA inhibition leads to a defective 
efferocytosis in vitro. In mice, this inhibition induces a defective efferocytosis for splenic and hepatic 
macrophages, leading to a pro-inflammatory profile. The lysosomal hydrolysis of cholesterol by LIPA 
enzyme is an essential process to prevent metabolic inflammation by maintaining effective 
efferocytosis in tissues.  
 
Keys words : Monocytes, Macrophages, Inflammation, Immuno-metabolism, Efferocytosis.  
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Liste des abréviations 
 

α-KG : alpha-cétoglutarate 
ABCA1 : ATP-Binding Cassette de classe A1 
ABCG1/5/8 : ATP-Binding Cassette de classe G1/G5/G8 
ABL : Abelson 
ACAT : Acyl-Coenzyme A cholesterol acyl Transferase 
acLDL : LDL acétylée 
ACSL1 : Long-Chain Acyl-CoA Synthetase 1 
AHA : American Hearth Association 
AMPK : AMP-activated protein kinase 
ANGPTL3 : Angiopoïétine like-3 
APC : Antigen Presentating Cell  
Apo : Apolipoprotéine 
ASCT2 : Alanine Serine Cysteine-Preferring Transporter 2 
ASXL1 : Additional Sex combs-Like protein 1 
ATF-1 : Activating Transcription Factor-1 
Atg : Autophagy related gene 
BAI-1 : Brain-specific Angiogenesis Inhibitor 1 
BCR : Breakpoint Cluster Region 
BCR : B-Cell Receptor 
CANTOS : Canakinumab Antiinflammatory Thrombosis Out-comes Study 
CBL : Casistas B-lineage lymphoma 
CCL : C-C Chemokine Ligand 
CCN1 : cysteine-rich angiogenic protein 61 or CCN1 
CCR : C-C Chemokine Receptor 
CD : Cluster de Différenciation 
CESD : Cholesteryl Ester Storage Disease 
CETP : Cholesterol Esters Transfert Protein 
CITED2 : CBP/p300 Interacting Transactivator 2 
CM : Chylomicrons 
CMP : Common Myeloid Progenitor 
CMR : Chylomicrons remnants 
COSMIC : Catalog of Somatic Mutations in Cancer 
CPT : Carnitine Palmitoyl-Transferase  
CRE : cAMP Responsive Element 
CREB1 : cAMP responsive element binding protein 1 
CSH : Cellule Souche Hématopoïétique 
CX3CL1 : CX3C Chemokine Ligand 1 
CX3CR : CX3C Chemokine Receptor 1 
CXCL : CXC Chemokine Ligand 
CXCR : CXC Chemokine Receptor 
DHCR24 : 24- Dehydrocholesterol Reductase 
DLK1 : Delta Like Non-Canonical Notch Ligand 1 
DLL1 : Delta Like Canonical Notch Ligand 1 
DNMT3A : DNA Méthyl Transférase 3 
ERK : Extracellular signal-regulated kinases 
ETP : Enhancer of trithorax and polycomb 
EZH2 : Enhancer of zeste homolog 2 
FAO : Fatty Acid Oxidation 
FAS : Fatty Acid Synthase 
FLT3 : fms-like tyrosine kinase 3 
FOXO : Forkhead box protein O  
GLUT : Glucose Transporter 
GM-CSF : Granulocyte-Macrophage Colony-Stimulating Factor 
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GMP : Granulocytes/Macrophages Progenitor 
GRP78 : 78kDa Glucose-Regulated Protein 
GWAS : Genome-Wide Association Studies 
HDL : Lipoprotéine de haute densité 
HIF : Hypoxia Inducible Factor  
HK2 : Hexokinase 2 
HMOX-1 : Heme Oxygenase 1 
I-CAM : Intercellular Cell-Adhesion Molecule-1 
INF : Interferon 
IDH : Isocitrate Déshydrogénase 
IDL : Lipoprotéine de densité intermédiaire 
IGF : Insulin-like Growth Factor 
IL : Interleukine 
JAK2 : Janus Kinase 2 
LAMP : Lysosomal Associated Membrane Protein  
LAP : LC-3 Associated Phagocytosis 
LCAT : Lécithine-Cholestérl Acyl-Transférase 
LDH : Lactate Déshydrogénase  
LDL : Lipoprotéine de faible densité 
LDL-R ou LDL-r : Récepteur aux LDL 
LE : Lipase Endothéliale 
LFA-1 : Lymphocyte function-associated antigen 1 
LH : Lipase Hépatique 
LIPA : Lysosomal Acide Lipase 
LKB1 : Liver Kinase B1 
LMMC : Leucémie MyéloMonocytaire Chronique 
LOX1 : Lectin-type Oxidized LDL receptor 1 
LPL : Lipoprotéine Lipase 
LPS : lipopolysaccharide 
LRP1 : Low Density lipoprotein related 1 protein 
LTP : Lipid Transfert Protein 
LXR : Liver X Receptor 
LysoPC : LysoPhosphatidylCholine 
MAM : Mitochondria Associated Membranes 
MAPK : Mitogen-activated protein kinases 
MARCO : Macrophage Receptor with Collagenous structure 
MCP : Monocyte Chemotatic Protein 
M-CSF : Macrophages-Colony Stimulating Factor 
M-CSF-R : M-CSF Receptor 
MDP : Macrophages/Dendritic cells Progenitor 
MEIS1 : Myeloid Ecotropic Viral Integration Site 1 Homolog 1 
MEP : Megakaryocyte–Erythroid Progenitor 
MerTK : Myeloid-epithelial-reproductive Tyrosine Kinase 
MFG-E8 : Milk fat globule-EGF factor 8 protein 
MMP : Métalloprotéinase  
MMP : Mutlipotent Myloid Progenitor 
MPP : MultiPotent Progenitors 
MSC : Mesenchymal and Stroma Cells 
MTP : Microsomal Triglycérides Transfert Protein 
MyRP : Myeloid-Restricted Progenitor 
NAD : nicotinamide adénine dinucléotide 
NADP : NAD Phosphate 
NADPH : Nicotinamide Adenine Dinucleotide Phosphate 
NBD : Nucleotide Binding Domain 
nCEH : neutral Cholesterol Ester Hydrolase 
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NFE2L2 : Nuclear Factor Erythroid 2 Like 2 
NLRP3 : NOD-Like Receptor family, Pyrin domain containing 3 
NO : Monoxide d’azote 
NPC : Niemann-Pick C 
NPC1L1 : Niemann-Pick C1-Like 1 
NPM1 : Nucleophosmin 
Nr4a1 : Nuclear Receptor Subfamily 4 Group A Member 1 
OCR : Oxygen Consumption Rate  
ORP : OSBP Related Protein 
OSBP : Oxysterol Binding Protein 
oxLDL : LDL oxydée 
PCSK9 : Proprotein Convertase Subtilisine/Kexine de type 9  
PDGFRB : Platelet Derived Growth Factor Receptor Beta 
PDH : Prolyl Hydroxylase 
PDK : Pyruvate Déshydrogénase Kinase Isozyme  
PDPK1 : 3-phosphoinositide-dependent protein kinase 1 
PDZK1 : PDZ Domain Containing 1 
PF4 : Platelet Factor 4  
PGC1 : PPARγ coactivator 1 
PI3K : Phospho-Inositide 3-Kinase 
PIP2 : phosphatidylinositol-3,4-bisphosphate 
PIP3 : phosphatidylinositol-3,4,5-bisphosphate 
PKA : Protein Kinase A 
PKC : Protein Kinase C 
PKM2 : Pyruvate Kinase 2 
PLA2 : Phospholipase A2 
PLTP : Phospholipid Transfer Protein 
PML : Promyelocytic Leukemia Protein 
PPARs : Peroxisome Proliferator Activated Receptors 
PRC2 : Polycomb repressive complex 2 
PRR : Pattern Recognition Receptor 
PS : PhosphatidylSérine  
PSGL1 : P-Selectin Glycoprotein Ligand-1 
PTPMT1 : Protein Tyrosine Phosphatase Mitochondrial 1 
PXR : Pregnane X Receptor 
RAS : Rous Avian Sarcoma 
ROS : Espèces Réactive de l’Oxygène 
RUNX1 : Runt-related transcription factor 1 
RXR : Retinoid X Receptor 
S1P : Shingosine-1-Phosphate 
S1PR : Récepteur à la S1P 
SCF : Stem Cell Factor 
SDF-1 : Stromal cell-Derived Factor-1 
SF-1 : Sterodogenic Factor-1 
SF3B1 : Splicing Factor 3b Subunit 1 
SFK : Src family kinase 
SGLT : cotransporteur Sodium Glucose 
SNARE : Soluble N-ethylmaleimide-sensitive fusion attachment protein receptor 
SORT1 : Sortiline 1 
SRA : Scavenger Receptor A 
SR-B1 : Scavenger Receptor class B type 1 
SREBP : Sterol Regulatory Element Binding Protein  
SRSF2 : Serine Arginine Rich Splicing Factor 2 
Stab : Stabiline 
STARD : Steroidogenic Acute Regulatory Protein Related Lipid Transfer Domain 
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STAT : Signal transducer and activator of transcription  
STPs : Sterols Transfer Proteins 
TAM : Tyro3, AXL, MerTK 
TCR : T-Cell Receptor 
Tet2 : Ten-Eleven Translocation 2 
TFEB : Transcription Factor EB  
TGF : Transforming Growth Factor 
Thbs1 : Thrombospondin 1 
TICE : Trans-Intestinal Cholesterol Excretion 
TIM : T cell/transmembrane, immunoglobulin, and mucin 
TLR : Toll Like Receptor 
TMD : Trans Membrane Domain 
TMS : Trans Membrane Segment 
TNF : Tumor Necrosis Factor  
TR4 : Testicular Receptor 4 
TRIB1 : Tribbles Homolog 1 
Tyk2 : Non-receptor tyrosine-protein kinase 
Tyro3 : transmembrane receptor kinase receptor 
U2AF1 : U2 small nuclear RNA auxiliary factor 1 
UTX : Ubiquitously transcribed tetratricopeptide repeat, X chromosome  
VCAM-1 : Vascular Cell-Adhesion Molecule-1 
VEGF : Vascular Endothelial Growth Factor 
VLDL : Lipoprotéine de très faible densité 
VLDL-R : Récepteur aus lipoprotéines de très faible densité 
ZRSR2 : Zinc Finger CCCH-Type, RNA Binding Motif And Serine/Arginine Rich 2 
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I. L’athérosclérose, une maladie inflammatoire chronique 

L’athérosclérose est une pathologie inflammatoire chronique à l’origine des maladies 

cardiovasculaires. Véritable fléau actuel, les maladies cardiovasculaires sont à l’origine de 

millions de morts par an. Actuellement, chaque année, plus de personnes meurent à cause 

des maladies cardiovasculaires que de toute autre cause. Nous allons nous intéresser à 

deux facteurs principaux impliqués dans la mise en place de cette pathologie : l’altération du 

métabolisme du cholestérol et l’accumulation de cellules myéloïdes.  

 a- La description de la pathologie athéromateuse 

L’athérosclérose est une pathologie progressive d’origine inflammatoire qui touche 

majoritairement les artères de moyen et gros calibre. La paroi des artères est composée de 

3 tuniques concentriques, avec de l’extérieur vers l’intérieur : l’adventice, la média et l’intima. 

L’intima est composée d’une couche monocellulaire de cellules endothéliales, et de tissu 

conjonctif. L’endothélium est une barrière sélective qui gère la perméabilité de la paroi 

permettant la gestion du transport de métabolites, l’angiogenèse ou encore l’hémostase. Les 

lésions d’athérosclérose sont classifiées selon six stades, de gravité croissante, selon l’AHA 

(American Heart Association) depuis 1995 (Stary et al., 1995a) (Stary et al., 1995b) (Figure 

1). Cette classification tient compte de l’évolution des plaques d’athérosclérose au cours de 

la vie, qui passent successivement d’un stade lésionnel à un stade complexe. Les lésions de 

stades I à III sont considérées comme des lésions précoces et qui évoluent de manière 

silencieuse. Les lésions de stades IV à VI sont des lésions avancées pour lesquelles il y a 

déjà une réduction de la lumière artérielle due en partie à un épaississement de l’intima. 

Actuellement, trois stades évolutifs sont retenus : la strie lipidique, la lésion fibro-lipidique et 

la lésion complexe. Les plaques d’athérosclérose sont préférentiellement localisées au 

niveau des branches principales de l’aorte ascendante et de la crosse aortique, des 

branches viscérales de l’aorte abdominale et des branches de division de l’aorte abdominale 

(Hahn and Schwartz, 2009).  

Le stade le plus précoce (stade I à III) peut être retrouvé dès l’enfance et n’est pas 

associé à des manifestations cliniques, c’est le stade initial de la pathologie. Des 

macrophages isolés vont tout de même se localiser dans la coche sous-endothéliale (lieu de 

développement des lésions). Ils sont dérivés des monocytes circulants qui, une fois recrutés, 

vont se différencier en macrophages. Les macrophages vont alors pouvoir phagocyter les 

lipides afin de les éliminer. Cependant, dès ce stade, les macrophages gorgés de lipides se 

transforment en macrophages spumeux isolés.  
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 Dans un second temps, les macrophages spumeux forment des amas, qui se 

localisent dans le sous-endothélium de l’intima et se traduit par la formation de stries 

lipidiques. A ce stade, les stries lipidiques peuvent se résorber ou bien évoluer vers des 

stades plus pathologiques.  

 

Les lésions de stade IV ou lésions d’athérome sont définies par une accumulation 

importante de lipides extracellulaires qui forment un noyau lipidique. Le noyau lipidique est 

aussi riche en cristaux de cholestérol. A ce stade, la chape fibreuse n’est pas encore 

complètement formée.  

Les lésions de stade V ou plaques d’athérosclérose sont aussi appelées plaque 

fibrolipidique ou plaque fibroathéromateuse. Elles sont caractérisées par la formation d’une 

chape fibreuse riche en collagènes, de cellules musculaires lisses et de protéines de 

structure. La chape fibreuse entoure le noyau lipidique qui est alors constitué de cellules 

spumeuses, de débris cellulaires, de cristaux de cholestérol et de lipides extracellulaires. 

Ces lésions sont également infiltrées de cellules immunitaires comme les cellules 

dendritiques et les monocytes, qui vont ensuite de différencier en macrophages. 
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Les lésions de type VI ou lésions compliquées sont des lésions qui présentent des 

modifications ou des remaniements délétères de leur structure, comme des phénomènes 

d’hémorragie, d’ulcération, de thrombose ou de dépôts calcaires. Ce type de lésions se sous 

classifie en trois types. Premièrement, la lésion VIa ou ulcération de la plaque correspond à 

une rupture de plaque avec perte de l’endothélium vasculaire et exposition du sous-

endothélium. La lésion de type VIb est une plaque hémorragique, c’est le type qui est le plus 

souvent responsable des symptômes cliniques. La lésion de type VIc ou thrombose est la 

complication majeure de l’athérosclérose, elle fait suite à une ulcération ou une rupture de 

plaque. Elle peut être occlusive ou non. Elle présente aussi le plus souvent un cœur 

nécrotique.  

b- Le métabolisme systémique du cholestérol 

Une altération du métabolisme du cholestérol est un facteur clé dans la mise en place 

des maladies cardiovasculaires. Dans cette partie, nous allons définir les nombreux acteurs 

qui entrent en jeu afin de maintenir l’homéostasie du cholestérol et détailler le métabolisme 

systémique du cholestérol (Figure 2).  

Le cholestérol, joue un rôle central dans de nombreuses fonctions cellulaires et 

tissulaires. Il y participe notamment en tant que composant majeur des membranes 

cellulaires (plasmique et intracellulaires). Le cholestérol est aussi un précurseur d’un grand 

nombre de dérivés, comme les hormones stéroïdiennes, la vitamine D, les acides biliaires et 

les oxystérols. D’un point de vue physique, le cholestérol est hydrophobe, même si selon la 

forme dans laquelle il se trouve (estérifié ou non), le cholestérol peut moduler son 

hydrophobicité. De ce fait, le transport du cholestérol dans des phases aqueuses telles que 

la lymphe ou le sang nécessite des « adaptateurs », appelés lipoprotéines. Les lipoprotéines 

sont des édifices macromoléculaires complexes, le cœur hydrophobe contient des esters de 

cholestérol et des triglycérides, alors que le manteau est composé de lipides hydrophiles 

comme les phospholipides, de cholestérol libre et de protéines, les apolipoprotéines (Apo). 

Dans la circulation sanguine, le cholestérol est généralement retrouvé sous forme estérifiée, 

au cœur des lipoprotéines et seule une petite fraction reste sous forme libre, à la surface des 

lipoprotéines (Tall et al., 2012). 

Les complexes entre lipoprotéines et les lipides sont classifiés selon leur taille et leur 

densité. On retrouve les chylomicrons (CM), les lipoprotéines de très faible densité (VLDL), 

les lipoprotéines de densité intermédiaire (IDL), les lipoprotéines de faible densité (LDL) et 

les lipoprotéines de haute densité (HDL) (Daniels et al., 2009a) (Figure 3). 
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b-1- Les chylomicrons (CM) ou l’absorption intestinale du cholestérol.  

 

Les chylomicrons assurent le transport des lipides alimentaires, principalement les 

triglycérides, le cholestérol et les phospholipides, via la lymphe et le plasma, jusqu’aux tissus 

pour utilisation ou stockage.  

Le cholestérol alimentaire va être capté par l’entérocyte, via la protéine membranaire  

NPC1L1 (Niemann-Pick C1-Like 1) qui va permettre l’entrée de cholestérol dans la cellule 

(Davis and Altmann, 2009). Toutefois, l’absorption intestinale du cholestérol est aussi 

négativement régulée grâce à l’action des transporteurs ABCG5 et ABCG8 (ATP binding 

cassette G5 et G8) qui permettent d’augmenter la sécrétion de cholestérol dans la lumière 

du tube digestif (Berge et al., 2000). Une fois dans l’entérocyte, le cholestérol va être 

métabolisé et la formation des CMs va avoir lieu en assemblant des esters de cholestérol, 

des phospholipides et des triglycérides grâce à l’action de la MTP (Microsomal Triglycérides 

Transfert Protein) dans le réticulum endoplasmique. Parmi les apolipoprotéines présentes à 

la surface de ces particules l’apoA1, l’apoC2 et l’apoB-48 sont les protéines caractéristiques 

du chylomicron naissant. L’apoB-48 est synthétisée uniquement par les entérocytes et est 

incorporée dans les CMs par la MTP.  
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Ces particules nouvellement synthétisées sont sécrétées dans les vaisseaux 

lymphatiques et rejoignent la circulation sanguine au niveau de la veine sous-clavière 

gauche. Dans la circulation sanguine, les chylomicrons vont faire l’acquisition de l’apoE et de 

l’apoC2. L’apoC2 va permette d’activer la LPL (LipoProtéine Lipase), enzyme lipolytique 

ancrée à la surface des cellules endothéliales des tissus périphériques (autres que le foie), 

les chylomicrons vont se décharger des triglycérides, et vont devenir des chylomicrons 

« remnants » (CMR) (Goldberg, 1996). Les CMR vont perdre les apoA et les apoC2, et vont 

être enrichis en apoE, ce qui va les diriger vers le foie où ces particules seront éliminées par 

les hépatocytes. Les CMR sont captés par les hépatocytes par l’intermédiaire d’une 

interaction de l’apoE avec des protéoglycanes de surface comme les héparanes sulfates ou 

d’une endocytose récepteur-dépendante, notamment via le LDL-R (récepteur aux LDL ou 

LDL-Receptor) et LRP1 (low density lipoprotein related 1 protein) (Kowal et al., 1989). Après 

internalisation, les CMR peuvent alors fusionner avec des lysosomes qui induisent une 

lipolyse et une protéolyse quasi complète de ses constituants. Le cholestérol va alors être 

principalement intégré dans de nouvelles lipoprotéines synthétisées par le foie, les VLDL, ou 

excrétées dans les canalicules biliaires. Au niveau de l’intestin, une excrétion (élimination) du 

cholestérol peut aussi avoir lieu.  

 

b-2- L’excrétion trans-intestinale du cholestérol, le TICE 

 

Plus récemment, une nouvelle voie d’élimination du cholestérol nommée TICE 

(TransIntestinal Cholesterol Excretion) a été mise en évidence chez la souris (van der Velde 

et al., 2007) (van der Veen et al., 2009). Il est maintenant acquis que cette voie permet une 

élimination directe du cholestérol circulant via l’intestin sans passer par la bile (Paalvast et 

al., 2017). Chez la souris, cette voie est non négligeable dans l’élimination du cholestérol. 

Chez l’Homme, cette voie a aussi été mise en évidence (Cohen, 2016) mais son impact 

reste controversé. En effet, il a été démontré que le TICE était présent, en analysant des 

biopsies d’intestin obtenues au cours d’une chirurgie de l’obésité. Il a également été mis en 

évidence que les LDL autant que les HDL peuvent délivrer du cholestérol au TICE chez 

l’Homme et chez la souris (Le May et al., 2013). Très récemment,  il a été prouvé que le 

TICE intervenait à hauteur de 35% dans l’excrétion fécale du cholestérol chez l’Homme, de 

manière dépendante des transporteurs ABCG5 et ABCG8 (Jakulj et al., 2016). De plus, un 

traitement par l’Ezetimibe (un inhibiteur du transporteur NPC1L1, impliqué dans la capture 

du cholestérol depuis la lumière du tube digestif) permet d’augmenter le TICE qui semble 

être une cible thérapeutique de choix dans le traitement des patients atteints 

d’hypercholestérolémie (Jakulj et al., 2016).  

 



! 14 

b-3- Les lipoprotéines de très faible densité (VLDL) ou le transport des 

lipides endogènes  

 

Synthétisées et sécrétées par le foie, les VLDL initient une nouvelle voie de transport des 

lipides, dite voie endogène, permettant le transport des triglycérides et du cholestérol 

synthétisés par le foie vers les tissus périphériques. Les VLDL sont riches en triglycérides et 

possèdent une fraction protéique relativement faible, essentiellement de l’apoE (nécessaire à 

leur sécrétion), de l’apoB-100 et de l’apoC2. Durant leur transit dans la circulation sanguine, 

les VLDL vont subir un remodelage lipidique très important, sous l’action de la LPL, les 

triglycérides vont être hydrolysés et les VLDL vont perdre l’apoC2 et l’apoE. Chez l’Homme, 

la protéine de transfert des esters de cholestérol (CETP) va permettre le transfert réciproque 

des triglycérides, des VLDL vers les HDL, et des esters de cholestérol, des HDL vers les 

VLDL (Daniels et al., 2009).  

 

b-4- Les lipoprotéines intermédiaires de faible densité (IDL)  

 

Les IDL sont issues des VLDL, suite à l’action de la LPL (déplétion en triglycérides) 

combinée à celle de la CETP (enrichissement en esters de cholestérol). Les IDL conservent 

l’apoE et l’apoB-100 qui leur permettent d’être métabolisées par les tissus, ou 

éventuellement recaptées par le foie. Au niveau hépatique, l’endocytose des IDL nécessite le 

LDLR (récepteur aux LDL), LRP1 (LDL receptor-related protein 1) et le VLDLR (récepteur au 

VLDL). La majorité des triglycérides restants sont dégradés par l’action de la lipase 

hépatique (LH), conduisant  ainsi à la formation de LDL (Daniels et al., 2009). La production 

de LDL à partir des IDL est en partie déterminée par l’activité du LDL-R hépatique. En effet, 

une activité augmentée de ce récepteur induit une diminution de la production de LDL car les 

IDL sont recaptées par le foie. Au contraire, une baisse de l’activité du LDL-R permet une 

augmentation de la concentration circulante des LDL.  

 

b-5- Les lipoprotéines de faible densité (LDL) ou le transport du 

cholestérol endogène et l’apport du cholestérol aux cellules 

périphériques. 

 

Le cœur hydrophobe des LDL est essentiellement constitué d’esters de cholestérol et 

d’une faible quantité de triglycérides. Dans la circulation sanguine, sous l’action de la CETP, 

les LDL sont enrichies en esters de cholestérol et en triglycérides, et perdent leur teneur en 

apoE. Elles conservent toutefois l’apoB-100 qui est nécessaire à leur interaction avec leurs 
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récepteurs (LDL-R). Les LDL vont être captées pour être utilisées dans les organes extra-

hépatiques ou bien éliminées par le foie. Les LDL peuvent également subir des modifications 

chimiques et enzymatiques. En effet, le cholestérol contenu dans les LDL subit des 

modifications telles que l’oxydation (oxLDL). Les LDL peuvent aussi subir des phénomènes 

de glycation, d’agrégation ou de carbamylation (Alique et al., 2015).  

 

La biogénèse des LDL permet un apport de cholestérol dans les tissus périphériques. En 

effet, les LDL vont être captées par leur récepteur, le LDL-R. Après avoir subi des 

modifications telles que l’oxydation, les LDL vont aussi être captées par d’autres récepteurs 

comme le SR-A ou CD36. Il est aussi possible pour certains types cellulaires (comme les 

macrophages) que les LDL soient directement phagocytées (par pinocytose). 

 

b-6- Les lipoprotéines de haute densité (HDL) et le retour inverse du 

cholestérol  

 

La fonction majeure des HDL est le transport inverse du cholestérol (Reverse Cholesterol 

Transport ou RCT). En effet, les HDL vont capter l’excès de cholestérol intracellulaire 

contenu dans les cellules périphériques pour le ramener vers le foie afin qu’il soit éliminé 

dans les fèces. Le foie est le seul organe pouvant ainsi cataboliser l’excès de cholestérol de 

l’organisme via les HDL. Les HDL sont synthétisées par le foie sous forme de particules 

pauvres en lipides et riches en apoA1, les préβHDL (Zannis et al., 2004). La première étape 

de biogénèse des HDL implique la sécrétion de l’apoA1, principalement par le foie et par 

l’intestin (Zannis and Breslow, 1985).  

 

Le RCT démarre au niveau des cellules périphériques où l’excès de cholestérol cellulaire 

va quitter la cellule par deux mécanismes, l’un actif via des transporteurs et l’autre passif, 

pas diffusion passive. Le mécanisme actif est dépendant des transporteurs membranaires du 

cholestérol, en particulier ABCA1 et ABCG1 (pour ATP Binding Cassette A1 et G1, 

respectivement) ou encore SR-BI (Scavenger Receptor class B type I).  

 

b-6-A- Le rôle d’ABCA1 dans le retour inverse du cholestérol 

 

ABCA1 est un transporteur ubiquitaire, abondamment exprimé dans le foie, l’intestin, le 

cerveau, le rein, les monocytes et les macrophages ainsi que d’autres tissus (Langmann et 

al., 1999) (Kielar et al., 2001) (Wellington et al., 2002). ABCA1 est localisé à la surface baso-

latérale des hépatocytes (Neufeld et al., 2002). Il est aussi retrouvé dans les vésicules 
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endocytiques, qui permettent une répartition du transporteur entre les vésicules 

d’endocytose tardive et la surface de la cellule (Fitzgerald, 2002) (Neufeld et al., 2001) 

(Denis et al., 2008) (Singaraja et al., 2009). Le transporteur ABCA1 possède une 

architecture symétrique avec un domaine transmembranaire (TMD pour TransMembrane 

Domain), lui-même constitué de six segments transmembranaires (TMS pour 

TransMembrane Segment) et un domaine de liaison aux nucléotides (NBD pour Nucleotide-

Binding Domain), répétées en tandem. ABCA1 est aussi constitué de deux grandes boucles 

extracellulaires localisées entre les TMS1/2 et TMS7/8 (Hamon et al., 2000) (Figure 4). Des 

variations génétiques d’ABCA1 contribuent à l’hétérogénéité des niveaux d’HDL dans la 

population générale (Frikke-Schmidt et al., 2004). Lorsque les mutations ont un impact trop 

important sur la fonction du transporteur, il devient non fonctionnel. Une dysfonction du 

transporteur ABCA1 induit une pathologie appelée maladie de Tangier. Elle se caractérise 

par un taux très faible d’HDL plasmatiques et d’apoA1, qui induit un risque accru de 

développer des maladies cardiovasculaires, une hépatosplénomégalie, une atteinte des 

ganglions et une hypertrophie des amygdales (Tietjen et al., 2012) (Singaraja et al., 2006). 

Les mutations induisant la pathologie provoquent une réduction de l’efflux des 

phospholipides et du cholestérol libre (Tang et al., 2006). Les mutations perturbent 

notamment la glycosylation du transporteur, ce qui altère le trafic intracellulaire et sa 

capacité à lier l’apoA1 au niveau de la membrane plasmique, réduisant drastiquement la 

production d’HDL. Au contraire, certaines mutations n’altèrent pas la localisation du 

transporteur, mais sa conformation ce qui empêche une liaison correcte de l’apoA1 sur 

ABCA1. Par exemple, le mutant C1477R (Rigot et al., 2002) qui semble présenter une 

altération de la mise en place de ponts disulfures dans le domaine ECD2 ou encore le 

mutant W590S, qui est localisé à la membrane plasmique mais qui est dysfonctionnel (Rigot 

et al., 2002) (Fitzgerald, 2002) (Tanaka et al., 2003) (Nagao et al., 2009). De manière 

intéressante, le mutant W590S, qui est très étudié, semble montrer que cela est due à un 

défaut de liaison de l’apoA1 sur le transporteur (Vaughan and Oram, 2003) ou bien un défaut 

de translocation des lipides (Tanaka et al., 2003). Plus récemment, d’autres mutants ont été 

caractérisés (Phillips, 2018) et des études de mutagenèse ont été réalisées afin de mieux 

comprendre quels sont l’impact que peuvent avoir les mutations du gène abca1 tant sur le 

plan structurel que fonctionnel (Itoh et al., 2015).  
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 L’expression d’abca1 est finement régulée par 3 classes principales d’acteurs : 

l’AMPc, les récepteurs nucléaires et les cytokines.  

- La régulation par l’AMPc : En présence d’AMPc, la transcription et la traduction d’abca1 va 

être augmentée. En effet, le traitement de macrophages murins (lignées RAW264.7 et J774) 

in vitro par un analogue de l’AMPc induit une augmentation de l’expression de l’ARNm 

d’abca1 ainsi que du niveau protéique (Denis et al., 2003) (Haidar et al., 2002) (Oram et al., 

2000). De plus, il a été mis en évidence que la stabilité de l’ARNm d’abca1 est augmentée 

en présence d’AMPc. Ceci est expliqué par la présence d’un domaine de réponse à l’AMPc, 

domaine CRE (cAMP Responsive Element) dans le premier intron du gène abca1. 

Brièvement, la présence d’AMPc augmente l’activité de la PKA (Proteine Kinase A), qui va 

activer CREB1, l’élément de liaison à CRE. De plus, il est prouvé que les protéines STAT3/4 

lient CREB1 et sont nécessaires à la transcription du gène abca1, grâce à leur liaison sur 

leur élément de réponse. De manière intéressante, le domaine CRE n’est pas conservé chez 

l’Homme, pouvant ainsi expliquer l’absence d’effet de l’AMPc sur la régulation d’abca1 dans 

les cellules humaines (Le Goff, 2005). 

- La régulation par les stérols : abca1 est positivement régulé lorsque les macrophages sont 

incubés en présence de LDL acétylées, soit quand les macrophages sont chargés en 

cholestérol. A l’inverse, en présence d’HDL (soit quand les macrophages peuvent se 

décharger en cholestérol), abca1 va être négativement régulé (Klucken et al., 2000) 

(Langmann et al., 1999). De plus, il a été démontré que l’efflux de cholestérol en présence 

d’ApoA1 induit une réduction de l’expression d’abca1 dans des fibroblastes humains (Lawn 

et al., 1999). abca1 est un gène qui est régulé par les stérols, chez l’Homme ou la souris 

(Costet et al., 2000) (Schmitz et al., 2001) (Tall and Wang, 2000). Les LXR (Liver X 

Receptor) alpha et béta sont codés par deux gènes différents. LXRα a une expression 

spécifique dans le foie, dans les macrophages, dans l’instestin, le tissu adipeux et le rein 

(Willy et al., 1995). En revanche, le LXRβ est exprimé ubiquitairement (Repa and 

Mangelsdorf, 1999). Ce sont des régulateurs clés de l’homéostasie lipidique. Ils forment des 

hétérodimères avec le recepteur nucléaire à l’acide rétinoïque (RXR) (Song et al., 1994). Le 

complexe LXR/RXR va être activé et reconnaître un élément de réponse spécifique, qui est 

constitué par deux hexanucléotides répétées séparées par 4 nucléotides (élément DR4) 

(Fitzgerald et al., 2002). Cela aboutit à la transcription d’abca1 et permet une augmentation 

de l’efflux de cholestérol (Venkateswaran et al., 2000). La régulation d’abca1 par les LXR 

peut s’expliquer par le fait que dans le premier intron du gène, l’élément de réponse aux 

stérols SREBP-2 (sterol regulatory element binding protein 2) est présent (Tamehiro et al., 

2007). En ce sens, il a récemment été démontré que le miRNA-33, un microRNA localisé 



! 19 

dans un intron du gène SREBP-2, qui module l’expression des gènes impliqués dans le 

transport cellulaire du cholestérol dont abca1 (Rayner et al., 2010). De plus des métabolites 

du cholestérol, comme les oxystérols, et le cholestérol lui-même sont capables de réguler 

abca1 (Ory, 2004). En effet, les oxystérols sont des agonistes des LXR. Les premières 

études montrent que des macrophages de souris traités par du 22-(R)-hydroxycholestérol 

augmentent leur expression d’abca1 de trois fois (Repa et al., 2000).  

 

- La régulation par les PPARs : Les PPARs (Peroxisome Proliferator Activated Receptors) 

sont aussi capables d’augmenter l’expression d’abca1. En réalité, cela se fait de manière 

indirecte car les PPARs sont capables d’augmenter la transcription des LXRs (Chawla et al., 

2001) (Chinetti-Gbaguidi et al., 2005) (Chinetti et al., 2001). De plus, in vivo, le traitement par 

des agonistes des PPARs permet une réduction de la production des cytokines 

proinflammatoires connues pour réduire l’expression d’abca1 (Li et al., 2004). 

 

- Autres régulations : Les cytokines proinflammatoires (LPS, IL1-β, INFγ, TNFα) sont 

capables de négativement réguler l’expression d’abca1 (Baranova et al., 2002)  

(Khovidhunkit et al., 2003) (Panousis and Zuckerman, 2000) (Mei et al., 2007). A l’inverse, la 

cytokine anti-inflammatoire IL-10 est capable d’augmenter l’expression d’abca1 (Mei et al., 

2007). La protéine ZNF202 permet aussi l’inhibition de l’expression d’abca1 (Schmitz et al., 

2004) (Porsch-Özcürümez et al., 2001). Il semble que toutes ces voies de régulation de 

l’expression d’abca1 passent par l’élément DR4 (Schmitz and Langmann, 2005). De plus, 

ABCA12 est impliqué dans la stabilisation d’ABCA1. En effet, il est démontré que la sur-

expression d’ABCA12 permet une stabilisation de la protéine ABCA1. A l’inverse, la 

déficience en ABCA12, conduit à une interaction entre ABCA1 et LXRβ, provoquant la 

dégradation d’ABCA1 (Fu et al., 2013).  

 

b-6-B- Le rôle d’ABCG1 dans le retour inverse du cholestérol 

 

ABCG1 est un transporteur membranaire, qui est exprimé au niveau de la membrane 

plasmique mais aussi des endosomes. Son expression est ubiquitaire mais il est 

majoritairement exprimé au niveau du cerveau, des glandes surrénales, des poumons, de la 

rate et des macrophages (Klucken et al., 2000). Il est structurellement composé de 6 

domaines transmembranaires, d’une boucle extracellulaire et d’un domaine N-terminal 

cytosolique de liaison à l’ATP (domaine NBD) (Figure 5). Il existe un seul gène codant pour 

abcg1, localisé sur le chromosome 21 (21q22.3), constitué de 23 exons (98kb) codant pour 

une protéine de 203 acides aminés (Croop et al., 1997). Un épissage alternatif du gène 
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permet de produire plusieurs isoformes de la protéine (Langmann et al., 2000) (Lorkowski et 

al., 2001) (Kennedy et al., 2001). Le transporteur ABCG1 est qualifié d’hémi-transporteur, 

cela veut dire qu’il doit se dimériser pour être fonctionnel, il a été démontré qu’ABCG1 est 

capable de s’homodimériser (Gelissen et al., 2006) ou de s’hétérodimériser avec d’autres 

transporteurs comme ABCG4 (Wang et al., 2004) (Cserepes et al., 2004) (Hegyi and 

Homolya, 2016). Brièvement, le gène abcg1 est régulé par les facteurs de transcription 

NFκB, PPAR, RXR et LXR (Langmann et al., 2000) (Lorkowski et al., 2001). Comme pour 

abca1, abcg1 est fortement régulé par les oxystérols, via l’activation du complexe LXR/RXR. 

La protéines ZNF202 est aussi capable d’activer la transcription du gène abcg1 (Porsch-

Özcürümez et al., 2001). Comme souligné plus haut, le contenu en lipides intracellulaires 

régule l’activité d’abcg1. A ce titre, la différenciation des monocytes en macrophages puis 

des macrophages en cellules spumeuses est corrélée à une augmentation de l’expression 

d’abcg1 (Klucken et al., 2000). abcg1 peut aussi être négativement régulé par les cytokines 

pro-inflammatoires telles que TNFα ou IL-1β (Gerbod-Giannone et al., 2006).   
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b-6-C- Le rôle de SR-B1 dans le retour inverse du cholestérol 

 

Le récepteur SR-B1 (chez la souris) ou CLA-1 (chez l’Homme) est un membre de la 

famille des « scavenger » récepteurs (SR ou récepteurs éboueurs) de classe B1. SR-B1 et 

CLA-1 sont des gènes homologues, hautement conservés au cours de l’évolution. Le nom 

de récepteurs « scavenger » vient du fait qu’il est capable de lier une grande variété de 

substrats comme les HDL, les LDL, et un grand nombre d’apolipoprotéines circulantes.  

Le gène sr-b1 est composé de 13 exons, pour 75kb et est localisé sur le chromosome 

12 (12q24) chez l’Homme et le rat. Le gène sr-b1 est régulé par de nombreux facteurs de 

transcription comme SF-1 (Sterodogenic Factor-1) et SREBP-1 (Sterol Regulatory Element 

Binding Protein-1). Le gène sr-b1 serait donc positivement régulé par les oxystérols et le 

cholestérol intracellulaire (Cao et al., 1999) (Malerød et al., 2002). De plus, l’activation des 

PPARs permet une augmentation de l’expression de sr-b1. SR-B1 est fortement exprimé par 

les macrophages après différenciation, ce transporteur est donc utilisé comme marqueur de 

différenciation des monocytes en macrophages (Chinetti et al., 2000).  

Le récepteur SR-BI est exprimé dans le foie, les tissus stéroïdogènes et les 

macrophages. D’un point de vue structurel, il est composé d’une large boucle extracellulaire, 

de deux domaines transmembranaires et de deux extrémités N- et C-terminales 

cytoplasmiques. Il est préférentiellement retrouvé au niveau des domaines riches en 

cholestérol de la membrane plasmique (Krieger, 1994). La boucle extracellulaire est 

responsable de l’échange bidirectionnel de cholestérol libre entre la membrane plasmique et 

les lipoprotéines. Il est important de souligner que SR-B1 n’est pas capable d’exporter du 

cholestérol sur des lipoprotéines dépourvues de phospholipides (de la Llera-Moya et al., 

1999). Plus précisément, dans le foie, SR-B1 participe à la recapture du cholestérol contenu 

dans les HDL, participant ainsi au RCT. SR-B1 est majoritairement localisé au niveau des 

cavéoles, au niveau de la membrane plasmique (Graf et al., 1999). SR-B1 a un rôle dans 

l’organisation du cholestérol dans la membrane plasmique (Kellner-Weibel et al., 2000).  

Ces mécanismes d’efflux du cholestérol sont dépendants du contenu en cholestérol de la 

cellule, de l’activité des transporteurs, et de la nature des accepteurs extracellulaires du 

cholestérol (Zanotti et al., 2012). Brièvement, la diffusion passive semble impliquée 

majoritairement du cholestérol libre et des HDL. Cependant, ce processus reste à débattre, 

car même s’il semble important sous certaines conditions, comme dans les cellules 

spumeuses (Adorni et al., 2007), il n’est pas impossible que la diffusion passive implique des 

transporteurs non-identifiés permettant la diffusion passive du cholestérol. 
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b-6-D- Le remodelage des particules d’HDL durant le RCT 

 

Les particules d’HDL subissent divers remodelages enzymatiques aux différents 

stades du RCT. Le remodelage des HDL affecte leur structure et leur renouvellement, et 

génère un mélange d’HDL qui diffère selon leur taille, leur forme, leur contenu en 

apolipoprotéines et en lipides. L’ensemble de ces facteurs joue évidemment un rôle 

important dans leurs fonctions.  

 

- L’action des lipases hépatique et endothéliale :  

Les HDL sont tout d’abord remodelées dans la circulation par la lipase hépatique (LH) et la 

lipase endothéliale (LE). Ces lipases agissent principalement sur les particules possédant 

l’apoB-100, comme les LDL et les CM. Leurs actions permettent une hydrolyse des 

triglycérides et phospholipides contenus dans ces particules, et conduit à la conversion des 

HDL2 en HDL3 et préβ-HDL (Maugeais et al., 2003) (Santamarina-Fojo et al., 2004). 

 

- L’action de la LCAT (Lécithine-cholestérol acyltransférase): 

La première enzyme à entrer en jeu est la LCAT (Lécithine-cholestérol acyltransférase) qui 

est une glycoprotéine synthétisée par le foie qui va permettre le transfert d’un acide gras 

(siégeant en position sn-2) d’un phospholipide sur une molécule de cholestérol afin de 

former un ester de cholestérol (Fielding et al., 1972). Elle est majoritairement localisée dans 

les HDL et nécessite la présence d’apoA1, qui est le cofacteur nécessaire à son activité. 

Ainsi, la LCAT va transformer des particules d’HDL de petites tailles en de plus grosses 

particules contenant des esters de cholestérol (Jonas, 2000) (Chroni et al., 2005).   

 

- L’action de la CETP (Cholesteryl Ester transfer protein): 

Deuxièmement, et uniquement chez l’Homme, les particules d’HDL vont subir l’action de la 

CETP (Cholesteryl Ester transfer protein) qui va transférer des esters de cholestérol et des 

triglycérides des HDL vers d’autres lipoprotéines et inversement (Hopkins and Barter, 1980) 

(Barter, 2003).  

 

- L’action de la PLTP (Phospholipid Transfer Protein): 

La PLTP (Phospholipid Transfer Protein) assure l’échange rapide et spécifique des 

phospholipides des lipoprotéines contenant l’apoB (comme les VLDL, les IDL et les LDL) 

vers les HDL. L’activité de la PLTP permet la formation de HDL de grandes tailles conduisant 

à la libération d’apoA1 pauvres en lipides (Tall et al., 1983) (Lusa et al., 1996). Enfin, les 

HDL vont arriver au foie.  
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b-6-E- La capture des HDL par le foie ou l’élimination du cholestérol 

 

Au niveau du foie, les HDL se lient aux récepteurs SR-B1 présents à la surface des 

hépatocytes. Le SR-B1 va alors sélectivement capter les esters de cholestérol, les 

triglycérides et les phospholipides (Krieger, 1999) (Röhrl and Stangl, 2013) (Pagler et al., 

2006). Le cholestérol peut aussi être directement éliminé dans la bile (sous forme libre ou 

transformé en acides biliaires). De plus, les HDL sont aussi captées par l’ecto-F1-ATPase au 

niveau des hépatocytes. Cette protéine reconnait l’apoA1 présente sur les HDL (Martinez et 

al., 2003). Il a été récemment montré que la liaison de l’apoA1 sur l’ecto-F1-ATPase permet 

d’augmenter la liaison des HDL et la production du recepteur P2Y13 (Lichtenstein et al., 

2015). Il semble possible que l’induction hépatique de la voie de l’ecto-F1-ATPase/P2Y13 

augmente l’endocytose des HDL par les hépatocytes, et donc un turnover plus important, ce 

qui conduirait à une augmentation de l’excrétion du cholestérol des tissus.  

 

Par ailleurs, bien qu’il ne soit pas considéré comme un organe central dans le 

catabolisme des HDL, le rein dégrade des particules contenant l’apoA1 via la cubiline. 

Brièvement, cette protéine est capable de se lier à l’apoA1 (Kozyraki et al., 1999), qui est 

capable de passer la barrière de filtration glomérulaire si elle est peu ou pas lipidée. Il 

apparaît donc que la dégradation de l’apoA1 par la cubiline intervient dans la régulation 

générale du métabolisme des HDL (Moestrup and Nielsen, 2005) notamment par son impact 

sur le turnover de l’apoA1. Cela participe notamment à la régulation de la durée de vie de 

l’apoA1 dans le sang qui est d’environ 10 heures (Tape and Kisilevsky, 1990). 

c- Le métabolisme intracellulaire du cholestérol 

c-1- Les esters de cholestérol et le cholestérol libre  

 

 Après endocytose des LDLs, le cholestérol libre est donc retrouvé au niveau des 

endosomes tardifs et/ou des lysosomes. Les mécanismes mis en jeu dans le transport à 

partir de ces deux organites ne sont pas complètement caractérisés. Cependant, la 

littérature montrent l’existence de deux destinations du cholestérol libre à partir des 

endosomes tardifs et des lysosomes : la membrane plasmique ou le réticulum 

endoplasmique. Cependant, des travaux récents montrent aussi un lien possible entre les 

lysosomes et la mitochondrie, ainsi qu’entre la mitochondrie et le réticulum endoplasmique 

(Dang et al., 2017) (Mills et al., 2016) (Figure 6).  



! 24 

  



! 25 

Une grande part du cholestérol libre des endosomes tardifs/lysosomes est 

rapidement transporté à la membrane plasmique pour y enrichir le pool de cholestérol. Il 

apparaît que plus de 70% du cholestérol endocyté est transporté au niveau des rafts ou 

radeaux lipidiques de la membrane plasmique, selon le statut en cholestérol de la cellule. Ce 

sont des régions spécialisées, caractérisées par leur richesse en cholestérol et 

sphingolipides.  

Le cholestérol libre intracellulaire est cytotoxique car son accumulation est délétère 

pour les membranes cellulaires. La cellule a donc mis en place un système de voies de 

signalisation pour gérer la quantité de cholestérol libre intracellulaire, en modulant son entrée 

et sa sortie. L’internalisation et l’efflux de cholestérol sont finement régulés par le taux de 

cholestérol lui-même, afin de maintenir une concentration constante dans la cellule (Maxfield 

and Tabas, 2005). Lorsque la cellule présente un excès de cholestérol intracellulaire, et afin 

d’éviter un enrichissement excessif des membranes en cholestérol et donc de préserver leur 

fonction, le cholestérol libre va être estérifié au niveau du réticulum endoplasmique par 

l’ACAT-1 (acyl-coenzyme A cholesterol acyl transferase 1). Les esters de cholestérol ainsi 

produits sont stockés dans des gouttelettes lipidiques, organelles intracellulaires dédiés au 

stockage des lipides. Les gouttelettes lipidiques ont un cœur hydrophobe de lipides neutres 

entouré d’une monocouche de phospholipides et de protéines spécifiques comme la 

périlipine ou l’adipophiline. La forme de stockage du cholestérol varie selon le type cellulaire 

étudié. Il est mis en évidence que les macrophages accumulent bien des esters de 

cholestérol dans les gouttelettes lipidiques lors d’une exposition à des lipoprotéines 

modifiées comme les LDL oxydées ou agrégées. Ainsi, l’estérification du cholestérol par 

l’ACAT-1 apparaît comme étant physiologiquement nécessaire au maintien de l’homéostasie 

lipidique intracellulaire (Figure 6). 

c-2- L’hydrolyse neutre des esters de cholestérol 

 Une fois stocké dans les gouttelettes lipidiques sous forme d’esters de cholestérol, le 

cholestérol ne peut plus être mobilisé dans la cellule s’il n’est pas transformé en cholestérol 

libre, notamment pour être exporté (sortie du cholestérol de la cellule). En effet, seul le 

cholestérol libre (non estérifié) est mobilisable. Les esters de cholestérol subissent donc un 

cycle permanent d’estérification/hydrolyse, permettant à la cellule de disposer d’une quantité 

de cholestérol libre toujours disponible. A ce niveau, la nCEH (neutral Cholesterol Ester 

Hydrolase) permet l’hydrolyse des esters de cholestérol en cholestérol libre. Cette enzyme 

cytoplasmique catalyse l’hydrolyse des esters de cholestérol en cholestérol libre (Igarashi et 

al., 2010). Dans les macrophages, une voie récemment étudiée, indépendante de la nCEH, 

permet l’hydrolyse des esters de cholestérol, l’autophagie.  
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c-3- Mobilisation du cholestérol, le rôle de l’autophagie et de la 

lipase acide lysosomale 

 

-  Définition générale de l’autophagie 

L’autophagie est un processus par lequel la cellule va se dégrader elle-même. De 

manière générale, l’autophagie consiste à la délivrance de compartiments intracellulaires aux 

lysosomes, qui sont des organelles acides spécialisés dans la dégradation. Ce processus 

est appelé macroautophagie car il permet d’éliminer des protéines agrégées ou mal 

conformées, des organelles endommagées (comme les mitochondries, les ribosomes, le RE 

ou les peroxysomes) ou encore des pathogènes. Ce mécanisme assure ainsi un rôle de 

contrôle qualité et de recyclage subcellulaire, indispensable au maintien de l’homéostasie 

cellulaire et probablement de l’homéostasie lipidique.  

On distingue l’autophagie, de la microautophagie, permettant la dégradation du 

matériel cytoplasmique directement dans le lysosome, et de l’autophagie médiée par l’action 

de chaperonnes permettant la dégradation sélective de protéines cytosoliques.  

Historiquement, ce sont les travaux de Christian de Duve qui ont grandement 

participé à la découverte du lysosome et qui ont introduit la notion d’autophagie (Deter and 

De Duve, 1967). L’autophagie est alors impliquée dans le recyclage des différents éléments 

cellulaires et dans la gestion énergétique en situation de déprivation énergétique. Plus 

tardivement, suite à des travaux réalisés chez la levure, des gènes codant pour des 

protéines ATG (Autophagy related gene) ont été mis en évidence. Ces gènes sont conservés 

chez les eucaryotes (Mizushima et al., 2011), et ces travaux ont été récompensés par le Prix 

Nobel de Médecine 2016. De plus, il avait également été suggéré que l’autophagie pouvait 

être sélective, permettant la dégradation spécifique de certains composés cellulaires. Ainsi, 

outre l’autophagie médiée par des chaperonnes et la microautophagie, la peroxyautophagie, 

la ribophagie, la mitophagie, la glycophagie ou encore la lipophagie ont été mises en 

évidence.  

 

- L’hydrolyse acide des esters de cholestérol, le rôle de la lipase acide lysosomale 

 L’hydrolyse acide des esters de cholestérol se produit dans ce contexte précis de 

lipophagie. Brièvement, la fusion d’un autophagosome contenant des gouttelettes lipides 

avec la membrane du lysosome va induire la dégradation de ces gouttelettes par les lipases 

contenues dans le lysosome (Singh et al., 2009). De façon importante, la seule lipase 

catabolisant les lipides neutres comme les esters de cholestérol présente dans le lysosome 

est la lipase acide lysosomale (LIPA ou LAL) (Reiner et al., 2014). Ainsi, le cholestérol libre 

ainsi produit peut être exporté (Ouimet et al., 2011) (Ouimet and Marcel, 2012). Cette 

enzyme est activée par la charge en cholestérol libre lui-même et prévient d’une 
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estérification massive de ce dernier (Mei et al., 2012). LIPA est une enzyme qui est aussi 

appelée lipase A, cholesteryl ester hydrolase acide, cholesterol esterase acide, cholestryl 

esterase acide. C’est une glycoprotéine de 46kDa (372 acides aminés), codée par le gène 

lipa porté par le chromosome 10 (10q23.2-23.3) (Anderson et al., 1993) (Ameis et al., 1994). 

La protéine LIPA est glycosylée au niveau du réticulum endoplasmique et un groupement 

mannose-6-phosphate est ajouté dans l’appareil de Golgi. Cela permet de diriger cette 

enzyme dans le compartiment lysosomal des cellules (Sando and Henke, 1982) (Sheriff et 

al., 1995). Des mutations du gène lipa induisent une déficience totale ou partielle de l’activité 

de l’enzyme. Dans le cas d’une déficience totale, les patients sont atteints de la maladie de 

Wolman, dont le pronostic est fatal durant la première année de vie sans complémentation 

de l’enzyme.. Actuellement, la complémentation se fait par des injections intra-veineuses de 

sébélipase alpha, enzyme recombinante humaine. Dans le cadre d’une déficience partielle, 

les patients sont atteints de CESD (pour Cholesteryl Ester Storage Disease). Ces patients 

présentent un dépôt ectopique de graisses dans le foie, une splénomégalie, une 

augmentation de la concentration plasmatique en LDL et une réduction de celle des HDL. 

Ainsi, ces patients présentent un risque accru de développer des maladies cardiovasculaires 

 

Ainsi, deux mécanismes très différents ont été définis, l’hydrolyse neutre par la 

nCEH, et l’hydrolyse acide par autophagie et l’action de l’enzyme LIPA. Chacun semble avoir 

une part équivalente dans la mobilisation du cholestérol pour l’efflux, et est essentiel à la 

régulation de la quantité de cholestérol libre intracellulaire. Cependant, un bon nombre de 

question concernant les différences entre ces deux systèmes restent en suspend. Il est 

important de souligner que la sortie du cholestérol depuis les lysosomes est un point critique 

du métabolisme intracellulaire du cholestérol.  

c-4- Le trafic intracellulaire du cholestérol libre 

 

 Une fois le cholestérol libéré des LDLs ou néosynthétisé, il est retrouvé à la 

membrane des endosomes/lysosomes grâce à l’action séquentielle de deux protéines. Les 

protéines NPC-1 et NPC-2 (Niemann-Pick C-1 et C-2, respectivement) agissent ensemble 

dans l’efflux de cholestérol depuis le compartiment endosomal/lysosomal (Figure 6). 

Ensemble, ces deux protéines catalysent la mobilisation du cholestérol depuis les 

endosomes tardifs. NPC-2 va lier du cholestérol libre dans la lumière des 

endosomes/lysosomes et va ainsi le transférer sur NPC-1. Il semble que NPC-1 et NPC-2 

soient capables de lier les oxystérols avec une affinité plus forte que pour le cholestérol 

(Infante et al., 2008). Une mutation du gène NPC-1 (95%) ou NPC-2  (5%) provoque la 

maladie de Niemann-Pick type C, un désordre rare du stockage lipidique neuroviscéral 
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(Schuchman and Wasserstein, 2015). Le transport lipidique intracellulaire est interrompu, 

conduisant à l'accumulation de cholestérol et de sphingolipides dans les endosomes et les 

lysosomes. Le cholestérol libre va se retrouver à la surface de ces organites et il va alors 

être exporté vers le réticulum endoplasmique ou la membrane plasmique via deux 

mécanismes principaux détaillés ci-dessous, soit le trafic vésiculaire et le trafic non 

vésiculaire.  

Le cholestérol ne peut pas circuler librement dans la cellule, et nécessite des 

transporteurs pour être acheminé à la membrane plasmique où il sera exporté. Dans la 

cellule, la composition en lipides des membranes est différente et spécifique selon les 

organelles. En particulier, il existe un gradient de cholestérol, qui est très peu abondant dans 

le réticulum endoplasmique (environ 5%) mais la membrane plasmique en est très riche 

(30%). Le cholestérol est une molécule qui permet, entre autre, d’augmenter la rigidité et 

l’imperméabilité des membranes, empêchant le flip-flop des autres lipides d’un feuillet à 

l’autre de la bicouche lipidique des membranes. Le cholestérol possède de nombreuses 

fonctions. En effet, d’un point de vue structurel, le cholestérol intervient aussi dans la 

création de nouvelles membranes lors de la prolifération cellulaire. De même, il intervient 

aussi dans de nombreuses voies de signalisation. Le gradient de concentration en 

cholestérol entre les organelles permet le maintien de leur hétérogénéité structurale et 

fonctionnelle (Maxfield and Menon, 2006). Le maintien de ce gradient nécessite le transport 

intracellulaire du cholestérol. Pour cela, la cellule utilise deux voies principales, celle du trafic 

vésiculaire ou celle liée aux LTPs (Lipid Transfert Proteins).  

Premièrement, le trafic vésiculaire est finement régulé et emprunte des voies bien 

définies. Il est coordonné par les protéines Rab, grande famille de protéines GTPases. Ces 

protéines contrôlent chacune des étapes de ce trafic comme la formation de la vésicule à 

partir de la membrane de l’organelle, son transport via le cytosquelette et sa fusion avec la 

membrane de l’organelle auquel la vésicule est destinée. Les Rabs lient le GTP, elles sont 

alors sous forme active, puis elles l’hydrolysent en GDP et deviennent alors inactives. Sous 

forme active, les Rabs vont reconnaître la vésicule, de manière spécifique, ainsi que des co-

facteurs (protéines membranaires des vésicules) qui vont permettre la fusion ou le transport 

de ces vésicules. Une fois la vésicule créée, elle doit être acheminée vers son organite de 

destination. Les cavéolines jouent un rôle direct dans la biogénèse des vésicules mais elles 

semblent aussi lier le cholestérol (Ikonen and Parton, 2000), comme décrit plus bas. Pour 

cela, la famille des protéines SNARE (Soluble N-ethylmaleimide-sensitive fusion attachment 

protein (SNAP) receptors) entre en jeu. Elles sont présentes sur la membrane des vésicules 

(vesicular-SNAREs ou v-SNAREs) et de l’organelle cible (target-SNAREs ou t-SNAREs). 
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L’ensemble de ces protéines va alors interagir et médier la liaison des membranes entre la 

vésicule et la cible permettant ainsi la fusion entre les deux.  

Ainsi, deux trajets vésiculaires sont majoritairement possibles et sont déterminés par 

la spécificité moléculaire des protéines effectrices. Premièrement, la voie de l’endocytose qui 

passe successivement par les endosomes primaires, les endosomes de recyclage, les 

endosomes tardifs et enfin le lysosome (Maxfield and Wüstner, 2002). Deuxièmement, la 

voie de synthèse des protéines qui emprunte successivement le noyau, le réticulum 

endoplasmique, le Cis-Golgi et le Trans-Golgi, pour terminer par une vésicule d’exocytose. 

Ces deux voies sont connectées par le compartiment de recyclage endosomal. Le trafic 

vésiculaire apparaît donc comme un mécanisme clé dans le métabolisme intracellulaire du 

cholestérol, notamment dans sa biodisponibilité et son efflux (Ouimet and Marcel, 2012). En 

parallèle, un trafic non-vésiculaire est nécessaire afin d’assurer le transport du cholestérol.   

C’est dans ce cadre que les STPs (Sterols Transfer Proteins) et les LTPs (Lipids 

Transfer Proteins) interviennent. Elles assurent le transport du cholestérol de manière non-

vésiculaire et permettent l’équilibration des concentrations en cholestérol dans les diverses 

membranes intracellulaires (Lev, 2010). Les STPs interagissent directement avec la 

membrane d’un compartiment donneur et le délivre à un autre compartiment, 

particulièrement entre la membrane plasmique et le réticulum endoplasmique. C’est à ce 

niveau que se fait la régulation de l’homéostasie du cholestérol libre dans les cellules. 

Comme expliqué plus haut, lorsque la concentration en cholestérol est faible, l’activation du 

facteur de transcription SREBP2 va aussi permettre la transcription des protéines STARD 

(Steroidogenic Acute Regulatory Protein (StAR)-related lipid-transfer (START) domain). Ces 

protéines sont impliquées dans la régulation du trafic lipidique intracellulaire. Notamment, 

STARD4 est impliquée dans le transport des stérols et donc joue un rôle important dans le 

maintien de l’homéostasie du cholestérol (Horton et al., 2003) (Soccio et al., 2005) (Mesmin 

et al., 2011). Cette protéine va transporter le cholestérol de la membrane plasmique au 

réticulum endoplasmique, où elle pourra alors activer l’ACAT (Rodriguez-Agudo et al., 2008) 

(Rodriguez-Agudo et al., 2011).   

Une autre famille de protéine, les OSBP (Oxysterol binding protein) et les ORP 

(OSBP Related Protein), peuvent également être activées par des variations plus fines de la 

composition des membranes subcellulaires, notamment les phosphoinositides, et vont 

transporter des stérols particuliers, comme les stérols oxydés ou oxystérols. Elles sont 

engagées dans de nombreux processus cellulaires comme la coordination du métabolisme 

des stérols et des sphingolipides et des signaux mitogéniques, le contrôle des contacts entre 

le réticulum endoplasmique et les endosomes tardifs ainsi que la mobilité des endosomes 
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tardifs (ORP1L). Ces protéines sont aussi impliquées dans le métabolisme des lipides 

neutres (ORP1 et ORP2), l’adhésion cellulaire (ORP3), l’efflux du cholestérol des 

endosomes tardifs (ORP5), l’homéostasie lipidique des macrophages, la migration des HDL 

ainsi que leur métabolisme (ORP8), la sécrétion de l’ApoB100 (ORP10) et l’adipogenèse 

(ORP11) (Olkkonen and Li, 2013). Si elles sont hétérogènes fonctionnellement, des études 

proposent une fonction commune et partagée : transférer les stérols nouvellement 

synthétisés du réticulum endoplasmique à la membrane plasmique (Sullivan et al., 2006) 

(Beh et al., 2009). Cependant, cette fonction reste controversée et les OSBP/ORP sont aussi 

proposées comme étant des senseurs lipidiques plutôt que des transporteurs.  

Dans le cadre du transport intracellulaire non-vésiculaire du cholestérol, LAMP1 et 

LAMP2 (lysosomal-associated membrane protein-1 et -2) jouent un rôle important. Elles sont 

des protéines abondantes, exprimées ubiquitairement et situées à la membrane des 

lysosomes. Récemment, il a été mis en évidence qu’elles lient le cholestérol via leur 

domaine luminal et qu’elles pourraient accepter le cholestérol depuis NPC-2 et ainsi faciliter 

l’efflux de cholestérol d’une manière dépendante de la voie NPC-1 et NPC-2 (Li and Pfeffer, 

2016).  

c-5- Le cholestérol à la membrane plasmique 

 Dans ce paragraphe, nous allons nous intéresser aux mécanismes généraux qui 

régissent l’homéostasie du cholestérol dans la membrane plasmique. Le cholestérol est un 

composant majeur de la membrane plasmique. Il intervient autant sur le plan structurel que 

fonctionnel. Ainsi, la répartition de cholestérol dans la membrane plasmique permet la 

création de domaines riches en cholestérol (et en glycosphingolipides) qui sont appelés des 

radeaux lipidiques. Ce sont des zones rigides et structurées qui sont contenues dans une 

membrane plasmique plus fluide. Les radeaux lipidiques contiennent un ensemble de 

protéines spécifiques. Ces domaines comprennent ainsi deux types de structures. 

Premièrement, les cavéoles, invaginations de la membrane plasmique contenant notamment 

la protéine de structure cavéoline-1 et deuxièmement, les radeaux lipidiques « non 

cavéolaires ».   

Les cavéolines sont de petites protéines possédant une structure en « épingle à 

cheveux », avec les parties N-terminales et C-terminales en regard du cytoplasme 

(Krajewska and Masłowska, 2004). Ces protéines sont capables de lier du cholestérol et 

permettent ainsi le transport du cholestérol du réticulum endoplasmique vers la membrane 

plasmique (Murata et al., 1995) (Smart et al., 1996). Par exemple, la sur-expression de 

cavéolines dans des hépatocytes permet une augmentation de l’efflux de cholestérol sans 
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modification de l’expression du transporteur ABCA1 ou de sa quantité à la membrane 

plasmique (Fu et al., 2004). Ceci suggère que les cavéolines sont capables d’augmenter le 

transfert de cholestérol dans les domaines riches en cholestérol.  

La membrane plasmique est le lieu où le cholestérol va pouvoir être exporté de la 

cellule. Il existe deux grandes voies générale d’efflux du cholestérol : la diffusion passive et 

l’efflux actif du cholestérol. L’efflux actif du cholestérol est dépendant de transporteurs tels 

ABCA1 et ABCG1, et nécessite la présence d’ATP. Nous allons rapidement définir la 

diffusion passive du cholestérol. En effet, le cholestérol peut diffuser de manière passive à 

travers la membrane plasmique, de manière dépendante d’un gradient de concentration du 

cholestérol et de molécules acceptrices  (Karlin et al., 1987). Dans ce processus, l’étape de 

désorption du cholestérol est limitante. En effet, le transfert d’une molécule de cholestérol 

hydrophobe depuis l’environnement apolaire de la membrane plasmique vers un 

environnement aqueux extracellulaire est un processus couteux en énergie (Phillips et al., 

1987). Mécanistiquement, la diffusion passive est le résultat d’une collision entre les 

molécules de cholestérol libre présentes à la membrane plasmique (après désorption) et des 

particules acceptrices de l’espace extracellulaire, indépendamment de leur taille, de leur 

structure et de leur composition (Davidson et al., 1995). Ce mécanisme est également 

bidirectionnel, il est aussi impliqué dans la captation de cholestérol. L’importance de l’activité 

de cette voie semble dépendre du type cellulaire et reste largement discuté  (Ohashi et al., 

2005) (Phillips, 2014). Dans le macrophage, cette voie ne semble pas impliquée (Adorni et 

al., 2007). De plus, il a été démontré qu’en absence des transporteurs ABCA1 et ABCG1, 

transporteurs impliqués dans l’efflux actif du cholestérol, il reste un efflux résiduel non 

négligeable de 30%, suggérant le rôle d’autres transporteurs ou le rôle de la diffusion 

passive (Yvan-Charvet et al., 2007a).   

d- Les thérapies anti-athérosclérose actuelles et futures 

 

Comme nous venons de le décrire, l’athérosclérose est une pathologie complexe, 

mettant en jeu de nombreux acteurs. Cela offre une large palette pour apporter des 

traitements à cette pathologie. L’un des premiers acteurs à avoir été mis en exergue est le 

cholestérol. En effet, dans un premier temps, il a été mis en évidence que les patients 

atteints d’athérosclérose possédaient une concentration accrue de cholestérol dans les LDL 

(LDL-C) (Gotto, 2009). En effet, le LDL-C est un facteur de risque indépendant pour les 

maladies cardio-vasculaires (Fredrickson and Lees, 1965) (Dawber et al., 1957). La 

découverte du récepteur aux LDL (le LDL-R)  a permis une meilleure compréhension dans le 

métabolisme des lipoprotéines et de comprendre plus aisément le lien entre LDL-C et 
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maladies cardiovasculaires. De même, la découverte des statines, qui sont une classe de 

molécule inhibant la HMG-CoA réductase, une enzyme clé dans la synthèse endogène du 

cholestérol, a révolutionné l’approche du traitement des maladies cardiovasculaires en 

permettant de diminuer la concentration plasmatique en cholestérol. Au vue des essais 

cliniques menés avec cette classe de molécules, les statines apparaissent comme la 

première classe de médicament ayant un effet protecteur dans l’athérosclérose et les 

maladies cardiovasculaires en général (Ference, 2015) (Ference et al., 2017). Cependant, 

malgré les effets bénéfiques des statines, la prise en compte des autres facteurs impliqués 

dans l’athérosclérose reste importante. 

 

  d-1- Les modulateurs lipidiques, autres que les statines.  

 

 Une concentration trop importante en cholestérol dans le sang ou 

hypercholestérolémie peut être causée par des mutations génétiques, notamment celle du 

LDL-R. Plus récemment, d’autres protéines ont été impliquées dans l’hypercholestérolémie, 

comme la lipoprotéine majeur des LDL, l’apoplipoprotéine B ou la proprotéine converstase 

subtilisine/kexine de type 9 (PCSK9). Ces découvertes offrent alors de nouvelles pistes 

thérapeutiques afin d’abaisser la concentration en cholestérol dans le sang, les inhibiteurs de 

l’apolipoprotéine B et de la PCSK9. Récemment, deux anticorps monoclonaux anti-PCSK9 

ont été approuvés dans le traitement de l’hypercholestérolémie (Sabatine et al., 2017).   

 

 L’hypocholestérolémie peut aussi être causée par un défaut de synthèse du 

cholestérol endogène (Porter and Herman, 2011). Ainsi, ces défauts génétiques offrent des 

pistes thérapeutiques. Brièvement, deux inhibiteurs de la 24-déhydrocholestérol réductase 

(DHCR24) ont été testés en clinique, mais ils présentent beaucoup d’effets secondaires 

délétères (Porter and Herman, 2011). Aussi, un inhibiteur de la squalène synthase a été 

étudié mais n’a pas pu être utilisé en clinique au vue de son hépatotoxicité (Stein et al., 

2011). Plus récemment, un inhibiteur de l’ATP citrate lyase, enzyme importante dans la 

biogénèse de l’acétyl-CoA à partir du citrate et impliquée dans la biogénèse du cholestérol et 

des lipides, pourrait être une nouvelle piste thérapeutique dans le traitement des maladies 

cardiovasculaires (Bilen and Ballantyne, 2016). De plus, l’étude de cas 

d’hypocholestérolémie due à des mutations des protéines de transfert microsomal (les MTP) 

ou de l’angiopoïétine like-3 (ANGPTL3) a permis de proposer des inhibiteurs de la MTP ou 

de l’ANGPTL3 dans le traitement des maladies cardiovasculaires (Hooper et al., 2005) 

(Gaudet et al., 2017).   
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 En parallèle, les études GWAS (Genome-Wide Association Studies) ont mis en 

lumière plusieurs gènes pouvant être impliqués dans le métabolisme des LDL en lien avec 

les maladies cardiovasculaires (Khera and Kathiresan, 2017). Ces gènes inclus celui codant 

pour la protéine NPC1L1 (Cannon et al., 2015), des transporteurs ABCG5/ABCG8 (Rader et 

al., 2003), de la SORT1 (sortiline 1) et de TRIB1 (tribbles homolog 1) (Nurnberg et al., 2016). 

De manière intéressante, une augmentation des risques cardiovasculaires a été associée 

avec une diminution de l’activité de l’enzyme LIPA (Lysosomal Acid Lipase ou LAL) (Morris 

et al., 2017). Rapidement, la déficience partielle en LIPA induit de nombreuses 

complications, telles que des complications métaboliques, notamment une hyperlipidémie, 

mais aussi une hépato-splénomégalie, et une apparition rapide de lésions d’athérosclérose. 

Actuellement, les patients déficients sont traités par une thérapie de remplacement, la 

sébélipase alpha (Burton et al., 2015). Cette thérapie pourrait donc être appliquée aux 

patients atteints d’athérosclérose.  

 

d-2- L’augmentation du HDL-cholestérol 

 

 Les lipoprotéines de haute densité ou HDL sont impliquées dans l’efflux de 

cholestérol depuis les cellules périphériques vers le foie où le cholestérol sera éliminé. Nous 

reviendrons de manière plus détaillée sur le rôle des HDL dans la pathologie athéromateuse 

ultérieurement. Une déficience en HDL aussi appelée hypoalphalipoprotéinémie provoque un 

risque accru de maladies cardio-vasculaires (Weissglas-Volkov and Pajukanta, 2010). 

Malgré la non-identification de l’ensemble des mutations à l’origine de cette pathologie, trois 

gènes sont impliqués : celui de la LCAT (Lecithin AcylTransferase), enzyme impliquée dans 

l’estérification du cholestérol des HDL, celui du transporteur ABCA1, impliqué dans la 

biogénèse des HDL et celui de l’apolipoprotéine A1 (apoA1), lipoprotéine majeure des HDL. 

Ces patients développent rapidement des lésions d’athérosclérose et une hépato-

splénomégalie. Les capacités d’efflux du cholestérol des macrophages, fortement corrélées 

à la fonction des HDL, sont en corrélation inverse avec les risques de maladies 

cardiovasculaires (Khera et al., 2011). Plusieurs essais cliniques utilisant un inhibiteur de la 

CETP (Cholesteryl Ester Transfer Protein) ont été menés. Cette enzyme impliquée dans le 

transfert des esters de cholestérol et des triglycérides entre les HDL et LDL, ce qui permet 

de contrôler la taille et la composition des lipoprotéines. Malgré l’échec de nombreux essais 

cliniques, il a été démontré que l’inhibition de cette enzyme permet une augmentation de la 

concentration plasmatique en HDL et réduit ainsi le risque de maladies cardiovasculaires. De 

plus, certaines études suggèrent que les effets observés seraient aussi dus à une diminution 

de la concentration en LDL (Nicholls et al., 2011).  
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d-3- La modulation du métabolisme du glucose  

 

Même si de nombreuses évidences lient le diabète aux maladies cardiovasculaires, le 

mécanisme exact n’est pas complètement élucidé. De manière intéressante, le contrôle de la 

glycémie et du niveau d’hémoglobine glyquée (HbA1c) sont des paramètres importants dans 

la réduction du risque de maladies cardiovasculaires (Roussel et al., 2018). En effet, il a été 

démontré par des études mendéliennes randomisées que l’hyperglycémie jouait un rôle 

direct dans les maladies cardiovasculaires (Ross et al., 2015) (Ahmad et al., 2015). 

Récemment, les inhibiteurs du cotransporteur sodium-glucose 2 (SGTL2) qui permet une 

diminution de la glycémie en augmentant la glycosurie ont démontré leur efficacité sur les 

maladies cardiovasculaires (Zinman et al., 2015) (Neal et al., 2017) (Zaccardi et al., 2016). 

D’autres classes de médicaments, comme ceux agissant sur les incrétines, sont en cours 

d’études. Ces résultats apportent de nouvelles pistes de recherche afin d’apporter un 

traitement aux patients diabétiques atteints de maladies cardiovasculaires.  

 

Pour conclure sur cette partie, l’athérosclérose est une maladie inflammatoire 

chronique, à l’origine des maladies cardiovasculaires. Nous avons vu que plusieurs facteurs 

entraient en jeu, notamment l’importance du rôle du métabolisme du cholestérol. Le 

métabolisme du cholestérol est notamment crucial dans les cellules myéloïdes, que ce soit 

les monocytes ou les macrophages. Nous allons maintenant détailler le rôle des cellules 

myéloïdes dans l’athérosclérose ainsi que le rôle du métabolisme du cholestérol dans ces 

cellules.  

!
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II- Le rôle des cellules myéloïdes dans la pathologie 

athéromateuse 

L’évidence que les cellules immunes jouent un rôle majeur dans la mise en place et 

le développement de l’athérosclérose est depuis longtemps connue. Cette hypothèse est 

depuis confortée par de nombreuses études qui lient la formation et le développement de la 

plaque d’athérosclérose à des processus immuno-inflammatoires.  

L’athérosclérose se caractérise par une inflammation chronique, avec une 

accumulation de LDL (Low Density Lipoprotein ou Lipoprotéine de faible densité) et de 

cellules apoptotiques, ce qui est fortement inflammatoire et immunogène. Cela permet un 

recrutement des cellules immunitaires innées telles que les cellules NK (pour Natural Killer), 

les neutrophiles, les granulocytes, les cellules dendritiques et les monocytes (qui se 

différencieront en macrophages) (Moore and Tabas, 2011).  

Ici, nous allons nous concentrer sur le rôle des cellules myéloïdes : les monocytes et les 

macrophages. En effet, il est démontré que ces cellules sont essentielles au maintien de 

l’homéostasie tissulaire en agissant sur la réponse inflammatoire, immunitaire et 

phagocytaire. Nous décrirons la biogénèse des cellules myéloïdes plus tard, dans une 

troisième partie. Brièvement, afin de faciliter la compréhension de la partie suivante, il existe 

deux sous-types majoritaires de monocytes. Premièrement, les monocytes Ly6Chigh sont 

capables de transmigrer au travers de l’endothélium afin de rejoindre les tissus en fonction 

des divers signaux (Jakubzick et al., 2013) (Auffray et al., 2007). Dans le cadre de 

l’athérosclérose, ce sont les monocytes Ly6Chigh qui vont être recrutés au sein de la plaque 

(Swirski et al., 2007) (Tacke et al., 2007). Deuxièmement, les monocytes Ly6Clow servent de 

« patrouilleur » dans les vaisseaux sanguins et aide aux fonctions des cellules endothéliales 

(Auffray et al., 2007). De manière intéressante, que le nombre de monocytes circulants est 

un facteur de risque indépendant dans le développement et la pathogénicité des maladies 

cardiovasculaires. De plus, il est important de souligner que le rôle des cellules myéloïdes au 

sein de plaque d’athérosclérose est dépendant de l’état de la plaque d’athérosclérose. 

a- Le recrutement des monocytes au niveau de la plaque 

d’athérosclérose 

 

Durant la formation de la plaque d’athérosclérose, les monocytes sont rapidement 

recrutés au niveau de l’intima et du sous-endothélium (Imhof and Aurrand-Lions, 2004) (Ley 

et al., 2007) (Figure 7). Les monocytes sont recrutés afin de phagocyter notamment les LDL 
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oxydées. En effet, au sein des plaques d’athérosclérose, une inflammation non négligeable 

est observée. Cette inflammation impacte de nombreux processus et notamment le 

métabolisme des lipoprotéines. Les LDL subissent alors des modifications, comme 

l’oxydation. Leurs fonctions se retrouvent ainsi modifiées. Après phagocytose des LDL 

oxydées, les monocytes se différencient alors en macrophages spumeux qui vont par la suite 

participer à la formation de la plaque. Dans un premier temps, le dépôt de lipides au niveau 

de l’intima induit une accumulation de cellules immunitaires et de lipides extracellulaires qui 

vont former le cœur de la plaque, lui-même est entouré de cellules musculaires lisses et de 

matrice extracellulaire. La sécrétion de cytokines et de facteurs de croissance par les 

cellules de la plaque permet une augmentation du recrutement des cellules immunitaires au 

niveau de la plaque. Ce phénomène contribue à la progression de la plaque. Le cœur 

lipidique peut alors se nécroser. Au fil du temps, la sécrétion de protéases et de cytokines 

par les macrophages va fragiliser la chape fibreuse et provoquer une rupture de la plaque. 

Cela induit la mise en contact du contenu pro-thrombosant de la plaque et du sang circulant, 

provoquant un thrombus à l’origine de l’infarctus du myocarde et d’accidents vasculaires. Il 

existe donc une corrélation positive entre la rupture de plaque et le nombre de cellules 

immunitaires présentes dans la plaque (Shah, 2007). Les monocytes et les macrophages ont 

été les premières cellules immunitaires à être associées avec l’athérosclérose. Il faut noter 

que, dès la fin des années 90, en utilisant un modèle murin d’athérosclérose déficient pour le 

M-CSF (macrophages-colony stimulating factor), les souris op/op, les cellules myéloïdes ont 

été mises en cause dans le développement de l’athérosclérose (Rajavashisth et al., 1998). 

Elles semblent y jouer un rôle délétère. Parmi les exemples à citer, la déplétion des 

monocytes circulants par l’utilisation de chlodronate est associée à une diminution de la 

formation de plaque d’athérosclérose chez le lapin (Ylitalo et al., 1994). Dans un modèle 

d’athérosclérose murin (ApoE-/-), il est démontré que les monocytes Ly6Chigh sont 

préférentiellement recrutés au niveau de la plaque (Swirski et al., 2007) (Tacke et al., 2007). 

L’hyperlipidémie est un facteur de risque connu de l’athérosclérose. En effet, cela augmente 

le nombre de monocytes Ly-6Chigh circulants. Dans la plaque, les monocytes patrouilleurs 

(Ly6Clow) sont aussi recrutés dans une moindre mesure. Cependant, à défaut d’être 

préférentiellement recrutés, il a été démontré que les monocytes Ly6Clow expriment plus de 

CD36, de PPARγ et d’ABCA1 suggérant un rôle dans la détection et la régulation du 

métabolisme du cholestérol systémique (Ingersoll et al., 2010).   
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De manière générale, le recrutement des leucocytes au niveau des sites 

inflammatoires nécessite la présence de multitudes de facteurs tels que les sélectines, des 

molécules d’adhésion cellulaire et des chemokines. A ce niveau, l’endothélium est activé, ce 



! 38 

qui permet le recrutement des monocytes circulants. Les monocytes circulants proviennent 

de la moelle osseuse mais aussi de la myélopoïèse extra-médullaire qui permet une 

mobilisation rapide des monocytes lors d’une inflammation. Nous reviendrons sur la 

production des monocytes, soit la myélopoïèse plus tardivement, dans une quatrième partie. 

En effet, il a été démontré que, dans un modèle murin d’athérosclérose (ApoE-/-), les cellules 

souches hématopoïétiques (CSH) se relocalisent progressivement au niveau de la rate (en 

particulier au niveau de la pulpe rouge). Sous la stimulation de cytokines, les CSH vont 

produire des monocytes Ly6Chigh qui vont alors entrer dans la circulation sanguine (Murphy 

et al., 2011) (Robbins et al., 2012).  
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- Le rôle des récepteurs aux chimiokines : Les chimiokines et leurs récepteurs jouent 

un rôle primordial dans la circulation des monocytes et dans leur migration vers la plaque 

d’athérosclérose (Zernecke et al., 2008) (Charo, 2004). Les récepteurs CX3CR1 (CX3C 

chemokine receptor 1), CCR2 (C-C chemokine receptor type 2) et CCR5 (C-C chemokine 

receptor type 5), présents sur les monocytes, permettent le recrutement des monocytes 

Ly6Chigh au sein de la plaque. En effet, l’endothélium activé va exprimer les ligands de ces 

récepteurs, en particulier CX3CL1 et CCL5 (Figure 8). Cela va induire une interaction entre 

le récepteur et son ligand. Les monocytes vont alors adhérer à la surface de l’endothélium et 

s’arrêter à ce niveau. Il est important de noter que le CCR5 et le CX3CR1 semblent aussi 

important dans le recrutement des monocytes Ly6Clow (Combadière et al., 2008) (Tacke et 

al., 2007) (Landsman et al., 2009). Le CCR2 est lui plus important pour la sortie de la moelle 

des monocytes mais il est aussi un acteur clé du recrutement des monocytes au sein de la 

plaque (Saederup et al., 2008).   

- Le rôle des sélectines : Les sélectines sont des molécules d’adhésion intervenant 

dans de nombreux processus et notamment dans l’adhésion des monocytes à la plaque 

d’athérosclérose. Le récepteur de la P-sélectine (PSGL-1 pour P-selectin glycoprotein 

ligand-1) est largement exprimé par les monocytes Ly6Chigh, ce qui leur permet d’être 

préférentiellement recrutés. La P-sélectine présente sur l’endothélium va être reconnue 

(Woollard and Chin-Dusting, 2007). La E-sélectine semble aussi jouer un rôle important dans 

le roulement et l’arrêt des monocytes sur l’endothélium car elle est aussi capable de 

reconnaître le PSGL-1 (Figure 8). De plus, en 2008, il a été démontré que l’expression de 

PSGL-1 corrèle avec celle du Ly6C, permettant aux monocytes Ly6Chigh d’être 

préférentiellement recrutés au niveau de la plaque (An et al., 2008). La L-sélectine entre 

aussi en jeu dans l’étape de roulement ou « rolling » des monocytes sur l’endothélium. Il est 

important de souligner que, les monocytes Ly6Clow n’expriment pas la L-sélectine 

contrairement aux monocytes Ly6Chigh.  

- Le rôle des intégrines : Les intégrines présentes à la surface des monocytes sont 

importantes dans le recrutement des monocytes à la plaque (Woollard and Geissmann, 

2010). En effet, VLA4 (ou intégrine α4) et LFA1 (ou intégrine β2) présentes à la surface des 

monocytes reconnaissent des molécules d’adhésion présentent sur l’endothélium, comme 

VCAM-1 (Vascular Cell-Adhesion Molecule-1) et ICAM-1 (Intercellular Cell-Adhesion 

Molecule-1). Ces deux intégrines sont largement exprimées par les monocytes circulants 

(Figure 8). En revanche, les monocytes Ly6Clow expriment plus fortement LFA1 que les 

monocytes Ly6Chigh (Geissmann et al., 2003). Cela permet aux monocytes Ly6Clow d’être 

recrutés au niveau de l’endothélium.  
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- Autres facteurs : Les molécules du guidage axonal semblent jouer un rôle dans le 

recrutement des monocytes au cours de l’athérosclérose. En effet, des protéines de la 

famille des nétrines, des sémaphorines et des éphrines sont exprimées par les cellules 

endothéliales et leur expression est modulée dans des conditions pro- ou anti-athérogènes. Il 

semblerait que ces molécules soient capables de moduler l’infiltration des monocytes via des 

mécanismes de chémoattraction (Moore et al., 2013).  

b- Le rôle de l’émigration et de la prolifération des cellules 

myéloïdes dans les lésions d’athérosclérose 

 

Le nombre de macrophages dans la plaque est déterminé par le nombre de 

monocytes recrutés mais est aussi contrebalancé négativement par leur émigration et la 

mort des macrophages, mais aussi positivement par leur prolifération au sein de la  plaque. 

 

De manière intéressante, et malgré leur rôle délétère au sein de la plaque, les 

monocytes sont aussi capables d’émigrer de la plaque, même si cela reste controversé. 

Quelques études démontrent ainsi que la sortie des monocytes de la plaque permet une 

diminution de la taille des lésions, et une régression de l’athérosclérose (Llodra et al., 2004) 

(Feig et al., 2009). De manière contradictoire, dans un modèle murin de régression 

d’athérosclérose, il a été démontré que la diminution du nombre de macrophages était due à 

une baisse de l’entrée des monocytes et non à leur sortie de la plaque. Ainsi, la diminution 

du nombre de macrophages au sein de la plaque serait due à une apoptose accrue 

(Potteaux et al., 2011). Plus récemment, dans un modèle de régression utilisant la 

transplantation de segments aortiques athérosclérotiques dans des souris saines, il a été 

démontré que le recrutement des monocytes Ly6Chi inflammatoires est nécessaire à la 

résolution de l’inflammation locale dans les plaques et à la régression des lésions 

d’athérosclérose (Rahman et al., 2017). Ce mécanisme est dépendant de la différenciation 

des monocytes Ly6Chi inflammatoires en macrophages anti-inflammatoires de type M2, via la 

voie de signalisation STAT6. 

Il a été démontré par l’étude de marqueurs de prolifération au sein de la plaque que 

les macrophages étaient capables d’y proliférer (Zhu et al., 2009). En effet, dans des 

modèles murins, il a été démontré que dans des lésions précoces, les monocytes sont 

recrutés et se différencient en macrophages. En revanche, dans des lésions avancées, la 

prolifération des macrophages est prédominante. Les auteurs démontrent aussi que 92% 

des macrophages de la plaque prolifèrent. De plus, la délétion des monocytes circulants 

n’altère pas la prolifération des macrophages dans les lésions avancées. Ce résultat suggère 
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que le recrutement des monocytes dans les plaques n’est pas essentiel à la constitution 

d’une réserve de macrophages prolifératifs. En revanche, ils confirment que les monocytes 

recrutés dans la plaque sont la source des macrophages, eux-mêmes capables de proliférer. 

Plus précisément, cette étude souligne aussi le rôle du récepteur SR-A1 (Macrophage 

Scavenger Receptor 1) dans la prolifération des macrophages intra-plaques. En effet, les 

macrophages issus d’une moelle osseuse déficiente pour le récepteur SR-A1 prolifèrent 

moins que ceux issus d’une moelle osseuse exprimant le récepteur SR-A1 (Robbins et al., 

2013). L’ensemble de ces résultats suggère que la prolifération des macrophages au sein 

des plaques d’athérosclérose peut être un mécanisme important dans la progression de la 

pathologie, même si des précisions doivent être apportées. Ce mécanisme semble être 

particulièrement important dans la régulation de l’inflammation chronique présente dans les 

lésions athérosclérotiques tardives.   

 L’émigration des macrophages de la plaque a été prouvée dans des plaques 

précoces. De plus, il a été démontré que le niveau de sortie des macrophages de la plaque 

se réduit au cours de la progression de la pathologie. Les macrophages de la plaque sont 

soumis à la fois à des stimuli de rétention et d’émigration, et l’équilibre entre ces stimuli 

impactent le nombre de macrophages présents au sein de la plaque. Les signaux qui 

permettent la sortie des macrophages de la plaque, que ce soit par transmigration de 

l’endothélium ou par migration à travers la média afin de rejoindre la circulation lymphatique, 

sont peu définis. La quantité de cholestérol intracellulaire a été démontrée pour augmenter 

l’expression de la nétrine 1 et de la sémaphorine E3, protéines impliquées dans le 

chimiotactisme des macrophages et la rétention des macrophages in vitro (van Gils et al., 

2013) (Wanschel et al., 2013). In vivo, en utilisant un modèle murin d’athérosclérose (LDLr-/-

), la déficience en nétrine 1 induit une réduction de la progression des plaques 

d’athérosclérose, et une augmentation de l’émigration des macrophages en dehors de la 

plaque, suggérant ainsi un rôle de la nétrine 1 dans la séquestration des macrophages dans 

la plaque (van Gils et al., 2013). De plus, il a été démontré chez la souris dans un modèle de 

régression, que les cellules qui sortaient de la plaque présentaient un profil proche des 

macrophages et/ou des cellules dendritiques (Trogan et al., 2002). Par exemple, les 

macrophages qui sortent de la plaque expriment fortement le CCR7, connu pour être le 

récepteur des chimiokines CCL19 et CCL21, impliquées dans le recrutement des cellules 

dendritiques dans les ganglions. Ces résultats suggèrent que l’expression de CCR7 est un 

facteur impliqué dans la sortie des macrophages de la plaque. Plus récemment, il a été 

démontré que l’expression du CCR7 était elle-même régulée par l’expression des LXRs 

(Feig et al., 2010). Cependant, ces résultats restent controversés.  
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Le rôle de l’apoptose des cellules myéloïdes dans la physiopathologie de la plaque 

d’athérosclérose sera détaillé ultérieurement.  

c- Le rôle des macrophages dans la plaque d’athérosclérose et 

leurs différentes polarisations.  

 

Même si de nombreux types de cellules immunitaires sont impliqués dans le 

développement et la progression des plaques d’athérosclérose, les macrophages jouent un 

rôle prédominant. Le phénotype et la plasticité des macrophages sont des domaines 

largement étudiés. Dans les lésions d’athérosclérose, les macrophages sont soumis à de 

nombreux signaux, comme la production accrue de cytokines ou la présence de lipides 

oxydés. Ces signaux modifient la polarisation et le phénotype des macrophages de la 

plaque. Brièvement, les macrophages peuvent adopter un spectre de phénotypes 

extrêmement différents (Mosser and Edwards, 2008). Aux extrêmes du spectre, il y a les 

macrophages dits macrophages M1 et macrophages M2. Le phénotype M1 est induit par la 

production de cytokines par les lymphocytes T-helper (LT) de type 1, et au contraire, le 

phénotype M2 est induit par les LT de type 2. Les macrophages M2 se classifient en sous-

populations. Plus spécifiquement, dans la plaque d’athérosclérose, les macrophages 

peuvent aussi adopter des phénotypes dits Mox, Mhem, MHb et M4. C’est ce à quoi nous 

allons nous intéresser maintenant. Même si cette nomenclature permet une visualisation 

simple des phénotypes des macrophages, elle est à prendre avec précaution (Nahrendorf 

and Swirski, 2016) (Figure 9).  

 

   c-1- Les macrophages M1, classiquement activés. 

 

Les macrophages M1 sont issus de la stimulation de macrophages non polarisés 

(M0) par la production de cytokines, tels que l’INFγ ou le TNF, produites par les LT de type 1 

(Colin et al., 2014). La polarisation en M1 peut aussi être faite par la production de LPS, 

notamment lors d’une infection bactérienne (Westerterp et al., 2007) ou lors de la perte de la 

perméabilité intestinale (König et al., 2016). La polarisation M1 des macrophages contribue à 

l’augmentation de la réponse inflammatoire, notamment, via la sécrétion de cytokines 

comme IL-6, l’IL-1β, le TNF, l’IL-12 et l’IL-23 (Mosser, 2003) (Verreck et al., 2004) (Figure 

9). Les macrophages M1 sont aussi impliqués dans la production de ROS, initialement 

prévus pour détruire les pathogènes mais qui participent aussi au processus d’oxydation et 

d’inflammation au sein de la plaque. Dans le cadre d’une inflammation stérile, comme c’est 

le cas dans l’athérosclérose, l’activation des macrophages M1 est délétère, notamment à 

cause de leur participation à une inflammation chronique. 
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c-2- Les macrophages M2, alternativement activés. 

A l’inverse, l’autre extrémité du spectre de polarisation des macrophages, les 

macrophages M2 sont considérés comme des macrophages anti-inflammatoires. En effet, ils 

produisent de l’IL-10 et peu l’IL-12. Les macrophages M2 sont issus de la stimulation par les 

LT de type 2, notamment via la sécrétion d’IL-4 et IL-13 (Stein et al., 1992) (Gordon, 2003). 

In vitro, plusieurs études ont permis de démontrer qu’il y avait des sous-groupes de 

macrophages M2 : les M2a, M2b, M2C et M2d. En revanche, la pertinence in vivo des ces 

populations reste à être déterminée (Figure 9).  

Les macrophages M2a répondent à la stimulation de l’IL-4 et de l’IL-13, expriment le 

récepteur au mannose (CD206) et sécrètent des facteurs impliqués dans la réparation 

tissulaire comme le TGFβ (Transforming Growth Factor β) ou l’IGF (Insulin-like Growth 

Factor) (Mosser and Edwards, 2008). Ces macrophages sont parfois appelés les 

« macrophages de la cicatrisation » (ou wound healing macrophages) au vue de leurs 

propriétés. Les macrophages M2b sont induits par la stimulation par des complexes immuns, 

notamment via l’activation des TLR ou l’IL-1β (Mosser and Edwards, 2008). Les 

macrophages M2c sont induits par la présence d’IL-10 et des glucocorticoïdes. Ces deux 

sous-classes de macrophages M2 sont considérées comme des macrophages de la 

régulation. En effet, ils expriment fortement le récepteur MerTK, récepteur impliqué dans la 

reconnaissance des cellules apoptotiques, ce qui leur confère une capacité d’efferocytose 

(Zizzo et al., 2012) (Zizzo and Cohen, 2013). Cependant le phénotype des macrophages 

M2b et M2c semble plus complexe. En effet, les macrophages M2b sont aussi capables de 

produire des cytokines pro-inflammatoires. Enfin, la sous-classe de macrophages M2d est 

induite par une co-stimulation par des agonistes des TLR et des récepteurs à l’adénosine de 

type A2. Ils produisent alors de l’IL-10 et du VEGF et expriment aussi fortement le CD36. 

La classification in vitro qui vient d’être décrite semble être transférable in vivo au 

niveau de la plaque d’athérosclérose (Bouhlel et al., 2007). Les macrophages M1 et M2 y 

sont présents, et représentent respectivement 40% et 20% des macrophages présents dans 

ces lésions (Roma-Lavisse et al., 2015). Il est important de souligner que de nombreux types 

de macrophages ayant des phénotypes très différents coexistent au sein des plaques 

d’athérosclérose. Au sein des plaques d’athérosclérose, les macrophages sont soumis à 

divers stimuli, notamment à la présence de lipides et de lipides oxydés. Nous allons détailler 

le rôle du métabolisme des lipides et en particulier du cholestérol dans les parties suivantes. 

Cependant, avant d’aborder ce point, nous allons nous intéresser brièvement à la réponse 

des macrophages lors d’une hémorragie ou lorsqu’ils sont stimulés par des cytokines.  
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c-3- Les macrophages en condition hémorragique : M(Hb) et M(Heme) 

 Dans les plaques d’athérosclérose humaines, il est fréquent d’observer une 

hémorragie intra-plaque. Dans ces zones particulières, les macrophages se retrouvent au 

contact d’une quantité importante de sang. Ainsi ils se polarisent en macrophage M(Hb) ou 

macrophage stimulés par l’hémoglobine (Hb) (Finn et al., 2012) (Bories et al., 2013). Ces 

macrophages se caractérisent par une expression importante du CD36 et du CD163. Le 

CD163 est un récepteur « scavenger » qui reconnaît l’hémoglobine et l’haptoglobine, ainsi il 

est impliqué dans la clairance de l’hémoglobine lors d’une hémorragie de la plaque (Nielsen 

et al., 2010). La liaison de l’hémoglobine sur ces récepteurs induit la voie  de signalisation 

PI3K/phospho-Akt aboutissant à la production d’IL-10 (Philippidis et al., 2004) (Landis et al., 

2013). De manière intéressante, les macrophages M(Hb) présentent une augmentation de 

leur capacité d’efflux de cholestérol via une augmentation de l’activité des LXR, ce qui 

participe à la prévention de la formation de macrophages spumeux (Boyle et al., 2012). 

L’activité accrue du LXR permet aussi une augmentation de l’expression d’un transporteur 

permettant la sortie du fer de la cellule, la ferroportine. Cela limite ainsi l’accumulation de fer 

dans les macrophages et permet de limiter la production de ROS . Après la dégradation de 

l’hémoglobine par les macrophages, les macrophages sont stimulés par la présence d’hème. 

Ils se polarisent alors en macrophages M(Heme), ce qui active l’expression d’ATF-1 

(Activating Transcription Factor-1),  du LXR et de HMOX1 (heme oxygenase 1) (Wan et al., 

2013) (Boyle et al., 2011) (Figure 9). Ces macrophages ont aussi une capacité plus 

importante à phagocyter les érythrocytes en apoptose, ce qui participe au maintien de 

l’homéostasie au sein de la plaque (Bories et al., 2013).  

c-4- Les macrophages en réponse au facteur PF4 : M4 

 Contrairement aux macrophages M1 et M2 dont la polarisation est réversible, certains 

sous-types de macrophages ne semblent pas capables de modifier leur phénotype. En effet, 

au sein de la plaque d’athérosclérose, les macrophages sont polarisés en macrophages M4 

suite à une stimulation par le facteur PF4 (Platelet Factor 4) ou CXCL4 (Gleissner et al., 

2010a) (Figure 9). Ce facteur est produit par les plaquettes sanguines, mais aussi les 

cellules endothéliales, les monocytes et les macrophages eux-même (Gleissner et al., 2008). 

Ces macrophages M4 expriment la métalloprotéinase 7 (MMP7) et une protéine de liaison au 

calcium appelée S100A8 (Erbel et al., 2015). Ces macrophages perdent aussi l’expression 

du CD163, ce qui ne permet pas une expression de HMOX1 (Gleissner et al., 2010b) Ainsi, 

ces macrophages semblent délétères au sein de la plaque d’athérosclérose (Colin et al., 

2014).  
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c-5- Les macrophages en réponse aux lipides oxydés : Mox 

Les macrophages exposés aux lipides oxydés vont alors acquérir un phénotype Mox. 

Ce phénotype est notamment caractérisé par l’expression du facteur de transcription 

NFE2L2 (Kadl et al., 2010) (Figure 9). En comparaison avec les macrophages M1 ou M2, 

les macrophages Mox présentent une capacité de phagocytose et de chimiotactisme réduite. 

Chez la souris, il a été démontré que ces macrophages exprimaient des gènes impliqués 

dans la régulation du système REDOX, tels que Hmox1, Srxn1, Txnrd1 et Gsr (Kadl et al., 

2010). En parallèle, et en présence de lipides oxydés, les macrophages Mox sont capables 

de produire des cytokines pro-inflammatoires comme IL-1β ou la cyclooxygénase 2, de 

manière dépendante de l’activation de la voie TLR2 (Kadl et al., 2011). Dans des modèles 

murins présentant des plaques d’athérosclérose avancées, il semble que les Mox 

représentent jusqu’à 30% des macrophages présents dans la plaque (Kadl et al., 2010). 

Cependant, la relevance humaine de cette sous-classe de macrophages reste à être 

déterminée.  

Pour conclure cette partie, les macrophages présents dans les lésions 

d’athérosclérose sont soumis à divers stimuli qui modulent leur polarisation et leur fonction 

au sein de la plaque. L’importance de ces différents signaux varie au cours de l’évolution de 

la pathologie soulignant le fait que la polarisation des macrophages est globalement un 

processus dynamique qui varie au cours du temps (Gosselin et al., 2014) (Lavin et al., 2014). 

Nous allons maintenant nous intéresser à un facteur majeur au sein de la plaque 

d’athérosclérose : les lipides et leur dérivés, et en particulier, le cholestérol.  

d- Le rôle de l’immuno-métabolisme des cellules myéloïdes au sein de la 

plaque d’athérosclérose 

Une fois recrutés dans la plaque, les monocytes vont se différencier en macrophages 

au sein de la plaque d’athérosclérose. Dans cet environnement, les macrophages 

phagocytent des lipides, souvent contenus dans des lipoprotéines. Ils se retrouvent alors 

face à une quantité de matériel lipidique qu’ils doivent métaboliser. Dans le contexte de 

l’athérosclérose, la machinerie de métabolisation et d’élimination contenue dans les 

macrophages s’enlise et les cellules accumulent une quantité importante de lipides. Cela 

aboutit à la formation de macrophages spumeux. Les macrophages spumeux sont 

caractérisés par une charge en lipides importante qui se localisent dans des gouttelettes 

lipidiques intracellulaires. Cela est dépendant de plusieurs étapes que nous allons décrire 

dans cette partie : la capture des lipoprotéines, l’altération du métabolisme intracellulaire du 

cholestérol et le rôle de l’efflux de cholestérol. Notamment, les plaques d’athérosclérose sont 
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visualisables par PET-Scan, via l’utilisation du 18-fluoro-déoxyglucose, suggérant une 

altération du métabolisme glucidique. Ainsi, le métabolisme du cholestérol semble être un 

acteur central dans la re-programmation métabolique des cellules immunitaires au sein des 

lésions d’athérosclérose.  

d-1- La capture des lipoprotéines par les macrophages 

 La capture des lipoprotéines par les macrophages est une des premières étapes 

dans les plaques naissantes et aboutit à la formation de macrophages spumeux. Les 

macrophages reconnaissent préférentiellement des lipoprotéines porteuses de 

l’apolipoprotéine B, comme les LDLs. Les macrophages expriment le LDL-R mais cette 

expression tend à être diminuée lors de la formation de la cellule spumeuse.  Cela suggère 

que les lipoprotéines modifiées présentent au sein de la plaque sont reconnues par des 

mécanismes n’impliquant pas le LDL-R, mais aussi par l’intermédiaire d’autres récepteurs 

(Figure 10).  

En effet, le stress oxydatif généré au sein de la plaque induit une modification des 

lipoprotéines présentes et notamment des LDL oxydées. Cela induit un « signal de 

dommage » qui va être reconnu par les PRRs (Pattern Recognition Receptors) présents à la 

surface des cellules du système immunitaire, dont les macrophages. Les récepteurs 

« scavengers » présents à la surface des macrophages jouent un grand rôle dans 

l’athérosclérose et sont initialement décrits pour reconnaître et prendre en charge les LDL 

modifiées (Moore and Freeman, 2006). Un grand nombre de ces récepteurs, tels que SRA, 

MARCO, CD36, SR-B1 ou LOX1, sont capables de reconnaître les lipoprotéines modifiées et 

participent à la formation des cellules spumeuses (Kzhyshkowska et al., 2012). Le récepteur 

SRA (Scavenger Receptor A) et le récepteur CD36 sont capables de dégrader de 75 à 90% 

des LDL modifiées in vitro (Kunjathoor et al., 2002). Cependant, in vivo, en utilisant des 

souris athérogéniques déficientes pour SRA et CD36, il a été observé une diminution 

partielle du nombre de cellules spumeuses. Cela souligne le fait que d’autres mécanismes 

indépendants de ces récepteurs peuvent être mis en jeu (Moore et al., 2005) (Kuchibhotla et 

al., 2008) (Manning-Tobin et al., 2009). Il est important de souligner que ces études montrent 

une réduction de l’inflammation, de l’apoptose des macrophages et de la nécrose au sein de 

la plaque suggérant d’autres rôles pour ces récepteurs que la capture des lipoprotéines. 
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Les lipoprotéines peuvent aussi subir d’autres modifications que l’oxydation, elles 

peuvent notamment subir l’action de diverses lipases qui pourrait induire la capture de ces 

lipoprotéines par d’autres récepteurs (Boyanovsky et al., 2005). Dans des modèles murins, il 

a été mis en évidence les PLA2 (Phospholipase A2) sécrétées permettraient une 

accélération du développement des plaques d’athérosclérose (Öörni and Kovanen, 2009). 

De plus, il a été démontré que les LDLs pouvaient être captées par pinocytose et que cela 

induisait la formation de cellules spumeuses (Kruth, 2011). Ce processus n’est pas 

dépendant de récepteurs et envoie directement le cholestérol capté dans le compartiment 

endosomal, ce qui favorise la formation des esters de cholestérol et donc la formation de 

cellules spumeuses.  
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d-1-A- La capture des LDL via le SR-A1 

 

Le récepteur SR-A1 est  majoritairement impliqué dans la reconnaissance des LDL 

oxydées. Il existe trois isoformes, mais seuls deux sont fonctionnels. Brièvement, ce 

récepteur est composé de trois domaines principaux : un domaine extracellulaire, un 

domaine intracellulaire et un segment transmembranaire. Le domaine extracellulaire est 

composé d’une structure en « super-hélice », d’un domaine type collagène et d’une région 

riche en cystéines (Ben et al., 2015). Dans des modèles murins d’athérosclérose, la 

déficience en SR-A1 réduit le développement des plaques d’athérosclérose en inhibant la 

formation de macrophages spumeux (Mäkinen et al., 2010) (Dai et al., 2012). L’expression 

de SR-A1 est régulée par la voie de signalisation NF-κB, qui est elle-même stimulée par des 

cytokines pro-inflammatoires (Hashizume and Mihara, 2012). L’expression du récepteur SR-

A1 est aussi positivement régulée par le canal K+ voltage-dépendant Kv1.3 (Yang et al., 

2013). Cela suggère un rôle important du SR-A1 dans des conditions inflammatoires ainsi 

que par le flux de potassium.  

 

d-1-B- La capture des LDL via le CD36 

 

CD36 fait partie de la famille des « clusters » de différenciation (CD). C’est une 

glycoprotéine de 88kDa qui fait partie de la famille des SR (Scavenger Receptor) B (comme 

SR-B1). Le gène humain est porté par le chromosome 7 (7q11.2). Ce récepteur est composé 

de deux domaines extracellulaire et de deux domaines transmembranaires. CD36 lient les 

LDL oxydées avec une grande affinité. En effet, il a été démontré que ce récepteur possédait 

deux domaines de liaisons de fortes affinités pour les LDL oxydées (des acides aminés 127 

à 279 et des acides aminés 28 à 93) (Tarhda and Ibrahimi, 2015). Les LDL oxydées sont 

alors internalisées de manière dépendante des rafts lipidiques. Ce récepteur est aussi 

capable de lier des cellules apoptotiques, du collagène et de la thrombospondine. CD36 est 

exprimé par de nombreux types cellulaires comme les adipocytes, les cellules musculaires, 

les cellules cardiaques, les cellules endothéliales, les cellules dendritiques, et bien sur les 

monocytes et les macrophages (Choromańska et al., 2017). CD36 est majoritairement régulé 

par PPARγ (Han et al., 1999) (Han and Sidell, 2002), LXR (Silverstein and Febbraio, 2009), 

PXR (Sui et al., 2011) et le TR4 (Xie et al., 2009). L’expression de CD36 est aussi 

augmentée en conditions inflammatoires, notamment par IL-1β, IL-4, IL-18. Au contraire, le 

TGFβ- et l’INF-γ sont capables de diminuer l’expression du CD36. De plus, le CD36 est 

capable de se dimériser avec les TLR, notamment le TLR 2, 4 et 6. Cela intervient 

notamment dans la régulation de l’inflammation (Stewart et al., 2010) (Ip et al., 2008).  
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d-1-C- La capture des LDL via le récepteur LOX-1 

 

Structurellement, le récepteur LOX-1 possède un court domaine N-terminal, un 

domaine transmembranaire, un domaine extracellulaire, composé d’une super-hélice et d’un 

domaine « lectine-like » de type C (Ogura et al., 2009). Le domaine « lectine-like » de type C 

permet la reconnaissance des LDL oxydées (Chen et al., 2001a). Le récepteur LOX-1 

semble être strictement pro-athérogénique. En effet, son expression est très modérée dans 

des conditions physiologiques mais elle est augmentée de manière importante dans des 

conditions athérogéniques. De manière intéressante, ce récepteur n’est pas exprimé par les 

monocytes mais est largement exprimé par les macrophages (Kume and Kita, 2001). Dans 

les cellules endothéliales, LOX-1 est le récepteur majoritairement et peu aussi être exprimé 

dans les cellules musculaires lisses (Kume et al., 2000). Il est important de souligner que ce 

récepteur reconnaît préférentiellement les LDL peu oxydées, ce qui suggère un rôle de ce 

récepteur préférentiellement durant les phases précoces de l’athérosclérose Dans des 

modèles murins d’athérosclérose, la délétion du récepteur LOX-1 permet une diminution de 

la pathologie, avec une progression plus lente et une réduction de l’inflammation associée 

(Kataoka et al., 1999). Au contraire, une sur-expression de LOX-1 provoque une 

augmentation de l’apoptose des cellules vasculaires, corrélée à une instabilité de plaque 

accrue et un processus d’athérothrombose (Inoue et al., 2005) (Ishino et al., 2007). 

d-1-D- La capture des LDL via le récepteur MARCO 

 

Enfin, le récepteur MARCO (macrophage receptor with collagenous structure) est 

aussi impliqué par la capture des LDL. Comme le récepteur SR-A1, MARCO présente un 

domaine extracellulaire « collagen like » qui lui permet de reconnaître les LDL. Il est exprimé 

par les macrophages et les cellules endothéliales (Ohtani et al., 2001). Cependant, des 

études complémentaires sont nécessaires afin de mieux caractériser le rôle de MARCO 

dans la capture du cholestérol et des lipides.  

En conclusion, la capture des lipoprotéines par les macrophages au sein de la plaque 

d’athérosclérose passe par différentes voies qui contribuent de manière synergique à la 

formation de cellules spumeuses.  

d-2- Le défaut du métabolisme intracellulaire du cholestérol.  

Dans une cellule spumeuse, le métabolisme du cholestérol est vite saturé en raison 

de la quantité de cholestérol présente dans la cellule. Lorsque le cholestérol est sous forme 
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d’esters de cholestérol alors il n’y a peu de conséquences toxiques pour la cellule. En 

revanche, une accumulation excessive de cholestérol libre peut devenir rapidement toxique 

pour la cellule. Dans des conditions physiologiques, une accumulation de cholestérol libre 

dans le réticulum endoplasmique induit une stimulation de l’estérification du cholestérol libre 

par l’ACAT1. Cependant, dans les macrophages lésionnels, il semblerait qu’un défaut 

d’estérification du cholestérol par l’ACAT1 ait lieu, favorisant alors l’accumulation de 

cholestérol libre. Dans ces conditions, il est suggéré que le flux de cholestérol libre soit trop 

important pour que l’ACAT1 puisse en estérifié la totalité. Il faut souligner que l’inhibition 

pharmacologique de l’ACAT induit une mort des macrophages par un stress du réticulum 

endoplasmique trop important (Tabas, 2002). Au niveau de la membrane plasmique, une 

accumulation de cholestérol libre augmente la signalisation depuis les rafts lipidiques, en 

particulier via les TLRs (Toll Like Receptors) et la voie NFκB, qui est pro-inflammatoire (Zhu 

et al., 2010) (Mogilenko et al., 2012) (Yvan-Charvet et al., 2008). De plus, la sortie du 

cholestérol libre des lysosomes est aussi réduite dans les macrophages spumeux, ce qui 

ralenti considérablement le flux de cholestérol et donc son métabolisme au sein du 

macrophage. Cela conduit à une augmentation de l’inflammation, notamment via la formation 

de cristaux de cholestérol qui activent le NLRP3 (Duewell et al., 2010) (Sheedy et al., 2013). 

Le NLRP3 est largement connu pour initier la voie de signalisation à l’origine de la production 

de cytokines pro-inflammatoires, telles que l’IL-1β. Par ailleurs, il a été démontré qu’une 

dérégulation du métabolisme intracellulaire du cholestérol induit une augmentation du stress 

du réticulum endoplasmique ce qui amplifie la dysfonction générale de la cellule et peut 

conduire à la mort du macrophage (Feng et al., 2003). Tout récemment, il a été mis en 

évidence que les voies d’efflux du cholestérol étaient capables de réduire l’activation de 

l’inflammasome NLRP3 (Westerterp et al., 2018). Les cellules apoptotiques présentent au 

sein de la plaque sont phagocytées par les macrophages présents autour, par un processus 

appelée efferocytose, sur lequel nous reviendrons plus tard.  

d-3- Le défaut d’efflux du cholestérol des monocytes et des 

macrophages de la plaque 

 Les macrophages remplis de cholestérol et de lipides essayent d’éliminer cette 

accumulation en augmentant les voies d’efflux du cholestérol. L’efflux de cholestérol va se 

faire notamment via ABCA1, ABCG1 et SR-B1 ainsi que par diffusion passive (Yvan-Charvet 

et al., 2010a) (Figure 11). Les transporteurs ABCA1 et ABCG1 sont connus pour être les 

acteurs clés dans l’efflux de cholestérol. Le récepteur SR-BI est impliqué dans un échange 

bidirectionnel entre la membrane plasmique et les lipoprotéines acceptrices. Les gènes 

abca1 et abcg1 sont positivement régulés par les LXRs (Liver X Receptor), eux-mêmes 
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stimulés par les dérives du cholestérol comme certains oxystérols et le demostérol (Spann et 

al., 2012) (Calkin and Tontonoz, 2012). L’autophagie  a un rôle critique dans l’efflux de 

cholestérol dans les macrophages spumeux. En effet, les gouttelettes lipidiques sont 

adressées aux lysosomes afin qu’elles soient dégradées (ce processus est aussi appelée 

lipophagie). Plus précisément, la fusion entre l’autophagosome et le lysosome permet la 

dégradation des esters de cholestérol et permet ainsi qu’augmenter la quantité de 

cholestérol libre dans la cellule afin qu’il soit exporté de manière dépendante d’ABCA1 

(Ouimet et al., 2011). De manière intéressante, le rôle athéro-protecteur de l’autophagie a 

été démontré dans un modèle murin d’athérosclérose, dans lequel certains composants de 

la machinerie de l’autophagie avaient été invalidés (Liao et al., 2012) (Razani et al., 2012). 

L’autophagie intervient aussi dans la régulation de l’immunité innée et adpatative, et en 

particulier dans l’activation du NLRP3 (Out et al., 2008a).   
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d-3-A- Le rôle du transporteur ABCA1 dans l’efflux actif de cholestérol 

D’un point de vue fonctionnel, ABCA1 permet l’efflux du cholestérol et des 

phospholipides intracellulaires vers l’apoA1 libre ou les préβHDL, qui sont respectivement 

des structures non lipidées ou peu lipidées (Landry et al., 2006) (Wang et al., 2000) 

(Remaley et al., 2001) (Qian et al., 2017). ABCA1 permet le transfert du cholestérol en excès 

présent dans les tissus périphériques et notamment les macrophages spumeux. De manière 

plus précise, l’apoA1 contenue dans un complexe pauvre en cholestérol va se lier à ABCA1 

au niveau du site de liaison à l’apoA1 de ce transporteur (Figure 4) (Figure 11). De plus, 

bien que le transporteur ABCA1 seul (monomère) soit capable de lier l’apoA1 et d’exporter le 

cholestérol, il peut aussi de dimériser ou oligomériser. En effet, il a été démontré que le 

récepteur ABCA1 s’oligomérisait en tétramère (Denis et al., 2004) (Trompier et al., 2006) ou 

se dimériser (Nagata et al., 2013). Il semble que cette dimérisation ou cette oligomérisation 

favorise la génération d’HDL à partir de l’apoA1.  

La fixation de l’apoA1 sur ABCA1 se fait sur un domaine relativement bien défini (de 

l’acide aminé 1311 au 1450) (Kang et al., 2010), ce qui permet la fixation du cholestérol et 

des phospholipides sur l’apoA1. En effet, une fois l’apoA1 liée au transporteur ABCA1, 

l’activité ‘‘floppase’’ va permettre de transférer le cholestérol et les phospholipides depuis la 

membrane interne vers la surface cellulaire. Il semblerait que le récepteur ABCA1 soit 

capable de créer une incurvation de la membrane plasmique afin de rapprocher les hélices 

amphipatiques de l’apoA1 et la membrane plasmique afin de permettre la formation d’HDL 

naissants (Tall et al., 2008). L’efflux du cholestérol et les phospholipides via ABCA1 a lieu en 

même temps et le transporteur pourrait aussi transférer du cholestérol sur des particules 

d’HDL récemment formées. De plus, ABCA1 augmente le trafic vésiculaire intracellulaire du 

cholestérol, des phospholipides et d’ABCA1 lui-même entre les membranes intracellulaires 

et la membrane plasmique (Neufeld et al., 2001) (Landry et al., 2006). Il est également 

observé que la liaison de l’apoA1 sur ABCA1 permet une diminution de la dégradation de ce 

transporteur (Wang et al., 2003). Nait alors une population hétérogène de particules d’HDL 

contenant des concentrations variables en cholestérol. De manière intéressante, le 

traitement des cellules par des anticorps reconnaissant la poche de liaison à l’apoA1 permet 

aussi la stabilisation d’ABCA1 (Mukhamedova et al., 2007). La localisation membranaire 

d’ABCA1 est cruciale pour son rôle dans l’efflux de cholestérol. En effet, des mutations 

affectant la localisation membranaire du transporteur (R587W, G597R, ΔL693, M1091T) 

induisent une réduction drastique de l’efflux de cholestérol (Singaraja et al., 2006). De plus, 

de nombreuses études confirment le rôle de l’ABCA1 membranaire dans l’efflux de 
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cholestérol et de phospholipides (Vaughan and Oram, 2003) (Vedhachalam et al., 2007) 

(Nandi et al., 2009). ABCA1 semble aussi jouer un rôle dans la structuration de la membrane 

plasmique. En effet, s’il est sur-exprimé, la membrane plasmique acquiert une morphologie 

différente (Linder et al., 2009) (Vedhachalam et al., 2007), notamment du point de vue de sa 

composition lipidique en créant des radeaux lipidiques riches en cholestérol permettant une 

mobilisation rapide du cholestérol lors de l’efflux (Chambenoit et al., 2001) (Mendez et al., 

2001) (Vaughan and Oram, 2003). Cependant, la répartition d’ABCA1 entre des domaines 

« rafts » ou de domaines « non-raft » de la membrane plasmique reste mal définie (Phillips, 

2018). De manière intéressante, le mutant W590S du transporteur ABCA1 qui conserve sa 

capacité à lier l’apoA1 mais qui n’est plus en mesure de la lipider, montre que la fixation de 

l’apoA1 sur ABCA1 est nécessaire mais pas suffisante afin d’induire l’efflux de cholestérol 

(Fitzgerald, 2002).   

De plus outre le mécanisme d’efflux via ABCA1 ayant lieu au niveau de la membrane 

plasmique, il est démontré qu’ABCA1 est capable d’exporter du cholestérol et des 

phospholipides à partir des endosomes (Takahashi and Smith, 1999) (Chen et al., 2001b)  

(Neufeld et al., 2001) (Denis et al., 2008). De plus, l’efflux des phospholipides par ABCA1 

pourrait précéder l’efflux du cholestérol (Wang et al., 2001). Brièvement, l’apoA1 se lie à 

l’ABCA1 au niveau de la surface cellulaire, puis ce complexe ApoA1/ABCA1 est internalisé 

au niveau des endosomes. A ce niveau, l’apoA1 va se lier aux lipides et le complexe 

lipides/ApoA1/ABCA1 va être resécrété par exocytose. La séquence PEST (riche en proline, 

acide glutamique, serine, thréonine) est localisée de l’acide aminé 1283 au 1306 chez 

l’humain. Elle est la cible des protéases calpaïnes qui permettent la dégradation d’ABCA1 

(Wang et al., 2003). En effet, la délétion de cette partie du transporteur induit une 

augmentation de la quantité d’ABCA1 à la membrane plasmique, corrélée à une diminution 

de la quantité d’ABCA1 endosomal, et donc de la quantité de cholestérol exporté à ce niveau 

(Chen et al., 2005). En dépit de ce défaut d’efflux de la fraction endosomale d’ABCA1, l’efflux 

cellulaire de cholestérol est augmenté. De plus, la liaison de l’apoA1 sur ABCA1 permet une 

stabilisation d’ABCA1 en inhibant sa dégradation (Wang et al., 2003) (Chen et al., 2005). 

Après internalisation, l’apoA1 joue aussi un rôle stabilisateur d’ABCA1 (Lu et al., 2008). En 

effet, sa liaison sur le transporteur permet la déphosphorylation des thréonines T1286 et 

T1305 de la séquence PEST qui sont constitutivement phosphorylées. Cela induit une 

inhibition de l’action des calpaïnes et donc de la dégradation d’ABCA1 (Martinez et al., 

2003). Cependant, la majeure partie de l’apoA1 resécrétée (après un cycle 

d’endocytose/exocytose) est dégradée (Faulkner et al., 2008). Ce pourcentage d’efflux est 

évidemment dépendant du type cellulaire et des conditions dans lesquelles il est mesuré. 

Notamment, il a été mis en évidence que l’efflux de cholestérol depuis les endosomes est 
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crucial lorsque les cellules sont chargées en cholestérol (Azuma et al., 2009). Par ailleurs, 

après la formation du complexe ApoA1/ABCA1, la protéine Jak2 va s’autophosphoryler et 

permettre de stimuler l’efflux de cholestérol mais aussi d’activer la signalisation via STAT3, 

bien que les mécanismes sous-jacents ne soient pas connus (Tang et al., 2004). 

Le domaine PDZ, constitué par les 3 derniers acides aminés en C-terminal est un 

domaine d’interaction avec les protéines a1-syntrophine et b1-syntrophine alors qu’ABCA1 

est localisé à la membrane plasmique. L’interaction avec ces protéines intervient aussi dans 

la stabilisation du transporteur (Munehira et al., 2004) (Okuhira et al., 2005). Leur rôle reste 

mal défini car l’interaction avec ces protéines pourrait aussi intervenir dans le recyclage et la 

signalisation intracellulaire du transporteur.  

 Chez l’Homme, le gène abca1 est localisé sur le chromosome 9q31, il est composé 

de 50 exons pour une taille d’environ 150pb. La protéine ABCA1 est composée de 2261 

acides aminés, et pèse 254kDa (Santamarina-Fojo et al., 2000). Le promoteur du gène 

abca1 contient une boîte TATA, qui est essentielle à l’activité du promoteur dans les 

macrophages (Langmann et al., 2002). De plus, il semble que d’autres promoteurs (dit 

alternatifs) soient capables d’induire la transcription du gène de manière spécifiques dans 

certains tissus (Huuskonen et al., 2003) (Singaraja et al., 2005). L’ARNm et la protéine 

ABCA1 sont instables. En effet, leur demi-vie est estimée entre 1 et 2 heures dans des 

macrophages murins (Wang and Oram, 2002). Il est important de noter que le niveau 

d’ARNm ne corrèle pas à la quantité protéique. Cela suggère que des mécanismes post-

traductionnels sont importants dans la régulation de l’expression et de la fonction d’ABCA1 

(Wellington et al., 2002). 

Comme cela vient d’être décrit, la liaison de l’apoA1 sur le transporteur ABCA1 

permet la production d’HDL qui vont alors interagir avec le transporteur ABCG1 et SR-BI. 

d-3-B- Le rôle du transporteur ABCG1 dans l’efflux actif de cholestérol 

 Le transporteur ABCG1 est impliqué dans l’efflux de cholestérol vers des particules 

HDL matures, soit déjà porteuses de phospholipides et de cholestérol (Wang et al., 2004) 

(Gelissen et al., 2006). Il est important que souligner que le transporteur ABCA1 génère des 

HDL matures qui peuvent servir de substrat pour le transporteur ABCG1, cela sous-entend 

que les transporteurs ABCA1 et ABCG1 agissent séquentiellement dans l’efflux de 

cholestérol (Gelissen et al., 2006) (Vaughan and Oram, 2003) (Figure 5) (Figure 11). 

Cependant, il semble d’ABCG1 puisse exporter du cholestérol de manière indépendante de 

sa liaison avec une lipoprotéine extracellulaire (Tarling and Edwards, 2011). L’expression 

d’ABCG1 accroit la quantité de cholestérol libre au sein de la membrane plasmique et facilite 
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ainsi son efflux vers des particules comme les HDL, de manière indépendante de la liaison 

des HDL sur le transporteur ABCG1.  

 

Le rôle majeur d’ABCG1 dans les macrophages est l’efflux de cholestérol. En effet, 

des macrophages déficients pour ABCG1 présentent une réduction de l’efflux de cholestérol. 

Cependant, in vivo, une déficience en ABCG1 ne provoque pas de modification du profil 

lipidique plasmatique, et en particulier de la concentration en HDL en conditions 

physiologiques (Kennedy et al., 2005) (Out et al., 2007) (Burgess et al., 2008). En revanche, 

lors d’un régime riche en graisses ou après traitement par un agoniste des LXRs 

(T0901317), les souris déficientes pour ABCG1 présentent une perte de l’augmentation de la 

production d’HDL en comparaison avec des souris contrôles (Wiersma et al., 2009). De 

manière intéressante, ABCG1 est aussi capable d’exporter des dérives du cholestérol, tels 

que les oxystérols. Cette fonction semble être délétère car cela réduit l’apoptose des 

macrophages dans les lésions d’athérosclérose (Hardy et al., 2017). Le rôle d’ABCG1 

semble donc être dépendant du « statut lipidique » de la cellule. Cela est conforté par deux 

études réalisées chez des modèles murins d’athérosclérose (souris LDLr-/- ou ApoE-/-). En 

effet, dans ces modèles, la délétion (Baldán et al., 2006) ou la surexpression (Burgess et al., 

2008) d’ABCG1 dans les cellules myéloïdes n’a pas d’effet drastique sur la taille des plaques 

d’athérosclérose. De plus, des souris LDLr-/- transplantées avec de la moelle osseuse 

déficiente pour ABCG1 accumulent des cellules spumeuses dans le péritoine mais ne 

présentent pas de modification de la taille de leurs lésions d’athérosclérose (Yvan-Charvet et 

al., 2007a). En effet, ces travaux démontrent que la délétion d’ABCG1 permet l’augmentation 

de l’expression d’ABCA1. Malgré ces résultats contradictoires, il semble d’ABCG1 soit 

protecteur dans les phases précoces et tardives de l’athérosclérose. En effet, le groupe de 

Meurs I. montre que l’impact d’ABCG1 sur la maladie dépend de son stade d’évolution 

(Meurs et al., 2012).   

D’autre part, la double délétion d’ABCA1 et ABCG1 entraîne une 

hypercholestérolémie importante, avec une accumulation de macrophages spumeux dans 

les tissus et une diminution importante du RCT (Out et al., 2008a). Si cette délétion a lieu 

spécifiquement dans les cellules myéloïdes dans un modèle murin d’athérosclérose (souris 

LDLr-/-), une forte réponse inflammatoire corrélée à une accumulation de lipides 

intracellulaires dans les macrophages est observée (Westerterp et al., 2013), conduisant à 

une accélération du développement des lésions athéromateuses (Yvan-Charvet et al., 

2007a). Cependant, une étude utilisant le même modèle démontre que ces résultats sont 

similaires à ceux obtenus après transplantation de moelles osseuses déficientes pour 

ABCA1 seulement (Out et al., 2008b). Cela renforce l’idée qu’ABCA1 et ABCG1 agissent 
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séquentiellement lors de l’efflux de cholestérol comme suggéré plus haut. ABCG1 semble 

aussi jouer un rôle dans le transport intracellulaire des lipides (Tarling and Edwards, 2011). 

Chez l’Humain, le rôle d’ABCG1 dans le développement des maladies 

cardiovasculaires est aussi très controversé. En effet, une étude du polymorphisme du gène 

ABCG1 chez des patients atteints de maladies cardio-vasculaires n’a pas permis de mettre 

en évidence de corrélation entre l’expression d’ABCG1 et la pathologie (Furuyama et al., 

2009). Une autre étude montre qu’au contraire, des patients présentant une altération de 

l’expression d’ABCG1 ont un risque moindre de développer des maladies cardio-vasculaires 

(Xu et al., 2011). Des études complémentaires sont donc nécessaires afin de conclure sur le 

rôle d’ABCG1 dans la pathologie athéromateuse humaine.  

d-3-C- Le rôle du transporteur SR-BI dans l’efflux actif de cholestérol  

Lors de la liaison d’une particule d’HDL, le récepteur SR-B1 va transduire un signal 

par l’intermédiaire de la protéine PDZK1 (PDZ Domain Containing 1) qui est liée au domaine 

EAKL du récepteur. Cela va engendrer l’activation de la cascade de signalisation 

PKC/MAPK. Il est important de souligner que SR-B1 est capable de diminuer l’efflux de 

cholestérol via les transporteurs ABCA1 et ABCG1 (Chen et al., 2001b) (Yvan-Charvet et al., 

2007b). En plus de son rôle dans le RCT, SR-B1 est impliqué dans la régulation de 

l’inflammation, il est montré que ce récepteur joue un rôle anti-inflammatoire. En effet, via sa 

capacité à générer des HDL, il est impliqué dans la liaison du LPS, qui devient alors inactif. 

Dans le macrophage, cela entraine une diminution de l’activation de la voie NF-kB, activée 

via la liaison du LPS sur le TLR4 (Cai et al., 2012). Chez l’humain, le rôle de SR-B1 dans la 

régulation de l’efflux de cholestérol et du RCT est moins décrit. Cependant, il a été démontré 

que des patients porteurs d’une mutation perte de fonction de SR-B1 présentaient une 

augmentation du taux d’HDL plasmatiques corrélée à une diminution de la capacité d’efflux 

de cholestérol  (Vergeer et al., 2011).  

 Le rôle de SR-B1 dans le RCT et l’efflux de cholestérol, notamment depuis les 

macrophages, reste discuté (Adorni et al., 2007) (Rader et al., 2009). En effet, ce récepteur 

est à l’origine de mouvements bidirectionnels, et donc de l’efflux de cholestérol libre entre les 

cellules et les HDL (ou autres accepteurs).  

 

e- Le rôle du métabolisme du glucose et des lipides dans la polarisation 

des monocytes et des macrophages 
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Les cellules myéloïdes que sont les monocytes et les macrophages sont des acteurs 

majeurs dans la régulation de l’inflammation chronique, comme cela peut-être le cas dans 

l’athérosclérose. Le métabolisme des cellules myéloïdes apparaît comme déterminant dans 

la régulation de cette inflammation et de leurs réponses. Ce champ d’investigation s’appelle 

l’immuno-métabolisme et s’applique à de nombreuses pathologies (O’Neill et al., 2016) 

(Stienstra et al., 2017) (Van den Bossche et al., 2017). Ici, nous allons nous concentrer sur le 

rôle de l’immuno-métabolisme dans la pathologie athéromateuse. 

 

  e-1- Le rôle du métabolisme du glucose 

 

 Les monocytes stimulés par des stimuli pro-inflammatoires, tels que la présence de 

LPS ou de LDL oxydées ont un métabolisme glycolytique. En effet, en conditions 

inflammatoires, la voie NF-κB est activée et va contrôler l’expression du facteur HIF-1α. Cela 

va permettre une augmentation de l’expression du transporteur au glucose GLUT-1, ce qui 

induit une augmentation de l’entrée du glucose dans la cellule pour survenir aux besoins 

énergétiques de la cellule. De plus, le facteur HIF-1α est finement régulé par l’hypoxie, or 

dans les plaques d’athérosclérose, il existe des zones hypoxiques. Dans ce contexte, la 

présence d’HIF-1α stabilisé induit une augmentation de l’expression de GLUT-1, de 

l’héxokinase 2 (HK2) et d’autres enzymes impliquées dans la voie de la glycolyse (Tawakol 

et al., 2015).  

 

 De manière intéressante, la délétion du facteur HIF-1α dans les cellules myéloïdes 

dans un modèle murin d’athérosclérose induit une diminution du développement des plaques 

d’athérosclérose (Aarup et al., 2016). De plus, l’expression de GLUT-1 est diminuée dans les 

cellules myéloïdes déficientes pour HIF-1α. Il faut aussi noter que le facteur HIF-1α est 

impliqué dans l’infiltration des macrophages au sein des tissus. En effet, il a été démontré 

que HIF-1α induit l’expression de la PDK1 (Pyruvate Déshydrogénase Kinase Isozyme 1), 

enzyme qui catalyse la conversion du pyruvate en lactacte. L’expression de cette enzyme 

semble jouer un rôle clé dans l’initiation de l’infiltration des macrophages dans les tissus 

(Semba et al., 2016).   

 

Récemment, grâce à l’étude de monocytes circulants de patients atteints 

d’athérosclérose, il a été démontré que ces cellules présentaient une augmentation de 

l’expression des enzymes clés de la glycolyse et une capacité augmentée à produire des 

cytokines (Bekkering et al., 2016) (Shirai et al., 2016). Ce phénotype pro-inflammatoire des 

monocytes est retrouvé in vitro avec une augmentation de la production d’IL-1β et d’IL-6 via 
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l’activation de la pyruvate kinase 2 (PKM2) et de STAT3 (Shirai et al., 2016). De plus, les 

monocytes et les macrophages, issus de patients atteints d’athérosclérose, présentent une 

consommation d’oxygène mitochondriale (oxygen consumption rate ou OCR) augmentée, ce 

qui suggère un activation métabolique générale (Shirai et al., 2016). 

 

e-2- Le rôle du métabolisme des lipides 

 

Le métabolisme des lipides est aussi affecté dans les cellules myéloïdes durant 

l’inflammation, en particulier le métabolisme du cholestérol et des acides gras. Nous ne 

reviendrons pas sur le rôle des lipoprotéines dans l’altération du métabolisme du cholestérol 

des cellules myéloïdes au sein des plaques d’athérosclérose, qui a déjà été décrit.  

 

Le métabolisme du cholestérol est largement altéré suite à l’ingestion de lipoprotéines 

modifiées telles que les LDL oxydées qui sont à l’origine de la formation des macrophages 

spumeux. Comme déjà décrit, le métabolisme du cholestérol est largement contrôlé par 

l’expression des facteurs de transcription tels que les LXR ou les SREBP. Dans les 

macrophages spumeux, l’accumulation de desmostérol, un dérivé du cholestérol, suite à 

l’inhibition de l’enzyme DHCR24 est observée (Spann et al., 2012). Cela induit une activation 

des LXR, et une non-activation des SREBP, résultant en une suppression des processus 

inflammatoires. Cela suggère que la formation des macrophages spumeux est un processus 

anti-inflammatoire. Cependant, sous la stimulation de cytokines pro-inflammatoires, ces 

macrophages vont exprimer des gènes de l’inflammation (Feig et al., 2011). En présence de 

desmostérol et d’oxystérols, les facteurs SREBP sont retenus dans le réticulum 

endoplasmique. L’activation des SREBPs est liée a des fonctions inflammatoires. Par 

exemple, l’expression de SREBP1a dans des macrophages stimule la voie NF-κB, ce qui 

augmente la lipolyse et l’activation de l’inflammasome (Im et al., 2011). Ainsi le métabolisme 

du cholestérol joue un rôle essentiel dans la réponse immunitaire innée et la réponse 

inflammatoire (Tall and Yvan-Charvet, 2015).  

 

Le métabolisme des acides gras est aussi impliqué dans la réponse immunitaire 

innée et la réponse inflammatoire. En effet, il est maintenant reconnu que les macrophages 

classiquement alternativement activés ou macrophages M2 présentent une augmentation de 

la FAO (Huang et al., 2014). Au contraire, les macrophages classiquement activés ou 

macrophages M1 présentent une augmentation de l’expression de la FAS (Fatty Acid 

Synthase). Dans un modèle murin d’athérosclérose, la déplétion en FAS réduit la formation 

des plaques d’athérosclérose et la formation de macrophages spumeux, probablement via 

l’activation des LXR (Schneider et al., 2010). De plus, plus récemment, il a été démontré que 
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la protéine FAMIN qui interagit avec la FAS et qui promeut la FAO, est cruciale pour la 

production d’IL-1β, soit à un phénotype pro-inflammatoire (Cader et al., 2016) (Ménégaut et 

al., 2017). De plus, il est suggéré que la nécessité de l’activation de la FAO dans la 

prolrisation en macrophages M2 soit remise en cause. En effet, les macrophages déficients 

pour la carnitine palmitoyl transférase 2 (CPT2), enzyme essentielle à la FAO, sont capables 

de se polariser en macrophages M2, après stimulation par l’IL-4 (Nomura et al., 2016). 

Comme élégament résumé (Ménégaut et al., 2017), l’ensemble de ces résultats suggèrent 

que le lien entre le métabolisme des acides gras et la polarisation des macrophages est très 

complexe et nécessite des études complémentaires. Il semble que ce soit aussi l’hypoxie qui 

soit au centre de la régulation du métabolisme des acides gras. En effet, dans des conditions 

hypoxiques, les enzymes impliquées dans la FAO sont moins exprimées mais, au contraire, 

les enzymes impliquées dans la synthèse des lipides sont stimulées. Cela peut expliquer 

l’augmentation de la formation de cellules spumeuses (Boström et al., 2006). De plus, en 

conditions diabétiques, le métabolisme des lipides est altéré. Notamment, grâce à l’étude 

des monocytes issus de patients diabétiques, il a été démontré que l’enzyme ACSL1 (Long-

Chain Acyl-CoA Synthetase 1), enzyme impliquée dans l’initiation de la dégradation des 

acides gras, était plus exprimée. Cela est associé avec une augmentation de la production 

de prostaglandine et d’IL-6. Chez la souris diabétique, la délétion de cette enzyme permet 

une réduction de la formation des plaques d’athérosclérose (Kanter et al., 2012). 

 

L’ensemble de ces résultats suggère que la voie de la glycolyse et le métabolisme 

des lipides jouent un rôle important dans le rôle des cellules myéloïdes au sein des plaques 

d’athérosclérose. De plus, cela souligne l’intérêt thérapeutique que représentent ces voies 

métaboliques dans le traitement de l’athérosclérose.  

 

f- Le rôle de l’efferocytose dans la plaque d’athérosclérose 

Lorsque les cellules spumeuses deviennent apoptotiques, des systèmes de clairance 

se mettent en place afin de limiter ce phénomène et réduire la quantité de cellules 

apoptotiques au niveau de la plaque. Le processus de phagocytose des cellules 

apoptotiques est appelé efferocytose. Cela nécessite que les différentes voies métaboliques 

comme la capacité à estérifier et à exporter le cholestérol soient fonctionnelles au sein de la 

cellule phagocytaire. Malheureusement, le métabolisme des macrophages de la plaque est 

altéré et un défaut d’efferocytose est observé dans les plaques avancées d’athérosclérose 

(Thorp and Tabas, 2009) (Kojima et al., 2017). Cela provoque un relargage de débris 

cellulaire et de lipides, ce qui induit une nécrose secondaire (Figure 12). L’apoptose des 

macrophages de la plaque d’athérosclérose est un processus multifactoriel et diffère au 
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cours du développement de la pathologie. In vitro, de nombreux facteurs ont été reconnus 

comme pro-apoptotiques pour les macrophages, comme de fortes concentrations de LDL 

oxydées, d’oxystérols, de TNF-α, de Fas-ligand, NO (monoxide d’azote), ou en conditions 

d’hypoxie, de déplétion en ATP, ou d’accumulation intracellulaire de cholestérol libre (Tabas, 

2005). 

 

f-1- Principes généraux de l’efferocytose 

 La maintenance de l’homéostasie tissulaire nécessite le remplacement des cellules 

endommagées ou âgées par de nouvelles cellules. Le corps humain doit ainsi dégradé 150 

milliards de cellules abîmées ou mortes par jour (Bianconi et al., 2013). Le fait d’éliminer 

spécifiquement les cellules apoptotiques est un processus appelé efferocytose.  

Dans des conditions physiologiques, les cellules apoptotiques sont rapidement 

captées et digérées par des macrophages ou des neutrophiles, mais aussi par des cellules 

épithéliales (Savill and Fadok, 2000). Ce processus est tellement efficace que le nombre de 
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cellules apoptotiques dans un tissu sain est très faible. L’interaction entre les phagocytes et 

les cellules apoptotiques conduit à des processus primordiaux dans l’efferocytose. Il a 

notamment été démontré que cela avait pour but de réduire les stimuli pro-inflammatoires et 

aussi d’activer les voies de signalisation anti-inflammatoires (Henson et al., 2001) (Tabas, 

2005).  

La migration des phagocytes vers les cellules apoptotiques ainsi que la 

reconnaissance et la phagocytose par les cellules dédiées sont contrôlées par les signaux 

« find-me » et « eat-me » (Figure 13). En effet, les phagocytes vont migrer en direction des 

cellules apoptotiques grâce à la mise en place d’un gradient du signal « find-me ». Dans un 

premier temps, les signaux « find-me » sont nécessaires à la reconnaissance de la cellule 

apoptotique par le phagocyte (Figure 13). Les signaux clés sont les nucléotides triphosphate 

(ATP et UTP) (Elliott et al., 2017) (Qu et al., 2011), la chimiokine CX3CL1 (Truman et al., 

2008), et la présence de lysophosphatidylcholine (LysoPC) et de sphingosine-1-phosphate 

(S1P) (Lauber et al., 2003) (Weigert et al., 2006) (Gude et al., 2008). Le relargage d’ATP et 

d’UTP permet le recrutement des phagocytes exprimant les récepteurs purinergiques P2Y et 

l’augmentation de l’expression des récepteurs phagocytaires impliqués (Elliott et al., 2017) 

(Koizumi et al., 2007). La cytokine CX3CL1 permet le recrutement de phagocytes exprimant 

le récepteur à cette cytokine, le CX3CR1. De plus, CX3CL1 permet d’augmenter l’expression 

de MFG-E8 (signal « eat-me ») (Miksa et al., 2007). Les lipides agissant comme des signaux 

« find-me », comme la S1P qui interagit avec ses récepteurs S1PR1 à S1PR5 (Weigert et 

al., 2009), participent à la reconnaissance des cellules apoptotiques par les phagocytes. La 

LysoPC est aussi connue comme un signal « find-me » mais son rôle est moins décrit (Elliott 

et al., 2017). La cellule phagocytaire va alors émettre des prolongements cellulaires qui vont 

permettre le contact entre les deux cellules. A ce moment, la reconnaissance de signaux 

« eat me » a lieu et le phagocyte va capter la cellule apoptotique (Figure 13). L’un des 

signaux les plus connus est la présence de phosphatidyl-sérine (PS) à la surface cellulaire 

des cellules apoptotiques. La PS va être reconnue par des récepteurs, comme BAI-1, TIM, la 

stabiline, et CD300. Le récepteur BAI-1 se lie directement sur la PS, et induit une cascade 

de signalisation impliquant les protéines Elmo-Dock-Rac (Park et al., 2007). En parallèle, des 

récepteurs reconnaissent indirectement la PS des cellules apoptotiques grâce à 

l’intermédiaire des protéines comme MFG-E8, CCN1, GAS6 et la protéine S (ProS1) 

(Penberthy and Ravichandran, 2016) (Green et al., 2016). Les protéines MFG-E8 et CCN1 

reconnaissent les intégrines αVβ3/5 et la vitronectine présentent sur les phagocytes, ce qui 

induit une activation de Rac et une internalisation du corps apoptotique (Hanayama et al., 

2004). Les protéines GAS6 et ProS1 se lient sur les récepteurs Tyro3, AXL et MerTK, qui 

sont aussi appelés les récepteurs TAM. Les TAM interviennent dans l’efferocytose des 



! 63 

macrophages et des cellules dendritiques (Scott et al., 2001) (Seitz et al., 2007). D’un point 

de vue moléculaire, la liaison des protéines Gas6 et ProS1 sur ces récepteurs induit leur 

dimérisation, ce qui induit une activation de Rac. Plus récemment, il a aussi été mis en 

évidence que la cellule apoptotique pouvait elle aussi se diriger vers le phagocyte (Elliott and 

Ravichandran, 2016). Ensuite, la dernière étape est l’émission de signaux envoyés par le 

phagocyte après l’efferocytose. Après avoir phagocyter la cellule apoptotique, le phagocyte 

se retrouve avec un excès de matériel biologique à l’intérieur, contenant des lipides, des 

sucres, des protéines et de l’acide nucléique.  

 

Le phagocyte doit alors mettre en jeu des processus d’efflux et de dégradation de ce 

matériel. Après efferocytose, des études récentes montrent que de multiples voies qui 

détectent le contenu intracellulaire sont impliquées (Kiss et al., 2006) (Hsu et al., 2012) 
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(Fond et al., 2015) (Park et al., 2011). Dans ce contexte, les récepteurs nucléaires jouent un 

rôle central, LXRα, LXRβ, PPARγ et PPARδ, et RXRα ont été largement impliqués dans la 

régulation de l’efferocytose. En effet, ils rentrent en jeu dans la régulation de la transcription 

des gènes impliqués dans l’expression des récepteurs de l’efferocytose, des enzymes 

permettant la dégradation du matériel ingéré, et autres. Brièvement, les cellules apoptotiques 

sont capables d’induire l’expression des LXR dans les macrophages et de stimuler leur 

propre clairance (A-Gonzalez et al., 2009). 

f-2- Rôle de l’efferocytose dans les plaques précoces d’athérosclérose 

Dans des lésions précoces, il a été démontré que la réduction du nombre de 

macrophages qui entraient en apoptose induisait une augmentation de la taille des plaques 

d’athérosclérose (Gautier et al., 2009) (Thorp et al., 2009). Cela suggère que l’apoptose des 

macrophages, corrélée à une capacité d’efferocytose non altérée, permet de réduire le 

développement des plaques d’athérosclérose. En effet, dans un modèle murin 

d’athérosclérose précoce, il a été démontré que plus les macrophages peuvent rapidement 

entrer en apoptose plus les lésions sont petites (Arai et al., 2005). L’apoptose des 

macrophages et leur élimination prévient l’expansion de la plaque et permet une meilleure 

stabilisation de celle-ci. En ce qui concerne l’apoptose des cellules musculaires lisses, à ce 

stade, cela n’a pas d’effet délétère comme cela a été décrit (Clarke et al., 2006). 

f-3- Rôle de l’efferocytose dans les plaques avancées d’athérosclérose 

 Le nombre de cellules apoptotiques augmente dans les lésions avancées (Kockx, 

2000). Ceci est corrélé à un défaut des capacités phagocytiques dans la plaque. Les 

macrophages apoptotiques se retrouvent majoritairement autour du cœur nécrotique. Des 

études démontrent que les macrophages apoptotiques non phagocytés se nécrosent. De 

plus, un défaut d’efferocytose conduit à une augmentation de l’inflammation locale. Il a en 

effet été démontré qu’un défaut d’efferocytose conduisait à la sécrétion de TNFα, ce qui 

induit une augmentation de ce défaut (Martinet et al., 2011). L’accumulation de cellules 

apoptotiques au sein de la plaque augmente donc sa fragilité. En particulier, en ce qui 

concerne le cholestérol, la présence de PS à la surface des cellules apoptotiques permet 

une augmentation de l’expression du transporteur ABCA1 chez les macrophages (Kiss et al., 

2006) (Kojima et al., 2014). De plus, un défaut d’efferocytose est impliqué dans la diminution 

des voies d’efflux du cholestérol dans les cellules endothéliales, ce qui permet de faire 

pencher la balance en faveur de l’efflux de cholestérol. En parallèle, la clairance des cellules 

apoptotiques par les macrophages permet la sécrétion de cytokines comme IL-10 (anti-

inflammatoire) et le TGF-β qui autorise le recrutement de nouvelles cellules immunitaires 
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(Fadok et al., 1998). Dans le cas contraire, c’est à dire lorsque les cellules apoptotiques ne 

sont pas phagocytées, alors la production de cytokines pro-inflammatoires augmentent, ce 

qui peut être assimilé à une inflammation stérile (Kojima et al., 2014) (Ravichandran, 2011). 

Le défaut d’efferocytose peut être expliqué par plusieurs processus. Premièrement, la 

présence accrue de macrophages pro-inflammatoires au sein de la plaque, à défaut des 

macrophages anti-inflammatoires connus pour être de meilleurs phacogytes, suggèrent que 

les capacités d’efferocytose au sein de la plaque sont réduites (Yamamoto et al., 2011) 

(Martinez et al., 2009). Deuxièmement, la présence de ROS (Reactive Oxygen Species ou 

Espèces Réactives de l’Oxygène) est augmentée dans la plaque, et il a été mis en évidence 

que cela altérait la fonction de macrophages (Schrijvers, 2005). Troisièmement, le rôle de 

l’inflammation est crucial dans ce processus. Comme dit plus haut, la sécrétion de TNFα est 

délétère. En effet, elle induit une augmentation de l’expression du CD47 à la surface des 

cellules musculaires lisses qui entrent en apoptose (Kojima et al., 2016). Le CD47 est connu 

pour être un signal « don’t eat me ». De la même manière, l’inflammation induite par 

l’activation des TLR (Toll Like Receptor) inhibe l’expression du récepteur MFGE8, connu 

comme un récepteur pro-efferocytique. En conditions pro-inflammatoires, les récepteurs 

« eat me » comme MerTK ou LRP1 subissent des modifications post-traductionnelles 

inactivatrices (Thorp and Tabas, 2009) (Tabas, 2010) (Thorp et al., 2011). Le rôle de 

l’inflammation dans l’athérosclérose est donc central (Libby, 2002). 

f-4- Le rôle de l’efferocytose dans la régulation de l’inflammation 

Lors d’une infection ou d’une blessure, une réponse inflammatoire est produite afin 

d’attirer les cellules immunitaires à ce niveau dans le but d’éliminer les pathogène afin de 

préserver l’intégrité tissulaire, et à terme une résolution de l’inflammation. Dans le cas où 

l’inflammation n’est pas correctement régulée, une inflammation chronique se met en place 

et participe à la mise en place de nombreuses pathologies. Les mécanismes de la résolution 

de l’inflammation sont donc importants à comprendre. Dans ce contexte, l’efferocytose est 

un acteur clé. En effet, ce processus est impliqué dans la modulation de la réponse des 

macrophages dans un contexte inflammatoire. Le premier effet anti-inflammatoire de 

l’efferocytose est la séquestration physique des cellules apoptotiques, afin de limiter le 

relargage de molécules pro-inflammatoires (Galluzzi et al., 2015) (Kono and Rock, 2008). 

Grâce à l’utilisation de modèles murins, il a été largement démontré que la perturbation de 

l’efferocytose conduisait à une augmentation de la réponse inflammatoire (Elliott and 

Ravichandran, 2016). De plus, l’efferocytose peut aussi largement altérer la réponse 

inflammatoire du macrophage lui-même.  

Les signaux « find-me » sont aussi des modulateurs clés de la réponse 



! 66 

inflammatoires du macrophages. L’ATP libéré par les cellules apoptotiques va être dégradé 

en adénosine, qui est un modulateur important de l’inflammation des macrophages (Cekic 

and Linden, 2016). Durant l’efferocytose, les récepteurs à l’adénosine (A2a et A2b) réduisent 

la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires (CXCL1 et CXCL2) et augmentent l’expression 

de facteurs impliqués dans la résolution (tels Nr4a1 et Thbs1) (Köröskényi et al., 2011). Les 

mécanismes du relargage de l’adénosine sont à ce jour peu connus, mais l’adénosine peut 

être produite directement par les macrophages ou par la dégradation des nucléotides dans le 

milieu extracellulaire (par les enzymes CD39 et CD73, notamment). Le binôme CX3CL1-

CX3CR1 est impliqué dans la réduction des signaux pro-inflammatoires et dans 

l’augmentation de la production des signaux de survie (comme BCL-2) et des facteurs 

antioxydants (HO-1) (Engel et al., 2015). De plus, il a été démontré que la S1P envoyait un 

message anti-apoptotique et anti-inflammatoire au phagocyte. En effet, dans les 

macrophages, après interaction entre la S1P et ses récepteurs, une diminution de 

l’expression du TNFα et de IL-12 et, au contraire, une augmentation de l’expression de l’IL-

10, du VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) et de la PGE2 sont observées (Weigert et 

al., 2007) (Weis et al., 2009). Le récepteur S1P1R semble aussi être impliqué dans la mise 

en place d’un phénotype anti-inflammatoire chez les macrophages (phénotype M2-like) via la 

diminution de la voie NFκB et la voie des PPARγ (Weigert et al., 2009) (Luo et al., 2016).  

Les signaux « eat-me » sont aussi impliqués dans la régulation de l’inflammation. En 

effet, le récepteur BAI-1 a été démontré comme anti-inflammatoire dans un modèle murin de 

colite. De plus, la délétion de BAI-1 dans les macrophages et dans les cellules épithéliales 

promeut la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires telles que l’IL-1α, l’IL-6 et le TNFα, 

dans des conditions d’efferocytose, in vitro (Lee et al., 2016). Aussi, la voie de signalisation 

Elmo-Dock-Rac activée par BAI-1 module directement l’expression de gènes inflammatoires 

(Park et al., 2011). Cependant, les mécanismes d’action restent mal compris à ce jour. Les 

récepteurs TIM-1 et TIM-3 sont aussi impliqués dans la reconnaissance de la PS. La 

déficience en TIM-1 et TIM-3 induit un défaut de la réponse immunitaire dans de nombreux 

tissus. Dans un modèle ischémie/re-perfusion, TIM-1 est nécessaire à une réponse 

immunitaire correcte, incluant un processus d’efferocytose efficace (Elliott et al., 2017). TIM-

3 est exprimé par les cellules myéloïdes et est impliqué dans la réponse immunitaire mais 

aussi des processus d’immuno-suppression durant l’efferocytose (Ocaña-Guzman et al., 

2016). TIM-4 est aussi impliqué dans l’efferocytose en activant l’autophagie dépendante de 

LC-3 ou LAP (LC-3 Associated Phagocytosis) (Martinez et al., 2011). En effet, un défaut de 

LAP dans les cellules myéloïdes induit une inflammation chronique dans un modèle murin. 

Les macrophages ne pouvant pas activé le LAP produisent plus de cytokines pro-

inflammatoires telles que IL-1β, IL-6 ou la CXCL10 et moins de cytokines anti-
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inflammatoires, comme l’IL-10 (Martinez et al., 2016). L’implication des différents sous-types 

du récepteur CD300 reste floue. En effet, selon leurs associations avec d’autres récepteurs 

ou d’autres molécules de signalisation, ainsi que le contexte dans lequel ils agissent, les 

récepteurs CD300 A, B ou F peuvent être anti- ou pro-inflammatoires . Les récepteurs à la 

stabiline (Stab1 et Stab2) reconnaissent aussi la PS et participent à l’efferocytose. Dans un 

modèle murin de double déficience pour Stab1 et Stab2, il a été démontré que les souris 

déficientes présentaient un niveau d’inflammation tissulaire important en comparaison avec 

des souris sauvages. Cependant, ce phénotype ne semble pas impliqué un défaut 

d’efferocytose dans ces modèles. Les protéines MFG-E8 et CCN1 reconnaissent les PS des 

cellules apoptotiques et permettent la liaison à des récepteurs présents sur les phagocytes. 

Cependant, les mécanismes de signalisation par lesquels les intégrines modifient la 

production du TNFα et de l’IL-10 restent peu connus (Schutters et al., 2013). En ce sens, le 

blocage des intégrines par des anticorps ou la déficience des sous-unités β3 ou β5 ne modifie 

pas la production des cytokines par les macrophages (Lucas et al., 2006). Il est important de 

noter que les sous-unités α des intégrines peuvent interagir avec une multitude de sous-

unités β, ainsi qu’avec d’autres récepteurs impliqués dans l’efferocytose. Leur rôle reste 

donc mal défini, au vue de la complexité à l’étudier. In vivo, une altération de la signalisation 

des récepteurs TAM (Tyro3, AXL et MerTK) provoque une accumulation de cellules 

apoptotiques au sein des tissus et augmente l’inflammation (Scott et al., 2001) (Sharif et al., 

2006) (Rothlin et al., 2007). Brièvement, AXL et MerTK peuvent inhiber la signalisation en 

aval du TLR, et ainsi réduire la voie NFκB impliquée dans la production du TNFα (Sen et al., 

2007). Même si les mécanismes d’action sont peu décrits, il est évident que les récepteurs 

TAM sont impliqués dans la régulation de l’efferocytose et de l’inflammation qui lui est reliée.  

Après efferocytose, le phagocyte active normalement des voies afin de gérer 

l’augmentation de son contenu en matériel biologique, notamment via les récepteurs 

nucléaires. Plusieurs études démontrent que le manque d’un seul des récepteurs nucléaires 

impliqués entraine un défaut de clairance des cellules apoptotiques, corrélé à une 

augmentation de l’inflammation et de l’auto-immunité (Mukundan et al., 2009)  (A-Gonzalez 

et al., 2009) (Roszer et al., 2011). Le détail des acteurs impliqués dans la signalisation 

intracellulaire reste inconnu. Outre leur rôle dans la régulation de l’expression des récepteurs 

efferocytiques, les récepteurs nucléaires modulent l’inflammation au sein du macrophage (A-

Gonzalez et al., 2009). En effet, la déficience en LXR (α et β) induit une diminution de la 

sécrétion de cytokines anti-inflammatoires (TGF-β et IL-10) et augmente celle des cytokines 

pro-inflammatoires comme l’IL-1β et l’IL-12 (A-Gonzalez et al., 2009). Le même profil est 

retrouvé chez des macrophages déficients pour PPARδ (Mukundan et al., 2009). Plus 

récemment, le récepteur nucléaire Nr4a1 a été montré comme étant induit en présence de 
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cellules apoptotiques in vitro. Des macrophages déficients pour Nr4a1 présentent une 

augmentation de la voie de signalisation NF-κB, et une sécrétion accrue d’IL-12 (Ipseiz et al., 

2014). De plus, le récepteur Nr4a1 est activé par la liaison de l’adénosine sur son récepteur 

A2a, suggérant un rôle des signaux « find-me » dans la régulation de l’inflammation du 

phagocyte (Crean et al., 2015). Pour finir, le métabolisme du cholestérol et en particulier la 

production de desmostérol a été démontré comme un acteur clé dans la régulation de 

l’inflammation des macrophages dans la plaque (Spann et al., 2012).  
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III. Les cellules myéloïdes : les monocytes et les 

macrophages 

Les monocytes sont des cellules effectrices qui émigrent de la moelle osseuse où ils 

sont produits à partir des cellules souche hématopoïétiques (CSH), vers le sang dans lequel 

ils circulent. Les monocytes sont ensuite recrutés dans les tissus périphériques en situation 

physiologique ou pathologique (comme dans le cadre de l’inflammation). Dans les tissus 

périphériques au sein desquels ils sont recrutés, ils se différencient en macrophages. 

L’ensemble de ces processus (la sortie de la moelle osseuse, le recrutement dans les tissus, 

la différenciation en macrophages) sont dépendants du niveau d’expression de récepteurs 

aux chimiokines et de molécules d’adhésion présents à la surface des monocytes ainsi que 

de l’environnement dans lequel ils évoluent (Ingersoll et al., 2010). L’ensemble de ces 

processus va être décrit dans cette partie. 

 a- L’hématopoïèse et la myélopoïèse 

 Les monocytes, comme toutes les cellules sanguines, sont produits grâce au 

processus d’hématopoïèse. L’hématopoïèse est un système finement régulé qui assure le 

renouvellement continu des cellules sanguines matures à partir de cellules souches. Nous 

allons plus particulièrement nous focaliser sur la production des cellules myéloïdes, la 

myélopoïèse (Figure 14).  

Les monocytes proviennent des cellules souche hématopoïétiques (CSH) qui se 

différencient en MMP (Multipotent Myeloid Progenitors) puis en CMP (Common Myeloid 

Progenitors). Les CMP produisent les monocytes, les neutrophiles, les mégacaryocytes, les 

basophiles et les mastocytes via le progéniteur des granulocytes/macrophages (GMP) 

(Hettinger et al., 2013). En présence de différentes cytokines, comme le GM-CSF (ou CSF2), 

de M-CSF (ou CSF1), d’IL-3 ou d’IL-6, les GMP deviendront des monoblastes puis des 

promonocytes et enfin des monocytes (Figure 14).  
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Plus récemment, il a été mis en évidence que les macrophages et les cellules 

dendritiques dérivent aussi d’un progéniteur plus spécifique appelé MDP 

(Macrophages/Dendritic cells Progenitor) qui va produire spécifiquement des macrophages 

et des cellules dendritiques résidents des tissus, ainsi que des macrophages et des cellules 

dendritiques lors d’une situation d’urgence comme une inflammation (Fogg et al., 2006). Les 

MDPs sont aussi capables de produire des monocytes qui pourront à leur tour produire des 

macrophages et des cellules dendritiques. Dans une étude plus récente, il a été démontré 

que les monocytes pouvaient être issus d’un progéniteur spécifique des cellules myéloïdes, 

MyRP (Myeloid-Restricted Progenitor). Cette voie de production des monocytes serait 

particulièrement sollicitée en cas de stress. 
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Les progéniteurs présents dans la moelle osseuse expriment différents récepteurs 

aux cytokines à leur surface. Notamment, la présence du récepteur au M-CSF (Macrophage-

Colony Stimulating Factor) est nécessaire au développement des monocytes/macrophages 

in vivo et in vitro, alors que ce n’est pas le cas pour les cellules dendritiques. En effet, les 

souris présentant une déficience pour le récepteur au M-CSF ou son ligand n’ont pas de 

monocytes circulants (Dai et al., 2002). En parallèle, le ligand du récepteur tyrosine-kinase 

Flt-3 est important pour le développement des cellules dendritiques mais pas pour les 

monocytes/macrophages (Auffray et al., 2009).  

b- La niche hématopoïétique et l’émigration des monocytes de la moelle 

osseuse   

Comme cela vient d’être décrit, les CSH sont à l’origine des monocytes. Les CSH 

sont localisées au sein de la niche hématopoïétique. La niche hématopoïétique est un 

microenvironnement localisé au sein de la moelle osseuse qui permet le maintien et la 

régulation des CSH (Morrison and Spradling, 2008). Même si la caractérisation de cet 

endroit particulier n’est pas totale, certains acteurs clés dans la structure de la niche vont 

être détaillés dans cette partie.  

 b-1- Le rôle des cellules non-hématopoïétiques dans la niche  

Les CSH ont besoin d’un contact cellule-cellule avec les cellules qui composent la 

niche hématopoïétique.  

Malgré le fait que les ostéoblastes aient été le premier type cellulaire connu pour 

avoir une activité sur les CSH (Calvi et al., 2003) (Zhang et al., 2003), leur rôle semble être 

indirect, notamment via la sécrétion de facteur. La modulation positive ou négative du 

nombre d’ostéoblastes au sein de la niche ne semble pas avoir d’effet sur l’homéostasie des 

CSH (Morrison and Scadden, 2014). De plus, les cellules mésenchymateuses et stromales 

(MSC, Mesenchyma and Stromal Cells) participent à la structure de la niche 

hématopoïétique. En effet, ces cellules expriment la nestine, se localisent autour des 

vaisseaux de la niche et participent au maintien des CSH et sécrètent du CXCL12.  

Les CSH sont souvent proches des vaisseaux, ce qui suggère que les CSH sont 

maintenues dans la niche périvasculaire par les cellules endothéliales ou les cellules 

périvasculaires (Kiel et al., 2005) (Sugiyama et al., 2006). De plus, il est reconnu que les 

CSH peuvent entrer et sortir de la moelle pour se retrouver dans la circulation (Wright et al., 

2001). Il est important de préciser que les CSH se localisent préférentiellement dans des 

micro-domaines où la E-sélectine et le CXCL12 (ou stromal cell-derived factor 1, SDF-1) 
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sont abondants. Par exemple, les cellules réticulaires exprimant fortement le CXCL12, 

appelées les cellules CAR (CXCL12-abundant reticular) sont les premières cellules à avoir 

été co-localisées avec les CSH. La délétion du CXCL12 dans les cellules de la moelle 

osseuse induit une déplétion en CSH (Omatsu et al., 2010).  

Les cellules endothéliales contribuent à la niche (Kiel et al., 2005). Les cellules 

endothéliales expriment une large variété de récepteurs. Notamment, la délétion du 

récepteur gp130 (glycoprotéine 130), considéré comme un récepteur aux cytokines, présent 

sur les cellules endothéliales induit une déstructuration de la moelle osseuse, avec un 

nombre réduit de CSH. De la même manière, l’inhibition du VEGFR2, récepteur au VEGF 

(Vascular Endothelial Growth Factor), altère la fonction de la moelle osseuse (Hooper et al., 

2009). De plus, la délétion de la E-sélectine, majoritairement exprimée par les cellules 

endothéliales induit une augmentation de la quiescence des CSH et les rend plus résistantes 

à l’irradiation. L’ensemble de ces résultats suggère que les cellules endothéliales participent 

structurellement et fonctionnellement à la niche hématopoïétique. Cependant, à ce jour, il est 

difficile de déterminer si la régulation de la niche hématopoïétique par les cellules 

endothéliales est directe, via un contact cellule-cellule ou indirecte, via la sécrétion de 

facteurs (Morrison and Scadden, 2014).  

Il est important de souligner que les cellules de la niche sont capables de produire 

des facteurs importants impliqués dans le maintien des CSH in vivo. Par exemple, le SCF 

(Stem Cell Factor) est un facteur important pour la survie des CSH dans la niche. Il a été 

démontré que le SCF était majoritairement produit par les cellules périvasculaires au sein de 

la niche, notamment par les cellules stromales et les cellules endothéliales. En effet, la 

délétion du gène scf, codant pour le facteur SCF, provoque une déplétion en CSH (Ding et 

al., 2012). Il faut aussi noter que la délétion du gène scf, dans les ostéoblastes et les CSH, 

n’a pas d’impact sur l’homéostasie de la moelle osseuse. Cela suggère que les cellules 

endothéliales et les cellules mésenchymateuses permettent aussi le maintien des CSH par la 

production du SCF.  

 

b-2- La sortie des monocytes de la moelle osseuse ou leur mobilisation 

 

 Les monocytes matures quitteront la moelle osseuse pour rejoindre la circulation. La 

sortie de la moelle osseuse des monocytes est dépendante de l’expression de CCR2 (Shi 

and Pamer, 2011) (Figure 14). En effet, les monocytes qui vont exprimer faiblement le 

CXCR4 (CXC Chemokine receptor 4) vont pouvoir sortir de la moelle osseuse et circuler 

dans le sang (Chong et al., 2016). Dans le sang, ils représentent 5 à 10% des leucocytes 
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chez l’Homme et 2% chez la souris. Après la naissance, ils dérivent des précurseurs 

hématopoïétiques de la moelle osseuse, entrent ensuite dans la circulation sanguine puis 

sont recrutés dans les tissus. Ils sont présents dans de nombreux tissus tels que la rate, le 

foie et la moelle osseuse. Dans la circulation sanguine, la demi-vie du monocyte est 

courte et varie en fonction de la sous-population de monocytes: elle n’est que de trois jours 

chez l’Homme et d’un jour chez la souris. Les monocytes ont un rôle majeur dans le maintien 

de l’homéostasie, notamment via leur rôle dans l’immunité innée et adaptative. En effet, les 

monocytes sont capables de se différencier en macrophage.  

c- La circulation des monocytes dans le sang 

Chez la souris, de nombreuses études tentent de déterminer le nombre de sous-

populations de monocytes. Il a été établi qu’il existait au moins deux types de monocytes qui 

se différencient pas leur niveau d’expression du récepteur Ly-6C (qui est un épitope de Gr-1 

pour glucocorticoid receptor). Les monocytes qui expriment fortement Ly-6C (Ly-6Chigh) sont 

CCR2high CX3CR1low et CD62L-, au contraire, les monocytes qui expriment faiblement Ly-6C 

(Ly-6Clow) sont CCR2low CX3CR1high et CD62L-. D’un point de vue morphologique, les 

monocytes Ly-6Chigh sont des cellules larges et granuleuses, alors que les monocytes Ly-

6Clow sont de petites cellules (Geissmann et al., 2003). Il est important de noter que les 

monocytes Ly-6Clow proviennent directement des monocytes Ly-6Chigh, cela génère aussi 

une population de monocytes dits monocytes intermédiaires. La conversion des monocytes 

Ly-6Chigh en monocytes Ly-6Clow est dépendante de l’activation du récepteur nucléaire 

(NR4A1) (Yona et al., 2013). Il est aussi démontré que la régulation et la survie des 

monocytes dans le sang passe par l’expression endothéliale de la protéine DLL1. 

Chez l’Homme, les deux populations se distinguent par l’expression des deux 

récepteurs CD14 et CD16 (FcgRIII). En effet, les monocytes classiques qui sont CD14++ 

CD16- représentent 85% des monocytes circulants. Ils sont analogues aux monocytes Ly-

6Chigh murins. Les monocytes non classiques CD14low CD16++ représentent 10% des 

monocytes circulants et sont comparables aux monocytes Ly-6Clow murins (Randolph et al., 

1998). Il existe aussi une population de monocytes appelée monocytes intermédiaires qui 

sont CD14++ CD16+ (Ziegler-Heitbrock, 2007). D’un point de vue fonctionnel, il est démontré 

qu’une population (Ly-6Clow) sert de « patrouilleur » dans les vaisseaux sanguins et aide aux 

fonctions des cellules endothéliales (Auffray et al., 2007). L’autre population (Ly-6Chigh) est 

capable de transmigrer au travers de l’endothélium afin de rejoindre les tissus en fonctions 

des divers signaux (Jakubzick et al., 2013) (Auffray et al., 2007). En effet, les monocytes 

expriment toute une batterie de récepteurs scavengers qui leur permet de reconnaître 

certains lipides et mircroorganismes. Cela induit une réponse, les monocytes s’activent et 
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produisent des agents cytotoxiques (ROS, NO,…) mais aussi de nombreuses cytokines 

comme le TNFα, l’IL-1β, l’IL-8, l’IL-6 et l’IL-10 ainsi que des prostaglandines. Les monocytes 

appartiennent au système des phagocytes mononuclés, avec les macrophages et les 

cellules dendritiques. Ainsi, les monocytes sont capables de phagocyter des débris 

cellulaires et des pathogènes. Les monocytes ont la capacité de présenter des antigènes à 

leur surface (APC, Antigene Presentating Cell).  

d- Les macrophages 

d-1- La différenciation des monocytes en macrophages en conditions 

physiologiques 

En conditions physiologiques, les monocytes Ly-6Chigh ont une demi-vie d’environ 1 

jour dans la circulation. Ils circulent dans le sang, puis infiltrent les tissus ou les ganglions 

lymphatiques. Dans le sang, ils peuvent aussi se convertir en monocytes Ly-6Clow. Les 

monocytes vont être recrutés dans les tissus de manière dépendante du CCR2 (CC-

Chemokine Receptor 2), qui est aussi impliqué dans la sortie des monocytes Ly-6Chigh de la 

moelle osseuse  (Jakubzick et al., 2013). A l’état basal, après que les monocytes ont interagi 

et/ou traversé l’endothélium, ils maintiennent généralement leur profil. Ils ont quand même 

tendance à augmenter l’expression des gènes IL-1β, TNFα, MHCII, CD206, CD11c et CCR7. 

De plus, ils perdent l’expression du Ly-6C et du CD62L. L’augmentation de l’expression du 

MHCII et du CCR7 suggère que les monocytes tissulaires jouent un rôle important dans la 

surveillance immunitaire, notamment dans la présentation des antigènes aux lymphocytes T 

au niveau des ganglions lymphatiques (Jakubzick et al., 2017). Les monocytes classiques 

sont capables de reconstituer les populations tissulaires résidentes de monocytes, et les 

populations qui en dérivent, dans des conditions physiologiques (Guilliams et al., 2014). Les 

monocytes non-classiques sont impliqués dans la surveillance de l’intégrité endothéliale de 

manière dépendante de la protéine LFA-1 (Auffray et al., 2007). 

d-2- La différenciation des monocytes en macrophages en conditions 

inflammatoires 

 Les monocytes circulants migrent au niveau des sites inflammatoires afin d’éliminer 

les pathogènes et ainsi contribuer au maintien de l’homéostasie tissulaire. Dans le cadre 

d’une inflammation, les tissus sécrètent de nombreuses cytokines et chimiokines, ainsi que 

des débris cellulaires, afin de recruter les effecteurs du système immunitaire et d’induire une 

réponse adaptée. Les monocytes classiques sont rapidement recrutés sur les sites 

inflammatoires (Serbina and Pamer, 2006) et de blessure (Zigmond et al., 2014). Les 
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monocytes peuvent aussi produire eux-mêmes des médiateurs inflammatoires afin 

d’augmenter la mobilisation des cellules immunitaires sur le site inflammatoire. Ils possèdent 

une plasticité importante, ce qui leur permet d’avoir un large champ d’action. Notamment, ils 

sont capables de phagocytose grâce à des modifications de leur métabolisme et de leur 

taille. Les monocytes deviennent plus gros, avec des modifications des organites 

intracellulaires (réticulum endoplasmique, mitochondries et lysosomes).  

Le recrutement des monocytes est permis grâce à une attraction par les cytokines 

MCP-1 (CCL2) et/ou MCP-3 (CCL7) (Monocyte Chemotactic Protein 1 et 3) qui sont des 

molécules reconnues par le CCR2, largement exprimé par les monocytes classiques. 

Lorsqu’il y a reconnaissance entre le CCR2 et les protéines MCP, des mécanismes 

d’adhésion se mettent en place entre les monocytes circulants et les cellules endothéliales. 

Cela induit une migration ou extravasation des monocytes vers les sites inflammatoires 

(Moore et al., 2013).  

Durant une inflammation, les monocytes recrutés dans les tissus gardent un 

phénotype pro-inflammatoire et les macrophages qui en sont issus aussi. Cependant, ce 

terme « pro-inflammatoire » n’est pas représentatif ni de l’état dans lequel se trouvent les 

monocytes, ni de leur fonction au sein du tissu. En effet, les monocytes et les macrophages 

jouent un rôle majeur dans la résolution de la phase inflammatoire et aident au maintien de 

l’homéostasie du tissu (Ginhoux and Jung, 2014). Pour les macrophages, ils se dissocient en 

deux sous-groupes majoritaires : les macrophages M1 ou pro-inflammatoire et les 

macrophages M2 ou anti-inflammatoires ou « pro-resolving ». Il est important de souligner 

que les macrophages non-résidants (dérivant des monocytes) sont très hétérogènes 

concernant l’expression des différents marqueurs permettant la distinction entre ces deux 

populations. Durant une réponse immunitaire, les monocytes sont exposés à la fois à des 

stimuli pro- et anti-inflammatoires, ce qui suggère que les monocytes peuvent acquérir 

différents morphotypes en fonction de leur environnement. De plus, la différenciation des 

monocytes en macrophages est un processus complexe où subsistent des zones d’ombre.  

d-3- Les macrophages tissulaires résidents d’origine embryonnaire 

Depuis longtemps, il est établi qu’un tissu sain possède des macrophages résidents. 

Selon leur localisation, les macrophages ont différents noms (Figure 15). Dans un premier 

temps, il a été reconnu que ces cellules provenaient des monocytes circulants qui se 

différenciaient alors en macrophages dans le tissu, comme nous venons de le décrire. 

Cependant, des études plus récentes démontrent que les macrophages résidents sont aussi 

établis durant l’embryogénèse.  
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Ces macrophages dérivent du sac vitellin puis du foie fœtal, et rejoignent enfin leur 

tissu cible (Ginhoux and Jung, 2014). Ils se maintiennent majoritairement par auto-

renouvellement durant la vie adulte (Schulz et al., 2012) (Yona et al., 2013) (Hoeffel et al., 

2012). Ces macrophages d’origine embryonnaire possèdent de nombreuses fonctions 

communes avec les macrophages dérivés des monocytes. Mais, ils possèdent aussi des 

fonctions et des propriétés qui leur sont spécifiques, de manière dépendante de leur 

localisation tissulaire (Gautier et al., 2012) (Hooper et al., 2005). Cela remet en perspective 

le rôle des macrophages classiques, ceux dérivés des monocytes qui sont retrouvés dans le 

sang et les tissus.   
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IV. La régulation métabolique des cellules souches 

hématopoïétiques 

 

Toutes les cellules vivantes ont besoin d’énergie pour survivre, proliférer et se 

différencier. Pour la plupart  des cellules, cela implique la dégradation de trois substrats 

énergétiques majoritaires : le glucose, les acides aminés et les lipides. Les cellules 

myéloïdes n’échappent pas à cette règle. Dans cette partie, nous allons détailler certaines 

voies métaboliques importantes dans la modulation de la production et la régulation de la 

physiologie des cellules myéloïdes, notamment le métabolisme du glucose et le métabolisme 

du cholestérol.   

 

a- La régulation métabolique des cellules souches hématopoïétiques 

 

Les cellules souches hématopoïétiques (CSH) sont localisées dans la niche osseuse 

hématopoïétique où elles sont maintenues dans un état de quiescence. L’environnement au 

sein de la niche se maintient tout au long de la vie afin de faciliter la maintenance de l’état de 

quiescence des CSH.  

 

a-1- La régulation des CSH par le métabolisme du glucose 

 

 Le glucose est l’une des sources majeures d’énergie pour les cellules, un carburant 

essentiel. Son entrée dans les cellules est dépendante des transporteurs au glucose. Il 

existe deux types majeurs de transporteurs au glucose : les GLUT (Glucose Transporter) qui 

permettent une diffusion passive, et les SGLT (Sodium Glucose co-transporter) qui 

permettent une diffusion active, nécessitant la présence d’ATP. Les transporteurs SGLT sont 

des co-transporteurs du glucose d’environ 60kDa, composé de 12 segments 

transmembranaires, exprimés majoritairement par l’épithélium digestif et le tubule rénal. 

Ainsi, ces transporteurs sont importants dans le contrôle de l’absorption du glucose au 

niveau des entérocytes et du néphron. Ils utilisent le gradient transmembranaire du sodium 

via une pompe ATPase NA+/K+. Une molécule de glucose est échangée contre une molécule 

de sodium. Les transporteurs GLUT sont des transporteurs de 54kDa, composé de 12 

segments transmembranaires. Chez l’Homme, 4 (GLUT1 à GLUT4) des 14 membres sont 

impliqués dans l’entrée du glucose dans les cellules. L’expression de ces 4 membres varie 

en fonction du type cellulaire. En effet, les transporteurs GLUT-1 et GLUT-3 sont exprimés 

de manière ubiquitaire, le transporteur GLUT-2 est exprimé dans le foie et les cellules β des 

ilôts de Langerhans du pancréas et le transporteur GLUT-4 est exprimé dans les cellules 
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musculaires et les adipocytes. Une fois entré dans la cellule, le glucose peut être dégradé 

via la voie de la glycolyse (qui sera détaillée plus bas) ou bien être transformé en glycogène 

via la glycogénèse notamment dans les cellules musculaires et hépatiques. 

 

La glycolyse ou voie d’Embden-Meyeroff-Parnas est l’une des premières voies 

métaboliques à avoir été décrite. La glycolyse permet la transformation d’une molécule de 

glucose en 2 molécules de pyruvate, associée à la production nette de 2 molécules d’ATP 

(Figure 16). Cette réaction fait intervenir plusieurs enzymes présentes dans le cytoplasme 

des cellules. Cette réaction peut avoir lieu en présence d’oxygène, c’est la glycolyse aérobie, 

ou bien en absence d’oxygène, c’est la glycolyse anaérobie. En réalité, c’est le devenir du 

produit final de cette réaction, le pyruvate, qui diffère entre les deux conditions. En condition 

aérobique, le pyruvate est transformé en acétyl-coA afin d’alimenter le cycle de Krebs 

mitochondrial où il sera complètement oxydé. Le cycle de Krebs permet ainsi la production 

d’équivalents réducteurs qui initient la phosphorylation oxydative, permettant une production 

importante d’ATP, grâce à l’ATP synthase. En condition anaérobique, le pyruvate va être 

transformé en lactate lors de la fermentation lactique, ce qui ralenti le cycle de Krebs puisque 

le pyruvate n’est plus transformé en acétyl-coA. Cette réaction est catalysée par l’enzyme 

lactate déshydrogénase (LDH) en présence de NADH. Le lactate est exporté à l’extérieur de 

la cellule via des transporteurs. Il peut alors être utilisé pour produire du glucose au cours de 

la néoglucogénèse ou dans le cycle de Cori.  

 

Dans la niche hématopoïétique, la concentration en oxygène est faible, ainsi les CSH 

sont dans des conditions hypoxiques. A ce titre, l’hypoxie est un critère clé dans la régulation 

du métabolisme des CSH dans la niche. En effet, dans ces conditions, le facteur de 

transcription HIF1 (Hypoxia Inducible factor-1) est exprimé. HIF1 est une protéine 

hétérodimérique composée de deux sous-unités distinctes : HIF-1α et HIF-1β. L’expression 

d’HIF-1α est stabilisée dans des conditions hypoxiques, contrairement à HIF-1β qui est 

constitutivement exprimé (Wang and Semenza, 1995). Quand HIF-1α et HIF-1β se 

dimérisent, ils forment un facteur de transcription qui lie et active les promoteurs de gènes 

impliqués dans la glycolyse (Wang et al., 1995). Selon des études plus récentes, l’activité de 

HIF-1α semble être finement régulée par d’autres mécanismes que l’hypoxie et que HIF-1α 

régule plusieurs voies métaboliques en parallèle (Ito and Suda, 2014). 

 

Dans des conditions normoxiques, le niveau d’expression de HIF-1 diminue car la 

présence d’oxygène induit la dégradation de HIF-1α. Mécanistiquement, PHD1, PHD2 et 

PHD3 (Prolyl hydroxylases 1, 2 et 3) sont activées par la présence d’oxygène. Elles 

transfèrent un groupement hydroxyle sur des résidus proline, situés dans le domaine 
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impliqué dans la dégradation (domaine ODD) de HIF-1α. Cela permet la reconnaissance de 

HIF-1α par une ubiquitine ligase, qui va induire la dégradation de HIF-1α. De plus, les PHD 

sont actives en présence de fer et α-cétoglutarate, ce qui génère du succinate et participe 

aussi à la dégradation de HIF-1α (Figure 16).  

 

Dans des conditions hypoxiques, l’hydroxylation de HIF-1α est inhibée et il n’est plus 

dégradé. La délétion du gène codant pour HIF-1α dans CSH induit une diminution de la 

glycolyse et une augmentation du métabolisme mitochondrial. Cela induit une perte du 

phénotype « souche », ce qui souligne le caractère essentiel de HIF-1α dans la maintenance 

du phénotype des CSH et du bon fonctionnement de l’hématopoïèse. Il est important de 

différencier les CSH à long terme (LT-CSH) et les CSH à court terme (ST-CSH). En effet, 

ces deux sous-populations subissent un niveau d’hypoxie très différent. Cela se traduit 

notamment par un niveau de division différent. Les LT-CSH semblent se diviser seulement 

deux fois par an alors que les ST-CSH se divisent une fois par mois (Wilson et al., 2008) 

(Foudi et al., 2009). Il apparaît évident que l’expression du facteur HIF-1α joue un rôle 

essentiel dans le maintien du phénotype des CSH mais en particulier pour les LT-CSH. En 

ce sens, il a été démontré que la délétion de HIF-1α dans les LT-CSH induit une perte 

importante de la capacité de reconstitution du système hématopoïétique aussi bien chez la 

souris adulte que chez l’embryon (Takubo et al., 2010) (Imanirad et al., 2014). 

 

Brièvement, d’un point de vue fonctionnel, HIF-1α permet l’expression des enzymes 

PDK2 et PDK4 (Pyruvate Dehydrogenase Kinase 2 et 4), ce qui inhibe des enzymes PDH et 

ainsi empêche l’entrée du pyruvate dans le cycle de Krebs (Figure 16). Cela limite ainsi la 

respiration mitochondriale. Dans des modèles murins, la délétion des enzymes PDK2 et 

PDK4 aboutit à un phénotype comparable à la délétion du facteur HIF-1α, soit une 

augmentation de la respiration mitochondriale aboutissant à une perte du phénotype 

« souche » (Takubo et al., 2013). Ces résultats suggèrent que la quiescence des CSH dans 

la niche hypoxique est dépendante d’un programme métabolique dont HIF-1α est l’acteur 

central. Il limite l’utilisation du pyruvate par le cycle de Krebs et ainsi favorise la glycolyse 

anaérobie comme source d’énergie par les CSH. Il est important de souligner que les CSH 

expriment différents membres de la famille des facteurs HIF. Même si HIF-1α est celui qui 

domine la régulation de l’homéostasie de l’oxygène dans les cellules, HIF-2α y participe 

aussi (Simon et al., 2008). Outre la régulation du métabolisme de l’oxygène, HIF-2α est 

impliqué dans la protection des CSH, des progéniteurs hématopoïétiques et des cellules 

leucémiques contre l’apoptose induite par un stress du réticulum endoplasmique. Par 

ailleurs, parmi les gènes cibles d’HIF-1α, certains sont impliqués dans le métabolisme des 

CSH. Par exemple, meis1 régule aussi bien la glycolyse que la réponse à un stress oxidatif 
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dans les CSH, de manière dépendante d’HIF-1α (Simsek et al., 2010). Il a aussi été 

démontré que la protéine CITED2 (CBP/p300 Interacting Transactivator 2) est essentielle 

dans la maintenance de la quiescence des CSH via la maintenance du métabolisme 

glycolytique, à la fois en induisant la transcription d’HIF-1α et en augmentant son activité (Du 

et al., 2014). De plus, il a été établi que des facteurs extracellulaires, autre que la 

concentration en oxygène, pouvaient réguler l’activité d’HIF-1α (Miharada et al., 2011). En 

effet, la protéine CRIPTO et son récepteur membranaire GRP78 (78kDa Glucose-Regulated 

Protein) ont un rôle clé dans la quiescence des CSH (Miharada et al., 2011). Dans des 

conditions hypoxiques, HIF-1α induit l’expression de CRIPTO, qui se lie ensuite sur son 

récepteur GPR78 et stimule le métabolisme glycolytique. Ces résultats soulignent la 

complexité de la régulation du métabolisme du glucose par le facteur HIF-1α dans les CSH.  

 

La glycolyse anaérobie limite ainsi la production de ROS, préservant ainsi l’intégrité 

génomique des CSH (Jang and Sharkis, 2007). En effet, dans des conditions normoxiques, 

la respiration mitochondriale produit des ROS qui sont génotoxiques. De manière 

intéressante, dans les LT-CSH, les mitochondries présentes sont inactives (Mantel et al., 

2010) (Norddahl et al., 2011). De plus, une augmentation des dommages à l’ADN est 

observée dans les CSH âgées (Beerman et al., 2014). Une concentration excessive en ROS 

dans les CSH aboutit à une mort par apoptose de ces cellules. Ce processus de mort par 

apoptose permet de limiter la diffusion des dommages à l’ADN induit par les ROS à 

l’ensemble des cellules issues des CSH. Cependant, la production de ROS dans les CSH 

n’est pas que délétère. En effet, la production de ROS dans les CSH est un facteur essentiel 

pour la prolifération des CSH et des progéniteurs (Lewandowski et al., 2010) (Abdel-Wahab 

and Levine, 2010). Ces résultats suggèrent un rôle important de la fonction mitochondriale et 

de la production de ROS associée dans le maintien des CSH. En ce sens, il a été démontré 

que des mécanismes limitant la biogénèse mitochondriale sont mis en place dans les CSH 

afin de prévenir la toxicité des ROS. Par exemple, l’expression d’ARNs non-codants issus du 

locus Dlk1-Glt2, du transporteur mitochondrial homologue 2 et l’inhibition de la voie de 

signalisation dépendante de mTOR (Oburoglu et al., 2014). De plus, la régulation et la 

coordination du métabolisme mitochondrial des CSH ont été étudiées en inhibant la 

respiration mitochondriale grâce à la délétion de PTPMT1 (Protein Tyrosine Phosphatase 

Mitochondrial 1), une phosphatase mitochondriale « PTEN-like ». Les CSH déficientes en 

PTPMT1 ne sont plus capables de se différencier et provoque une accumulation de CSH 

dans la moelle osseuse (Yu et al., 2013) (Figure 16). A l’inverse, les conditions qui 

favorisent la biogénèse mitochondriale et la phosphorylation oxidative permettent la 

différenciation des CSH. Dans ces conditions, les facteurs de transcription FOXO (Forkhead 

box protein O) sont impliqués dans la protection des CSH contre les ROS. En effet, ces 
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facteurs de transcription permettent l’expression des gènes codant pour la superoxide 

dismutase et les catalases, enzymes impliquées dans l’élimination des ROS. Dans des 

modèles murins, la délétion des facteurs FOXO1, FOXO3 et FOXO4 induit une 

augmentation de la concentration des ROS dans les CSH, corrélée à une augmentation de 

leur prolifération conduisant à leur épuisement (Tothova et al., 2007) (Tsuchiya et al., 2013).  

Les mitochondries sont des organelles essentielles dans le métabolisme général des 

cellules. A la vue des données présentées plus haut, il est facile de comprendre que leur rôle 

dans les CSH est complexe. Bien que les mitochondries des CSH soient inactives, leur 

activité est essentielle à la différenciation des CSH en progéniteurs. Cela suggère que les 

CSH ont besoin d’un métabolisme mitochondrial fiable et robuste afin de pouvoir rapidement 

se différencier quand le besoin s’en fait ressentir. L’ensemble de ces données suggère que 

le métabolisme du glucose peut être modifié selon les besoins de l’organisme. Le maintien 

de la quiescence des CSH et leur auto-renouvellement sont dépendants de la glycolyse 

anaérobie alors que la différenciation de ces mêmes cellules requiert une phosphorylation 

oxydative (OXPHOS) active.  
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a-2- La régulation des CSH par le métabolisme des acides aminés  

 

Quand les CSH prolifèrent, la voie de signalisation PI3K-AKT-mTOR est activée, 

notamment par le glucose et les acides aminés (Figure 17). L’augmentation de l’activité de 

la PI3K (PhosphoInositide 3-Kinase) induit une augmentation de la concentration en PIP2 et 

PIP3 (phosphatidylinositol-3,4-bisphosphate et phosphatidylinositol-3,4,5-bisphosphate, 

respectivement). Cela provoque un changement de conformation de la protéine AKT, ce qui 

permet de recruter la protéine PDPK1 (3-phosphoinositide-dependent protein kinase 1), 

impliquée dans l’activation de la protéine AKT. L’activation constitutive d’AKT provoque une 

augmentation de la prolifération des CSH, ce qui conduit à la déplétion du contenu en CSH 

(Kharas et al., 2010). Plusieurs études démontrent le rôle essentiel de la voie de 

signalisation PI3K-AKT-mTOR dans le maintien du phénotype « souche » des CSH (Jacque 

et al., 2015) (Jewell et al., 2015).  

 

De manière intéressante, la glutaminolyse est une source d’énergie qui permet aux 

cellules de proliférer. Cela correspond à la déamination de la glutamine en glutamate et 

ammonium, par l’action de l’enzyme glutaminase, présente dans la mitochondrie. Par la 

suite, le glutamate est transformé en α-cétoglutarate (α-KG), par une seconde déamination. 

L’α-KG est un intermédiaire du cycle de Krebs (Figure 17). Ainsi la dégradation de la 

glutamine par les CSH permet leur prolifération à défaut de participer au maintien de leur 

nombre et de leur phénotype « souche ». De plus, la glutaminolyse permet aussi la 

production de molécules comme la glutathione et le NADPH, qui permettent une réduction 

de la concentration en ROS, limitant ainsi la présence de dommages oxydatifs dans les CSH 

prolifératives. Cette voie métabolique semble essentielle pour les CSH cancéreuses (i.e. 

CSH présentant une prolifération anarchique). Des données suggèrent que la glutaminolyse 

est régulée par l’oncogène MYC, qui est notamment impliqué dans l’activation du cycle 

cellulaire et l’augmentation de métabolisme glycolytique des CSH (Dang et al., 2006). Plus 

récemment, l’étude de la différenciation des CSH en progéniteurs érythrocytaires a mis en 

lumière un rôle essentiel de la glutaminolyse. En effet, la délétion du transporteur ASCT2 

(Alanine Serine Cysteine-Preferring Transporter 2), exprimé par les CSH et les progéniteurs 

érythrocytaires et permettant l’entrée de la glutamine dans les CSH, provoque une perte de 

différenciation vers le compartiment érythrocytaire. Au contraire, les progéniteurs vont alors 

préférentiellement se diriger vers une différenciation myélomonocytaire (Oburoglu et al., 

2014). Ces résultats suggèrent que la glutaminolyse joue un rôle important dans le choix de 

la voie de différenciation des CSH. Les mécanismes précis qui déterminent le choix des CSH 

entre ces deux voies de différenciation restent inconnus à ce jour (Figure 17).  
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  a-3- La régulation des CSH par le métabolisme des acides gras 

 

Le métabolisme des acides gras est essentiel au bon fonctionnement cellulaire, au 

tant sur le plan énergétique que structurel. Les lipides sont des constituants essentiels des 

membranes. La dégradation des lipides via la lipolyse ou bien l’absorption intestinale des 

acides gras alimentaires permet d’avoir une disponibilité en acides gras permanente. 

L’oxydation des acides gras (FAO pour Fatty Acids Oxidation) ou β-oxydation est la voie de 

dégradation des acides gras. Cette réaction enzymatique génère ainsi une molécule 

d’acétyl-CoA à chaque cycle et deux molécules lors du cycle final (Figure 17). L’acétyl-CoA 

rentre alors dans le cycle de Krebs afin de produire de l’ATP.  Les acides gras peuvent aussi 

servir de messagers dans des voies de signalisation. 

 

Comme expliqué dans la partie précédente, le « choix » entre la quiescence et la 

différenciation des CSH est déterminé par une fine balance entre la glycolyse anaérobie et la 

phosphorylation oxydative. En revanche, la FAO est capitale dans le choix entre la 

maintenance des HSC ou leur engagement dans la différenciation. En effet, via des 

mécanismes qui n’ont pas été totalement décrits, la FAO permet une division asymétrique 

des CSH, permettant la génération d’une cellule fille qui va se différencier et une cellule fille 

ayant des capacités d’auto-renouvellement. Lorsque la FAO est inhibée, les CSH se divisent 

de manière symétrique en deux cellules progénitrices engagées dans la différenciation (Ito et 

al., 2012) (Yusuf and Scadden, 2012). De manière intéressante, ex-vivo et sans modification 

de la FAO, il a été démontré que les CSH peuvent avoir trois types de division : 1) une 

division asymétrique, donnant une CSH et une cellule progénitrice 2) une division 

asymétrique, donnant deux CSH ou 3) une division asymétrique, donnant deux cellules 

progénitrices, engagées dans la différenciation (Ito et al., 2012). Ces résultats soulignent la 

complexité de l’impact de la FAO sur les CSH. Malgré l’importance de la FAO dans le 

maintien du nombre de CSH, les mécanismes ainsi que les acteurs impliqués dans ce 

processus restent mal compris et nécessitent des études complémentaires. A l’heure 

actuelle, le maintien des CSH par la FAO est stimulé par la protéine PML (Promyelocytic 

leukemia protein), qui est un suppresseur de tumeur. La protéine PML permet l’activation de 

PPARδ, facteur de transcription largement connu pour son rôle dans la FAO. La délétion des 

acteurs clés dans la FAO, comme PML, PPARδ, ou encore la CPT1 (Carnitine Palmitoyl-

Transferase 1, enzyme réalisant la première étape de la FAO) aboutit à la production de 

progéniteurs, et donc à l’engagement des CSH dans la différenciation.  

La FAO permet aussi la production de NADPH, ce qui permet l’expression de la 

protéine LKB1 (Liver Kinase B1), un suppresseur de tumeur, qui active alors l’AMPK (AMP-
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kinase), elle-même responsable de l’activation de PGC-1 (PPARγ coactivator 1), un facteur 

de transcription impliqué dans l’expression des enzymes de la FAO (Kleiner et al., 2009) 

(Figure 17). En absence de LKB1, les CSH s’engagent dans la différenciation via la 

production de progéniteurs. Ces résultats souligne l’importance de la protéine LKB1 dans le 

maintien du phénotype « souche » des CSH (Gan et al., 2010) (Gurumurthy et al., 2010) 

(Nakada et al., 2010) via la modulation du métabolisme des lipides.  

 

 

a-4- La régulation des CSH par le métabolisme du cholestérol 

 

Nous allons maintentant nous intéresser au rôle du métabolisme du cholestérol dans 

la régulation des CSH (Figure 18). Comme décrit dans les cellules myéloïdes, le 

métabolisme du cholestérol joue un rôle clé dans la régulation des CSH.  

 

Comme décrit précédemment, l’hypercholestérolémie est un facteur de risque 

indépendant dans le développement de l’athérosclérose. De plus, plusieurs études ont 

démontré l’impact du rôle du métabolisme cholestérol dans l’activation des CSH (Murphy et 

al., 2011) (Gao et al., 2014) (Yvan-Charvet et al., 2010b). Tout comme dans les cellules 

matures, l’homéostasie intracellulaire du cholestérol des CSH est un facteur clé dans la 

régulation de leur prolifération, de leur activation et dans leur mobilisation. Dans les CSH, les 

transporteurs clés dans la régulation de l’homéostasie intracellulaire du cholestérol sont les 

transporteurs ABCA1 et ABCG1, ainsi que le récepteur SR-B1. Bien évidemment, les 

lipoprotéines circulantes jouent aussi un rôle essentiel dans cette régulation.  

 

En ce sens, dans des modèles murins, l’altération du métabolisme du cholestérol 

induit une prolifération des CSH, conduisant à une accumulation de leucocytes dans le sang 

(i.e. leucocytose). En effet, la délétion des transporteurs ABCA1 et ABCG1 provoque une 

accumulation de cholestérol au niveau de la membrane plasmique des CSH, en particulier 

au niveau des rafts lipidiques. Cela induit une augmentation de l’expression de la sous-unité 

β, commune aux récepteurs à l’IL-3 (IL-3Rβ) et au GM-CSF, conduisant à une prolifération 

anarchique des CSH (Yvan-Charvet et al., 2010b) (Figure 18). En effet, les récepteurs se 

retrouvent dans des rafts lipidiques rigides où l’internalisation devient difficile. Ainsi, les 

récepteurs restent en surface et donc actifs. En ce sens, il a été démontré qu’un défaut 

d’efflux de cholestérol dans un modèle murin de déficience en apolipoprotéine E provoque 

un défaut d’activité de l’E3-ubiquitine ligase, enzyme impliquée dans la dégradation des 

protéines (dont l’IL-3Rβ et le récepteur au GM-CSF). Cela conduit à une augmentation de 

l’expression de ces récepteurs, et donc à la prolifération des CSH (Murphy et al., 2011). La 
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stimulation des CSH par l’IL-3 et le GM-CSF induit d’une part leur prolifération mais aussi 

leur engagement dans la différenciation myélomonocytaire. Plus récemment, il a été 

démontré que la délétion du récepteur SR-B1 dans les CSH induit une expansion de ces 

cellules et leur différenciation en progéniteurs myéloïdes communs et en progéniteurs 

monocytes-macrophages (Gao et al., 2014). De manière très intéressante, en augmentant la 

concentration en apolipoprotéine A1 dans ces modèles, il est possible de limiter la 

prolifération des CSH. L’ensemble de ces données suggère l’importance de l’homéostasie 

du cholestérol dans la biologie des CSH.  

 

Outre l’impact du métabolisme du cholestérol sur la prolifération des CSH, il intervient 

également dans la mobilisation des CSH depuis la moelle osseuse vers la circulation 

sanguine. Comme décrit plus haut, les CSH interagissent avec de nombreux types 

cellulaires dans la niche hématopoïétique, notamment via l’interaction entre les intégrines et 

l’axe CXCR4/SDF-1. Il a été démontré que l’hypercholestérolémie altère le gradient de SDF-

1 entre le sang et la moelle osseuse, ce qui conduit à la mobilisation des CSH, soit à leur 

sortie de la moelle osseuse (Gomes et al., 2010). De plus, en ce sens, il a aussi été prouvé 

qu’une altération de l’efflux de cholestérol par la délétion des transporteurs ABCA1 et 

ABCG1, dans un modèle murin hypercholestérolémique, induit une mobilisation des CSH. 

Ceci est expliqué par une augmentation de la production des cytokines IL-23, IL-17 et G-

CSH par les macrophages et les cellules dendritiques de la rate (Westerterp et al., 2012). 

Cela favorise le recrutement des cellules souches hématopoïétiques dans le sang. De plus, 

cette étude démontre aussi le rôle indirect de l’hypercholestérolémie dans la modification du 

microenvironnement de la niche hématopoïétique. Plus précisément, l’hypercholestérolémie 

induit une diminution du nombre d’ostéoblastes exprimant la N-cadhérine, et du nombre de 

cellules souches mésenchymateuses, exprimant la nestine. Ces deux types cellulaires étant 

la source principale de SDF-1, la concentration en SDF-1 est elle aussi réduite. Cela 

participe aussi largement à la mobilisation des CSH de la moelle osseuse vers le sang. Plus 

récemment, il a aussi été démontré qu’en condition hypercholestérolémique, les CSH 

expriment plus l’intégrine β2, ce qui est corrélé à une augmentation de leur recrutement au 

sein des sites lésionnels (Wang et al., 2015).  

 

Pour terminer, le métabolisme des HDL et de sa lipoprotéine constitutive, 

l’apolipoprotéine A1 (apoA1) est inversement corrélé au développement des maladies 

cardiovasculaires. Cela s’explique par plusieurs mécanismes. Premièrement les HDL sont 

largement impliquées dans l’efflux du cholestérol via les récepteurs ABCA1 et ABCG1, 

processus à l’origine du retour inverse du cholestérol (Rosenson et al., 2012). 

Deuxièmement, les HDL jouent un rôle dans la maintenance de l’intégrité de l’endothélium 
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(Kratzer et al., 2014). Troisièmement, les HDL présentent des propriétés anti-inflammatoires 

(Khan et al., 2015) (Patel et al., 2009). In vitro, les CSH mises en présence de HDL permet 

le maintien de leur quiescence, qui à terme limite la production de cellules myéloïdes (Tolani 

et al., 2013). De même, in vivo, l’augmentation de la concentration plasmatique régule la 

prolifération des CSH, tout en limitant l’inflammation (Murphy et al., 2011)  (Gao et al., 2014). 

Ces résultats soulignent l’importance des voies d’efflux du cholestérol dans l’homéostasie 

des CSH (Figure 18). 
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Papier 1 

« Disruption of Glut-1 in hematopoietic stem cells prevents myelopoiesis and 

enhanced glucose flux in atheromatous plaques of ApoE-/- mice »  

 

Comme nous avons pu le décrire dans l’introduction de cette thèse, l’athérosclérose 

est une pathologie inflammatoire chronique, principalement dirigée par 

l’hypercholestérolémie. Cette pathologie est initiée par un dépôt de lipoprotéines riche en 

cholestérol au sein des vaisseaux, ce qui permet le recrutement des monocytes et des 

macrophages. Le lien entre athérosclérose et l’hypercholestérolémie est donc connu depuis 

des années. Plus récemment, il a aussi été établi que le défaut d’efflux du cholestérol 

induisait une augmentation du nombre de monocyte dans le sang, soit une monocytose. La 

monocytose participe directement à la formation des plaques d’athérosclérose en 

augmentant le nombre de cellules qui y sont recrutées. De plus, il a été démontré que le 

nombre de monocytes sanguin était un facteur de risque indépendant. La production de 

monocytes par le système hématopoïétique apparaît donc comme un processus clé dans le 

développement de la pathologie athéromateuse. 

 

 Par l’utilisation d’un analogue du glucose non métabolisable radiomarqué couplé à 

une analyse tomographique, les plaques d’athérosclérose ont été visualisées, suggérant un 

rôle local du métabolisme du glucose au sein de la plaque d’athérosclérose. De manière très 

intéressante, cette technique a aussi mis en évidence une augmentation du flux de glucose 

au niveau de la moelle osseuse hématopoïétique ainsi que dans la rate. Ces résultats 

suggèrent un rôle central de l’hématopoïèse, aussi bien médullaire dans la moelle osseuse 

qu’extra-médullaire dans la rate. Bien que ces observations soient remarquables, elles 

n’élucident pas les mécanismes sous-jacents impliqués.  

 

Afin de mieux comprendre la relation entre une augmentation du flux de glucose dans 

les compartiments hématopoïétiques, la prolifération des cellules souches à l’origine de la 

monocytose et le développement des lésions d’athérosclérose, la première partie de mon 

travail de thèse s’est intéressée au rôle du transporteur Glut-1 dans le compartiment 

hématopoïétique dans un modèle murin d’athérosclérose.  

 

 Dans un premier temps, nous avons démontré que des souris déficientes pour l’ApoE 

dans le compartiment hématopoïétiques présentaient une augmentation de l’activité 

glycolytique au niveau de l’arche aortique, de la moelle osseuse et de la rate. Ce résultat est 

corrélé à une augmentation de l’expression du transporteur Glut-1 dans les cellules souches 



! 92 

hématopoïétiques (CSH). Nous avons mis en évidence que cela été du à une augmentation 

de la voie de signalisation Ras en aval du récepteur au GM-CSF et à l’IL-3, qui stimule alors 

l’utilisation des substrats de la glycolyse par la mitochondrie.  

 

 Dans un deuxième temps, nous avons réalisé des transplantations de moelle 

osseuse déficiente seulement pour Glut-1 (moelle Glut1+/-) ou combiné à la déficience pour 

ApoE (moelle Glut1+/- ApoE-/-) dans des souris ApoE-/-. De manière intéressante, nous 

montrons que les souris ApoE-/- ayant reçu de la moelle osseuse Glut1+/- ApoE-/- présentent 

une prolifération des CSH réduite, une expansion limitée et donc en conséquence une 

monocytose réduite. Cela induit une réduction de la taille des plaques d’athérosclérose.  

 

Ainsi, nous démontrons que Glut-1 est au centre de la régulation du flux de glucose 

au niveau des plaques d’athérosclérose, notamment via la régulation de la production de 

monocytes (myélopoïèse) et que cela reflète le nombre de macrophages dans la plaque. En 

effet, nous mettons en évidence que la régulation des CSH ainsi que leur engagement dans 

la différenciation monocytaire est dépendante de Glut-1.  
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Atherosclerosis is a chronic, hypercholesterolemia-driven 

inflammatory disease that is initiated by the deposition 

of cholesterol-rich lipoproteins in the artery wall, leading to 

monocyte–macrophage recruitment. Hypercholesterolemia 

and defective cholesterol efflux have also been documented 

to induce myelopoiesis, which contributes to atherosclerotic 

lesion formation by fueling plaques with monocytes and neu-

trophils.1,2 The monocyte count, in particular, independently 

predicts risk for coronary artery disease after adjustment for 

conventional risk factors.3,4

In This Issue, see p 1041

Hematopoietic stem cells (HSCs) are quiescent in the bone 

marrow (BM) niche and are the source of all hematopoietic 

stem and progenitor cells (HSPCs) and differentiated cells that 

are critical for the maintenance and replenishment of periph-

eral leukocytes in adult life, particularly during emergency he-

matopoiesis. However, we and others have recently shown that 

chronic cholesterol accumulation in HSPCs because of hyper-

cholesterolemia and defective apolipoprotein (Apo)-mediated 

Cellular Biology
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Rationale: Inflamed atherosclerotic plaques can be visualized by noninvasive positron emission and computed 

tomographic imaging with 18F-fluorodeoxyglucose, a glucose analog, but the underlying mechanisms are poorly 

understood.

Objective: Here, we directly investigated the role of Glut1-mediated glucose uptake in apolipoprotein E–deficient 

(ApoE−/−) mouse model of atherosclerosis.

Methods and Results: We first showed that the enhanced glycolytic flux in atheromatous plaques of ApoE−/− mice 

was associated with the enhanced metabolic activity of hematopoietic stem and multipotential progenitor cells 

and higher Glut1 expression in these cells. Mechanistically, the regulation of Glut1 in ApoE−/− hematopoietic stem 

and multipotential progenitor cells was not because of alterations in hypoxia-inducible factor 1α signaling or the 

oxygenation status of the bone marrow but was the consequence of the activation of the common β subunit of the 

granulocyte-macrophage colony-stimulating factor/interleukin-3 receptor driving glycolytic substrate utilization 

by mitochondria. By transplanting bone marrow from WT, Glut1+/−, ApoE−/−, and ApoE−/−Glut1+/− mice into 

hypercholesterolemic ApoE-deficient mice, we found that Glut1 deficiency reversed ApoE−/− hematopoietic stem 

and multipotential progenitor cell proliferation and expansion, which prevented the myelopoiesis and accelerated 

atherosclerosis of ApoE−/− mice transplanted with ApoE−/− bone marrow and resulted in reduced glucose uptake in 

the spleen and aortic arch of these mice.

Conclusions: We identified that Glut1 connects the enhanced glucose uptake in atheromatous plaques of 

ApoE−/− mice with their myelopoiesis through regulation of hematopoietic stem and multipotential progenitor 

cell maintenance and myelomonocytic fate and suggests Glut1 as potential drug target for atherosclerosis.   

(Circ Res. 2016;118:1062-1077. DOI: 10.1161/CIRCRESAHA.115.307599.)
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Disruption of Glut1 in Hematopoietic Stem Cells Prevents 
Myelopoiesis and Enhanced Glucose Flux in Atheromatous 

Plaques of ApoE−/− Mice

Vincent Sarrazy,* Manon Viaud,* Marit Westerterp, Stoyan Ivanov, Sophie Giorgetti-Peraldi, 
Rodolphe Guinamard, Emmanuel L. Gautier, Edward B. Thorp, Darryl C. De Vivo,  
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cholesterol efflux promotes pathogenic HSPC expansion and 

proliferation leading to uncontrolled myelopoiesis.5–8 For in-

stance, in the ApoE−/− mouse model of atherosclerosis, the pro-

gressive HSPC expansion that drives myelopoiesis6 contributed 

to provide the inflamed atherosclerotic lesions with neutrophils 

and monocytes.9–11 Although recent research has focused on 

elucidating the roles of cytokines and the microenvironment 

in the proliferation, mobilization, and commitment of HSPCs 

in preclinical model of atherosclerosis,1,2 the cellular metabolic 

pathways that regulate these processes remain unknown.

Lessons from various mutant mice displaying a wide range 

of bioenergetic defects in vivo have pointed to a central role 

for the mitochondrial energy metabolism in HSC stemness.12–17 

Mounting evidence also suggests that HSC quiescence re-

quires a hypoxic environment18,19 to maintain glycolysis-biased 

metabolic activity instead of mitochondrial oxidative phos-

phorylation.20,21 By limiting mitochondrial respiration and ATP 

production, this could indeed prevent HSCs from producing re-

active oxygen species to avoid their differentiation and exhaus-

tion.22–24 In contrast, funneling glucose to the mitochondria for 

Krebs cycle utilization is required when the HSCs become pro-

liferative or undergo differentiation, most likely because of the 

high energy demand of these cellular processes.21,25 More recent-

ly, Oburoglu et al26 have also reported that glucose utilization 

can dictate the myeloid lineage commitment in human HSCs. 

Intriguingly, increased hematopoietic metabolic activity can 

be visualized by noninvasive positron emission and computed 

tomographic imaging with 18F-fluorodeoxyglucose, a glucose 

analog, not only in inflamed atherosclerotic plaques27–30 but 

also in the spleen of patients with cardiovascular diseases,31,32 

reflecting most likely an extramedullary hematopoiesis.33 

However, the relevance of these observations as well as the 

underlying mechanisms are not fully understood.

In an attempt to better understand the relation between 

the enhanced hematopoietic glycolytic activity, HSPC pro-

liferation, myelopoiesis, and the development of atheroscle-

rotic lesions, we first showed that an enhanced hematopoietic 

glycolytic activity in the aortic arch, the BM, and the spleen 

of ApoE−/− BM-transplanted mice was associated with an 

enhanced glucose transporter type 1 (Glut1) expression in 

ApoE−/− HSPCs. Mechanistic studies showed that the upregu-

lation of Glut1 in ApoE−/− HSPCs was not because of an altera-

tion of the oxygenation status of the BM niche but rather was 

dependent on Ras signaling downstream of the granulocyte-

macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF)/interleu-

kin-3 (IL-3) receptor driving glycolytic substrate utilization by 

mitochondria. Finally, we performed BM transplantation from 

mice with single or combined deficiencies of ApoE or the glu-

cose transporter Glut1 into ApoE−/− mice. Consistent with our 

hypothesis, ApoE−/− mice that had received ApoE−/−Glut+/− BM 

showed reduced HSPC proliferation and expansion, myelopoi-

esis, and atherogenesis compared with mice that had received 

ApoE−/− BM. Thus, we proposed a causal relation between the 

enhanced hematopoietic glycolytic activity in ApoE−/− mice 

and their myelopoiesis through regulation of HSPC expansion 

and fate, offering novel therapeutic perspectives.

Methods
Materials and additional methods are available in Online Data 
Supplement.

Mice and Treatments
Glut1+/− mice (kindly provided by Dr De Vivo, Columbia University) 
have been crossed to C57BL/6J for >12 generations within our 
colony. ApoE−/− (B6.129P2-ApoEtm1Unc/J), Mx1-cre (B6.Cg-Tg[Mx1-

cre]1Cgn/J), and hypoxia-inducible factor-1α (HIF1αfl/fl; B6.129-
HIF1α

tm1Kats/J) mice on a C57BL/6J background were obtained from 
the Jackson Laboratory. ApoE−/− (B6.129P2-ApoEtm1Unc/J) mice ex-
pressing Ly5.1 cyclodextrin (CD45.2) were crossed to wild-type 
(WT) mice expressing Ly5.2 (CD45.1) to generate ApoE−/− mice 
expressing Ly5.2 (CD45.1). For each experiment, littermate controls 
were generated. For the neutralizing antibody experiment, WT and 
ApoE−/− mice were intravenously injected with IgG control or IL-3Rβ 
AF549 antibody (R&D systems). Animal protocols were approved 
by the Institutional Animal Care and Use Committee of the French 
Ministry of Higher Education and Research and the Mediterranean 
Center of Molecular Medicine (Inserm U1065) and the were under-
taken in accordance with the European Guidelines for Care and Use 
of Experimental Animals. Animals had free access to food and water 
and were housed in a controlled environment with a 12-hour light–
dark cycle and constant temperature (22°C).

BM Transplantation
BM transplantation was performed as previously described,5 us-
ing BM from 12- to 14-week–old WT, Glut1+/−, ApoE−/−, and 
ApoE−/−Glut1+/ littermates with no significant variation in periph-
eral leukocyte counts (WT, 6.1±0.5×106/mL; Glut1+/− 5.6±0.6×106/
mL; ApoE−/− 7.1±0.6×106/mL; ApoE−/−Glut1+/− 6.7±0.5×106/mL) or 
BM leukocyte counts (WT, 76±12×106; Glut1+/− 75±11×106; ApoE−/− 
94±21×106; ApoE−/−Glut1+/− 88±16×106). Briefly, studies were con-
ducted in 12-week–old female ApoE−/− mice fed with a Western type 
diet (TD88137) from Harlan Teklad (Madison, WI) for 12 weeks. 
Mice were allowed to recover for 5 weeks after irradiation and BM 
transplantation before diet studies were initiated. Body weight was 
recorded at indicated time points. Mice were euthanized in accor-
dance with the American Veterinary Association Panel of Euthanasia. 
Spleen weights were determined at the time of euthanasia.

Flow Cytometry Analysis

Blood Leukocytes
For identification of peripheral blood leukocytes, 100 μL of blood 
was collected into EDTA tubes before red blood cell lysis (BD 
Pharm Lyse; BD Biosciences), filtration, and staining for 30 min-
utes on ice. Cells were stained with a cocktail of antibodies against 
CD45, Ly6C/G, CD115, B220, TCR-β, and CD8 as previously 
described.5 Briefly, monocytes were identified as CD45+CD115+, 

Nonstandard Abbreviations and Acronyms

2-NBDG 2-[N-(7-nitrobenz-2-oxa-1,3-diazol-4-yl)
amino]-2-deoxy-D-glucose

ApoE apolipoprotein E

BM bone marrow

CMP common myeloid progenitors

Flt3L FMS-like tyrosine kinase 3 ligand

Glut1 glucose transporter type 1

GM-CSF granulocyte-macrophage colony-stimulating factor

GMP granulocyte-macrophage progenitors

HIF-1α hypoxia-inducible factor-1α

HSCs hematopoietic stem cells

HSPCs hematopoietic stem and progenitor cells

LT-HSC long-term hematopoietic stem cells

MMP mitochondrial membrane potential

WT wild-type
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neutrophils as CD45+CD115−Ly6C/Ghi, B-lymphocytes as 
CD45+B220+, T-lymphocytes as CD45+TCR-β+ and further subdi-
vided into CD4+, CD8+, and CD8+Ly6C/G+ subsets.

BM HSPCs

BM cells were collected from leg bones, lysed to remove red blood 
cells, and filtered before use. Freshly isolated BM cells were stained 
with the appropriate antibodies for 30 minutes on ice. For hematopoi-
etic subsets, the following lineage antibodies were used: a cocktail of 
antibodies to lineage committed cells (CD45R, CD19, CD11b, CD3e, 
Ter-119, CD2, CD4, CD8, and Ly6C/G) and the following stem cell 
markers: c-Kit, Sca-1, FMS-like tyrosine kinase 3 ligand (Flt3, also 
known as CD135), CD150 (Slamf1), CD34, and FcgRII/III as previ-
ously described.5 Briefly, HSPCs were identified as lin−Sca1+c-Kit+ 
(LSKs) and HSPC subsets were identified from the most quiescent 
as long-term (LT)-HSC (CD34−CD150+Flt3−) to the most cycling as 
short-term–HSC (CD34+CD150+Flt3−) and multipotential progeni-
tors (CD34+CD150−Flt3− > CD34+CD150−Flt3+). Hematopoietic pro-
genitor cells were identified as common myeloid progenitors (CMP, 
Lin−Sca1−c-Kit+CD34intFCgRII/IIIint), granulocyte-macrophage pro-
genitors (GMP, Lin−Sca1−c-Kit+CD34intFCgRII/IIIhi), and megakaryo-
cyte–erythrocyte progenitors (Lin−Sca1−c-Kit+CD34loFCgRII/IIIlo). 
For DNA content analysis, HSPC-stained BM cells were fixed in 1% 
paraformaldehyde in PBS, washed, and stained with 4’,6-diamidino-
2-phenylindole (5 μg/mL; Molecular Probes). Cell surface expres-
sion of Glut1 was quantified using Glut1 FAB1418 antibody from 
R&D systems or Glut1 receptor binding domain ligand (Metafora 
Biosystems). To assess the uptake of 2-[N-(7-nitrobenz-2-oxa-1,3-
diazol-4-yl)amino]-2-deoxy-D-glucose (2-NBDG), prestained cells 
were incubated with 10 μmol/L 2-NBDG (invitrogen) for 30 minutes 
as previously described.34 The mitochondrial membrane potential 
(MMP) and reactive oxygen species production were analyzed with 
25 nmol/L fluorescent tetramethylrhodamine ethyl ester (AnaSpec) 
and 5 μm CM-H2DCFDA stainings for 30 minutes on prestained 
BM cells. In addition, autophagy was monitored in live cells using 
Cyto-ID autophagy detection kit (Enzo Life Sciences, Lyon, France) 
according to manufacturer instructions. Viable cells, gated by light 
scatter or exclusion of CD45− cells, were analyzed on a 4-laser BD 
Canto cell analyzer or sorted on a BD FACSAria Cell Sorter both run-
ning with DiVa software (BD Biosciences). Data were analyzed using 
FlowJo software (Tree Star Inc).

Statistical Analysis
Data are shown as mean±SEM. Statistical significance was performed 
using Prism t test or ANOVA according to the data set. Results were 
considered as statistically significant when P<0.05.

Results

Enhanced Glucose Uptake in Atheromatous Plaques 
Under Hypercholesterolemic Conditions Correlates 
With Higher Metabolic Activity of Hematopoietic 
Cells and Is Associated With Higher Glut1 
Expression in HSPCs
To monitor the metabolic activity of hematopoietic cells, we 

first investigated the uptake of the radiolabeled D-glucose 

analog 2-deoxy [14C] glucose in organs isolated from irradi-

ated ApoE−/−-recipient mice transplanted with either WT or 

ApoE−/− BM. A >2-fold increase in 2-deoxy [14C] glucose up-

take was observed not only in the aortic arch of ApoE−/− BM-

transplanted mice compared with controls but also in their BM 

and spleen (Figure 1A). A ≈3.5-fold increase in 2-deoxy [14C] 

glucose uptake was also consistently observed in colony form-

ing unit assays with the multipotential progenitors and GMP 

from the ApoE−/− mice (Figure 1B). The oxygen consumption 

was 1.3-fold higher in ApoE−/− lineage marker-positive (Lin+), 

ApoE−/− Lin− BM cells, and Lin−Sca1+ progenitors; these 

cell types represent mature leukocytes or a mix of HSPCs, 

respectively (Figure 1C). The higher oxygen consumption 

seen in ApoE−/− cells was most likely maintained by mito-

chondrial oxygen consumption because treatment with oli-

gomycin, which inhibits mitochondrial ATP synthase, clearly 

suppressed their respiration (Figure 1D). Quantification of 

the citric acid metabolites by liquid chromatography–mass 

spectometry showed higher citrate, fumarate, and malate but 

not succinate in ApoE−/− leukocytes (Figure 1E). This was as-

sociated with a 1.7-fold increase in succinate dehydrogenase 

activity in ApoE−/− leukocytes (WT, 13.7±1.9 versus ApoE−/−, 

24.2±4.1 ∆OD/min per mg protein, respectively). Consistent 

with these findings, a ≈1.3-fold increase in the MMP was 

observed in ApoE−/− Lineage marker-positive (Lin+) and 

Lin− BM cells by flow cytometry using a fluorescent tetra-

methylrhodamine ethyl ester dye (Figure 1F). An analysis of 

the different populations within the HSPCs showed that the 

mitochondrial potential of the CD34− LT-HSCs and CD34+ 

HSPCs35,36 was increased to the same extent as the Lin− BM 

cells in the ApoE−/− mice (Figure 1F). This was associated 

with an increase in reactive oxygen species staining in these 

cells (data not shown). To test whether this phenotype was 

caused by modulation of the glycolytic pathway in HSPCs, 

we next used the fluorescent D-glucose analog, 2-NBDG, as a 

tool to examine the glucose uptake in these cells.34 The NBDG 

staining was increased by ≈1.5-fold in the ApoE−/− Lin+ and 

Lin− BM cells and CD34+ HSPCs, but not in the more primi-

tive fractions of the CD34− LT-HSCs (Figure 1G). We next 

assessed the cell surface expression of the glucose transporter 

1 (Glut1) in these cells by flow cytometry. A ≈1.25-fold in-

crease in the Glut1 cell surface expression was observed in 

the ApoE−/− Lin+ and Lin− BM cells and CD34+ HSPCs, but 

not CD34− LT-HSCs (Figure 1H). This was similar to the 

NBDG pattern. Together, these observations suggest that the 

enhanced Glut1 expression and associated glycolytic activity 

in organs from ApoE−/− BM-transplanted mice could reflect 

the metabolic state not only of leukocytes but also of HSPCs.

HIF-1α Is Neither Involved in the Upregulation 
of Glut1 in ApoE−/− HSPCs nor in the Enhanced 
Myelopoiesis of ApoE−/− Mice
We next set out to better understand the mechanism lead-

ing to Glut1 regulation in the ApoE−/− HSPCs. Studies have 

proposed that the HIF-1α upregulates Glut1,37 and HIF-1α 

contributes to HSPC homeostasis.18,20 We first assessed the hy-

poxic state of the BM cells isolated from irradiated ApoE−/−-

recipient mice transplanted with either WT or ApoE−/− BM by 

flow cytometry with a fluorescein-conjugated anti-pimonida-

zole antibody at 90 minutes after intravenous pimonidazole 

administration. We did not observe significant changes in pi-

monidazole staining in either the ApoE−/− Lin+ and Lin− BM 

cells or CD34+ HSPCs and CD34− LT-HSCs (Online Figure 

IA). HIF-1α protein was also barely detectable in WT and 

ApoE−/− BM cell lysates under normoxic culture conditions, 

and cell lysates from ApoE−/− BM cells showed amounts of 

HIF-1α protein similar to those of WT cells under hypoxia 

(Online Figure IB). Even though, the increase in lactate de-

hydrogenase A mRNA expression, a HIF-1α target gene, on 

hypoxia was similar between WT and ApoE−/− BM cultures, 
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A B

C D

E

G H

F

Figure 1. Enhanced glucose utilization in the aortic arch, splenocytes, bone marrow (BM), and hematopoietic stem and 
multipotential progenitor cells (HSPCs) of ApoE−/− BM chimeras. A, 2-deoxy-[14C]-glucose uptake in aortic arch, BM, and spleen 
of ApoE−/− recipients transplanted with wild-type (WT) or ApoE−/− BM at 12 weeks after the transplantation procedure. B, 2-deoxy-
[14C]-glucose uptake was also determined in colony forming unit assays of multipotential progenitors (CFU-GEMM) and granulocyte-
macrophage progenitors (CFU-GM) from the BM of WT and ApoE−/− mice. C, Oxygen consumption of whole BM cells, lineage marker 
(Lin)+, Lin− BM cells, and Lin−Sca1+ progenitors isolated from the BM of WT and ApoE−/− mice in absence or (D) in presence of oligomycin 
treatment. E, The citric acid metabolites were determined by liquid chromatography–mass spectometry in BM cells isolated from ApoE−/− 
recipients transplanted with WT or ApoE−/− BM at 12 weeks after the transplantation procedure. F, The mitochondrial membrane potential 
was measured by low cytometry using a luorescent tetramethylrhodamine ethyl ester dye in Lin−, Lin+, and CD34− or CD34+ HSPCs 
isolated from the BM of these mice. G, NBD-glucose binding and uptake and (H) cell surface expression of Glut1 were also quantiied 
in these cells. All results are the means±SEM and are representative of at least 1 experiment performed with 6 to 10 animals per group; 
*P<0.05 vs WT. §P<0.05 vs the untreated condition.
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Glut1 gene expression was higher under both normoxic and 

hypoxic culture conditions in ApoE−/− BM cultures (Online 

Figure IC). Thus, to directly test the contribution of HIF-1α 

in the regulation of Glut1-dependent glucose metabolism 

in ApoE−/− HSPC in vivo, we next generated an inducible, 

hematopoietic-specific HIF-1α knockout (Mx1-cre HIF1α
fl/

fl) on a WT or ApoE−/− background. The BM from these mice 

was transplanted into irradiated ApoE−/− mice and after a re-

covery period, the recipients were fed with a high-fat diet for 

12 weeks to exacerbate their HSPC expansion (Figure 2A).6 

HIF-1α was deleted from hematopoietic cells before the start 

of the diet by sequential polyl:polylC injections, which ef-

ficiently excised the HIF-1α gene from the BM cells (Figure 

2B and 2C). Lactate dehydrogenase mRNA expression was 

also significantly reduced in the BM of these mice, but Glut1 

was only marginally regulated (Figure 2C). Also, HIF-1α de-

ficiency did not alter the cell surface expression of Glut1 in 

CD34+ HSPCs and CD34− LT-HSCs (Figure 2D) or the fre-

quency of these cells (Figure 2E). Furthermore, quantification 

of the blood myeloid cells in these mice revealed that HIF-

1α deficiency further increased the neutrophil, monocyte, 

and eosinophil counts in these mice (Figure 2F). Together, 

these findings suggest that HIF-1α does not mediate the up-

regulation of Glut1 in ApoE−/− HSPC or their expansion and 

minimally contributed to myelopoiesis under hypercholester-

olemic conditions.

Figure 2. Hypoxia-inducible factor-1α (HIF-1α)-independent regulation of Glut1 expression and ApoE−/− hematopoietic stem and 
multipotential progenitor cell (HSPC) expansion and myeloid lineage fate. A, Experimental overview. Bone marrow from Mx1-Cre 
(controls), Mx1-cre HIF1αfl/fl, ApoE−/− Mx1-Cre, ApoE−/− Mx1-cre HIF1α

fl/fl mice were transplanted into ApoE−/− recipient mice and after 
a 5-week recovery period, the mice were injected with polyinosinic-polycytidylic acid (Poly:IC) and fed with a high-fat diet (HFD) for 12 
weeks to induce the expansion of HSPCs. BMT indicates BM transplant. B, Representative Western blots showing HIF-1α levels in bone 
marrow (BM) cells freshly isolated from these mice at the end of the study period. Quantiication (normalized to β-actin) is expressed 
as arbitrary unit and indicated by numbers below. C, mRNA expression of HIF-1α and HIF-1α target genes Ldha and Glut1 in BM cells 
freshly isolated from these mice at the end of the study period. D, Histograms showing Glut1 cell surface expression (expressed as the 
mean luorescence intensity [MFI]) in CD34− and CD34+ HSPCs. E, Quantiication of the CD34− or CD34+ HSPCs by low cytometry was 
expressed as the percentage of total BM. F, Peripheral blood neutrophils, monocytes, and eosinophils were also quantiied in these mice 
at the end of the study period. The results are the means±SEM of 6 to 10 animals per group; *P<0.05 vs Mx1-Cre; §P<0.05 vs ApoE−/− 
Mx1-Cre. ND indicates not detectable.
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IL-3Rβ Signaling Pathway Concomitantly Controls 
the Cycling and the Upregulation of Glut1 in 
ApoE−/− HSPCs
Glut1 can be upregulated by growth hormone-dependent ac-

tivation of oncogenes, such as Ras or Src.38,39 Therefore, we 

investigated the expression of Glut1 in WT and ApoE−/− BM 

cultures in response to various growth hormones. The Glut1 

mRNA levels in WT BM cells were increased on stimulation 

with GM-CSF and IL-3, but not Flt3L or thrombopoietin, and 

this response was further increased in the ApoE−/− BM cells 

and blunted by a farnesyl transferase inhibitor that blocks 

Ras activation (Online Figure IIA). These responses were not 

observed for the HIF-1α or lactate dehydrogenase mRNAs 

(Online Figure IIA). Flow cytometry analysis confirmed an 

increase in Glut1 cell surface expression in ApoE−/− HSPCs 

on IL-3 and GM-CSF stimulation compared with WT HSPCs 

(Online Figure IIB). These effects were abrogated by block-

ing the IL-3Rβ signaling pathway and downstream Ras ac-

tivation with a farnesyl transferase inhibitor, but not by the 

Jak2 inhibitor, AG490, or the AMP-activated protein kinase 

activator, metformin (Online Figure IIB). Removing plasma 

membrane cholesterol with cyclodextrin also prevented the 

enhanced Glut1 expression in ApoE−/− HSPCs confirming the 

central role of cholesterol in this regulation (Online Figure 

IIB), To directly test the relevance of these observations in 

vivo, an IL-3Rβ blocking antibody was next injected into the 

WT and ApoE−/− mice. Consistent with earlier work,40 we first 

showed that this antibody efficiently reduced myelopoiesis in 

the ApoE−/− mice and had no effect in WT mice during the 

24-hour period (Figure 3A). An analysis of the genes in the 

glycolytic pathway in the BM cells at the end of the study 

period revealed no significant changes in the HIF-1α or lac-

tate dehydrogenase mRNAs, but the Glut1 mRNA was down-

regulated after treatment with the IL-3Rβ blocking antibody 

in the ApoE−/− BM (Online Figure IIC). Quantification of the 

HSPCs in the BM of these mice by flow cytometry also re-

vealed reduced numbers of CD34+, but not CD34− HSPCs, in 

the ApoE−/− mice, but not in the WT mice (Figure 3B), which 

correlated with reduced cycling of these cells (Figure 3C). 

This was associated with the reduced cell surface expression 

of Glut1 in the ApoE−/− CD34+ HSPCs (Figure 3D). These re-

sults revealed that the metabolic requirements for prolifera-

tion and expansion of the ApoE−/− HSPCs are associated with 

the IL-3/Glut1 axis and not the HIF-1α/Glut1 axis in vivo.

Inhibition of Mitochondrial Glycolytic Substrate 
Utilization Prevents ApoE−/− HSPC Proliferation 
and Myelomonocytic Fate In Vitro
To determine the contribution of mitochondrial oxidative 

phosphorylation on ApoE−/− HSPC proliferation and lineage 

specification on IL-3 and GM-CSF treatment, we next artifi-

cially suppressed various enzymes that are intricately involved 

in the regulation of the tricarboxylic acid cycle using phar-

macological inhibitors (Figure 4A). We first validated our in 

vitro BM culture assay by showing that inhibition of the IL-

3Rβ signaling pathway (IL-3Rβ blocking antibody), inhibi-

tion of Ras signaling (farnesyl transferase inhibitor FTI-277), 

and plasma membrane cholesterol depletion with cyclodextrin 

prevented ApoE−/− HSPC expansion (Figure 4B) and the gen-

eration of CD11b+Gr-1+ myeloid cells on IL-3 and GM-CSF 

A B

C
D

Figure 3. The ApoE−/− hematopoietic stem and multipotential progenitor cell (HSPC) expansion and myeloid lineage fate and Glut1 
upregulation are driven by the IL3Rβ signaling pathway. A, Twenty-week–old wild-type (WT) and ApoE−/− mice were injected with IgG 
control or 100 μg of the IL-3Rβ blocking antibody for 24 hours and analyzed for peripheral blood myeloid cells by low cytometry. B, The 
CD34− or CD34+ HSPCs were quantiied in the bone marrow (BM) of these mice and was expressed as the percentage of total BM. C, The 
percentage of these cells in S/G2M phase was determined by Hoechst staining, and (D) Glut1 cell surface expression was expressed as 
the mean luorescence intensity (MFI). The results are the means±SEM of 5 to 6 animals per group; *P<0.05 vs WT IgG control; §P<0.05 
vs ApoE−/− IgG control.
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Figure 4. Mitochondrial glycolytic substrate utilization is required for ApoE−/− hematopoietic stem and multipotential progenitor 
cell (HSPC) proliferation and myelomonyctic fate in vitro. A, Schematic representation of the metabolic pathways analyzed using 
pharmacological inhibitors with key enzymes indicated in blue, inhibitors in red, metabolites in black, and cholesterol in green. Red boxes 
also indicated key signaling molecules. Bone marrow (BM) cells from luorouracil-treated wild-type (WT) and ApoE−/− mice were grown 
for 72 hours in liquid culture containing 10% FBS IMDM (fetal bovine serum, Iscove’s modiied Dulbecco’s medium) in the presence 
of the indicated chemical compounds and 6 ng/mL IL-3 or 2 ng/mL granulocyte-macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF). B, 
Quantiication of HSPCs and (C) CD11b+Gr-1+ myeloid cells after in vitro culture. Arrows on the y axis indicate the starting percentage 
of cells per well before culture. The results are the means±SEM of an experiment performed with 4 animals per group; ACC indicates 
acetyl-CoA carboxylase; CD, cyclodextrin; CPI-613 or CPI, 6,8-bis[(phenylmethyl)thio]octanoic acid; GOTs, glutamate oxaloacetate 
transaminases; LDH, lactate dehydrogenase; NPA, nitropropionic acid; NS, nonsigniicant; OAA, oxaloacetate; PC, pyruvate carboxylase; 
PDH, pyruvate dehydrogenase; SDH, succinate dehydrogenase; and TOFA, 5-(tetradecyloxy)-2-furoic acid. P<0.05, genotype effect.
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treatment (Figure 4C). In contrast, inhibition of lactate dehy-

drogenase and acetyl-CoA carboxylase using oxamate and 

Tofa, respectively, or activation of AMP-activated protein ki-

nase with metformin did not alter ApoE−/− HSPC expansion 

(Figure 4B) or their myeloid fate (Figure 4C). Surprisingly, 

inhibition of mitochondrial respiratory chain complex I with 

rotenone was also not sufficient to dampen ApoE−/− HSPC ex-

pansion and myeloid commitment (Figure 4B and 4C). Given 

the enhanced succinate dehydrogenase activity observed in 

ApoE−/− BM cells, we next evaluated the contribution of the 

mitochondrial complex II. Inhibition of succinate dehydroge-

nase with 3-nitropropionic acid specifically prevented the my-

eloid fate of ApoE−/− HSPCs, but not their expansion (Figure 

4B and 4C). We next assessed whether inhibition of the conver-

sion of pyruvate for entry to the tricarboxylic acid cycle with 

a pyruvate dehydrogenase inhibitor (CPI-613) and a pyruvate 

carboxylase inhibitor (chlorothricin) could alter the expansion 

and myeloid fate of ApoE−/− HSPCs. Although ApoE−/− HSPC 

expansion required both inhibition of pyruvate dehydrogenase 

and pyruvate carboxylase (Figure 4B), their myeloid fate was 

actually suppressed by inhibiting either pyruvate dehydro-

genase or pyruvate carboxylase (Figure 4C). This revealed 

that the conversion of both succinate and pyruvate into the 

tricarboxylic acid cycle are central metabolic checkpoints for 

ApoE−/− HSPC myeloid lineage specification and to some ex-

tent ApoE−/− HSPC expansion. Interestingly, the conversion of 

succinate to fumarate and pyruvate to oxaloacetate converge 

to the malate–aspartate shuttle, known to maximize the num-

ber of ATP molecules produced in glycolysis.41 To address the 

contribution of this pathway, we suppressed transaminases 

including glutamate oxaloacetate transaminases using amino-

oxyacetic acid. This molecule has been shown to prevent the 

mitochondria from using glycolytic substrates by inhibiting 

the malate–aspartate shuttle.42 Remarkably, treatment with 

aminooxyacetic acid not only prevented ApoE−/− HSPC ex-

pansion (Figure 4B) but also their myeloid fate on IL-3 and 

GM-CSF treatment (Figure 4C). These data collectively sug-

gest that mitochondrial metabolic reprogramming of ApoE−/− 

HSPCs is required for their expansion and commitment to the 

myeloid lineage.

Glut1 Mediates the IL-3Rβ–Dependent ApoE−/− 
HSPC Proliferation and Myelomonocytic Fate  
In Vitro
To bolster our observations, we next generated single or com-

bined knockout of ApoE (ApoE−/−) and Glut1 (Glut1+/−) mice. 

The increased oxygen consumption observed in ApoE−/− BM 

cells in response to IL-3 and GM-CSF stimulation was se-

verely reduced by Glut1 deficiency (Figure 5A). Remarkably, 

Glut1 deficiency also prevented the enhanced mitochondrial 

respiration of ApoE−/− Lin−Sca1+ BM progenitors cultured for 

2 hours after isolation (Figure 5B). Thus, we next isolated Lin− 

BM cells (containing predominantly HSPCs) that were placed 

in vitro in medium either alone or supplemented with IL-3 or 

GM-CSF. We found that Glut1 deficiency led to significantly 

decreased HSPC expansion either in WT Lin− cultures after 

IL-3 and GM-CSF stimulation or in ApoE−/− Lin− cultures un-

der both unstimulated and stimulated conditions (Figure 5C 

and 5D). As a consequence, Glut1 deficiency prevented not 

only the expansion of the number of cells per well (Online 

Figure IID) but also the generation of CD11b+Gr-1+ myeloid 

cells both in response to IL-3 and GM-CSF or in ApoE−/− Lin− 

cultures (Figure 5E and 5F). This mirrored the reactive oxy-

gen species production and MMP assessed by flow cytometry 

in HSPCs at the end of the culture period (Figure 5G and 5H). 

Mechanistically, we next tested whether Glut1 may medi-

ate the effect of IL-3 on autophagy43 because autophagy has 

recently emerged to regulate HSPC maintenance and a bias 

toward myelopoiesis.44,45 Western blot analysis of microtu-

bule-associated protein light chain 3-II protein levels, an hall-

mark of autophagy, revealed that Glut1 deficiency prevented 

the decrease of microtubule-associated protein light chain 3-II 

expression in WT and ApoE−/− BM cells under basal and IL-

3–stimulated conditions (Online Figure IIIA). To analyze the 

autophagic flux of HSPCs, we next used the Cyto-ID probe 

allowing analysis by multicolor flow cytometry. Remarkably, 

Glut1 deficiency prevented the reduced Cyto-ID staining in-

duced by IL-3 in HSPCs isolated from WT Lin− cultures and 

restored the autophagic flux of ApoE−/− HSPCs to the level of 

control cells (Online Figure IIIB and IIIC). These data identify 

that Glut1 is a key metabolic sensor mediating the growth-reg-

ulatory effects of IL-3 through autophagy-dependent modula-

tion of HSPC expansion and myeloid commitment in vitro.

Reduced Glycolytic Activity in Mice With 
Hematopoietic Glut1 Deficiency Prevents ApoE−/− 
HSPC Expansion and Proliferation
To directly test the in vivo physiological relevance of Glut1 

on ApoE−/− HSPCs, we transplanted the BM of single or com-

bined knockout of ApoE (ApoE−/−) and Glut1 (Glut1+/−) into 

irradiated ApoE−/− mice. After a recovery period, the recipients 

were fed with a high-fat diet for 12 weeks using the similar ex-

perimental design described earlier (Figure 6A). At the end of 

the study period, we confirmed the efficiency of the transplan-

tation procedure by showing a ≈1.3-fold and 1.5-fold decrease 

in Glut1 expression in mice receiving Glut1+/− or ApoE−/−Gl

ut1+/− BM, respectively, using Glut1 antibody and Glut1 re-

ceptor–binding domain ligand by flow cyotmetry (Figure 6B). 

An analysis of the different populations within the HSPCs of 

these mice was next performed (Online Figure IV). As shown 

in Figure 1F, low Glut1 cell surface expression was observed 

in the CD34− LT-HSCs (Figure 6C; Online Figure IVD), 

which were also characterized by CD150+ and Flt3− mark-

ers (Online Figure IVA–IVC).35,36 Further analysis of the dif-

ferent populations within the HSPCs revealed higher Glut1 

expression in the CD34+CD150+Flt3− MMP2 compared with 

the CD34+CD150−Flt3− and CD34+CD150−Flt3+ (MMP3 and 

MMP4, respectively; Figure 6C). Consistent with these find-

ings, the Glut1 cell surface expression was decreased by a ≈1.4-

fold in the MMP2 of mice receiving either Glut1+/− or ApoE−

/−Glut1+/− BM (Figure 6C; Online Figure IVD). Interestingly, 

the 2-NBDG staining quantified by flow cytometry suggested 

Glut1-independent glucose utilization in different populations 

within the HSPCs, but confirmed a ≈1.35-fold decrease in 

2-NBDG staining in the CD34+CD150+Flt3− MMP2 of mice 

receiving either Glut1+/− or ApoE−/−Glut1+/− BM compared 

with their respective controls (Figure 6D; Online Figure IVE). 

We next investigated the relation between the proliferation 

 at IN
S

E
R

M
 - D

IS
C

 o
n
 A

u
g
u
st 1

9
, 2

0
1
6

h
ttp

://circres.ah
ajo

u
rn

als.o
rg

/
D

o
w

n
lo

ad
ed

 fro
m

 

http://circres.ahajournals.org/


1070  Circulation Research  April 1, 2016

capacity of the MMP2 and the Glut1-dependent glucose uti-

lization. Although there was no significant decrease in the S/

G2M fraction in the CD34+CD150+Flt3− MMP2 and other 

populations within the HSPCs of mice receiving Glut1+/− BM, 

a significant 1.3-fold decrease in the S/G2M fraction was ob-

served in the CD34+CD150+Flt3− MMP2 and downstream 

CD34+CD150−Flt3− MMP3 of mice receiving ApoE−/−Glut1+/− 

BM compared with mice receiving ApoE−/− BM (Figure 6E; 

Online Figure IVF). Quantification of the BM HSPCs 

confirmed a ≈1.4-fold decrease in the frequency and absolute 

number of the CD34+CD150+Flt3− MMP2 and downstream 

MMPs in mice receiving ApoE−/−Glut1+/− BM compared with 

the controls (Figure 6F and 6G). Similar findings were also 

observed in chow-fed ApoE−/−Glut1+/− BM-transplanted mice 

compared with the ApoE−/− BM-transplanted mice (data not 

shown). Together, these findings reveal that Glut1-dependent 

glucose utilization was required for ApoE−/− MMP2 prolifera-

tion and downstream MMP expansion.

A

C

D F

G H

E

B

Figure 5. Glut1 is required in vitro for the IL3Rβ-dependent ApoE−/− hematopoietic stem and multipotential progenitor cell (HSPC) 
expansion and myeloid lineage fate. A, Oxygen consumption of wild-type (WT), Glut1+/−, ApoE−/−, and ApoE−/−Glut1+/− bone marrow 
(BM) cells cultured for 48 hours in the presence or absence of 6 ng/mL IL-3 or 2 ng/mL granulocyte-macrophage colony-stimulating 
factor (GM-CSF) or (B) WT, Glut1+/−, ApoE−/−, and ApoE−/−Glut1+/− Lineage marker (Lin)−Sca1+ progenitors cultured for 2 hours after 
isolation. Bone marrow cells from WT, Glut1+/−, ApoE−/−, and ApoE−/−Glut1+/− mice were sorted for Lin− cells (i.e, enriched in HSPCs) and 
cultured for 72 hours in liquid culture in the presence or absence of 6 ng/mL IL-3 or 2 ng/mL GM-CSF. C, Representative dot plots and 
(D) quantiication of HSPCs after in vitro culture. E, Representative dot plots and (F) quantiication of CD11b+Gr-1+ myeloid cells after in 
vitro culture. G, Quantiication of reactive oxygen species generation and (H) mitochondrial membrane potential by low cytometry using 
luorescent carboxy-H

2
DCFDA and tetramethylrhodamine ethyl ester dyes, respectively, in HSPCs after in vitro culture. The results are the 

means±SEM of n=4 per group. *P<0.05, genotype effect; §P<0.05, Glut1-dependent effect; #P<0.05, growth hormone effect.
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Reduced Myeloid Commitment in ApoE−/− BM With 
Glut1 Deficiency
While working on this article, Pietras et al36 elegantly 

showed that the CD34+CD150+Flt3− MMP2 and downstream 

CD34+CD150−Flt3− MMP3 exhibited a myeloid-biased mul-

tipotential progenitor phenotype. This prompted us to test 

whether the decreased MMP2 and MMP3 expansions ob-

served in mice receiving ApoE−/−Glut1+/− BM could be asso-

ciated with a defective myeloid fate specification. The CMP, 

GMP, and megakaryocyte–erythrocyte progenitor populations 

were analyzed by flow cytometry (Online Figure IVG) and 

were not significantly reduced in the mice receiving Glut1+/− 

BM, despite a trend toward CMPs (Figure 6H). Nevertheless, 

the CMP numbers were significantly decreased by >1.2-fold 

in mice receiving ApoE−/−Glut1+/− BM compared with con-

trols receiving ApoE−/− BM (Figure 6H). We noticed that 

the splenomegaly in the mice receiving the ApoE−/− BM was 

rescued by Glut1 deficiency (Online Table I), and the spleen 

represents an important reservoir of myeloid cells through 

extramedullary hematopoiesis in ApoE−/− mice.6,33 Therefore, 

the hematopoietic progenitors were next quantified in this 

organ. Similar to the BM, we observed a 1.6-fold decrease 

in the frequency of splenic CMPs in mice receiving ApoE−/− 

Glut1+/− BM and, to some extent, a 1.3-fold decrease in the 

percentage of GMPs, but no changes in the megakaryocyte–

erythrocyte progenitor population (Figure 6I). Consistent with 

A

B

D

F G

E

C

Figure 6. Glut1-dependence of ApoE−/− hematopoietic stem and multipotential progenitor cell (HSPC) expansion and myelopoiesis 
in vivo. A, Experimental overview. Bone marrow (BM) from wild-type (WT), Glut1+/−, ApoE−/−, and ApoE−/−Glut1+/− mice were transplanted 
into ApoE−/− recipient mice and, after a 5 week recovery period, the mice were fed a high-fat diet (HFD) for 12 weeks to induce the 
expansion of HSPCs. B, Glut1 cell surface expression was assessed by low cytometry in the BM of these mice using Glut1 antibody and 
Glut1 receptor binding domain (RBD) ligand. Histograms show (C) the Glut1 cell surface expression and (D) NBD-glucose binding and 
uptake in HSPC subpopulations from the most quiescent (long-term hematopoietic stem cells [LT-HSCs]) to the most cycling (Continued )

 at IN
S

E
R

M
 - D

IS
C

 o
n
 A

u
g
u
st 1

9
, 2

0
1
6

h
ttp

://circres.ah
ajo

u
rn

als.o
rg

/
D

o
w

n
lo

ad
ed

 fro
m

 

http://circres.ahajournals.org/


1072  Circulation Research  April 1, 2016

these findings, the platelet and red blood cell counts, mean 

platelet volume, and hematocrit were unchanged in these 

mice (Online Table I). Peripheral T- and B-cell numbers were 

also not affected in these mice (Online Figure VA and VB). 

In contrast, the blood counts indicated that the leukocytosis, 

monocytosis, neutrophilia, and eosinophilia of mice receiving 

ApoE−/− BM in response to feeding a high-fat diet were res-

cued by Glut1 deficiency (Figure 6J–6M). These data indicate 

that Glut1-dependent glucose utilization is required at the ear-

ly stage of ApoE−/− HSPC commitment to the myeloid lineage.

Glut1 Acts in a Cell-Autonomous Fashion to 
Regulate ApoE−/− HSPC Proliferation and 
Myelopoiesis
To test whether this phenotype was caused by cell autono-

mous effects of Glut1 within the myeloid-biased HSPCs or 

involved in a cell extrinsic effect, we performed a competitive 

BM transplantation experiment with equally mixed BM cells 

from CD45.1 ApoE−/− mice and either CD45.2 ApoE−/− BM 

or CD45.2 ApoE−/−Glut1+/ BM into irradiated WT recipi-

ents. After BM reconstitution, we found that the frequency 

of CD45.1 ApoE−/− HSPCs, particularly the CD34+ HSPCs, 

were not affected by the presence of CD45.2 ApoE−/−Glut1+/ 

BM cells, despite the reduced frequency of the CD45.2 

ApoE−/−Glut1+/ HSPCs (Figure 7A). These findings mirrored 

the reduced S/G2M fraction in the CD45.2 ApoE−/−Glut1+/ 

HSPCs without altering the S/G2M fraction in the mixed 

CD45.1 ApoE−/− HSPCs (Figure 7B). Consistent with these 

findings on BM HSPCs, there was a preferential accumula-

tion of CD45.1 ApoE−/− versus CD45.2 ApoE−/−Glut1+/− blood 

monocytes and neutrophils (Figure 7C and 7D), indica-

tive of cell autonomous proliferative disadvantage of Glut1 

deficiency.

Glut1 Deficiency Prevents the Progression of 
Atherosclerosis in ApoE−/− BM-Transplanted Mice
We next explored the in vivo relevance of reducing ApoE−/− 

HSPC proliferation and myelopoiesis through Glut1 

Figure 6 (Continued). multipotential progenitors (CD34−CD150+Flt3−>CD34+CD150+Flt3−>CD34+CD150−Flt3−>CD34+CD150−Flt3+) and are 
expressed as the mean luorescence intensity (MFI). E, The percentage of cells in S/G2M phase was determined by diamidino phenylindole 
(DAPI) staining and low cytometry. Quantiication of HSPC subpopulations expressed as (F) percentage of total BM or (G) absolute 
numbers. Histograms showing the quantiication of granulocyte-macrophage progenitor (GMP), common myeloid progenitor (CMP), and 
megakaryocyte–erythrocyte progenitor (MEP) populations are expressed as percentage of (H) total BM or (I) spleen. Quantiication of (J) 
the peripheral blood leukocytes, (K) monocytes, (L) neutrophils, and (M) eosinophils during the course of a 12-week HFD period. BMT 
imdicates BM transplant; and WBC, white blood cells. Data are the means±SEM and are representative of an experiment performed with 
n=6 (WT and Glut1+/− BM transplanted into ApoE−/− recipients) or n=10 to 12 (ApoE−/− and ApoE−/−Glut1+/− BM transplanted into ApoE−/− 
recipients) animals per group. *P<0.05 vs ApoE−/− mice receiving WT BM. §P<0.05 vs ApoE−/− mice receiving ApoE−/− BM.
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deficiency on the development of atherosclerosis. This was test-

ed in ApoE−/−-recipient mice that received ApoE−/− or ApoE−/− 

Glut1+/− BM fed with a high-fat diet for 12 weeks (Figure 6A). 

As shown in Online Table I, the body weight, plasma LDL and 

HDL cholesterol, or plasma glucose were not significantly dif-

ferent with regard to Glut1 deficiency. However, ApoE−/− mice 

receiving ApoE−/−Glut1+/− BM showed a ≈1.4-fold decrease 

in the development of atherosclerosis in their proximal aor-

tas (Figure 8A). Immunohistochemical staining of the aor-

tic root plaques revealed that this phenotype was associated 

with a massive decrease in the F4/80+ macrophages in the 

ApoE−/−Glut1+/−BM-transplanted mice (Figure 8B). We also 

examined the uptake of the radiolabeled D-glucose analog 

(2-[14C]-DG) after ex vivo incubation of the aortic arch and 

spleen from the ApoE−/− mice that received ApoE−/− or ApoE−/− 

Glut1+/− BM. ApoE−/−Glut1+/− BM-transplanted mice showed 

a significant 1.4-fold and 1.3-fold decrease in total uptake 

of 2-[14C]-DG in the aortic arch (Figure 8C) and the spleen 

(Figure 8D), respectively, compared with controls. We next 

analyzed Ly6Chi monocyte recruitment into atherosclerotic 

plaques using fluorescent-labeled latex beads, as previously 

described.10 Figure 8E reveals that 2 days after monocyte la-

beling, there was a ≈1.8-fold decrease in the number of la-

tex+ monocytes in atherosclerotic lesions of ApoE−/− mice 

receiving ApoE−/−Glut1+/− BM compared with mice receiv-

ing ApoE−/− BM. This reduced recruitment was confirmed by 

analysis of latex+ monocytes in the aortic arch by flow cy-

tometry (Figure 8F). This paralleled the reduced incorporation 

of the fluorescent beads in blood monocytes of ApoE−/− mice 

receiving ApoE−/−Glut1+/− BM compared with controls 2 days 

after labeling (data not shown) reflecting their reduced mono-

cytosis (Figure 6K). Thus, we showed that Glut1 connects the 

enhanced glucose uptake in atheromatous plaques of ApoE−/− 

mice27–30 with their myelopoiesis through regulation of HSPC 

maintenance and myelomonocytic fate.

Discussion
Previous studies have shown that inflamed atherosclerotic 

plaques can be visualized by noninvasive positron emission and 

computed tomographic imaging with 18F-fluorodeoxyglucose, a 

glucose analog, which correlates with macrophage accumula-

tion and inflammation.27–30 However, a recent study has called 

A
B

DC

Figure 7. Cell autonomous role of Glut1 on ApoE−/− hematopoietic stem and multipotential progenitor cell (HSPC) expansion 
and myeloid lineage commitment. A, Schematic diagram showing the protocol for the competitive repopulation assay. Equally mixed 
portions of bone marrow (BM) from the respective genotypes were transplanted into wild-type (WT) recipients. Chow-fed recipient mice 
were analyzed at 10 weeks after reconstitution by low cytometry for the contribution of the donor (CD45.1+/CD45.2+) to the HSPC 
subpopulations from the most quiescent (long-term hematopoietic stem cells [LT-HSCs]) to the most cycling multipotential progenitors 
(CD34−CD150+>CD34+CD150+> CD34+CD150−) in the bone marrow. B, The percentage of CD45.1+ and CD45.2+ HSPCs in S/G2M phase 
was also determined by diamidino phenylindole (DAPI) staining and low cytometry in the BM of these mice. The contribution of the donor 
(CD45.1+/CD45.2+) to (C) the monocytes and (D) neutrophils in the peripheral blood was also analyzed. The results are the means±SEM of 
6 to 8 mice per groups. *P<0.05 vs WT mice receiving CD45.1+Apoe−/−/CD45.2+Apoe−/− mixed BM; §P<0.05 vs CD45.1+Apoe−/− cells within 
the same transplanted mice.
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into question the relevance of these observations because mac-

rophage-specific overexpression of Glut1 did not aggravate ath-

erosclerosis in mice compared with Glut1 sufficient controls,46 

reflecting the need for a better understanding of the underlying 

mechanisms. Our study provides direct evidence that Glut1 con-

nects the enhanced glucose uptake in atheromatous plaques of 

ApoE−/− mice with their myelopoiesis through Glut1-dependent 

regulation of HSPC maintenance and myelomonocytic fate.

A B

D
C

E F

Figure 8.  Glut1 deficiency reduces the accelerated atherosclerosis of ApoE−/− bone marrow (BM) chimeras. A, Representative 
hematoxylin and eosin (H&E) staining (magniication, ×100) and quantiication by morphometric analysis of the development of 
atherosclerotic lesions in the proximal aorta of ApoE−/− recipient mice transplanted with ApoE−/− (n=10) or ApoE−/−Glut1+/− BM that were 
fed a high-fat diet (n=12). The values for individual mice are shown as open circles, representing an average of 6 sections per mouse. The 
horizontal bars represent the group medians. B, The macrophages were detected by F4/80 immunoluorescent staining in the proximal 
aorta and quantiied as the mean intensity (magniication, ×200). C, Aortic arch and (D) spleen uptake of 2-deoxy-[14C]-glucose in these 
mice at the end of the study period. All results are the means±SEM and are representative of 10 to 12 animals per group. E and F, 
Tracking recruitment of Ly6Chi monocytes in atherosclerotic plaques 2 days after monocyte labeling with green latex beads (n=6).  
E, Representative pictures (magniication, ×200) and quantiication of latex beads (green particles, indicated by arrows) localized within 
atherosclerotic lesions and expressed as the number of beads per cross section; blue: diamidino phenylindole (DAPI)-stained nuclei.  
F, Representative FACS (luorescence-activated cell sorting) plots and quantiication of latex+ monocytes that have iniltrated the aortic 
arch. §P<0.05 vs ApoE−/− mice receiving ApoE−/− BM. SCCA indicates side scatter area.
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Recent studies have suggested that HSPC expansion and 

the associated myelopoiesis could underlie the hypercholester-

olemia-induced atherosclerosis in mice.1,2 However, the rate of 

ATP generation required for cell proliferation and differentia-

tion cannot be directly explained by cholesterol and requires 

alternative sources of energy.47 Our observations indicate that 

the leukocytes and HSPCs from hypercholesterolemic ApoE−/− 

mice exhibited an increased Glut1-dependent glucose uptake 

that was associated with increased mitochondrial potential, 

suggesting that the influx of glycolytic metabolites in these 

cells fuel the mitochondria for oxidative phosphorylation and 

ATP generation.21 The low expression of Glut1 in CD34− LT-

HSCs compared with other CD34+ HSPCs was first counter-

intuitive because we initially speculated that the presence of 

the LT-HSCs in the hypoxic BM niche could favor the expres-

sion of Glut1 by HIF-1α.37 However, increasing glucose me-

tabolism through translocation of Glut1 to the cell surface is 

thought to be crucial for the active cells and cell cycle entry 

rather than quiescence.48,49 During aerobic respiration, the ATP 

yield is linked to NAD+-dependent oxidative steps, including 

oxidative decarboxylation of pyruvate, that requires metabolic 

shuttle systems to convey reducing equivalents from cytosol to 

mitochondria.41 Our findings indicate that both the oxidative 

decarboxylation of pyruvate and the transamination reactions 

of the malate–aspartate shuttle were essential for HSPC expan-

sion and commitment to the myeloid lineage. Thus, it is prob-

ably not surprising that we did not observe an accumulation of 

succinate in ApoE−/− BM cultures because of higher succinate 

dehydrogenase activity favoring fumarate and malate produc-

tion. The absence of succinate accumulation in ApoE−/− BM 

cells could also contribute to the lack of HIF-1α activation in 

these cells.50 Consistent with these observations, we did not 

observe modulation of the oxygenation status of ApoE−/− LT-

HSCs in chronic hypercholesterolemia, and HIF-1α deficiency 

in WT or ApoE−/− hematopoietic cells did not alter Glut1 ex-

pression or the HSPC frequency. In fact, HIF-1α deficiency in 

hematopoietic cells rather led to increased myeloid expansion, 

which could contribute to the role of hypoxia in the develop-

ment of atherosclerosis.51 In contrast and consistent with the 

alternative regulation of Glut1 by growth hormone-dependent 

activation of Ras or Src,38,39 the enhanced Glut1 expression in 

proliferating ApoE−/− HSPCs was prevented by IL-3Rβ block-

ade. This metabolic regulation was critical for the expansion 

of ApoE−/− HSPCs and the associated IL-3-dependent down-

regulation of autophagy,43 which is most likely required to limit 

intracellular lysosomal degradation and fulfill the high-energy 

demand of these cells for proliferation.

Recently, increased splenic activity in patients with car-

diovascular diseases has been demonstrated by noninvasive 

positron emission and computed tomographic imaging with 
18F-fluorodeoxyglucose,31,32 which could reflect the metabolic 

activity of extramedullary hematopoiesis required to generate 

monocytes that infiltrate atherosclerotic plaques.33 However, 

these observations do not prove causality. Intriguingly, inhibi-

tion of glucose uptake with a 2-deoxyglucose (2-DG) analog 

has recently been shown to inhibit myelopoiesis in human 

HSCs,26 but the relevance to atherosclerosis has not been 

tested. The present study clearly establishes that the increased 

Glut1-dependent glucose utilization in the ApoE−/− HSPCs 

could divert these cells to a myelomonocytic fate leading to 

extramedullary myelopoiesis and subsequent macrophage de-

position–dependent atherosclerotic plaque formation. Indeed, 

we now provide direct in vivo evidence that Glut1 deficiency 

can significantly reduce the number of CMPs in the ApoE−/− 

BM as well as the number of CMPs and GMPs in the ApoE−/− 

spleen, and this was associated with reduced splenic glucose 

uptake. This led to inhibition of the monocytosis, neutrophilia, 

and eosinophilia in the ApoE−/− mice transplanted with the 

ApoE−/− BM. Consistent with the lack of effect of Glut1 defi-

ciency on resting T-cells,52 we also did not observe variations 

in the number of lymphocytes in our models. While work-

ing on this article, Pietras et al36 elegantly showed that the 

CD34+CD150+Flt3− MMP2, which is now showed to express 

the most Glut1, and downstream CD34+CD150−Flt3− MMP3 

exhibited a myeloid-biased multipotential progenitor pheno-

type, offering an alternative explanation to the role of Glut1 in 

favoring myelopoiesis that is independent of a change in other 

lineage commitments. Together, these findings reveal that the 

mechanism by which defective ApoE-dependent cholesterol 

efflux pathways skew HSCs toward myelopoiesis5,6 relies on 

the regulation of Glut1-dependent glucose uptake by the IL-

3Rβ signaling pathway.

The metabolic phenotype of ApoE−/− HSPCs outlined here 

could be relevant to the adaptability of HSPCs to cholesterol 

overload and may indicate that the glycolytic phenotype of 

HSPCs is not merely a product of their hypoxic environment. 

Thus, the existence of different molecular mechanisms under-

lying the different glycolytic phenotypes in HSPCs may sug-

gest strategies for specifically modulating the pool of HSPCs 

that are committed to the myeloid lineage under stressed 

conditions, such as in myeloproliferative disorders,36 sepsis,53 

myocardium infarction,54 or chronic atherosclerosis, as shown 

in the present study. Inhibition of glucose uptake by a Glut1 

inhibitor that does not cross the blood–brain barrier could ul-

timately provide a novel therapeutic approach to prevent my-

elopoiesis-driven diseases, such as atherosclerosis.
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What Is Known?

Increased hematopoietic metabolic activity can be visualized by non-

invasive positron emission and computed tomographic imaging with 
18F-fluorodeoxyglucose, a glucose analog, not only in inflamed athero-

sclerotic plaques but also in the spleen of patients with cardiovascular 

diseases.

Increased glucose metabolism is thought to be crucial for cellular pro-

liferation, but direct evidence of its role in hematopoiesis is lacking.

What New Information Does This Article Contribute?

The induction of Glut1 in ApoE−/− hematopoietic stem and progenitor 

cells is the consequence of the growth-regulatory effects of IL-3 and 

granulocyte-macrophage colony-stimulating factor driving glycolytic 

substrate utilization by mitochondria.

Deletion of the Glut1 gene limits the enhanced glycolytic and mito-

chondrial activity of ApoE−/− hematopoietic stem and progenitor cells, 

attenuating the high-energy demand of these cells for proliferation and 

expansion and preventing the development of atherosclerosis.

These findings suggest the presence of proatherogenic cross-talk be-

tween nutritional and growth factor signaling pathways in hematopoi-

etic stem and progenitor cells.

The enhanced metabolic activity visualized by noninvasive 

positron emission and computed tomographic imaging with 
18F-fluorodeoxyglucose, a glucose analog, in inflamed atheroscle-

rotic plaques and spleen of patients with cardiovascular diseases 

suggests a link between hematopoietic activity and atherosclero-

sis. We evaluated this hypothesis by investigating the contribution 

of Glut1 in the hematopoietic compartment to the development 

of atherosclerosis in ApoE−/− mice. We found that hematopoietic 

Glut1 deficiency decreased atherosclerosis by preventing hema-

topoietic stem and progenitor cell proliferation, myelopoiesis, and 

the recruitment of myeloid cells in atherosclerotic lesions inde-

pendent of plasma lipid profile. In ApoE−/− hematopoietic stem 

and progenitor cells, Glut1 serves as a key metabolic sensor for 

the high-energy demand of these cells for proliferation favoring 

glycolytic substrate utilization by mitochondria. These results 

provide direct evidence showing that (1) Glut1 connects the en-

hanced glucose uptake in atheromatous plaques and spleen of 

ApoE−/− mice with their myelopoiesis and (2) the activation of 

Glut1 in hematopoietic stem and progenitor cells of preclinical 

model of atherosclerosis is proatherogenic. Thus, inhibition of 

glucose uptake by a Glut1 inhibitor that does not cross the blood–

brain barrier may be useful in the treatment of atherosclerosis.

Novelty and Significance
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Supplemental Material 

 

Disruption of Glut1 in hematopoietic stem cells prevents myelopoiesis and enhanced 

glucose flux in atheromatous plaques of ApoE
-/- mice. 

 

Vincent Sarrazy
*
, Manon Viaud

*
, Marit Westerterp, Stoyan Ivanov, Sophie Giorgetti-

Peraldi, Rodolphe Guinamard, Emmanuel L Gautier, Edward B Thorp, Darryl C. De 

Vivo and Laurent Yvan-Charvet. 

 

Supplemental Experimental procedures 

 

Competitive BM transplantation 
Competitive BM transplantation was performed as previously described.1 In brief, CD45.1+ 

ApoE
-/- BM isolated from congenic CD45.1+

 ApoE
-/- mice on the C57/BL6 background was 

mixed with either CD45.2+ ApoE
-/- or CD45.2+ ApoE

-/-
Glut1

+/- BM (ratio 1:1) before 
transplantation into lethally irradiated C57/BL6 WT recipient mice. 

 

White blood cell counts 

Leukocytes, differential blood counts, platelets, mean platelet volume (MPV), erythrocytes 
and hematocrit were quantified from whole blood using a hematology cell counter (Hemavet, 

Beckman Coulter). 

 
Blood parameters 

Plasma LDL-C, HDL-C and glucose levels were determined using commercial kits (all from 

Wako Diagnostics).  

 
Histological analysis of proximal aortas 

Mice were sacrificed and heart was harvested. Heart was washed with PBS then fixed with 

4% paraformaldehyde. Heart was embedded in paraffin and 5µm sections of proximal aortas 
were performed using a Microm HM340E microtome (Microm Microtech, Francheville 

France) and stained with H&E as previously described.1 Aortic lesion size of each animal 

was calculated as the mean of lesion areas in 6 sections from the same mouse using ImageJ 
software calibrated with parameters of the Leica DM5500 B (Leica Microsystemes SAS, 

Nanterre, France) microscope. Atherosclerotic lesions were expressed in µm2 per section.  
 

Immunohistochemistry 

Cells fixed with 4% paraformaldehyde and permeabilized with PBS containing 0.1% Triton 
X100 (Sigma). Unspecific staining was avoided with a blocking step in PBS 0.1% Triton X100 

3% FBS. Antibodies anti F4/80, was from Cell Signaling and used as recommended by the 

manufacturer. Dilution for antibodies was 1/100. Slides were mounted in fluorescence 

mounting medium Vectamount (Vector laboratories, Inc, Burlingame, CA, USA). Pictures 
were taken as previously described,1 enhanced for publication purposes and the number of 

positive cells were counted using ImageJ software. Count was performed 3 times per slice of 

tissue and the average reported.  
 

Monocyte labeling and tracking in vivo. Classical Ly6Chi monocytes were labeled as 

previously described.2 Briefly, mononuclear cells were first transiently depleted by i.v. 

injection of 250µl clodronate-loaded liposomes (FormuMax, Sunnyvale, CA, USA) and 2 

days later, Ly6Chi monocytes were labeled in vivo by retro-orbital i.v. injection of 1µm 
Fluoresbrite green fluorescent (YG) plain microspheres (Polysciences Inc.), diluted 1:4 in 
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sterile PBS. Labeling efficiency (i.e, engulfment of latex beads) was verified in peripheral 

monocytes by flow cytometry 1 day after labeling and 2 days later, mice were sacrificed and 

the heart and aorta were perfused and isolated. Histological analysis of proximal aortas was 
performed as described above in a blinded manner and the mean number of latex+ cells per 

section was determined. Nuclei were revealed with DAPI staining. Aortic arches were 

subjected to enzymatic digestion with a mix of collagenases I and XI (450 and 125 U/mL, 
respectively) and prepared for flow cytometry analysis of latex+ cells per aortic arch.  

 

Ex vivo 2-[14C]-DG uptake 

In some experiments, mice were sacrificed and aortic arch and spleen were harvested and 
weighed. Tissues were perfused with PBS. BM cells were collected from leg bones. 

Splenocytes were isolated by manual disruption of the spleen through a 40-µm cell strainer 
with PBS. Whole aortic arch (normalized to similar tissue weight) and isolated BM cells and 

splenocytes were incubated with 0.1µCi 2-[14C]-deoxyglucose (2-[14C]-DG) in 2% BSA Krebs-

Ringer bicarbonate buffer, pH 7.4 for 10min at 37°C, washed 3times with PBS and 
homogenized with 5% HClO4 solution. The radioactivity incorporated was measured and 

expressed as total radioactivity per tissue weight. 

 
Splenic HSPCs and hematopoietic progenitors 

Isolation of splenocytes for flow cytometry analysis was achieved as follows. Spleens were 

dissected from mice, perfused with PBS, and a cell suspension was obtained by manual 

disruption through a 40-µm cell strainer with PBS. The cellular mix was then centrifuged and 

subjected to a brief RBC lysis. Specific HSPC and hematopoietic progenitor subsets were 
identified by flow cytometry as described for BM cells. 

 

Flow cytometry analysis of intracellular pimonidazole (Pimo) 
12-week old WT and Apoe-/- mice were i.v injected with 60mg/kg Pimonidazole (Pimo; 

Hydpoxyprobe) 90 min before sacrifice according to the manufacturer’s instructions. BM cells 

were stained as decribed in the ‘flow cytometry analysis’ section. Cells were then fixed and 

permeabilized with BD Perm Wash kit (BD Biosciences). Intracellular Pimo adducts were 
detected using an anti-Pimo FITC antibody provided in the Hydpoxyprobe Kit. 

 

Bone marrow harvest and treatment. Primary BM cells were resuspended in IMDM 
(Gibco) containing 10% FCS (Stemcell) and cultured for 1h in tissue culture flasks to remove 

adherent cells, including macrophages. Succinate dehydrogenase (SDH) activity was 

determined by an ELISA kit according to the manufacturer’s instructions (MitoSciences). In 
some experiments, mice were i.p injected with 150mg/kg 5-fluorouracil for 3 days to enrich 

hematopoietic stem cells in BM cultures as indicated in the figure legend. Suspended cells 

were then cultured for 72h in the presence of 6ng/mL IL-3 or 2ng/mL GM-CSF, Flt3L or TPO 

(all from R&D Systems). In some experiments, the farnesyl transferase inhibitor (FTI, 

Calbiochem) was used at the final concentration of 1µM, the lactate dehydrogenase inhibitor 
(oxamate, Sigma-Aldrich) at 50mM, the pyruvate dehydrogenase inhibitor (CPI-613, Tocris 

Bioscience) at 200µM, the pyruvate carboxylase inhibitor (chlorothricin, Cayman Chemical) 

at 100µM, the glutamate oxaloacetate transaminase inhibitor (AOA, Sigma-Aldrich) at 2mM, 

the mitochondrial complex I inhibitor (rotenone, Cayman Chemical) at 1µM, the succinate 

dehydrogenase inhibitor (3-NPA, Sigma-Aldrich) at 100µM, the acetyl-coA carboxylase 

inhibitor (Tofa, Sigma-Aldrich) at 10µM, tha AMPK activator (Metformin, Sigma-Aldrich) at 

5mM, the IL3Rβ blocking antibody (R&D Systems) at 10µg/mL and Cyclodextrin (CD, Sigma-
Aldrich) at 2,5mM. BM cells were also cultured in an hypoxic chamber (1% oxygen) for 

6hours as indicated in the figure legend.  
 

Lin- bone marrow cell cultures. Hematopoietic stem and progenitor cells were isolated by 

FACS sorting of lineage depleted (Lin-) bone marrow from ApoE-/- recipient mice transplanted 

with WT, Glut1+/-, ApoE-/- and ApoE-/-Glut1+/- BM. Lin- BM cells (0.5x106 cells) were 
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resuspended in IMDM (Gibco) containing 10% FCS (Stemcell) and cultured for 72h in the 

presence or absence of 6ng/mL IL-3 before analysis by flow cytometry. 

 
Colony-Forming Assay and in vitro 2-[14C]-DG uptake 

Primary bone cells (4x104) were plated in methylcellulose-based media containing a cocktail 

of recombinant cytokines including SCF, IL-3 and IL-6 (Methocult, Stemcell) supplemented 
with 2% FCS to generate multipotential progenitor cells (CFU-GEMM) and in presence of 

additional GM-CSF (2ng/mL, R&Dsystems) to generate granulocyte-macrophage progenitors 

(CFU-GM) as previously described.1 In some conditions, cultures were performed in 5.6mM 

glucose (DMEM low glucose, Gibco) rather than 25mM glucose (standard DMEM, Gibco) as 
described in the figure legends. After 10 days of differentiation, the number of CFUs per dish 

was scored or colonies were extensively washed with PBS to dissociate them from the 

methylcellulose-based media and were incubated with 0.1µCi 2-deoxy-[14C]-glucose (2-[14C]-
DG) in 2% BSA Krebs-Ringer bicarbonate buffer, pH 7.4 for 10min at 37°C. After 3 washes 

with PBS, colonies were homogenized with 5% HClO4 solution and the radioactivity 

incorporated into CFUs was determined by standard procedures using liquid scintillation 
counter. 

 

Directed Metabolomic assays 

Metabolomics analyses were performed at the Michigan core facility of the University of 
Michigan as previously described.3 Briefly, Metabolites from Krebs cycle (Citrate, Succinate, 

Fumarate and Malate) were analyzed in WT and Apoe-/- deficient BM cells. Metabolites were 

extracted by exposing cells to a chilled mixture of 80% methanol, 10% chloroform, and 10% 
water and analyzed by LC-MS. 

 

Respiration assays  

Oxygen consumption was measured with the Oxygen Biosensor System in accordance with 
the manufacturer’s recommendations (PreSens GmbH) and as previously described.4 A total 

of 0.5 to 3x105 cells/well were used. In studies where Lineage marker-positive and negative 

(Lin+ and Lin-) BM cells and Lin-Sca1+ progenitor cells were isolated for respiration analysis, 
magnetic lineage depletion and Sca1 enrichment (autoMACS separator, Miltenybiotec) were 

used. Adequate lineage depletion was confirmed by flow cytometry as previously described.4 

Oxygen consumption was determined after 2h of culture in the biosensor in presence or 

absence of 2µM oligomycin to inhibit mitochondrial ATP synthase. 

 
Western blot analysis  

The expression of HIF1α and LC3-II were measured in BM cell extracts by Western blot 

analysis as previously described.1,3 Primary antibodies for HIF1 α and LC3-I/II were 
purchased from Novus Biologicals and Cell Signaling Technology, respectively 

 

qPCRs 
qPCRs were performed on StepOne device from Applied Biosystem (France) using 

sybergreen reaction system. All the results were normalized on m36B4 gene expression. All 

conditions were performed in at least one experiment performed in triplicates. 

 
Antibodies. CD45.1 (clone A20)-PE and CD45.2 (clone 104)-PercPCy5.5 were purchased 

from eBioscience. CD2 (RM2-5), CD3e (145-2C11), CD4 (GK1.5), CD8b (53-6.7), CD19 

(eBio1D3), CD45R (B220, RA3-6B2), Gr-1 (Ly6G, RB6-8C5), Cd11b (Mac1, M1/70), Ter119 
(Ly76) and NK1.1 (Ly53, PK136)-FITC were all from eBioscience and used for lineage 

determination. c-Kit (CD117, ACK2)-APCeFluor780 from eBioscience, Sca-1-Pacific blue 

from Biolegend, FcgRII/III-PE (CD16/32, 2.4G2), CD34 (RAM34)-AlexaFluor 647, CD135 
(Flt3, A2F10)-PE, CD150 (Slamf1, TC15-12F12.2)-PECy7 were from Biolegend and used to 

quantify HSPCs and progenitor subsets. Peripheral leukocytes were stained with CD115 

(AFS98)-APC, B220 or CD45R (RA3-6B2)-FITC, CD45 (30-F11)-APCCy7, Ly6C/G or Gr-1 
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(RB6-8C5)-PercPCy5.5, TCRβ (H57-597)-Pacific Blue, CD3 (17A2)-PE and CD8a (53-6.7)-
PECy7 from eBioscience and BD Biosciences, respectively.  

 

Statistical analysis 
Data are shown as mean ± SEM. Statistical significance was performed using Prism t-test or 

ANOVA were performed according to the dataset. Results were considered as statistically 

significant when P<0.05. 
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Supplemental Table I: Hematologic and metabolic parameters of Apoe
-/- mice transplanted 

with WT, Glut1
+/-

, Apoe
-/-

, Apoe
-/-

Glut1
+/- BM after 12 weeks of high-fat diet. Values are mean 

± SEM.  

  

WT BM ! 

ApoE-/-  

(n=6) 

Glut1+/- BM ! 

ApoE-/-  

(n=6) 

ApoE-/- BM ! 

ApoE-/-  

(n=10) 

ApoE-/-Glut1+/-   

BM ! ApoE-/- 

(n=12) 

Hematologic parameters 

Spleen (mg) 90±14 64±8 124±13* 85±9§"

Platelets (x103/µL) 665±17 646±15 728±59 671±67 

MPV (x103/µL) 5,3±0,1 5,4±0,1 5,1±0,1 5,3±0,1 

Erythrocytes (x106/µL) 8,2±0,7 8,3±0,6 8,9±0,2 8,4±0,3 

Hematocrit (%) 37,1±3,1 36,0±2,2 43,7±0,9 37,9±1,3 

Metabolic parameters 21,7±0,5 22,5±0,6 21,9±0,6 21,2±0,7 

Body weight (g) 21.7±0.5 22.5±0.6 21.9±0.6 21.2±0.7 

Plasma LDL-C(mg/dL) 146±36 126±43 1055±124 1002±102 

Plasma HDL-C (mg/dL) 68±22 94±12 164±23 142±27 

Plasma glucose (g/L) 1.8±0.2 1.8±0.3 3.1±0.2 3.0±0.2 
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Supplemental Figure I. HIF1α-independent regulation of Glut1 in ApoE-/- BM cells. (A) 
Oxygenation status measured by flow cytometry using a fluorescent pimonidazole (Pimo) 
dye in Lineage marker (Lin)-, Lin+ and CD34- or CD34+ HSPCs isolated from the BM of chow 

fed ApoE-/- recipients transplanted with WT or ApoE-/- BM, 12weeks after the transplantation 

procedure. (B) Western blot analysis of HIF1α and (C) mRNA expression of HIF1α and 

HIF1α target genes (Ldha and Glut1) in BM cells exposed to normoxia (21% O2) or hypoxia 
(1% O2) for 6hours.  
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Supplemental Figure II. IL3Rβ-dependent regulation of Glut1 and Glut1 dependency on 

cell expansion in ApoE-/- BM cells. (A) mRNA expression of HIF1α and HIF1α target 

genes Ldha and Glut1 in BM cells treated for 72 hours with the indicated growth hormones 

and in the presence or absence of 1µM farnesyl transferase inhibitor (FTI). (B) Glut1 cell 
surface expression (expressed as the mean fluorescence intensity (MFI) in HSPCs after BM 

cells were cultured for 72 hours with the indicated treatments (10µg/mL IL3Rβ blocking 

antibody; 1µM farnesyl transferase inhibitor (FTI); 5mM AMPK activator (Metformin); 2.5mM 

Cyclodextrin (CD)). (C) mRNA expression of HIF1α and HIF1α target genes Ldha and Glut1 

in BM cells freshly isolated from 20 weeks old WT and ApoE
-/- mice that were injected with 

IgG control or 100µg IL-3Rβ blocking antibody for 24h. Values were normalized to ribosomal 
m36B4. (D) WT, Glut1

+/-
, ApoE

-/-
, and ApoE

-/-
Glut1

+/- Lin- cells (i.e, enriched in HSPCs) were 

cultured for 72h in liquid culture in presence or absence of 6ng/mL IL-3 or 2ng/mL GM-CSF 

and the number of cells per well was quantified. Results are means ± SEM of experiments 

performed with 6-10 animals per group or cultures performed in triplicates. *P<0.05 vs. WT, 
§
P<0.05 vs. ApoE

-/- and #P<0.05 vs. untreated conditions. 
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Supplemental Figure III. IL3Rβ-dependent regulation of autophagy in ApoE-/- BM cells. 
(A) Western blot analysis of LC3 in BM cells cultured with or without 6ng/mL IL-3 for 24 

hours. Bars represent LC3-II/β-actin relative expression. (B) Autophagic flux was quantified 
using the Cyto-ID probe by flow cytometry and (C) expressed as the mean fluorescence 

intensity (MFI) in HSPCs after in vitro culture with or without 6ng/mL IL-3 for 72 hours. 
Results are means ± SEM of experiments performed with 6-10 animals per group or cultures 

performed in triplicates. *P<0.05 vs. WT, §
P<0.05 vs. ApoE

-/- and #
P<0.05 vs. untreated 

conditions.  
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 Supplemental Figure IV. Multiparameter flow cytometric analysis. Representative dot 

plots and gating strategies used to characterize hematopoietic stem and progenitor cells. (A) 

Single live BM cells were selected by exclusion of low forward and side scatter populations 
(debris) and doublets. (B) Cells were then gated for Lin- and Sca+c-kit+ (HSPCs) or Sca-c-kit+ 

populations. (C) HSPC gates were further subdivided into four HSPC populations based on 

differential expression of CD34, CD150 and Flt3 (CD135): CD34-CD150+Flt3- long-term LT-
HSCs and CD34+CD150+Flt3-, CD34+CD150-Flt3- and CD34+CD150-Flt3+ multipotential 

progenitors (MPP2, MPP3 and MPP4, respectively). Representative flow cytometry analysis 

of (D) Glut1, (E) NBD-glucose and (F) DAPI stainings in LT- and MMP2 from the BM of high-

fat diet fed ApoE
-/- mice transplanted with WT, Glut1

+/-
, ApoE

-/-
, ApoE

-/-
Glut1

+/- BM. (G) Lin-

Sca-c-kit+ gates were further divided into granulocyte-monocyte progenitor (GMP), common 

myeloid progenitor (CMP) and megakaryocyte erythrocyte compartments. 
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Supplemental Figure V. Glut1 deficiency does not alter lymphocyte homeostasis in 

ApoE
-/- BM transplanted mice. Analysis of peripheral blood lymphocyte subsets by flow 

cytometry in ApoE
-/-

 recipient mice transplanted with WT, Glut1
+/-

, ApoE
-/-

, ApoE
-/-

Glut1
+/- BM 

and fed a high-fat diet for 12 weeks. (A) Representative dot plots and (B) histograms 

showing the quantification of B220+ B-lymphocytes, CD4+ T-lymphocytes, CD8+ T-

lymphocytes and CD8+GrI+ T-lymphocytes. Results are means ± SEM and are representative 
of an experiment performed with n=6 (WT and Glut1

+/- BM transplanted into ApoE
-/-

 

recipients) or n=10-12 (ApoE
-/-

 and ApoE
-/-

Glut1
+/- BM transplanted into ApoE

-/-
 recipients) 

animals per groups. 
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Papier 2 

« Lysosomal cholesterol hydrolysis couples efferocytosis to anti-inflammatory 

oxysterol production. » 

 

Comme je l’ai exposé dans l’introduction, l’efferocytose est un processus clé dans le 

maintien de la stabilité des plaques d’athérosclérose. En effet, lorsque ce processus fait 

défaut au sein de la plaque, elle devient instable et se rompt plus rapidement, aboutissant à 

des conséquences dramatiques. En capturant les cellules apoptotiques, les macrophages 

jouent un rôle essentiel dans l’homéostasie des plaques d’athérosclérose mais aussi dans 

l’intégrité tissulaire. En effet, cela prévient le relargage des peptides immunogènes et de 

lipides qui participent à une inflammation locale. Une fois la cellule apoptotique ingérée le 

macrophage doit faire face à une quantité importante de matériel cellulaire et en particulier 

du cholestérol. Dans ce cadre, un des acteurs clé est la lipase acide lysosomale (LAL ou 

LIPA). L’enzyme LIPA est la seule enzyme connue à pouvoir hydrolyser les esters de 

cholestérol en cholestérol libre afin qu’il soit métabolisable par la cellule. Les patients 

présentant une déficience pour cette enzyme sont atteints de multiples complications, 

notamment un développement accru de plaques d’athérosclérose due à une accumulation 

de lipides et de macrophages spumeux au sein des vaisseaux. Ces données suggèrent un 

rôle central de l’enzyme LIPA dans les cellules myéloïdes. Comme nous l’avons déjà abordé 

dans l’introduction, les macrophages font face à une quantité importante de lipides après 

endocytose via le récepteur CD36, qui permet d’activer la FAO mitochondriale. Ils sont aussi 

capables de mobiliser les lipides via la fusion des gouttelettes lipides et des lysosomes. De 

plus un défaut de ces voies est impliqué dans la production de cytokines pro-inflammatoires, 

c’est ce que l’on appelle l’inflammation stérile.  

 

 Nous nous sommes alors intéressés au rôle de l’hydrolyse du cholestérol par 

l’enzyme LIPA dans des conditions d’efferocytose. Dans un premier temps, j’ai pu démontrer 

que LIPA était essentielle à une efferocytose fonctionnelle. En effet, si nous traitons les 

macrophages in vitro avec un inhibiteur spécifique de LIPA, le pourcentage de macrophages 

ayant captés une cellule apoptotique (efferocytes) est fortement diminué. Nous avons pu 

démontrer que LIPA joue un rôle essentiel dans la production des dérivés du cholestérol tels 

que le 25-hydroxycholestérol (25-OHC) ou le 27-hydroxycholestérol (27-OHC). La diminution 

de la production de 25-OHC induit un défaut de contact entre le réticulum endoplasmique et 

la mitochondrie (aussi appelé membranes associées à la mitochondrie ou MAM). Cela 

provoque une modification du métabolisme mitochondrial qui conduit à une activation de 

l’inflammasome NLRP3.  Ce niveau d’inflammation supérieur dans la cellule provoque aussi 
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des altérations structurelles. En effet, la phagocytose des cellules apoptotiques nécessite un 

réarrangement du cytosquelette, notamment pour former la coupe phagocytaire. Ainsi, 

lorsque LIPA est inhibée la protéine Rac-1 ne se localise plus au niveau de la coupe 

phagocytaire, participant ainsi au défaut d’efferocytose observé. Les 25- et 27-OHC sont 

aussi connus pour être des agonistes des LXR. Ainsi leur défaut de production provoque une 

réduction de l’activation des voies dépendantes des LXRs, telles que l’efflux de cholestérol et 

les voies de clairance des cellules apoptotiques (i.e. régulation de l’expression de MerTK). 

 

En parallèle, nous avons confirmé que l’inhibition de LIPA chez les souris provoquait 

un défaut d’efferocytose. Après injection de cellules apoptotiques ou d’érythrocytes stressés, 

nous avons mis en évidence un défaut d’efferocytose par les macrophages du foie et de la 

rate. Cela se traduit aussi pas une splénomégalie et un dépôt de fer dans la rate chez des 

souris hypercholestérolémiques.  

 

Pour conclure, nos données placent l’enzyme LIPA au cœur de la réponse 

efferocytique des macrophages aussi bien dans l’athérosclérose que dans le maintien de 

l’intégrité des tissus. Dans un cadre plus large, cela place aussi LIPA comme un acteur clé 

dans la régulation de l’inflammation.  
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ABSTRACT 

 

Rationale: Macrophages face a substantial amount of cholesterol following the ingestion of apoptotic cells 

and the lysosomal acid lipase (LIPA) has a major role in hydrolyzing cholesteryl esters in the endocytic 

compartment.  

 

Objective: Here, we directly investigated the role of LIPA-mediated clearance of apoptotic cells both in 

vitro and in vivo. 

 

Methods and Results: We show that LIPA inhibition causes a defective efferocytic response due to 

impaired generation of 25-OHC and 27-OHC. Reduced synthesis of 25-OHC after LIPA inhibition 

contributed to defective mitochondria associated membrane (MAM) leading to mitochondrial oxidative 

stress-induced NLRP3 inflammasome activation and caspase 1-dependent Rac1 degradation. A secondary 

event consisting of failure to appropriately activate liver X receptor-mediated pathways led to mitigation of 

cholesterol efflux and apoptotic cell clearance. In mice, LIPA inhibition caused defective clearance of 

apoptotic lymphocytes and stressed erythrocytes by hepatic and splenic macrophages, culminating in 

splenomegaly and splenic iron accumulation under hypercholesterolemia.  

 

Conclusions: Our findings position lysosomal cholesterol hydrolysis as a critical process that prevents 

metabolic inflammation by enabling efficient macrophage apoptotic cell clearance. 

 

Keywords:  

Lysosomal acid lipase (LIPA), oxysterols, efferocytosis, inflammation, macrophage, cholesterol.  

 

Nonstandard Abbreviations and Acronyms: 

 

AL  Apoptotic lymphocytes 

ATMs  Adipose tissue macrophages 

CESD  Cholesteryl Ester Storage Disease 

E   Endoplasmic reticulum 

GRP78  78 kDa glucose-regulated protein 

GWAS  Genome-wide association studies 

HDL  High-density lipoprotein 

KC  Kupffer cells  

LAP  Microtubule-associated protein 1A/1B-light chain 3 (LC3)-associated phagocytosis 

LDL  Low-density lipoprotein 

LIPA  Lysosomal acid lipase 

LPS  Lipopolysaccharide 

MAM  Mitochondria associated membrane 

NLRP3  NOD-like receptor family, pyrin domain containing 

NOX2  Nicotinamide adenine dinucleotide phosphate (NADPH) oxidase 2 

OCR  Oxygen consumption rate 

OXPHOS Oxidative phosphorylation 

PMs  Peritoneal Macrophages 

Rac1  Ras-related C3 botulinum toxin substrate 1 

RBC  Red blood cell 

ROS  Reactive oxygen species 

RPMs  Red pulp macrophages 

TFEB  Transcription factor E-box 
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INTRODUCTION  

 

 Macrophages regulate tissue homeostasis through the uptake and catabolism of plasma lipoproteins, 

thus avoiding ectopic lipid deposition.1,2 Tissue integrity also results from the efficient efferocytic capacity 

of macrophages to prevent the leakage of immunogenic peptides and lipid contents from dying cells.3,4 

When macrophages ingest modified lipoproteins or apoptotic cells, they increase their cellular contents and 

metabolic load. Excess cholesterol delivered to macrophages by these pathways must be processed within 

the lysosome and then re-esterified for storage leading to noncytotoxic macrophage foam cell formation.5-

7 Excess cholesterol can also be exported to extracellular acceptors via cholesterol efflux pathways to 

prevent the cytotoxic effects associated with elevated free cholesterol within the endoplasmic reticulum 

(ER) or the formation of cholesterol crystals within the lysosome.8,9 The efflux of cholesterol is governed 

by liver X receptors (LXRs), which are members of the nuclear receptor superfamily that not only sense an 

excess of cholesterol but also regulate genes involved in anti-inflammatory responses.7,10 

 

 Lysosomal acid lipase (LIPA) is a unique acid hydrolase enzyme that breaks down fatty material 

within the lysosomal compartment of cells. In humans and mice, LIPA deficiency is associated with multiple 

complications, including severe dyslipidemia, abnormal liver function, hepatomegaly, splenomegaly and 

accelerated atherosclerosis due to the accumulation of fatty deposits and the formation of pathogenic 

macrophage foam cells.11,12 Interestingly, myeloid cell-specific re-expression of LIPA in LIPA-deficient mice 

corrects most of their inflammatory and tissue pathogenic phenotypes.13 This finding suggests that macrophage 

LIPA expression plays a non-redundant role in tissue lipid homeostasis by preventing metabolic inflammation. 

However, the underlying molecular mechanisms that drive this inflammation remain to be elucidated.  

 

 In macrophages, LIPA hydrolyzes not only fatty materials upon CD36 scavenger receptor-mediated 

endocytosis to promote mitochondrial fatty acid oxidation,14 but also cholesteryl esters upon the fusion of 

lipid droplets with lysosomes to support free cholesterol efflux, a process termed lipophagy.15 This illustrates 

the pivotal role of LIPA at the interface of different catabolic pathways. Of note, the unabated uptake of 

modified lipoprotein-derived cholesterol and defective autophagy have been linked to sterile inflammation as 

a consequence of cholesterol crystal formation within macrophage lysosomes, promoting the assembly of 

the NLRP3 inflammasome and activation of caspase-1.16,17 Although, a protective role of LIPA in 

macrophages during acute parasitic infection has recently emerged,14 the contribution of LIPA-dependent 

processing of cholesteryl esters in sterile inflammation remains elusive. 

 

 To test the causal relationship between lysosomal cholesterol processing and macrophage function, 

we explored the role of LIPA after engulfment of apoptotic cells. We report here that LIPA is critical for 

efficient efferocytosis. These effects were mediated not by defective LC3-associated phagocytosis-engaged 

phagosome (LAPosome) formation or lysosomal dysfunction. We rather report that LIPA controls the 

generation of 25- and 27- hydroxycholesterol (OHC). Reduced 25-OHC after LIPA inhibition contributed to 

defective mitochondria associated membrane (MAM)-dependent mitochondrial metabolic repurposing 

leading to activation of the NLRP3 inflammasome after efferocytosis. Activation of the inflammasome 

subsequently promoted defects in Rac1-dependent phagocytic cup formation. Reduced 25- and 27-OHC also 

contributed to dampen LXR activation causing mitigation of cholesterol efflux and apoptotic cell clearance. 

In vivo experiments confirmed that LIPA inhibition led to defective clearance of apoptotic cells and stressed 

erythrocytes by splenic and hepatic macrophages. This process culminated in splenomegaly and splenic iron 

accumulation under hypercholesterolemic conditions. Our data highlight that LIPA is integral to 

macrophage efferocytic response, and they provide a framework for understanding the contribution of LIPA 

to chronic inflammation. 
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METHODS 

 

All data and methods used in the analysis and materials used to conduct the research will be made 

available to any researcher for the purpose of reproducing the results or replicating the procedures.  

 

All data, methods, and materials are available on personal request at the University Côte d’Azur, Centre 

Méditerranéen de Médecine Moléculaire (L.Y.C). 

 

An expanded Methods section is available in the Online Data Supplement 

  

Animals and treatments.  

WT and Ldlr-/- mice in a C57BL6/J background were obtained from the Janvier Lab (Saint Berthevin, 

France) and fed a normal chow diet. Hyperlipidemia was induced by feeding the mice with a Western diet 

(TD88137, Ssniff) for 12 weeks. Two weeks before the end of the study, mice were challenged with 

subcutaneous injections every two days of 20mg/kg lalistat (Enamine) solubilized in 0,5% methylcellulose 

0,1% Tween 20 or with control solution. Mice were sacrificed one day after the last injection. All animals 

procedures were approved by the Institutional Animal Care and Use Committee of the French Ministry of 

Higher Education and Research and the Mediterranean Center of Molecular Medicine (Inserm U1065) and 

were undertaken in accordance with the European Guidelines for Care and Use of Experimental Animals. 

Animals had free access to food and water and were housed in a controlled environment with a 12-hour 

light–dark cycle and constant temperature (22°C).  

 

 

 

RESULTS 

 

Optimal clearance of apoptotic cells depends on LIPA.  

 

We first made the observation that opposing regulation of LIPA activity occurred between classical 

(LPS) and alternative (IL-4) macrophage activation, and this correlated with the efferocytic capacity of 

these cells (Fig. 1A). Thus, we examined whether LIPA could impact efferocytosis in human THP-1 

macrophages. Efferocytosis was analyzed 30 minutes after exposure to apoptotic Jurkat cells in LIPA 

deficient cells (LIPA knockdown using siRNA or lentiviral ShRNA particles (Online Fig. IA)) or LIPA 

overexpressing cells (Ovex, using stable transfection (Online Fig. IB)). Remarkably, LIPA expression 

modulated optimal engulfment of apoptotic cells as shown after knockdown or overexpression (Fig. 1B). 

These efferocytic responses paralleled BODIPY-neutral lipid stainings in both LIPA-deficient and LIPA-

overexpressing THP-1 macrophages 30 minutes following ingestion of apoptotic cells (Fig. 1C). LIPA 

inhibition was next achieved with lalistat. A time course experiment showed that the efferocytic index was 

unaffected by lalistat 3 and 6 hours post-efferocytosis in THP-1 macrophages but was significantly reduced 

by 46% 24 hours after efferocytosis (Fig. 1D-E). Consistently, reduced phagocytic capacity was also 

observed in LIPA deficient murine bone marrow-derived macrophages and lalistat treatment did not show 

any additive effects in these cells (Online Fig. IC). These results reveal that LIPA inhibition initiates a 

sequential cascade of events that leads to impaired efferocytic response. Importantly, quantification of 

BODIPY staining in a time-course experiment revealed that neutral lipid accumulation preceded defects 

observed on efferocytosis after LIPA inhibition both in THP-1 macrophages (Fig. 1F) and murine primary 

macrophages (Online Fig. ID). Thus, LIPA-dependent clearance of apoptotic cells is most likely the 

consequence on how efferocytes initially handle cholesterol, the main neutral lipid in macrophages. 
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LIPA controls lysosomal cholesterol trafficking during efferocytosis.  

 

To better comprehend the mechanism by which LIPA modulates the efferocytic response, we 

performed an assay to follow the diffusion of cholesterol within intracellular compartments. Human THP-

1 macrophages that had been cultured for 1 hour after the ingestion of [3H]-cholesterol-prelabeled apoptotic 

Jurkat cells were fractionated by sucrose step gradient, and cellular fractions were assayed for [3H]-

cholesterol levels. The accumulation of cholesterol was observed 1 hour after efferocytosis in the high-

density membrane fraction (enriched in endosomes and lysosomes) and in the plasma membrane fraction 

of lalistat-treated efferocytes (Fig. 1G). In contrast, reduced cholesterol content in high-density membrane 

fraction was observed 1 hour after the ingestion of [3H]-cholesterol-prelabeled apoptotic Jurkat cells in 

LIPA overexpressing cells (Online Fig. IE). As expected, cholesteryl esters accumulated in the high-density 

membrane fraction after LIPA inhibition and to some extent in the plasma membrane fraction (Online Fig. 

IF). At this time point, there was no significant difference in the amount of cholesterol diffusing in the 

Golgi but less diffusion of free cholesterol occurred in the ER fraction in lalistat-treated THP-1 

macrophages compared to control cells (Fig. 1G and Online Fig IF). Consistent with the accumulation of 

cholesteryl esters rather than free cholesterol after LIPA inhibition, transmission electron microscopy 

revealed only sparse cholesterol crystal formation in lalistat-treated THP-1 macrophages (1 identified 

among more than 400 visualized lysosomes with similar structures) (Online Fig. IG). However, we 

observed almost complete absence of ‘whorl-shaped’ lysosomes in these cells compared to control cells 

(Online Fig. IG, right panel), providing ultrastructural evidence of altered lysosomal lipid composition. To 

strengthen these observations, human THP-1 macrophages were co-cultured in vitro with BODIPY-

prelabeled apoptotic Jurkat cells in the presence or absence of lalistat and confocal microscopy was 

performed to visualize the diffusion of cholesterol within intracellular compartments. LysoTracker staining 

(red) revealed that a considerable amount of BODIPY (green) was localized in the phagolysosomal 

membrane surrounding the apoptotic cells (yellow staining: overlap between green apoptotic cells and red 

LysoTracker staining) in lalistat-treated efferocytes (Online Fig. IH). In contrast, BODIPY (green) diffused 

within intracellular compartments in control and LIPA overexpressing THP-1 efferocytes (Online Fig. IH). 

Performing 3D reconstruction from confocal Z-stack images more clearly revealed the BODIPY lining 

surrounding apoptotic cells in lalistat-treated THP-1 efferocytes (Fig. 1H). Thus, LIPA is a key lysosomal 

enzyme that processes cholesteryl esters ingested from apoptotic cells during efferocytosis. 

 

Defective lysosomal cholesterol hydrolysis does not initiate LC3-associated phagocytosis (LAP) or 

lysosomal dysfunction after efferocytosis.  

 

During phagocytosis, LAP is a process by which LC3-II conjugation to phagosomes enables 

phagosome-lysosome fusion, stabilization of the NADPH oxidase 2 (NOX2) complex and apoptotic cell 

corpse clearance,20 and we previously reported that NOX2 translocates to phagolysosomes in a cholesterol-

dependent fashion.21 Western blot analysis of LC3-II/LC3-I ratio showed that inhibition of LIPA in THP-1 

macrophages did not alter LAP-engaged phagosome between 0 and 6 hours after efferocytosis (Fig. 2A and 

2B). Although both LC3-I and LC3-II forms were reduced in LIPA overexpressing THP-1 macrophages, 

the LC3-II/LC3-I ratio was also not significantly modified between 0 and 6 hours after efferocytosis (Online 

Fig. IIA). We also investigated active NADPH oxidase (NOX) complex formation by immunostaining for 

p47phox clustering, one of the active components of the NOX2 complex. As expected, a considerable amount 

of p47phox staining (red) was localized to phagolysosomal membranes surrounding the apoptotic cells 1 hour 

post-efferocytosis; however, quantification of the phagolysosomal p47phox staining did not reveal any 

difference between the control and lalistat-treated macrophages (Online Fig. IIB). Consistent with the role 

of the NOX complex in controlling phagolysosomal pH,20 similar lysosomal acidification was observed 

between control and lalistat-treated efferocytes as measured by confocal microscopy 1 hour following the 

ingestion of apoptotic cells (Online Fig. IIC) or by flow cytometry using a LysoSensor probe (Online Fig. 

IID). LIPA overexpressing THP-1 macrophages also exhibited similar lysosomal acidification response 
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(Online Fig. IID). Altogether, our data indicate that defective lysosomal cholesterol hydrolysis does not 

initiate phagolysosome dysfunction after efferocytosis. 

 

 Defective autophagy or lysosomal biogenesis promotes macrophage apoptosis,16,22,23 and we 

previously reported that defective efferocytosis could be the consequence of an excess cholesterol 

accumulation that induces apoptosis.21 Western blot analysis revealed an increase in LC3II/LC3-I ratio 24 

hours post-efferocytosis in lalistat-treated THP-1 macrophages, indicative of an enhanced autophagic 

response (Figs. 2A and 2B). We also observed an increased number of lysosomes in lalistat-treated THP-1 

macrophages 24 hours post-efferocytosis using the LysoTracker probe and flow cytometry (Online Fig. 

IIE). The dephosphorylated form of TFEB is essential for optimal TFEB activation through translocation 

into the nucleus and subsequent activation of a gene network regulating lysosomal biogenesis and 

autophagy.24 Inhibition of LIPA in macrophages led to an increase in the dephosphorylated form of TFEB 

24 hours after ingestion of apoptotic cells (Figs. 2A and 2B), evoking an adaptive rather than a defective 

lysosomal biogenesis or autophagic response. Consistently, apoptosis was unaffected in LIPA deficient 

THP-1 efferocytes (LIPA knockdown using siRNA or lentiviral ShRNA particles) or lalistat-treated THP-

1 efferocytes (Online Fig. IIF). In contrast, LIPA-overexpressing efferocytes exhibited lower autophagic 

and lysosomal biogenesis responses as shown by reduced expression of the dephosphorylated form of TFEB 

and both forms of LC3-I and LC3-II (Online Fig. IIA) and reduced LysoTracker staining (Online Fig. IIE). 

However, apoptosis was also unaffected in these cells (Online Fig. IF). Thus, lysosomal cholesterol 

hydrolysis capacity dictates TFEB-dependent lysosomal biogenesis and this adaptive compensatory 

response is unlikely the cause of defective efferocytosis but rather prevents macrophage from apoptosis. 

 

Activation of the NLRP3 inflammasome causes defective efferocytosis after LIPA inhibition.  

 

To evaluate whether LIPA-dependent lysosomal cholesterol storage ties lysosomal inflammation,25 

to defective efferocytosis, we next assessed the secretion of lysosomal inflammatory markers cathepsin B, 

K and IL-1  after ingestion of apoptotic cells. Consistent with the absence of lysosomal damage after LIPA 

inhibition, similar secretion of cathepsin B and K were observed between control and lalistat-treated THP-

1 efferocytes (Figs. 2C and Online Fig. IIA). However, higher IL-1  and IL-18 secretion was observed 3h 

after LIPA inhibition in THP-1 efferocytes (Fig. 2D). Similar findings were observed after LIPA inhibition 

in murine thyoglycollate-elicited peritoneal efferocytes (Online Fig. IIIB). The NLRP3 inflammasome, 

which is a well-known sensor of danger signals, is involved in caspase-1-dependent maturation and 

secretion of IL-1  and IL-18.26 Consistently, an inhibitor of NLRP3 (CP-456773) prevented the enhanced 

IL-1  and IL-18 secretion in lalistat-treated THP-1 efferocytes (Fig. 2D). Reduced IL-1  secretion, but not 

cathepsin B, was also observed in LIPA-overexpressing THP-1 efferocytes (Figs. 2C and Online Fig. IIIC). 

A time-course experiment confirmed an 100% increase in caspase-1 cleavage in THP-1 efferocytes as early 

as 3 hours after lalistat treatment, and this was sustained up to 24 hours following the ingestion of apoptotic 

Jurkat cells in lalistat-treated efferocytes (Figs. 2E). This result was associated with an increase in FAM-

Flica caspase-1 activity that could be prevented by the NLRP3 inhibitor (Online Fig. IIID). Using 

immortalized murine NLRP3-deficient macrophages, we confirmed the dependence of the NLRP3 

inflammasome on IL-1  secretion (Fig. S3E) and caspase-1 activation (Online Fig. IIIF) after LIPA 

inhibition. Inhibition of the NLRP3 inflammasome partially restored the efferocytic index of lalistat-treated 

THP-1 efferocytes (Fig. 2F). CP-456773 treatment and caspase 1 deficiency also prevented the 

efferocytosis defect induced by LIPA inhibition in murine thyoglycollate-elicited peritoneal efferocytes 

(Online Fig. IIIG). Thus, lysosomal cholesterol hydrolysis prevents the NLRP3 inflammasome-activating 

danger signal during efferocytosis to allow efficient clearance of apoptotic cells.  

 

 Caspase-1 activation has been previously proposed to cleave Rac1,27 which is a canonical Rho 

guanosine triphosphatase (GTPase) involved in cytoskeletal reorganization and efferocytosis.28 

Transmission electron microscopy showed that the morphology of lalistat-treated THP-1 efferocytes 
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differed from control cells after 24 hours of culture with a less identifiable phagocytic cup that transform 

from filopodia and underlying lamellipodia (Online Fig. IIIH). Immunostaining for Rac1 (green) and F-

actin (red) 6 hours after efferocytosis revealed a considerable amount of co-staining at the leading edge of 

membrane ruffle formation surrounding the apoptotic cells in control macrophages (overlapping yellow 

staining) (Online Fig. IIII, upper panels). In contrast, a general decrease in phagolysosome Rac1 was 

observed after LIPA inhibition (Online Fig. IIII, lower panels). This was more clearly visible after we 

performed 3D reconstruction from confocal Z-stack images (Fig. 2G). Reduced Rac1 protein expression 

was confirmed in THP-1 efferocytes after LIPA inhibition by Western blot (Fig. 2H). Pull-down activation 

assay confirmed reduced Rac1 activity after LIPA inhibition (Fig. 2H). To determine when after LIPA 

inhibition this decline in cell ruffling occurs, we used impedance to perform real-time monitoring of cell 

protrusion dynamics.29 These analyses revealed increased resistance in lalistat-treated THP-1 macrophages 

beginning 6 hours post-efferocytosis (Fig. 2I), a signature that followed the inflammasome activation. We 

confirmed that the Rac1 inhibitor NSC23766, known to selectively lower active Rac1-GTP levels, also 

increased resistance in control cells to the level of lalistat-treated efferocytes (Fig. 2I). Inhibition of the 

NLRP3 inflammasome (CP-456773 treatment) rescued Rac1 protein expression (Fig. 2H). These findings 

provide a mechanism by which inflammasome-activating danger signal contributes to the defective 

efferocytic response after LIPA inhibition. 

 

Defective lysosomal cholesterol hydrolysis repurposes MAM-dependent mitochondrial metabolism to 

activate the NLRP3 inflammasome and dampen efferocytosis.  

 

Recent evidences suggest that LIPA is important for mitochondrial oxidative phosphorylation,15 

and elevated mitochondrial ROS production have been proposed to activate the NLRP3 inflammasome.30 

Reduced metabolic flux in the mitochondria of lalistat-treated THP-1 efferocytes was reflected by a 

decrease in the oxygen consumption rate (OCR) at baseline or after the inhibition of oxidative 

phosphorylation by oligomycin treatment (Figs. 3A and Online Fig. IVA). The enhanced OCR response 

was also prevented in thyoglycollate-elicited peritoneal efferocytes after LIPA inhibition or in LIPA 

deficient efferocytes (Online Fig. IVB). The increased capacity of LIPA-overexpressing THP-1 cells to 

capture and take up apoptotic Jurkat cells was also associated with increased oxygen consumption rate 

(OCR) and maximal respiration response after FCCP treatment (Fig. 3A). These observations were further 

supported by reduced mitochondrial uncoupling protein 2 (ucp2) mRNA expression in lalistat-treated THP-

1 efferocytes (Online Fig. IVC) and enhanced mRNA levels of heme oxygenase-1 (Hmox1) (Fig. S4D) 

starting 1 hour after efferocytosis. Reduced mitochondrial flux and uncoupling of lalistat-treated THP-1 

efferocytes paralleled an increase in mitochondrial ROS generation (Figs. 3B and 3C). This effect was most 

likely due to a raise in mitochondrial potential ( m) since addition of the complex I inhibitor (rotenone), 

the complex II inhibitor (3-nitropropionic acid, 3-NPA) or the succinate oxidation inhibitor (dimethyl 

malonate, DMM) promoted mitochondrial ROS production in control cells but not in lalistat-treated THP-

1 efferocytes (Fig. 3C). These inhibitors also resulted in an increase in IL-1  secretion in control but not in 

lalistat-treated efferocytes (Fig. 3D).  

 

 Calcium is a central player in mitochondria metabolic repurposing and inflammasome 

activation,31,32 and different lysosomal storage diseases have been associated with calcium flux 

modulation.33-35 We first activated the two main lysosomal calcium pathways, the nicotinic acid adenine 

dinucleotide phosphate receptor (NAADPR) with the membrane-permeant NAADP analog (NAADP-AM) 

and the mucolipin transient receptor potential channel 1 (TRPML1) with the mucolipin synthetic agonist 

(ML-SA1). However, these treatments did not modify FAM-Flica caspase-1 activity or IL-1  secretion 

(Online Fig. IVE and IV4F). In contrast, activation of the mitochondrial inositol trisphosphate receptor 

(IP3R) with low dose 2-aminoethyl diphenylborinate (2-ABP) completely prevented the inflammasome 

activation and IL-1  secretion in lalistat-treated efferocytes (Online Figs. IVE and IVF). These findings 

suggest that inhibition of LIPA promotes mitochondrial metabolic repurposing-dependent inflammasome 
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activation by limiting mitochondrial calcium flux. To directly test this hypothesis, efferocytes were loaded 

with the calcium probe Fluo4-AM and calcium release from the mitochondria, a surrogate of mitochondrial 

calcium content, was assessed after treatment of cells with the mitochondrial uncoupler, carbonyl cyanide 

3-chlorophenylhydrazone (CCCP). We observed a striking decrease in mitochondrial calcium release in 

lalistat-treated THP-1 efferocytes compared to control cells (Fig. 3E). Calcium-dependent activation of the 

inflammasome relies on Mitochondria-Associated ER Membranes (MAMs) that comprise IP3R and 

chaperone proteins.32 Transmission electron microscopy highlighted ER-mitochondria contacts in control 

THP-1 efferocytes, an effect that was less visible in lalistat-treated cells (Fig. 3F). The ER-localized 

chaperone GRP78 (BiP) is part of the MAM macromolecular complex and interacts with ER lipid 

transporters.37 Overexpression of GRP78 normalized the mitochondrial calcium response of lalistat-treated 

THP-1 efferocytes (Fig. 3E) and prevented the exacerbated IL-1  secretion (Fig. 3G). Consistently, GRP78 

overexpression also restored efficient efferocytosis in lalistat-treated efferocytes (Fig. 3H). Thus, we 

propose that LIPA is required for MAM-dependent calcium flux after efferocytosis. This flux will repurpose 

the mitochondria to limit the inflammasome activating danger signal and allow efficient efferocytosis. 

 

LIPA primes the sterol-dependent metabolic reprogramming of efferocytes.  

 

The group of Cyster recently reported that defective 25-OH cholesterol generation in the ER 

promotes inflammasome activation in macrophages.37,38 Thus, we next quantified sterol metabolites using 

liquid chromatography-mass spectrometry in control and lalistat-treated THP-1 macrophages 3 hours post-

efferocytosis. Precursors of cholesterol synthesis such as lanosterol, 24-DH-lanosterol, 7-DH cholesterol 

and desmosterol as well as toxic sterols such as -triols (cholesterol-3beta,5alpha,6beta-triol), -Epox 

(cholesterol-5alpha,6alpha-epoxide), 7 -OH cholesterol and 7-ketocholesterol (7-KC) were not altered at 

this time point in lalistat-treated efferocytes (Online Fig. VA and VB). The brain-specific 24S-OH 

cholesterol was near the detection limit and was unaltered in lalistat-treated efferocytes (Fig. 4A). In 

contrast, a striking 50 to 70% decrease in oxysterols made from free cholesterol in the ER, such as 4 -OH 

cholesterol and 25-OH cholesterol or in the mitochondria such as 27-OH cholesterol, was observed in 

lalistat-treated efferocytes (Fig. 4A). These decreases were not associated with significant changes in the 

mRNA expression of the related oxysterol biosynthetic enzymes in lalistat-treated efferocytes (Online Fig. 

VC), suggesting that LIPA inhibition impacts the production of oxysterols by limiting substrate availability.  

 

 Part of the mechanism by which defective 25-OH cholesterol generation activates the 

inflammasome relies on modulation of cholesterol biosynthetic genes.37,38 The ingestion of apoptotic cells 

led to a decrease in the mRNA expression of the biosynthetic genes Srebf2 and Hmgcr in control 

macrophages starting 3 hours after efferocytosis, an effect that was virtually absent in lalistat-treated THP-

1 macrophages (Figs. 4B, Online VD and VE). In contrast, Srebf2 and Hmgcr mRNA expression were 

further intensified in LIPA-overexpressing THP-1 macrophages 3 hours after efferocytosis (Fig. 4B). 

Treatment of the cells with 25-OH cholesterol restored the down-regulation of Srebf2 and Hmgcr mRNA 

expression in lalistat-treated efferocytes (Fig. 4B). These findings suggest that cholesteryl ester hydrolysis 

of engulfed apoptotic cells favors the flux of free cholesterol toward the ER (Online Fig. IE) to generate 

25-OH cholesterol and dampen cholesterol biosynthetic pathway after efferocytosis. Treatment with 25-

OH cholesterol partially restored the decrease in OCR observed in lalistat-treated THP-1 efferocytes (Fig. 

4C) and rescued their mitochondrial calcium defect (Fig. 4D), offering a potential mechanism by which 25-

OH cholesterol could control ER-dependent mitochondrial proticity after efferocytosis. Consistently, 

treatment with 25-OH cholesterol reduced inflammasome activation following efferocytosis in lalistat-

treated THP-1 macrophages, as reflected by reduced IL-1  secretion (Fig. 4E) and restored an efficient 

efferocytic response (Fig. 4F). Treatment of Lipa deficient murine macrophages with 25-OH cholesterol 

also rescued the defective efferocytosis of these cells (Online Fig. VF). The reduced IL-1  secretion in 

LIPA-overexpressing efferocytes was also abolished after knockdown of Ch25h by siRNA (Online Fig. 

VG). Thus, we propose that impaired 25-OH cholesterol generation after LIPA inhibition controls 

 b
y
 g

u
est o

n
 A

p
ril 2

9
, 2

0
1
8

h
ttp

://circres.ah
ajo

u
rn

als.o
rg

/
D

o
w

n
lo

ad
ed

 fro
m

 

http://circres.ahajournals.org/


 

DOI: 10.1161/CIRCRESAHA.117.312333   9 

mitochondrial metabolic repurposing to activate the inflammasome and limit subsequent clearance of 

apoptotic cells. 

 

 25-OH and 27-OH cholesterol are potent endogenous LXR agonists and LXR activation occurs 

after efferocytosis to support efficient efferocytosis through upregulation of cholesterol efflux transporters 

or the efferocytic receptor MertK.21,39 Thus, we next examined the expression of LXR target genes during 

the course of efferocytosis and observed that the mRNA expression of the cholesterol efflux transporters 

Abca1 and Abcg1 was not altered in the early phase of efferocytosis in lalistat-treated THP-1 macrophages 

(up to 6 hours) but was significantly decreased in the late resolution phase (Online Fig. VIA and VIB). 

Cholesterol efflux studies have confirmed a decrease in cholesterol efflux to lipid-poor apoA-1, the major 

apolipoprotein of HDL (Online Fig. VIC) and to PEG-HDL (Online Fig. VID) 24 hours after the ingestion 

of apoptotic cells in lalistat-treated THP-1 macrophages. In contrast, LIPA-overexpressing THP-1 

efferocytes exhibited higher mRNA expression of LXR target genes (Online Fig. VIE) and more cholesterol 

efflux to PEG HDL (Online Fig. VIF). We confirmed the LXR dependency of these effects, as treatment 

with the synthetic LXR agonist TO901317 not only enhanced the expression of Abca1 and Abcg1 (Online 

Fig. VIG) but also cholesterol efflux to HDL in lalistat-treated THP-1 macrophages (Online Fig. VIH). 

Consistently, we observed reduced mRNA expression of the efferocytic receptor MertK in lalistat-treated 

THP-1 macrophages 24 hours after efferocytosis (Fig. 4G). In contrast, MertK was upregulated in LIPA-

overexpressing THP-1 efferocytes (Online Fig. VIE). To delineate whether LXR activation could rescue 

the adverse effects of LIPA inhibition on efferocytes, stimulation of LXR activity was achieved with 25-

OH cholesterol, 27-OH cholesterol or the synthetic LXR agonist TO901317 for 24 hours. In contrast to 25-

OH cholesterol treatment, 27-OH cholesterol or TO901317 did not prevent the inflammasome activation 

(Fig. 4E). However, all treatments enhanced MertK mRNA expression in control and lalistat-treated THP-

1 efferocytes (Fig. 4G). This could explain how 27-OH cholesterol and TO901317 partially restored the 

efferocytic capacity of lalistat-treated efferocytes (Fig. 4F). The relevance of this pathway was further 

illustrated through the effect of the LXR agonist in synergizing with the NLRP3 inhibitor (CP-456773) to 

fully restore efficient efferocytosis (Fig. 4H). These results indicate that LXR activation is a critical 

checkpoint by which LIPA controls the efferocytic response.  

 

 Altogether, these findings reveal that LIPA favors efficient efferocytosis through sterol-dependent 

metabolic reprogramming: 1) The ER-dependent 25-OHC generation after lysosomal cholesterol hydrolysis 

will limit inflammasome activating danger signal and prevent Rac1-dependent phagocytic cup disassembly 

and 2) 25- and 27-OHC generation after lysosomal cholesterol hydrolysis will activate a LXR-dependent 

transcriptional program that favors ABCA1 and ABCG1-dependent efflux of cholesterol ingested from 

apoptotic cells and primes efferocytes for multiple MertK-dependent clearance of apoptotic cells.  

 

LIPA orchestrates disposal of stressed erythrocytes and apoptotic cells in vivo.  

 

Taking advantage of a publicly available gene expression dataset from Immgen (http://immgen.org), 

we observed that efferocytosis markers, LXR target genes and heme and iron homeostasis markers were 

predominantly expressed not only in peritoneal macrophages but also in specialized tissue-resident 

macrophages, paralleling LIPA expression and lysosome markers (Online Fig. VIIA). This finding 

suggested an important interplay between LIPA, cholesterol homeostasis and tissue-resident macrophage 

lysosomal and erythrophagocytic functions. The in vivo contribution of LIPA to efferocytosis was next 

studied using two different models. The use of lalistat treatment over LIPA deficient mice was chosen to 

avoid an inflammatory phenotype that could origin from embryogenesis.12 We intravenously injected either 

fluorescently labeled stressed erythrocytes (sRBCs) or apoptotic lymphocytes (ALs) into mice treated with 

lalistat or vehicle for 2 weeks and examined their macrophage efferocytic capacity in spleen and liver 16 

hours later. sRBCs and ALs were retrieved in the liver and spleen (Online Fig. VIIB) and accumulated 

within different leukocyte populations gated by flow cytometry as CD11bloF4/80int myeloid cells, 

CD11bloF4/80high Kupffer cells (KCs) or red pulp macrophages (RPMs) and CD11bhighF4/80high whether 
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these cells are the newly identified transient macrophage population (T-macs) or a subpopulation of 

myeloid cells (Fig. 5A).40 In the liver, sRBCs and to a lesser extent ALs promoted the appearance of T-

macs or a subpopulation of myeloid cells (Fig. 5A). Both T-macs and KCs ingested labeled sRBCs or ALs 

(Figs. 5B and Online Fig VIIC). A small fraction of myeloid cells also ingested fluorescent sRBCs or ALs 

(Fig. 5B and Online Fig. VIIC). Lalistat treatment reduced the ability of KCs and T-macs to phagocytose 

labeled sRBCs and ALs (Fig. 5B and Online Fig VIIC). However, lalistat also induced a compensatory 

increase in the number of myeloid cells that had phagocytosed labeled ALs (Online Fig. VIIC). In the spleen, 

RPMs were the most abundant cell population that efficiently cleared labeled sRBCs and ALs (Fig. 5C and 

Online Fig VIID). Lalistat treatment reduced the efferocytic capacity of RPMs (Fig. 5C and Online Fig 

VIID) and there was a specific compensatory up-regulation of the number of myeloid cells that had ingested 

ALs (Online Fig. VIID). The enhanced number of immature myeloid cell with efferocytic capacity after 

lalistat treatment was a specific response to the injection of ALs, most likely reflecting the initiation of an 

inflammatory response secondary to release of find-me or danger signals in this context.29 We thus conclude 

that LIPA promotes the disposal of stressed RBCs and apoptotic cells in hepatic and splenic macrophage 

populations. 

 

LIPA inhibition precipitates hypercholesterolemia-associated efferocytosis defects.  

 

Previous studies have documented defective efferocytosis and splenomegaly under 

hypercholesterolemic conditions.2 Thus, high-fat diet-fed hypercholesterolemic Ldlr-/- mice were next 

treated with lalistat for 2 weeks. An analysis of macrophage numbers in the spleen (RPMs), liver (KCs), 

adipose tissue (ATMs) and peritoneal cavity (PMs) (Online Fig. VIIIA) revealed a specific increase in 

RPMs and KCs, probably to compensate for efferocytosis defects, but not in ATMs or PMs (Online Fig. 

VIIIB). Consistent with this observation, reduced mRNA expression of efferocytic markers (i.e, MertK, 

Axl and Gas6) were down regulated by lalistat treatment along with enhanced inflammatory markers 

including Il1  (Fig. 5D). RPMs from lalistat-treated animals also exhibited reduced cell surface expression 

of CD206 (the mannose receptor MRC1) (Online Fig. VIIIC). Mechanistically and in line with our in vitro 

studies, LIPA inhibition led to a compensatory increase in lysosomal biogenesis in RPMs and KCs with no 

changes in lysosomal acidification as quantified by flow cytometry (Online Fig. VIIID). This result 

correlated with enlarged spleen and higher splenic IL-1  levels in lalistat-treated animals while other 

inflammatory parameters were unaffected (Table 1). Senescent RBCs are normally phagocytosed by 

macrophages in the spleen and liver, and defective erythrophagocytosis leads to splenic iron deposition.41,42 

Thus, we assessed iron stores in lalistat-treated animals. Splenic iron accumulation was histologically 

evident and was largely confined to the red pulp in lalistat-treated animals (Fig. 5E). Plasma, liver, and 

adipose tissue iron and ferritin concentrations were normal in lalistat-treated animals (Fig. 5F-5G and Table 

1), but an increased iron concentration was confirmed in the spleen (Fig. 5F). Ferritin concentrations were 

also increased by more than 200% in the spleens of lalistat-treated animals but did not reach statistical 

significance (P=0.07, Fig. 5G). Thus, our data supports a critical in vivo role of LIPA in the efferocytic 

capacity of tissue-resident macrophages under hypercholesterolemic conditions, which is required for tissue 

integrity by maintaining immune and tissue lipid homeostasis. 
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DISCUSSION 

 

 Macrophage lipid accumulation and defective clearance of apoptotic cells are central events in 

many metabolic disorders. However, the specific molecular mechanisms linking lipid accumulation to 

inflammation in macrophages are still not completely understood. We have now uncovered a novel 

mechanism by which LIPA controls macrophage inflammatory response by limiting continued clearance of 

apoptotic cells. Notably, our mechanistic studies demonstrated that lysosomal cholesterol hydrolysis mediated 

by LIPA orchestrated the timely production of 25-OH and 27-OH cholesterol during efferocytosis, which 

modulated inflammasome activation and the generation of endogenous LXR ligands. While activation of the 

inflammasome after LIPA inhibition led to defects in Rac1-dependent phagocytic cup formation, decreased 

production of LXR ligands resulted in reduced cholesterol efflux and MertK expression impeding subsequent 

apoptotic cell clearance (Graphical abstract, Fig. 6). Importantly, our findings indicate that in vivo inhibition 

of this pathway reduced the clearance of apoptotic lymphocytes and stressed erythrocytes by splenic- and 

hepatic-resident macrophages leading to splenomegaly and splenic iron accumulation upon 

hypercholesterolemic challenge. Collectively, these findings demonstrate the importance of macrophage 

lysosomal cholesterol hydrolysis linking metabolism and inflammation under homeostatic and disease 

conditions. 

 

 It has been shown that LIPA is essential for breaking down fatty material within the lysosomal 

compartment of macrophages upon receptor-mediated endocytosis of lipoprotein, lysosome biogenesis or 

lipophagy,14,15,22 but the relevance to efferocytosis has not yet been addressed. Our findings reveal that LIPA 

activity follows the efferocytic capacity of polarized macrophages and controls the lysosomal degradative 

capacity under non-polarizing culture conditions raising a number of interesting questions for future study. 

First, the dual role of LIPA for optimal alternative macrophage activation,14 and efferocytosis, as detailed in 

the present study, might be interconnected in vivo to promote tissue repair and metabolic homeostasis.43 The 

findings of reduced LIPA activity in classically activated macrophages and enhanced inflammasome 

activation after LIPA inhibition also indicates that LIPA might be more susceptible to exogenous 

inflammatory stimuli. Thus, it will be of interest to determine whether LIPA may prime macrophages prior 

activation. Indeed, a switch between classically and alternatively activated macrophages was previously 

associated to different oxidative stress responses that prime macrophage prior activation.44,45 

 

 Second, why enhanced oxidative stress does not initiate apoptosis after LIPA inhibition needs to be 

defined. While our data exclude a role of NADPH oxidase in promoting cholesterol-dependent apoptosis 

susceptibility,21 they do not rule out why mitochondrial oxidative stress and associated inflammasome 

activation are not linked to pyroptosis or other forms of apoptosis. One explanation could be the absence 

of second signals that triggers apoptosis (‘two hit models’),8 or the level of aggressiveness of the first signal. 

For instance, we found occasional cholesterol crystals in macrophages after LIPA inhibition and no sign of 

lysosomal damage after apoptotic cell clearance despite higher NLRP3 inflammasome activation. These 

findings contrast with the activation of the NLRP3 inflammasome by cholesterol crystals relying on 

lysosomal damage and the subsequent proteolytic activation of cathepsins.9,17 This could be the consequence 

of an accumulation of cholesteryl ester after LIPA inhibition rather than free cholesterol, which is the source 

of cholesterol crystal formation in lysosomes.46 Another possibility for the lack of apoptosis induction after 

LIPA inhibition could involve formation of new lysosomes to face cholesterol accumulation that has been 

previously shown to prevent cell death.23 It also remains an open question as to how exactly the origin and 

level of mitochondrial ROS, which depends on the balance between the reverse electron transport of the 

electron transport chain and the mitochondrial potential ( m),47 leads to oxidative damage to DNA, 

proteins and lipids and subsequent apoptosis. It would be of interest to determine whether absence of ROS-

mediated mtDNA release after LIPA inhibition may have limited activation of the AIM2 inflammasome 

under efferocytic condition since AIM2 has redundant function with the NLRP3 inflammasome,38 and 

activates apoptosis.  
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 How does LIPA control optimal clearance of apoptotic cells? Our findings suggest that inhibition 

of lysosomal cholesteryl ester hydrolysis limited the generation of free cholesterol that could reach sites of 

oxysterol generation after the digestion of apoptotic cells. These oxysterols include 25-OH and 27-OH 

cholesterol that could prime efferocytes for subsequent apoptotic cell clearance by at least two independent 

mechanisms. We first observed an unexpected mechanism that involves defective production of 25-OH 

cholesterol in the ER, which impaired the repression of cholesterol biosynthetic genes post-efferocytosis 

but also prevented MAM-dependent mitochondrial metabolic repurposing and subsequent activation of the 

inflammasome. This activation reduced Rac1 activity and subsequently disorganized phagocytic cups. 

Although it was recently shown that defective 25-OH cholesterol generation in macrophages promotes 

inflammasome activation,37,38 the present study positions this observation in the context of efferocytosis 

and provides new insights into the underlying mechanisms. Indeed, we found that 1) LIPA controls the 

generation of 25-OH cholesterol after efferocytosis and 2) 25-OH cholesterol controls the MAM-dependent 

calcium flux to repurpose mitochondrial metabolism. Under normal physiological conditions, calcium 

primarily promotes ATP synthesis by stimulating enzymes of the Krebs cycle and oxidative 

phosphorylation in the mitochondria. This increased metabolic rate would consume more oxygen resulting 

in increased respiratory chain electron leakage and mitochondrial ROS levels as it is observed in control 

efferocytes. After LIPA inhibition, reduced mitochondrial calcium influx may have dampened OXPHOS 

and UCP-2-dependent proton leaks across the inner mitochondrial membrane but at the same time reduced 

m consumption exacerbating mitochondrial ROS generation.30,31 Restoring MAM-dependent calcium 

flux through GPR78 overexpression was sufficient to prevent the inflammasome activation after LIPA 

inhibition mimicking the effect of 25-OH cholesterol. Future studies will be required to understand whether 

MAM formation during efferocytosis is also linked to mitochondrial fission.48 Nevertheless, this 

mitochondrial checkpoint is crucial for the efferocytic response of macrophages as the inflammasome 

activation after LIPA inhibition reduced Rac1 expression and activity. Decreased levels of Rac1 and F-

actin polymerization in membrane ruffles following the ingestion of apoptotic cells caused cytoskeletal 

changes and impaired pseudopod formation. Similar modulation of focal adhesion dynamics was previously 

observed under cholesterol loading conditions in LIPA deficient cells.49 In our setting, this modulation 

contributed to reduce efferocytic capacity after LIPA inhibition.  

 

 Consistent with 25-OH and 27-OH cholesterol being potent LXR agonists in macrophages,7,10 we 

next observed a delayed response in LXR target gene activation after LIPA inhibition in efferocytes leading 

to impaired cholesterol efflux and reduced efferocytic capacity.21,39 We confirmed that reduced LXR 

activation was independent of, and synergized with, the modulation of Rac1 signaling pathway to impede 

efficient apoptotic cell clearance.50 Interestingly, in other lysosomal storage diseases such as Niemann-Pick 

type C (NPC) disease, in which cholesterol accumulates within late endosomes, it has been reported that 

NPC cells exhibit a defect in 25-OH and 27-OH cholesterol in response to LDL and fail to repress SREBPs 

and LXRs.51,52 Our findings extend these observations, and we propose that LIPA-dependent cholesteryl 

ester hydrolysis, which is upstream of endosomal NPC-dependent cholesterol trafficking, might be an 

earlier enzymatic step that governs oxysterol generation and LXR activation during efferocytosis. Thus, 

LIPA-dependent lysosomal cholesterol hydrolysis orchestrates the timely cholesterol-dependent 

inflammasome activation and transcriptional efferocytic response of macrophages. 

 

 On a daily basis, over 100 billion white and red blood cells are turned over through efferocytosis 

to prevent the inflammatory consequences associated with the accumulation of apoptotic debris and to 

maintain tissue homeostasis.8,28 Although the splenomegaly of LIPA-deficient mice has been associated 

with extramedullary hematopoiesis,12 the spleen does not support hematopoiesis in humans under injury-

free conditions,53 arguing that defective efferocytosis is most likely the culprit of the inflammatory phenotype 

and splenomegaly of LIPA mutation carriers.11 Considerable data support that dying cells are normally 

phagocytosed by macrophages in the spleen and liver, and apoptotic bodies are rapidly broken down into 

their molecular constituents, including iron and lipids, which must be recycled or transported back into the 

circulation.41,42 Challenging mice with stressed RBCs or apoptotic lymphocytes revealed that LIPA 
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inhibition attenuated the efferocytic capacity of not only red pulp macrophages but also Kupffer cells. 

Under hypercholesterolemic disease conditions, we found that LIPA inhibition caused the spontaneous 

accumulation of iron in the spleen along with enhanced splenic IL-1  content. These findings could have 

major relevance not only for current enzyme replacement therapy for LIPA mutation carriers but also to 

better elucidate the recent genome-wide association studies (GWAS) that have reinforced LIPA as a 

susceptibility gene for cardiovascular diseases along with reduced LIPA activity.54,55 
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FIGURE LEGENDS 

 

Figure 1. LIPA expression controls efferocytic capacity and lysosomal cholesterol trafficking. (A) 

Correlations between LIPA activity and the efferocytic index in human THP-1 macrophages exposed for 

16 hours to medium alone (M0), 50 ng/mL LPS (M1) or 15 ng/mL IL-4 (M2). (B) THP-1 macrophages 

were transduced with empty or LIPA ShRNA lentiviral particles or transfected with scrambled or LIPA 

SiRNA before incubation with Cell-Tracker Deep Red-prelabeled apoptotic Jurkat cells and quantification 

of the efferocytic index by flow cytometry. LIPA overexpressing cells (Ovex) were also used in this assay. 

(C) BODIPY staining was quantified by flow cytometry in THP-1 macrophages after modulation of LIPA 

expression (as described above) and exposure for 30 minutes to apoptotic Jurkat cells. Data are expressed 

as the mean fluorescence intensity (MFI). The dotted line represents the BODIPY-neutral lipid content into 

non-efferocytic control cells. (D-E) THP-1 macrophages (CD64+) were incubated for the indicated times 

in the presence or absence of 10 M lalistat together with Cell-Tracker Deep Red-prelabeled apoptotic 

Jurkat cells, and the efferocytic index was quantified by flow cytometry. (F) THP-1 macrophages incubated 

in the presence or absence of 10 M lalistat were stimulated with apoptotic Jurkat cells for the indicated 

times. BODIPY staining was quantified by flow cytometry. Inset depicts a representative histogram at the 

indicated time point. (G) Control or lalistat-treated THP-1 efferocytes, cultured for 1 hour after the ingestion 

of [3H]-cholesterol-prelabeled apoptotic Jurkat cells, were fractionated by sucrose step gradient, and 

fractions were assayed for [3H]-cholesterol incorporation as described in the Methods section. (H) 

Representative 3D reconstruction from confocal Z-stack images of an ingested apoptotic cell prelabeled 

with BODIPY (green) and localized within a phagolysosome (stained with LysoTrackerR Deep Red). Cells 

were counterstained with DAPI (nuclear staining). Arrows indicate BODIPY clusters in phagocytic cells 

(eight to ten different confocal images were analyzed per condition from experiments performed in 

triplicate). The data are given as the mean ± SEM of at least two experiments performed in triplicate. 

*P<0.05 vs. controls.  

 

Figure 2. Defective lysosomal cholesterol hydrolysis promotes lysosomal damage-independent 

inflammasome activation after efferocytosis causing subsequent Rac1-dependent phagocytic cup 

defects. (A) Representative immunoblots of LC3I/II and phospho-Tfeb from control or lalistat-treated THP-

1 macrophages incubated for 30 minutes with apoptotic Jurkat cells and cultured for various times. (B) 

Kinetics of band densities normalized to HSP90 are shown for the indicated times. (C) Cathepsin B 

secretion levels from control or lalistat-treated THP-1 efferocytes cultured for the indicated times after the 

ingestion of apoptotic cells and expressed in ng/mL. (D) IL-1  and IL-18 secretion levels (expressed in 

pg/mL) from control or lalistat-treated THP-1 efferocytes cultured for 3 hours after the ingestion of 

apoptotic cells in the presence or absence of 25 nM Nlrp3 inflammasome inhibitor (CP456773). The dotted 

lines represent IL-1� and IL-18 secretion levels into non-efferocytic control cells. (E) Immunoblot of 

caspase-1 from control or lalistat-treated THP-1 macrophages incubated for 30 minutes with apoptotic 

Jurkat cells and cultured for various times and quantification of cleaved caspase-1. (F) Control and lalistat-

treated THP-1 macrophages were incubated in the presence or absence of 25 nM Nlrp3 inflammasome 

inhibitor (CP456773) together with Cell-Tracker Red-prelabeled apoptotic Jurkat cells, and the efferocytic 

index was quantified by flow cytometry 16 hours later. (G) THP-1 macrophages incubated in the presence 

or absence of 10 �M lalistat were stimulated with cell tracker Deep Red-prelabeled apoptotic Jurkat cells 

for 30 minutes. After an additional culture period, the cells were counterstained with Rac1 (green), F-actin 

(red) and DAPI (nuclear staining); a 3D reconstruction from confocal Z-stack images is provided. (H) 

Immunoblots of Rac1 from control or lalistat-treated THP-1 macrophages cultured for 3 hours after the 

ingestion of apoptotic Jurkat cells in presence or absence of 25 nM of the Nlrp3 inflammasome inhibitor 

(CP-456773). (I) Real-time evaluation of macrophage protrusion dynamics by impedance reading of control 

or lalistat-treated THP-1 efferocytes in presence or absence of the Rac1 inhibitor, NSC23766. The data are 

given as the mean ± SEM of two to five independent experiments performed in triplicate. *P<0.05 vs. 

controls. #P<0.05 treatment effect. 
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Figure 3. Defective lysosomal cholesterol hydrolysis restrains MAM-dependent mitochondrial 

metabolic repurposing after efferocytosis to activate the inflammasome and subsequent efferocytic 

defects. (A) Oxygen consumption rate (OCR) recordings of control, lalistat-treated or Lipa over-expressing 

(Ovex) THP-1 macrophages under the indicated conditions. (B) Representative histograms and (C) 

quantification of mitochondrial ROS generation using the MitoSox probe by flow cytometry in control and 

lalistat-treated THP-1 efferocytes cultured for 3 hours after ingestion of apoptotic cells in the presence or 

absence of 10 mM of the succinate oxidation inhibitor (dimethyl malonate, DMM) or 1 M of the succinate 

dehydrogenase inhibitor (3-nitropropionic acid, 3-NPA) or 1μM of rotenone. Data are expressed as mean 

fluorescence intensity (MFI). (D) IL-1  secretion levels in these cells at the end of the incubation period. 

(E) THP-1 macrophages were transduced with empty or GPR78 overexpressing adenoviral particles and 

loaded for 30 minutes with the fluorescent calcium probe Fluo4-AM before the start of the efferocytosis 

experiment. Control and lalistat-treated THP-1 macrophages were then incubated for 30 minutes with 

apoptotic Jurkat cells before treatment with carbonyl cyanide 3-chlorophenylhydrazone (CCCP) to release 

mitochondrial calcium. Mitochondrial calcium content was calculated as the difference in mean 

fluorescence intensity between conditions treated with or without CCCP. (F) Representative transmission 

electron microscopy images of control or lalistat-treated THP-1 efferocytes showing ER-mitochondria 

contacts (scale bar, 1 m). (G) IL-1  secretion levels (H) and efferocytic index from control and GPR78 

overexpressing THP-1 macrophages incubated in the presence or absence of 10 M lalistat and cultured for 

3 hours after the ingestion of apoptotic Jurkat cells. The results are expressed as the mean ± SEM of at least 

two independent experiments performed in triplicate. *P<0.05 vs. controls. #P<0.05 treatment effect. 

 

Figure 4. Lysosomal cholesterol hydrolysis governs the efferocytic response by controlling oxysterol 

production. (A) Oxysterol metabolites (24S-, 4 -, 25- and 27-hydroxy(OH)cholesterol) were determined 

by liquid chromatography-mass spectrometry (LC-MS). (B) Effects of LIPA inhibition, LIPA 

overexpression and 25-OHC treatment (5 M) on Srebf2 and Hmgcr mRNA expression in THP-1 

macrophages 3 hours post-efferocytosis. Quantified transcript levels (normalized to m36B4) are expressed 

in arbitrary units (a.u.). (C) OCR recordings of control and lalistat-treated THP-1 efferocytes in the presence 

or absence of 5 �M 25-OHC. (D) Control and lalistat-treated THP-1 macrophages, preloaded for 30 

minutes with the fluorescent calcium probe Fluo4-AM, were incubated for 30 minutes with apoptotic Jurkat 

cells in presence or absence of 5 M 25-OHC. Release of mitochondrial calcium was achieved at the end 

of the experiment by treating cells with carbonyl cyanide 3-chlorophenylhydrazone (CCCP). Mitochondrial 

calcium content was calculated as the difference in mean fluorescence intensity between conditions treated 

with or without CCCP. (E) IL-1  secretion levels from control or lalistat-treated THP-1 efferocytes cultured 

for 3 hours after the ingestion of apoptotic cells in the presence or absence of 5 M 25-hydroxycholesterol 

(25-OHC), 5 M 27-hydroxycholesterol (27-OHC) or 3 M LXR agonist (TO901317). (F) Control and 

lalistat-treated THP-1 macrophages were incubated under the same conditions as described above and the 

efferocytic index was quantified by flow cytometry 16 hours later. (G). MertK transcript levels (normalized 

to m36B4) were determined under the same conditions as described in (F) and expressed in arbitrary units 

(a.u.). (H) Control and lalistat-treated THP-1 macrophages were incubated in the presence or absence of 3 

M LXR agonist (TO901317) and 25 nM Nlrp3 inflammasome inhibitor (CP-456773) together with Cell-

Tracker Red-prelabeled apoptotic Jurkat cells and the efferocytic index was quantified by flow cytometry 

16 hours later. The results are expressed as the mean ± SEM of two to five independent experiments. 

*P<0.05 vs. controls. #P<0.05 treatment effect. 

 

Figure 5. Inhibition of lysosomal lipid hydrolysis promotes defective efferocytosis in vivo leading to 

pathogenic inflammation and splenic iron deposition under hypercholesterolemia. (A) Representative 

dot plots of gating for F4/80highCD11bint KCs, F4/80lowCD11bhigh myeloid cells, and F4/80highCD11bhigh tMΦ 

in the liver (top) as well as F4/80highCD11bint RPMs and F4/80lowCD11bhigh myeloid cells in the spleen 

(bottom) 16 hours after i.v. injection of CellTracker+ stressed erythrocytes (sRBCs, red) or apoptotic 

lymphocytes (UV-T, green). Black dot plots represent cells gated on CD45+ leukocytes in the liver and 
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spleen, and the red or green dot plot overlays show CellTracker+ cells. Quantification of (B-C) the 

efferocytic index of each cell type in the liver (myeloid, T-mac and KC) or the spleen (myeloid and RPM). 

(D) mRNA expression of efferocytic and inflammatory markers in 12-week high-fat-fed WT or Ldlr
-/- mice 

treated for the last 2 weeks with subcutaneous injections of either saline or 20 mg/kg lalistat every two days. 

(E) Perl’s Prussian stain for ferric iron in the spleens of these mice (original magnification, 40x and 100x). 

(F) Iron levels and (G) ferritin levels in spleen, liver and adipose tissue of WT or saline and lalistat-treated 

Ldlr
-/- mice on a high-fat diet. The data are expressed as the mean ± SEM of 4 to 6 animals per group. 

*P<0.05 vs. saline-injected control or Ldlr
-/- mice.  

 

Figure 6. Graphical abstract. 
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Novelty and Significance 

 

What Is Known? 

 

 Macrophages accumulate a substantial amount of cholesterol following the ingestion of apoptotic cells 

(ACs). 

 

 LIPA (lysosomal acid lipase) is an endocytic enzyme that hydrolyzes cholesteryl esters into free 

cholesterol. 

 

 LIPA-deficiency causes macrophage foam cell formation and tissue inflammatory phenotypes. 

 

What New Information Does This Article Contribute? 

 

 LIPA hydrolyzes cholesteryl esters from ingested ACs, allowing efficient oxysterol production to 

transcriptionally prime macrophages for cholesterol efflux and clearance of ACs via liver X receptor 

activation. 

 

 LIPA allows 25-hydroxycholesterol generation to repurpose mitochondrial metabolism, preventing 

activation of the Nlrp3 inflammasome and Rac1-dependent phagocytic cup disassembly. 

 

 LIPA orchestrates disposal of stressed erythrocytes and apoptotic lymphocytes in vivo.  

 

Everyday, billions of dying cells are phagocytosed through efferocytosis to prevent the inflammatory 

consequences associated with the accumulation of apoptotic debris. Therefore, it has been proposed that 

defective efferocytosis impairs tissue homeostasis. Here, we found that LIPA-dependent lysosomal 

cholesterol hydrolysis is essential to maintain an efficient efferocytic response. In vivo, defective clearance 

of stressed erythrocytes and apoptotic lymphocytes after LIPA inhibition led to an enhanced inflammatory 

response, culminating in splenomegaly under hypercholesterolemia. Thus, by controlling lysosomal 

cholesterol hydrolysis, LiPA links the macrophage efferocytic response to chronic inflammation. 
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Table 1 

 

  Saline-treated Ldr-/- Lalistat-treated Ldr-/- 

Body weight (g) 24.97 ± 0.32 24.60 ± 1.02 

Epidydimal adipose tissue (mg) 563 ± 133 485 ± 98 

Spleen (mg) 109 ± 13 178 ± 37* 

Plasma cholesterol levels (mg/mL) 2.14 ± 0.26 2.18 ± 0.25 

Plasma triglyceride levels (mg/mL) 3.69 ± 0.85 4.42 ± 0.19 

Plasma ALT levels (U/L) 8.71 ± 1.24 9.77 ± 0.64 

Plasma AST levels (U/L) 16.31 ± 3.48 17.63 ± 0.31 

Plasma BUN levels (mg/dL) 13.7 ± 3.2 16.5 ± 1.5 

Plasma cystatin C levels (mg/L) 0.11 ± 0.01 0.11 ± 0.01 

Plasma iron levels (mg/L) 6.19 ± 1.77 6.49 ± 1.44 

Plasma ferritin levels (mg/L) 0.34 ± 0.03 0.34 ± 0.01 

Plasma IL-1b levels (pg/mL) ND 21.5 ± 5.9 

Splenic IL-1b content (pg/mg protein) 114 ± 29 331 ± 37* 
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Fig. 4 
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 1 

Supplement Material 

 

Reagents. Cell culture media and heat-inactivated fetal bovine serum (FBS) were from 

Invitrogen. Chemical reagents were from Sigma unless specified below. Lalistat was 
purchased from Enamine ad used as previously described.1 The antibodies were obtained as 

follows: p47phox (sc-7660), caspase-1 (sc-1780), LIPA (sc-58374) and hsp90 (sc-13119) from 

Santa Cruz Biotechnology, Tfeb (A303-673A) from Bethyl Laboratories, LC3-I/II (2775S) from 
Cell Signaling and Rac1 (610651) from BD Biosciences. Flow cytometry probes were 

obtained as follows: Bodipy-cholesterol Green and AnnexinV from Life Technologies, FAM-

Flica from AbCys Eurobio and Lysosensor Green, LysoTrackerR Deep Red, ROS (CM-

H2DCFDA), MitoSox and Fluo4-AM from Molecular Probes. 
 

Plasma content analysis. Plasma multi-analyte profiling was performed using a CobasR 

clinical chemistry analyzer (Roche Diagnostics). 
 

Plasma HDL preparation. Apo-B containing particles was precipitated from plasma by 

adding 100μL plasma to 40μL of 20% polyethyleneglycol (PEG, Sigma P-2139 in 200mM 

glycine, pH 10) solution. This mixture was incubated at room temperature for 15 minutes. 
After this incubation, the solution was centrifuged at 4,000 rpm for 20 minutes. The 

supernatant, containing HDL fractions (PEG-HDL), was removed and used for experiments 

as previously described.2.  
 

In vivo clearance of apoptotic or stressed cells. To generate apoptotic lymphocytes (ALs), 

thymi and spleens from 10- to 12- week-old C57BL/6J mice were harvested and 
mechanistically dissociated, filtered, pelleted and resuspended in DMEM medium 

supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS) (1:1 mixture). Lymphocytes were labelled 

with Cell-Tracker red (Invitrogen) according to the manufacturer’s instructions. Apoptosis was 

induced by UV radiation at 312nm for 10min and cells were maintained in culture for an 
additional 2hours. This method results in 70-90% apoptotis.2 Fluorescent ALs were washed 

twice with PBS and 6.5x107 ALs per mouse were injected intravenously as previously 

described.3 A second in vivo clearance assay used mice that were injected with stressed red 
blood cells (sRBCs) as previously described.4 Briefly, whole blood collected from C57BL/6J 

mice was pooled, centrifuged at 400g for 10min, and the buffy coat was removed. In a 

second step, RBCs were diluted in PBS and leukoreduced using an adapted Ficoll gradient 
protocol (Lymphocytes separation medium, AbCys Eurobio). Erythrocytes were labelled with 

Cell-Tracker red (Invitrogen) according to the manufacturer’s instructions. RBCs were then 

heated for 20min at 48°C under continuous shaking, generating stressed erythrocytes. 

Fluorescent sRBCs were washed twice with PBS and 400μL of sRBCs adjusted at 
approximately 16 to 17g/dL of hemoglobin level per mouse were injected intravenously. Mice 
were sacrificed 16h after injection, and the isolated liver and spleen cells were analyzed by 

flow cytometry for Cell-Tracker red labeling with up to six mice per group. At this time point, 

most sRBCs and ALs had disappeared from the circulation. The efferocytic index was 

determined by flow cyometry and calculated as the number of cells ingested per the total 
number of macrophages x 100. 

 

In vivo flow cytometry analysis. Leukocytes were collected from spleens, peritoneal 
cavities, livers and perigonadic adipose tissues. Splenocytes were extracted by pressing 

spleens through a stainless steel grid. Peritoneal leukocytes were harvested by PBS lavage. 

Liver and adipose tissue were cut in small piece and digested with 1mg/mL collagenase D 
(Roche) or collagenase A (Roche) for 30min at 37ºC, respectively. For liver preparation, and 

additional purification step was performed by Percoll gradient. Single-cell suspension was 

submitted to red blood cell lysis, filtration and centrifugation for 5min at 1,000rpm. Cell 

suspensions were stained with the appropriate antibodies for 30min on ice. The following 

antibodies were used for macrophage flow cytometric analysis: CD45 (30-F11, BD 
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Bioscience), CD64 (X54-5/7.1, BioLegend), CD11b (M1/70, BioLegend), CD115 (AFS98, 

BioLegend), CD206 (MR5D3, Bio-Rad) and F4/80 (BM8, BioLegend) using dilution 

recommended by the manufacturer. Cells were first gated using FSC/SSC characteristics, 

and doublets were excluded by comparing FSC-height and -area signals. CD45 antibody is 

used to exclude non-hematopoietic cells. Data were acquired on BD FACS Canto II 
cytometer and analysed with FlowJo (Tree Star). 

 

Histochemical analysis. Mice were sacrificed and spleen was harvested and fixed in 4% 
paraformaldehyde. Spleen was embedded in paraffin and 5µm sections were performed 

using a Microm HM340E microtome (Microm Microtech, Francheville France). Tissue iron 

distribution was visualized using the Perl’s Prussian blue staining method as previously 
described,5 and counterstained with eosin. 

 

Tissues and serum iron and ferritin contents. Spleens, livers, perigonadic adipose tissues 

and serum were analysed for non-heme iron as previously described.5 Briefly, tissues were 
weighted and digested in 3M hydrochloric acid/10% trichloroacetic acid, at 65°C for 20h. Iron 

and ferritin levels were quantified in acid extracts or serum using CobasR clinical chemistry 

kits (Roche Diagnostics). 
 

Human THP-1 macrophages and treatments. THP-1 monocytes (TIB-202, ATCC) were 

cultured in RPMI 1640 medium supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS) at 37°C in 
5% CO2. Cells were treated with 100nM PMA (Phorbol myristate acetate) for 3days to 

facilitate differentiation into macrophages. Adherent cells consisting of macrophages were 

used for experiments as described in the figure legend in absence or presence of 10μM 
lalistat during the course of the experiment. The use and concentration of different inhibitors 

are described in the figure legends. Where indicated, macrophages were incubated for the 
indicated period of time with 2.5% plasma, 2.5% PEG-HDL, 50ng/mL lipopolysaccharides 

(LPS, Escherichia coli 0111:B4, Sigma), 20ng/mL IL-4 or apoptotic Jurkat cells (see below). 

In some experiments, macrophages were incubated with 5 μM 25-hydroxycholesterol 

(25OHC), 3 μM LXR agonist (TO901317), 5μM 27-hydroxycholesterol (27OHC), 25 nM CP-
4567773, 10 mM Dimethyl Malonate (DMM), 1 μM 3-nitropropionic acid (3-NPA), 1μM 

rotenone, 150 nM cell membrane-permeant derivative of nictotinic acid adenine dinucleotide 

phosphate (NAADP-AM), 20 μM Mucolipin TRP channel 1 agonist (ML-SA1), 100 μM 2-
aminoethyl diphenylborinate (2-ABP) or 50 μM NSC23766 after incubation of the cells with 

apoptotic Jurkat cells for 30 minutes (see below). RNA interference to suppress CH25H 

expression was obtained from GE Dharmacon (On-Targetplus Smartpool siRNA) and 
deliverd into cells using lipofectamine 2000 as previously described in macrophages.2 Stable 

LIPA overexpressing THP-1 macrophages and control cells were generated after 

electroporation of a neomycin resistant pCDN3.3 vector containing human LIPA gene. One 
out of 7 clones was selected for further analysis based on LIPA expression and activity.  

 

Isolation of mouse peritoneal macrophages. Peritoneal macrophage cells were harvested 

from WT mice 3 days after receiving an i.p injection of thioglycollate and plated in 10% FBS 
in DMEM media. After a 1-hour incubation at 37°C, non-adherent cells were removed and 

adherent cells consisting of macrophages were used for experiment as described in the 

figure legend. In some experiments, caspase 1 deficient macrophages were used 
(B6N.129S2-Casp1tm1Flv/J from Jax). 

 

Lipa and Nlrp3 deficient macrophages. Lipa bone marrow cells and immortalized Nlrp3-/- 

bone marrow cells were kindly provided by Dr. Kratky (Medical University of Gratz, Austria) 
and Dr. Stelhik (Feinberg School of Medicine, Northwestern University), respectively. Bone-

marrow-derived macrophages were cultured in 10% FBS in DMEM media supplemented with 

macrophage-colony stimulating factor (M-CSF; 20ng/mL; R&D Systems) for 5-10 days before 
the experiment.2 
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Gpr78 overexpressing macrophages. GRP78 adenoviruses were kindly provided by Dr. 

Foufelle (Inserm UMRS 1138, Centre de Recherche des Cordeliers). Adenoviruses were 

amplified in HEK 293 cells and purified on a cesium chloride gradient. THP-1 macrophages 
were infected at 10 Multiplicity of Infection 48 hours before the start of the experiment. 

 

In Vitro Efferocytosis experiments. Efferocytosis experiments were performed as 
previously described.2 Briefly, apoptosis of Jurkat T cells (TIB-152, ATCC) was induced by 

UV radiation at 312nm for 10min and maintained in culture for 2hours before incubation with 

macrophages (ratio 5:1) for 30min. For measurement of uptake of apoptotic Jurkat T cells 

into macrophages, Jurkat T cells were prelabeled with Cell-Tracker red (invitrogen) according 
to the manufacturer’s instructions. The efferocytic index was determined by flow cytometry 

and calculated as the number of cells ingested per the total number of macrophages x 100. 

In some experiments, PI was confirmed by microscopy from at least three separate fields 
(containing ~1,000 cells) from triplicate wells.  

 

Efferocyte cholesterol efflux. Jurkat cells were cultured for 24h in 10%FBS in RPMI 

containing 1 Ci/mL [3H]-cholesterol. Apoptosis of [3H]-cholesterol labelled Jurkat cells was 

next induced and cells were incubated with human THP-1 macrophages as described above. 

After 3 extensive washes and an equilibration period of 15min, cholesterol efflux was 

performed for the indicated period of time in 0.2% BSA RPMI containing 25μg/mL apoA-I or 
25μg/mL PEG-HDL. The cholesterol efflux was expressed as the percentage of the 

radioactivity released from the cells in the medium relative to the total radioactivity in cells 

plus medium. 
 

Intracellular isotopic cholesterol distribution. A sucrose gradient was prepared by 

layering 1.98mL of 1.1M sucrose, 1.72mL of 0.88M sucrose, and 1.72mL of 0.58M sucrose in 

a 6.3mL centrifuge tube. Human THP-1 macrophages (25x106 cells) incubated for 1hour with 
[3H]-cholesterol labelled apoptotic Jurkat cells (see protocol above) were collected and 

homogenized in 2.633mL of low-ionic strength buffer (10mM TrisHCl pH 7.5, 0.5mM MgCl2, 

1mM Phenyl Methane Sulfonyl Fluorid, 100U/mL aprotinin). The homogenates were then 
made isotonic by the addition of 0.527mL of low-ionic strength buffer (1.46M sucrose, 0.3M 

KCl, 6mM β-Mercapto-Ethanol, 49 M CaCl2, 10mM TrisHCl pH 7.5) and then centrifuged at 

10,000g for 15 min at 4°C. The supernatant was divided into two equal portions loaded onto 
two sucrose density gradient tubes, and centrifuged at 100,000g for 2 hours at 4 °C. This 

procedure resulted in visible bands at each of the four interfaces plus a pellet as previously 

described.6 The pellet, which was enriched in endoplasmic reticulum was washed twice and 

then resuspended in 150 l of Buffer A (0.25mM sucrose, 0.15M KCl, 3mM β-Mercapto-

Ethanol, 20 M CaCl2, 10mM Tris HCl pH 7.5). The radioactivity was quantified in the five 

fractions collected and expressed as the percentage of the radioactivity ingested. 

 
Thin-Layer Chromatography (TLC)- Total lipid content was extracted according to the 

method of Bligh and Dyer. The organic phase containing lipids including the [3H]-cholesterol 

was collected, evaporated under nitrogen flux and resuspended in 50μL isopropranol. The 
total amount of extracted lipids was dropped on silica gel POLYGRAM precoated TLC 

sheets (Sigma). Separation of [3H]-free cholesterol (FC) and [3H]-cholesteryl esters (CE) 
was achieved in hexane/diethylether/formic acid (80:20:1, v/v/v) running buffer. The 

radioactivity was quantified and expressed as the percentage of the radioactivity ingested. 

 

Impedance reading of protrusion dynamics. Electric cell-substrate impedance sensing 
(ECIS) analyser (Applied BioPhysics) was used for real time analysis of morphological 

changes of intact cells and analysis was performed by ECIS platform (Acquire Innovation). 

Briefly, human THP-1 monocytes were seeded at 5x105 cells/well in ECIS plates containing 
gold film electrodes before differentiation into macrophages. After incubation with apoptotic 

Jurkat cells (2.5x106 cells/mL), the frequency dependent electrical impedance was measured 
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in cell-covered electrodes subject to an alternate small electric current. Results were 

expressed as Ohm normalized to baseline immediately after impedance recordings 

 
Cellular respiration Assays. XPF extracellular flux analyzer (Seahorse Biosciences) was 

used for real time analysis of the Oxygen Consumption Rate (OCR) of intact cells according 

to manufacturer’s instructions. Briefly, macrophages were seeded at 5x105 cells/well in XPF 
plates. After incubation with apoptotic Jurkat cells (2.5x106 cells/mL), efferocytes were 

treated according to manufacturer’s instructions to determine mitochondrial respiration. 

Results were normalized to the actual cell count immediately after OCR recordings 

 
Lipa activity measurement. LIPA activity was performed as previously described.7 Briefly, 

cells were homogenized in 10mM Tris pH8, 50 mM NaCl, 1% Triton X100 buffer containing 

proteases inhibitors. Protein concentration in cell lysates was determined using a BCA 

dosage kit (Pearce). A mixture of cell lysate (50 g of protein) was incubated for 30 minutes 

at 37°C with 250μM of 4-MethylUmbelliferyl Oleate (4-MUO, Sigma) reconstituted in 200mM 

sodium acetate solution pH 5. To stop the reaction, 1M Tris pH 8 (100 L) was added, and 

fluorescence intensity was measured. 

 
Rac1 activity assay. Rac1 activity was determined by performing a pull-down of Rac1-GTP 

(PR-962, Jena Bioscience) according to manufacturer’s instructions. 

 
Mitochondrial calcium content. We carried out mitochondrial calcium measurements as 

previously described,8 with minor modifications. Briefly, THP-1 macrophages were loaded 

with 5 μM of the calcium probe Fluo4-AM for 30 minutes at 37°C before the start of the 
efferocytosis experiments. At the end of the experiment, cells were treated for 10 minutes 

with 2 μM carbonyl cyanide 3-chlorophenylhydrazone (CCCP), a mitochondrial uncoupler to 
release mitochondrial calcium and cellular calcium was determined by flow cytometry. 

Mitochondrial calcium content was calculated as the difference in mean fluorescence 
intensity between conditions treated with or without CCCP. 

 

Cellular lipid content. Total lipids were extracted with chloroform/methanol from total cell 
lysates. Cholesterol or triglyceride mass in cells was determined using colorimetric kits 

(Wako Chemicals). 

 

Directed lipidomic assays. Lipidomic analyses were performed with mass spectrometry by 
Biocrate Life Sciences using AbsoluteIDQR p180-oxysterol assay kit. Briefly, Metabolites 

from sterol pathway (sterol precursors : lanosterol, 24-dihydrolanosterol, 7-

dehydrocholesterol and desmosterol); toxic sterols : alpha triol (cholesterol-3beta, 5alpha, 
6beta-triol), alpha epox (cholesterol-5alpha, 6alpha-epoxide), 7alpha-hydroxycholesterol and 

7-ketocholesterol; oxysterols : 24S-, 4β-, 25- and 27-hydroxy(OH)cholesterol) were analyzed 
in human THP-1 efferocytes as indicated in the figure legends. Sterols were extracted 

according to manufacturer’s instructions and analyzed by reversed phase liquid 

chromatography-mass spectrometry (LC-ECI-MS/MS) to realize liquid chromatography 
separation, and thus individual quantification of isobaric sterols. The most selective detection 

was performed in positive MRM detection mode using a SCIEX 4000QTrap tandem mass 

spectrometry instrument (Applied Biosystems). Data were quantified with Analyst software. 
 

Secretion analysis- Secretion levels of IL1- , IL-18, Cathepsin D, Cathepsin B and 

Cathepsin K in human THP-1 macrophages were measured using enzyme-linked 

immunoabsorbent assay (ELISA) (R&D systems and RayBiotech, Inc.).  
 

In vitro flow cytometry assays. Cells were harvested after trypsin or 5mM EDTA treatment 

of adherent cells and stained for flow cytometry during 30min at 4°C with labeled antibodies 
as previously described.9 Briefly, most of the staining were performed on live cells but for 

staining performed on fixed cells, one additional step of permeabilization and fixation was 
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added prior of staining using BD Cytofix/Cytoperm (BD Biosciences) according to 

manufacturer instructions. Flow cytometry analysis was performed on BD FACS Canto II (BD 

Biosciences) and analysed with FlowJo (Tree Star). All antibodies were from Biolegend and 
BD Bioscience and gating strategies are depicted in the Figures. All conditions were 

performed in triplicates with at least n=3 experiments. Cellular cholesterol content was 

quantified using the Bodipy-cholesterol probe (Life Technologies), lysosomal content and 
acidification using the LysoTrackerR Deep Red and Lysosensor Green probes (Molecular 

Probes), Ros production using the CM-H2DCFDA probe (Molecular Probes) and caspase-1 

activation was monitored in live cells using the FAM-FLICA assay with the flurosescent FAM-

YVAD-FMK probe (Fluorescent Labeled Inhibitor of Caspases) (AbCys Eurobio) according to 
manufacturer’s instructions.  

 

Transmission Electronic Microscopy. Cells were observed with transmission electron 
microscopy (TEM) for ultrastructural analysis. Cells were fixed in a 1.6 % glutataraldehyde 

solution in 0.1 M sodium phosphate buffer at room temperature (RT) and stored overnight at 

4°C. After three rinsing in 0.1 M cacodylate buffer (15 min each), cells were postfixed in a 1 
% osmium tetroxide and 1 % potassium ferrocyanide solution in 0.1 M cacodylate buffer for 1 

hour at RT. Cells were subsequently dehydrated in a series of acetone baths (90 %, 100% 

three times, 15 min each) and progressively embedded in Epon 812 resin (acetone / resin 

1:1, 100 % resin two times, 2 hours for each bath). Resin blocs were finally left to harden in a 
60 °C oven for 2 days. Ultrathin sections (70 nm) were obtained with a Reichert Ultracut S 

ultramicrotome equipped with a Drukker International diamond knife and collected on 200 

mesh copper grids. Sections were stained with lead citrate and uranyl acetate. TEM 
observations were performed with a JEOL JEM-1400 transmission electron microscope, 

equipped with a Morada camera, at a 100 kV acceleration voltage. For analysis of cell 

adhesive/contact properties, digitized images acquired by TEM were analyzed with ImageJ 

and data were expressed as percentage of cell contact. 
 

Immunohistochemistry. Human THP-1 macrophages were cultured on coverslips and 

incubated with the different preparations described below. Cells were then fixed with 4% 
paraformaldehyde (Sigma) for 15 min at 4°C. Unspecific staining was avoided with a blocking 

step in PBS 0.1% Triton X100 1% BSA. The coverslips were mounted using Mowiol 

(Calbiochem) and visualized with a Axioskop 2 FS MOT upright confocal microscope (Nikon 
1AR+). Images were obtained by implementing z-scanning, enhanced for publication 

purposes and analyzed using the ImageJ software as previously described.2 3D 

reconstruction from confocal Z-stack images was also generated. At least three separate 

fields from triplicate wells for each treatment condition were randomly analyzed. 

- Bodipy-cholesterol diffusion. UV-induced apoptotic Jurkat cells were stained with 5 M 

Bopidy-cholesterol for 30min and incubated with THP-1 macrophages for an additional 30min.  

Then, cells were stained with LysoTrackerR Deep Red during 30 minutes at 37°C, as 
recommended by the manufacturer (Molecular Probes). Cells were washed several times 

and fixed in 4% formaldehyde solution. Slides were counterstained with DAPI (Sigma). For 

the quantification of Bopidy-cholesterol in phagolysosome, the mean gray intensity of Bopidy-

cholesterol was divided by the mean gray intensity of LysoTrackerR Deep Red. 
- Lysosome acidification. UV-induced apoptotic Jurkat cells were incubated with THP-1 

macrophages for 30min as described above and after several washes, 1 M LysoSensor 

Green was added to cell medium for an additional 30min at 37°C as recommended by the 
manufacturer’s instructions. Cells were washed several times and fixed in 4% formaldehyde 

solution. Nuclei were counter-stained by addition of DAPI (Sigma). Quantification of 

LysoSensor Green intensity was performed using the ImageJ software and expressed as 
mean LysoSensor intensity.  

- p47phox clustering. Human THP-1 macrophages were incubated with apoptotic Jurkat cells 

for 30min as described above. Cells were then fixed with 4% paraformaldehyde for 15 min at 

4°C and permeabilized with 0.5% Triton for 5min before overnight immunostaining with 
p47phox antibody as previously described.2 For the quantification of p47phox in phagolysosome, 
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the mean gray intensity of p47phox was divided by the mean gray contrast of apoptotic Jurkat 

cells. 

- Membrane ruffling. UV-induced apoptotic Jurkat cells were stained with LysoTracker Deep 
Red for 30min and incubated with THP-1 macrophages for an additional 30min. Then, cells 

were kept in culture for an additional 30min and washed several times before staining. THP-1 

efferocytes were immunostained overnight with Rac1 antibody (Clone 610651, BD 
Biosciences) in PBS 0,1% Triton X-100, 1% BSA. F-actin was stained with Texas Red-X 

Phalloidin as recommended by the manufacturer (ThermoScientific). Slides were 

counterstained with DAPI (Sigma). 

 
Western Blotting. The expression of caspase-1, Nlrp3, Tfeb, LC3-I/II, Rac-1 and LIPA were 

measured in human THP-1 macrophages or in the cell and supernatant of bone marrow 

derived macrophages by Western blot analysis. Briefly, cell extracts were electrophoresed on 

4-20% gradient SDS-PAGE gels and transferred to 0.22-μm nitrocellulose membranes. The 

membrane was blocked in Tris-buffered saline, 0.1% Tween20 containing 5%(w/v) nonfat 
milk (TBST-nfm) at room temperature (RT) for 1h and then incubated with the primary 

antibody in TBST-nfm at RT for 4h, followed by incubation with the appropriate secondary 

antibody coupled to horseradish peroxidase. Proteins were detected by ECL 
chemiluminescence (Pierce). References for primary antibodies are provided in the 

‘Materials’ section. Intensity of each protein strips was quantified using Image J software.  

 
RNA analysis. Total RNA extraction, cDNA synthesis and real-time PCR were performed as 

described previously.2 m36B4 RNA expression was used to account for variability in the 

initial quantities of mRNA.  

 
Statistical analysis 

Data are shown as mean ± SEM. Statistical significance was performed using two-tailed 

parametric student’s t test or by one-way analysis of variance (ANOVA, 4-group 
comparisons) with a Bonferroni multiple comparison post-test according to the dataset 

(GraphPad software, San Diego, CA). Results were considered as statistically significant 

when P<0.05. 
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Supplemental Figure I. Defective lysosomal cholesterol hydrolysis promotes 

lysosomal cholesterol accumulation during efferocytosis. (A) Lysosomal acid lipase 

(LIPA) mRNA expression (normalized to m36B4) was determined by real-time polymerase 
chain reaction (PCR) in human THP-1 macrophages after LIPA knockdown (using lentiviral 

ShRNA particles or siRNA) or after LIPA inhibition achieved with 10 μM lalistat. (B, upper 
panel) Immunoblot of LIPA from control and LIPA-overexpressing THP-1 macrophages (LIPA 

Ovex) generated by lentiviral transfection. LIPA Ovex THP-1 macrophage clone #2 was 

selected for further analysis. (B, lower panel) LIPA activity from control, lalistat-treated and 
LIPA-overexpressing (clone #2) THP-1 macrophages. Enzymatic activity (normalized to 

control DMSO) was quantified at acidic pH at 37°C after the reaction was initiated by adding 

250 μM 4MUO substrate and monitored for 30 minutes. (C) WT and Lipa deficient bone 
marrow-derived macrophages were incubated for the indicated times in the presence or 

absence of 10 μM lalistat together with Cell-Tracker Deep Red-prelabeled apoptotic Jurkat 
cells, and the efferocytic index was quantified by flow cytometry. (D) WT and Lipa deficient 

bone marrow-derived macrophages incubated in the presence or absence of 10 μM lalistat 

were stimulated with apoptotic Jurkat cells for the indicated times. BODIPY staining was 
quantified by flow cytometry. (E) Control and LIPA-overexpressing THP-1 efferocytes, 

cultured for 1 hour after the ingestion of [3H]-cholesterol-prelabeled apoptotic Jurkat cells, 

were fractionated by sucrose step gradient, and fractions were assayed for [3H]-cholesterol 
incorporation as described in the Methods section. (F) Quantification of [3H]-free cholesterol 

(FC) and cholesteryl ester (CE) incorporation by thin-layer chromatography (TLC) in high-

density membrane (HDM) containing lysosomes, plasma membrane (PM) and endoplasmic 
reticulum (ER) of control or lalistat-treated THP-1 efferocytes 1 hour after the ingestion of 

[3H]-cholesterol-prelabeled apoptotic Jurkat cells. (G) Representative images of transmission 

electron microscopy of control or lalistat-treated THP-1 macrophages (eight to ten different 

transmission electron microscopy images from individual cells with over four hundred 
lysosomes were analyzed per condition) showing higher lysosome numbers with similar 

structures (left panels). Lysosomal membrane structure including ‘onion-ring’ or ‘whorl-

shaped’ phospholipid-rich lysosomes is shown in control cells (upper right panels) and 
cholesterol crystal-containing lysosomes is shown in lalistat-treated cells (lower right panel; 1 

identified among more than 400 visualized lysosomes) (scale bar, 5 and 1 μm). (H) Control, 
lalistat-treated and LIPA Ovex THP-1 macrophages were stimulated with BODIPY green-

prelabeled apoptotic Jurkat cells for 30 minutes. The cells were counterstained with 

LysoTrackerR Deep Red (phagolysosome staining) and DAPI (nuclear staining), and 
representative confocal images (magnification 80x and 160x) are depicted (eight to ten 

different confocal images were analyzed per condition from experiments performed in 

triplicate). The data represent the averages ± SEM of at least three independent experiments. 
*P<0.05 vs. controls. 

 

Supplemental Figure II. Defective lysosomal cholesterol hydrolysis does not initiate 

phagolysosome dysfunction but promotes lysosomal biogenesis after efferocytosis to 
prevent cell from apoptosis. (A) Representative immunoblots of LC3I/II and phospho-Tfeb 

from control or LIPA overexpressing (Ovex) THP-1 macrophages incubated for 30 minutes 

with apoptotic Jurkat cells and cultured for various times. (B) Visualization of the 
phagolysosome (gray contrast) surrounding p47phox staining after performing 3D 

reconstruction from confocal Z-stack images of an ingested apoptotic cell. Quantification of 

p47phox in phagolysosomes 1 hour post-efferocytosis was performed as described in the 

Methods section with the use of ImageJ software. (C) Confocal analysis of LysoSensor-
stained (green) control or lalistat-treated THP-1 macrophages exposed to apoptotic Jurkat 

cells for 1 hour. Cells were counterstained with DAPI (nuclear staining). The quantification of 

LysoSensor fluorescence intensity was performed as described in the Methods section with 
the use of ImageJ software. (D) The lysosomal acidification of control, lalistat-treated or 

LIPA-Ovex THP-1 efferocytes was analyzed by flow cytometry with the fluorescent 

LysoSensor probe at the indicated time points and was expressed as the mean fluorescence 
intensity (MFI). (E) Flow cytometry analysis of fluorescent LysoTrackerR Deep Red at the 
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indicated time points and expressed as the mean fluorescence intensity (MFI) in control, 

lalistat-treated or LIPA-Ovex efferocytes. (F). The percentage of apoptosis was determined 

using the Annexin V probe by flow cytometry in THP-1 macrophages after LIPA knockdown 

(using lentiviral ShRNA particles or siRNA), LIPA inhibition (10 μM lalistat treatment) or LIPA 
overexpression (Ovex) and exposure to apoptotic cells for 16 hours. The data are given as 

the mean ± SEM from three independent experiments. *P<0.05 vs. controls. 

 

Supplemental Figure III. Defective lysosomal cholesterol hydrolysis activates the 
NLRP3 inflammasome and promotes Rac1-dependent phagocytic cup disassembly. 

(A) Cathepsin K secretion levels from control or lalistat-treated THP-1 efferocytes cultured for 

the indicated times after the ingestion of apoptotic cells were measured and expressed in 

pmol/L. (B) IL-1β secretion levels (expressed in pg/mL) from control or lalistat-treated murine 

thyoglycollate-elicited peritoneal macrophages cultured for 16 hours after the ingestion of 

apoptotic cells. (C) IL-1β secretion levels from control or LIPA overexpressing (Ovex) THP-1 
efferocytes cultured for the indicated times after the ingestion of apoptotic cells were 

measured and expressed in pg/mL. (D) Caspase-1 activity determined by flow cytometry with 

the FAM-FLICA assay kit in control and lalistat-treated THP-1 efferocytes cultured for 16 

hours after the ingestion of apoptotic cells in the presence or absence of 25 nM of the Nlrp3 
inflammasome inhibitor (CP-456773). The data are expressed as the mean fluorescence 

intensity (MFI). (E) IL-1β secretion levels from control and immortalized Nlrp3-/- bone marrow-

derived macrophages incubated in the presence or absence of 10 μM lalistat and cultured for 
an additional 16 hours after the ingestion of apoptotic Jurkat cells. (F) Treatment of control 

and Nlrp3-/- bone marrow-derived efferocytes in the presence or absence of 10 μM lalistat 
and cultured for 16 hours. Caspase-1 cleavage was quantified by Western blot. (G) Control 

and lalistat-treated thyoglycollate-elicited peritoneal macrophages isolated from WT or 
caspase 1 deficient mice were incubated in the presence or absence of 25 nM Nlrp3 

inflammasome inhibitor (CP456773) together with Cell-Tracker Red-prelabeled apoptotic 

Jurkat cells, and the efferocytic index was quantified by flow cytometry 16 hours later. (H) 

Representative transmission electron microscopy images of control or lalistat-treated THP-1 

efferocytes showing membrane structure (scale bar, 20 μm). (I) THP-1 macrophages 

incubated in the presence or absence of 10 μM lalistat were stimulated with cell tracker Deep 

Red-prelabeled apoptotic Jurkat cells for 30 minutes. After an additional culture period, the 
cells were counterstained with Rac1 (green), F-actin (red) and DAPI (nuclear staining); 

representative confocal images are depicted (eight to ten different confocal images were 

analyzed per condition from experiments performed in triplicate). The results are expressed 
as the mean ± SEM of at least two experiments performed in triplicate. *P<0.05 vs. controls. 

 

Supplemental Figure IV. Impaired mitochondrial metabolic repurposing but not 

lysosomal calcium release is the culprit of the inflammasome activation after LIPA 
inhibition. (A) Oxygen consumption rate (OCR) recordings of control or lalistat-treated THP-

1 macrophages incubated with apoptotic Jurkat cells for the indicated times. The OCR of 

apoptotic Jurkat cells was also recorded. (B) OCR of control or lalistat-treated thyoglycollate-
elicited murine peritoneal macrophages in presence or absence of apoptotic Jurkat cells and 

in Lipa deficient efferocytes. (C-D) mRNA expression of Ucp-2 and Hmox1 in control or 

lalistat-treated THP-1 efferocytes at the indicated time points. The expression of mRNA was 
normalized to m36B4 and expressed in arbitrary units (a.u.). (E) Caspase-1 activity 

determined by flow cytometry with the FAM-FLICA assay kit in control and lalistat-treated 

THP-1 efferocytes cultured for 3 hours after ingestion of apoptotic cells in the presence or 

absence of 150 nM of the cell membrane-permeant derivative of nictotinic acid adenine 

dinucleotide phosphate (NAADP-AM), 20 μM of the lysosomal Mucolipin TRP channel 1 

agonist (ML-SA1) that release calcium from the acidic compartment or 10 μM of 2-aminoethyl 

diphenylborinate (2-APB), a membrane permeable IP3 receptor modulator that stimulates 

store-operated calcium release at 10 μM concentration. Data are expressed as mean 

fluorescence intensity (MFI). (F) IL-1β secretion levels in these cells at the end of the 
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incubation period.  The results are expressed as the mean ± SEM of at least two 

independent experiments performed in triplicate. *P<0.05 vs. controls. 

 
Supplemental Figure V. LIPA favors the generation of 25-OHC during efferocytosis to 

down-regulate the expression of cholesterol biosynthesis genes and prevent 

activation of the inflammasome. Effect of LIPA inhibition on (A) sterol precursors 
(lanosterol, 24-dihydrolanosterol, 7-dehydrocholesterol and desmosterol) and (B) toxic 

sterols (alpha-triol (cholesterane-3beta,5alpha,6beta-triol), alpha-epox (cholesterol-5alpha, 

6alpha-epoxide), 7alpha-hydroxycholesterol and 7-ketocholesterol) determined by liquid 

chromatography-mass spectrometry (LC-MS) in THP-1 macrophages 3 hours post-
efferocytosis. (B) mRNA expression of oxysterol-producing enzymes in THP-1 macrophages 

3 hours post-efferocytosis. (D-E) Transcript levels of endoplasmic cholesterol biosynthesis 

genes (Srebf2 and Hmgcr) in control or lalistat-treated THP-1 efferocytes at the indicated 
time points. Quantified transcript levels (normalized to m36B4) are expressed in arbitrary 

units (a.u.). (F) WT and Lipa deficient murine efferocytes were incubated in the presence or 

absence of 5 μM 25-hydroxycholesterol (25-OHC) and the efferocytic index was quantified 
by flow cytometry 16 hours later. (G) LIPA-overexpressing (Ovex) THP-1 macrophages 

treated with scrambled or Ch25h SiRNA were incubated for 30 minutes with apoptotic Jurkat 
cells, extensively washed, and cultured for an additional 16 hours. Ch25h mRNA expression, 

normalized to m36B4, was expressed in arbitrary units (a.u.) and IL-1β secretion levels were 
expressed in pg/mL. The results are expressed as the mean ± SEM of two to five 

independent experiments performed in triplicate. *P<0.05 vs. controls. #P<0.05 treatment 

effect. 
  

Supplemental Figure VI. LIPA induces liver X receptor (LXR) activation during 

efferocytosis. (A-B) THP-1 macrophages were incubated for the indicated times in the 

presence or absence of 10 μM lalistat together with apoptotic Jurkat cells, and the transcript 

levels of Abca1 and Abcg1 (normalized to m36B4) were determined by real-time polymerase 
chain reaction (PCR; n=3). (C-D) THP-1 macrophages were incubated for 30 minutes in the 

presence or absence of 10 μM lalistat together with [3H]-cholesterol-prelabeled apoptotic 
Jurkat cells. Then, apoA-I or polyethylene glycol (PEG)-HDL was added as an acceptor and 

incubated for 6 or 24 hours before the media and cells were collected for isotopic cholesterol 

efflux analysis. (E) Control and LIPA Ovex THP-1 macrophages were incubated in the 
presence or absence of apoptotic Jurkat cells for 30 minutes, extensively washed, and 

cultured for an additional 24 hours. At the end of the incubation, Abca1, Abcg1 and MertK 

transcript levels (normalized to m36B4) were quantified and expressed in arbitrary units (a.u). 
(F) Control and LIPA Ovex THP-1 macrophages were incubated for 30 minutes with [3H]-

cholesterol-prelabeled apoptotic Jurkat cells. After an equilibration period, polyethylene 

glycol (PEG)-HDL was added as an acceptor and incubated for 6 or 24 hours before the 
media and cells were collected for isotopic cholesterol efflux analysis. (G) mRNA expression 

of LXR target genes (Abca1 and Abcg1) in control or lalistat-treated THP-1 macrophages 24 

hours  after efferocytosis in the presence or absence of 3 μM LXR agonist (TO901317). The 
expression of mRNA was normalized to m36B4 and expressed in arbitrary units (a.u). (H) 

THP-1 macrophages were incubated for 30 minutes in the presence or absence of 10 μM 

lalistat or 3 μM LXR agonist (TO901317) together with [3H]-cholesterol-prelabeled apoptotic 
Jurkat cells. Then, polyethylene glycol (PEG)-HDL was added as an acceptor and incubated 

for 24 hours before the media and cells were collected for isotopic cholesterol efflux analysis. 
The data are given as the mean ± SEM from three independent experiments. *P<0.05 vs. 

controls. #P<0.05 treatment effect.  

 

Supplemental Figure VII. Targeted gene expression profiling of LIPA and related 
lysosomal and efferocytic functions in tissue-resident immune cells and effects of 

LIPA inhibition on the efferocytosis of stressed erythrocytes and apoptotic 

lymphocytes. (A) Heat map of LIPA, lysosomal and efferocytic functions, LXR target genes, 
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heme/iron metabolism and inflammasome markers in various hematopoietic, lymphoid and 

myeloid cell populations generated from a publicly available Immgen dataset. (B) 

Representative dot plots showing the uptake of CellTracker+ stressed erythrocytes (sRBCs, 
red) or apoptotic lymphocytes (UV-T, green) in the liver (top) and spleen (bottom) 16 hours 

after i.v. injection. (C-D) Quantification of the percentage of efferocytic cells of each cell type 

in the liver (myeloid, T-mac and KC) or the spleen (myeloid and RPM). The results are 
expressed as the mean ± SEM of 4 to 6 animals per group. *P<0.05 vs. saline-injected 

control mice. 

 

Supplemental Figure VIII. Inhibition of lysosomal lipid hydrolysis promotes pathogenic 
tissue-resident macrophage expansion and lysosomal dysfunction. (A) Representative 

dot plots of tissue-resident macrophages (F4/80+CD64+ splenic RPMs, liver KCs and adipose 

tissue ATMs and F4/80+CD115+ peritoneal PCMs) by flow cytometry from 12-week high-fat-
fed WT or Ldlr-/- mice treated for the last 2 weeks with subcutaneous injections of either 

saline or 20 mg/kg lalistat every two days. (B) Quantification of tissue-resident macrophages 

expressed as a percentage of whole tissue. (C) Representative histograms and quantification 
of CD206 cell surface expression in splenic RPMs by flow cytometry and expressed as the 

mean fluorescence intensity (MFI). (D) Lysosomal content and acidification in tissue-resident 

macrophages quantified by flow cytometry using LysoTrackerR Deep Red and LysoSensor 

Green, respectively, and expressed as the mean fluorescence intensity (MFI). The results 
expressed as are the mean ± SEM from 4 to 6 animals per group. *P<0.05 vs. saline injected 

Ldlr
-/- mice. 
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Supplemental Figure I.  
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Supplemental Figure II. 
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Supplemental Figure III. 

 
 

   

0 

5 

10 

15 

0 6 12 18 24 

C
a
th

e
p
s
in

 K
 (

p
m

o
l/
L
) 

Time post efferocytosis (hours) 

Control 
Lalistat 

0 

10 

20 

30 

40 

50 

60 

70 

F
A

M
-F

lic
a
 (

x
1
0

3
 M

F
I)

 * 
NS 

Basal CP-456773 

Control 
Lalistat 

Efferocytes 

0 

2 

4 

6 

8 

10 

IL
-1
β 

s
e
c
re

ti
o
n
 (

p
g
/m

L
) 

* 
NS 

Control 
Lalistat 

WT Nlrp3-/- 

Efferocytes 

A 

C 

F 

DAPI 
Rac1 

C
o
n
tr

o
l 

DAPI 
F-actin 

DAPI 
Rac1 

F-actin 

β-actin 

Nlrp3 

p45 

p20 

WT Nlrp3-/- WT Nlrp3-/- 

Control Lalistat 

x1.8 

0 

20 

40 

60 

80 

0 6 12 18 24 

IL
-1
β 

s
e
c
re

ti
o
n
 (

p
g
/m

L
) 

Time post efferocytosis (hours) 

Control 

Lipa Ovex * 

* 

I 

E 

L
a
ls

ta
t 

DAPI 
Rac1 

DAPI 
F-actin 

DAPI 
Rac1 

F-actin Cell Tracker 

Cell Tracker 

0 

5 

10 

15 

20 

25 

M
e
a
n
 p

h
a
g
o
ly

s
o
s
o
m

e
 R

a
c
1
 

Lalistat 
Control 

* 

C
o
n
tr

o
l 

L
a
lis

ta
t 

H 

D 

G 

B 

0 

10 

20 

30 

40 

50 

E
ff
e
ro

c
y
ti
c
 i
n
d
e
x
 

Basal CP-456773 

Control 
Lalistat 

Cas1-/- 

* 

NS 

NS 

0 

40 

80 

120 

IL
1
β 

s
e
c
re

ti
o
n
 (

p
g
/m

L
) 

* Control, post efferocytosis 
Lalistat, post efferocytosis 



 12 

Supplemental Figure IV. 
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Supplemental Figure V. 
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Supplemental Figure VI. 
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Supplemental Figure VII. 
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Supplemental Figure VIII. 
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manuscript, and if an item is not adhered to, an explanation should be provided. If this information (checklist
items and/or explanations) cannot be included in the main manuscript because of space limitations, please include it
in an online supplement. If the manuscript is accepted, this checklist will be published as an online supplement. See
the explanatory editorial for further information.

This study involves use of animal models:

Yes

Study Design

The experimental group(s) have been clearly defined in the article, including number of animals in
each experimental arm of the study.

Yes

An overall study timeline is provided. Yes

The protocol was prospectively written Yes

The primary and secondary endpoints are specified Yes

For primary endpoints, a description is provided as to how the type I error multiplicity issue was
addressed (e.g., correction for multiple comparisons was or was not used and why). (Note: correction
for multiple comparisons is not necessary if the study was exploratory or hypothesis-generating in
nature).

Yes

A description of the control group is provided including whether it matched the treated groups. Yes

Inclusion and Exclusion criteria

Inclusion and exclusion criteria for enrollment into the study were defined and are reported in the
manuscript.

N/A

These criteria were set a priori (before commencing the study). N/A

Randomizat ion

Animals were randomly assigned to the experimental groups. If random assignment was not used,
adequate explanation has been provided.

Yes

Type and methods of randomization have been described. Yes

Allocation concealment was used. N/A

Methods used for allocation concealment have been reported. N/A

Blinding

Blinding procedures with regard to masking of group/treatment assignment from the experimenter
were used and are described. The rationale for nonblinding of the experimenter has been provided,
if such was not performed.

Yes

Blinding procedures with regard to masking of group assignment during outcome assessment were
used and are described.

Yes

If blinding was not performed, the rationale for nonblinding of the person(s) analyzing outcome has
been provided.

N/A

Sample size and power calculat ions

Formal sample size and power calculations were conducted before commencing the study based
on a priori determined outcome(s) and treatment effect(s), and the data are reported.

Yes

If formal sample size and power calculation was not conducted, a rationale has been provided. N/A

Data Report ing
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Baseline characteristics (species, sex, age, strain, chow, bedding, and source) of animals are
reported.

Yes

The number of animals in each group that were randomized, tested, and excluded and that died is
reported. If the experimentation involves repeated measurements, the number of animals assessed
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Projet 3 
 

Caractérisation de nouvelles mutations somatiques du gène ABCA1 
dans la leucémie myélomonocytaire chronique :  

lien entre le métabolisme du cholestérol et la production de cellules myéloïdes. 
 

RESULTATS PRELIMINAIRES 
 

INTRODUCTION  
 

Les cancers du sang et de la moelle osseuse, ou leucémies, sont encore aujourd’hui 

un enjeu de santé publique. En effet les cancers du sang représentent environ 10% des 

cancers en France en 2012. Malgré la découverte de nouveaux traitement comme l’imatinib 

et les inhibiteurs de tyrosine kinase qui ont révolutionné le traitement de la leucémie 

myéloïde chronique induite par la recombinaison chromosomique BCR-ABL. Cependant, de 

nouvelles thérapies sont nécessaires pour combattre l’ensemble des troubles 

myéloprolifératifs. Les troubles myéloprolifératifs regroupent un large nombre de pathologies 

comme la leucémie myélomonocytaire chronique (LMMC).   

 

 a- Définition de la leucémie myélomonocytaire (LMMC) 

La leucémie myélomonocytaire chronique (LMMC) est définie comme une maladie 

clonale de la cellule souche hématopoiétique. Selon l’organisation mondiale de la santé, ce 

cancer du sang ou hémopathie est caractérisé par plusieurs critères. Le premier est une 

monocytose périphérique, soit une accumulation de monocytes dans le sang, durant plus de 

3 mois (>1x109 monocytes/L). Deuxièmement, les monocytes ne doivent pas être porteurs 

du chromosome de Philadelphie, issu du réarrangement chromosomique permettant 

l’expression du gène de fusion bcr-abl (Pickeral et al., 2000) (Rampal et al., 2014). 

Troisièmement, ils ne doivent pas exprimer le gène de réarrangement pdgfrb. 

Quatrièmement, les patients sont atteints d’une blastocytose sanguine et médullaire, cela se 

caractérise par une accumulation de cellules indifférenciées dans ces compartiments (<20% 

de blastes). Cinquièmement, les patients sont aussi atteints d’une dysplasie qui touche au 

moins une des populations cellulaires de la lignée myéloïde. Le quatrième critère permet 

aussi de sous-classer les patients. Pour ceux qui présentent un pourcentage de blastes 

sanguins inférieur à 5% et un pourcentage de blastes médullaires inférieur 10%, ils sont 

atteints de la LMMC de type 1. De même, pour ceux qui présentent un pourcentage de 
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blastes sanguins et/ou médullaires supérieur à 10% mais inférieur à 20%, ils sont atteints de 

la LMMC de type 2.  

 

La LMMC est une maladie rare, donc l’incidence est de 1 à 5 nouveaux cas pour 

100000 habitants par an. Elle touche essentiellement les sujets de plus de 60 ans, et 

présente une médiane de survie entre 20 et 40 mois. La LMMC atteint préférentiellement 

l’homme (avec un sex ratio de 2 hommes pour 1 femme). Dans 15 à 20% des cas, la 

pathologie se transforme en leucémie aigue myéloïde (LAM). Bien que la classification des 

syndromes myéloprolifératifs et myélodysplasiques soit complexe et évolutive, la LMMC est 

classée dans les deux catégories et elle représente 10% de ces syndromes (Patnaik and 

Tefferi, 2016). En effet, la LMMC présente à la fois les critères d’un syndrome 

myélodysplasique puisque une ou plusieurs lignées myéloïdes sont affectées. Elle fait aussi 

partie des syndromes myéloproliferatifs puisqu’une accumulation de monocytes dans le sang 

est observée. Le plus souvent, ce sont les monocytes classiques qui sont augmentés à 

défaut des monocytes non-classiques (Selimoglu-Buet et al., 2015).  

b- La physiopathologie de la LMMC 

Bien que la caractérisation clinique de la LMMC permette un diagnostic solide, 

l’origine de cette maladie reste encore mal connue. De part l’étude de cellules issues de 

patients atteints de la LMMC, certaines anomalies ont pu être mises en cause.  

  b-1- Les anomalies cytogénétiques 

Les anomalies chromosomiques sont souvent présentes chez les patients atteints de 

LMMC (Itzykson et al., 2017). En effet, 20 à 40% des patients présentent des anomalies 

cytogénétiques, ils présentent notamment la trisomie 8, la délétion 5q, la trisomie 10, la 

délétion 11q et 12q, les trisomies 19 et 21, ainsi que des aberrations du chromosome 7 et 

des caryotypes complexes mais ces anomalies ne semblent pas spécifiques de la LMMC 

(Such et al., 2011). En revanche, ces anomalies permettent une classification des patients 

en trois catégories. Les patients à haut risque sont ceux présentant une trisomie 8 et/ou des 

anomalies du chromosome 7 et/ou un caryotype complexe. Les patients qui ne présentent 

pas ces trois critères mais qui possèdent des anomalies du caryotype sont classés dans la 

catégorie du risque intermédiaire. Enfin, les patients présentant un caryotype normal ou une 

perte du chromosome Y sont des patients à faible risque. Les pourcentages de survie de ces 

patients à 5 ans sont respectivement de 4%, 26% et 35%.  
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b-2- Les anomalies cytogénétiques 

 

Les mutations génétiques sont très fréquentes chez les patients atteints de LMMC. 

En effet, près de 90% des patients atteints de LMMC sont porteurs de mutations génétiques. 

Ces mutations peuvent être classées en 4 catégories : celles qui touchent les gènes de la 

méthylation de l’ADN, celles qui touchent les gènes de la modification des histones, celles 

qui touchent les gènes de l’épissage et celles qui touchent la voie de signalisation du GM-

CSF (Itzykson et al., 2017).   

 

- Les mutation des gènes régulant la méthylation de l’ADN  

 

 Les mutations de ces gènes impliquent une dérégulation épigénétique. Dans cette 

catégorie, le gène tet2 (Ten-Eleven Translocation 2) est le gène le plus fréquemment muté. 

En effet, il est muté chez plus de la moitié des patients. Le gène tet2 code pour une 

dioxygénase qui catalyse la conversion de la 5-méthylcytosine (5mC) en 5-

hydroxyméthylcytosine (h5mC). L’activité enzymatique de Tet2 est dépendante du 2-OG et 

du fer ferreux (FeII). L’hydroxylation de la 5mC est une étape clé de la déméthylation de 

l’ADN. Ainsi, les mutations perte de fonction de ce gène induit une protéine non-

fonctionnelle. Cela se traduit pas une augmentation de la forme 5mC et donc une 

hyperméthylation de l’ADN (Ko et al., 2010). Cependant, les conséquences des mutations 

Tet2 restent controversées. En effet, les patients porteurs de mutations pour le gène tet2 

présentent soit une hypométhylation soit une hyperméthylation (Pérez et al., 2012). 

Cependant, que ce soit in vitro ou in vivo, la perte de fonction de tet2 provoque un auto-

renouvellement des cellules souches hématopoïétiques (CSH), ce qui provoque une 

expansion des cellules différenciées qui en découlent et notamment les cellules de la lignée 

myéloïde (Moran-Crusio et al., 2011) (Quivoron et al., 2011). En effet, il est démontré que 

tet2 est très exprimé dans les tissus hématopoïétiques. Son expression commence dans le 

compartiment « progéniteurs » (cellules CD34+) et elle augmente au cours de la 

différenciation myéloïde pour être maximale dans les cellules granulocytaires et 

monocytaires (Itzykson and Fenaux, 2012). Ces résultats mettent en évidence le rôle 

déterminant des mutations tet2 dans l’émergence d’un clone leucémique, élément clé dans 

l’initiation de la pathogénèse de la LMMC (Itzykson et al., 2017).   

 

 Les 2-OG nécessaires à l’activité de Tet2 sont générés grâces aux isocitrate 

déshydrogénases (IDH1 à IDH3), qui catalysent la décarboxylation oxydative de l’isocitrate 

en 2-OG. La mutation de l’enzyme IDH2 est présente dans 8 à 10% des patients atteints de 
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LMMC. Cela a pour conséquence d’inhiber de nombreuses enzymes dépendantes du 2-OG, 

donc l’activité Tet2. Cela explique en partie la diminution du taux de 5hmC chez des patients 

non mutés pour Tet2 (Figueroa et al., 2010). Les mutations des IDH affectent aussi l’activité 

enzymatique des PHD, ce qui aboutit à l’accumulation de HIF-1α et permet une croissance 

tumorale efficace même dans des conditions hypoxiques.  

 

 Enfin, des mutations de la DNMT3A (DNA Méthyl Transférase 3) sont peu fréquentes 

dans la LMMC, environ 10% (Jankowska et al., 2011). Ces mutations touchent la méthylation 

du génome. En effet, les ADN méthyltransférases permettent d’addition d’un groupement 

méthyl sur les résidus cytosines, en particulier celles présentes dans les îlots CpG situés en 

amont des gènes, ce qui induit une diminution de l’expression de ces gènes.  

 

- Les mutations des gènes modificateurs des histones 

  

 Le complexe répresseur PRC2 (Polycomb repressive complex 2) est un complexe 

protéique associant les protéines EZH1 et EZH2 à un grand nombre d’autres protéines. Ce 

complexe catalyse la triméthylation de la lysine 27 de l’histone H3 (H3K27me3). La 

H3K27me3 est un marquage de la chromatine qui réprime la transcription. Le complexe 

PRC2 régule l’autorenouvellement des CSH et la réponse des cellules cancéreuses aux 

dommages à l’ADN. Dans ce complexe, ce sont les gènes ezh2 et utx qui sont les plus 

mutés dans la LMMC (Score et al., 2012). 

 

La protéine EZH2 ayant une activité méthyltransférase au sein du complexe PRC2. 

Des mutations inhibitrices du gène Ezh2 ont été mises en évidence dans les cancers 

myéloïdes. En effet, dans la LMMC, le gène Ezh2 est muté dans 5 à 10% des cas et un 

marqueur de mauvais pronostic (Jankowska et al., 2011). 

 

Les mutations inactivatrices affectant la protéine UTX qui catalyse la déméthylation 

de H3K27me3 sont aussi retrouvées dans environ 10% des cas et seraient de mauvais 

pronostic (Jankowska et al., 2011). Cette observation paradoxale suggère tout de même que 

la dérégulation du niveau de méthylation de l’ADN, quel que soit le sens de la dérégulation, 

est oncogénique.  

 

 Les mutations qui affectent asxl1 (additional sex combs-like protein 1) sont 

fréquentes puisqu’elles sont présentes chez 40% des patients atteints de LMMC. Ce gène 

appartient à la famille des gènes etp (Enhancer of trithorax and polycomb). Chez l’Homme, il 
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existe trois gènes asxl, de 1 à 3, qui possèdent un domaine PDH qui permet l’interaction 

avec la lysine 4 de l’histone 3 (H3K4). AXL1 a plusieurs fonctions, notamment la régulation 

transcriptionnelle de p53 et le recrutement de PRC2 au niveau de ses gènes cibles.  

 

- Les mutations des gènes de la machinerie d’épissage 

 

 Les mutations affectant la machinerie de l’épissage des ARNm sont très 

fréquemment retrouvées chez les patients atteints de LMMC. Le gène le plus fréquemment 

muté est le gène srsf2 (serine/arginine-rich splicing factor 2), dans environ 50% des cas 

(Yoshida et al., 2011). Les conséquences de ces mutations ne sont pas bien connues mais il 

semblerait que cela affecte la stabilité génomique. De manière intéressante, les mutations de 

srsf2 sont souvent retrouvées en même temps que des mutations de tet2.  

 

 Moins fréquemment (mois de 10% des patients), des mutations des gènes zrsr2, 

u2af1 ou sf3b1 qui sont également impliquées dans l’épissage alternatif sont retrouvées. 

Tous ces gènes codent pour des protéines impliquées dans la reconnaissance du site 3’ lors 

de la maturation des ARNm.  

 

Une dysfonction de la machine d’épissage conduit à une instabilité génétique ainsi 

qu’à une dérégulation de l’épigénétique. Cependant, à l’heure actuelle, les conséquences de 

ces mutations ne sont pas connues (Alexander and Beggs, 2010). 

 

- Les mutations des facteurs de transcription 

 

 Le facteur de transcription RUNX1 (Runt-related transcription factor 1) est considéré 

comme un suppresseur de tumeur dont les mutations peuvent induire une cancérisation des 

cellules. Dans la LMMC, les mutations de RUNX1 sont retrouvées dans 10 à 30% des cas 

(Kohlmann et al., 2010). Ce facteur de transcription joue un rôle essentiel dans 

l’hématopoïèse normale. En effet, il active PU1 qui permet la différenciation erythrocytaire, 

granulocytaire mais aussi la différenciation monocytaire. Les mutations sont souvent non 

sens ou faux sens, et touchent préférentiellement la partie C-terminale de la protéine et elles 

sont associées à une thrombocytopénie et sont marqueurs de mauvais pronostic.  

 Les mutations du gène npm1 (nucleophosmine B23 numatrine) code pour une 

protéine impliquée dans la synthèse des ribosomes. Lieu où la régulation de la transcription 

peut avoir lieu mais ces mutations sont extrêmement rare (moins de 5%) dans LMMC.  
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- Les mutations affectant la signalisation intracellulaire 

 

 Les gènes codant pour des facteurs de transcription ou pour des protéines 

nécessaires à l’épissage alternatif ne sont pas les seuls gènes mutés dans la LMMC. En 

effet, des protéines impliquées dans les voies de signalisation intracellulaire peuvent être 

aussi mutées.  

 

  - les mutations de la protéine Ras. 

 

 Les mutations du gène ras (Rous Avian Sarcoma) sont longtemps restées les seules 

mutations connues dans la LMMC et sont les mutations les plus fréquentes qui affectent la 

signalisation cellulaire. Les protéines Ras, comme NRas, KRas ou HRas sont des petites 

protéines G, actives lorsqu’elles sont liées au GTP. Elles régulent la prolifération et la 

différenciation cellulaire via l’activation de la voie des MAPKinases. Les mutations 

oncogéniques de ras conduisent au blocage des protéines Ras dans leur conformation 

active et activent de façon constitutive les voies de signalisation MEK/MAPK, PI3K/AKT et 

STAT5. Les mutations nras et kras sont chacune présentes chez 10% des patients et sont à 

l’origine de l’hyperleucocytose (Kohlmann et al., 2010). 

 Les mutations ras sont associées à une monocytose accrue et à un mauvais 

pronostic. Il est important de souligner que les mutations KRas apportent un avantage 

compétitif majeur lorsqu’elles touchent les CSH. Les CSH présentant des mutations de Ras 

sont hypersensibles au GM-CSF et à l’IL-3 et présentent une activation constitutive des voies 

ERK et STAT5.  

 Les mutations ras sont fréquentes et sont mutuellement exclusives. D’autres 

mutations des voies de signalisation peuvent avoir lieu comme celle de CBL, JAK2 et FLT3, 

qui peuvent être associées à des mutations ras.  

 

- les mutations de la protéine CBL. 

Le gène cbl (Casistas B-lineage lymphoma) code pour trois protéines homologues (c-

CBL, CBL-b et CBL-c) qui possèdent une activité ubiquitine ligase. L’expression de ces 

protéines diffère selon les tissus. Dans les CSH, l’expression de CBL est très forte où elle 

joue un rôle dans l’auto-renouvellement des précurseurs. L’expression de CBL-b augmente 

au cours de la différenciation myéloïde (Rathinam et al., 2010). Ces protéines possèdent un 

domaine N-terminal de liaison aux tyrosines kinases, un domaine linker et un domaine RING, 

qui porte l’activité ubiquitine ligase. Après la liaison à un récepteur tyrosine kinase activé tels 

que c-Kit, FLT3, MCSF-R, TCR ou BCR, la protéine CBL permet le recrutement des 
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molécules de signalisation puis permet l’endocytose du récepteur afin qu’il soit dégradé. De 

façon pertinente, de part son activité ubiquitine ligase, CBL permet la dégradation des 

kinases SFK, JAK2 et STAT5, ce qui permet l’inhibition de la voie JAK/STAT. Ainsi, cbl joue 

un rôle suppresseur de tumeur. Les mutations de cbl sont retrouvées chez 5 à 20% des 

patients et ont pour conséquence une perte de l’activité de CBL, ce qui réduit la dégradation 

des molécules de signalisation. Ainsi, les voies de signalisation restent actives, ce qui 

provoque une hypersensibilité aux cytokines telles que le GM-CSF (Naramura et al., 2010).  !

- La mutation V617F de la protéine JAK2. 

La mutation V617F de la protéine JAK2 (Janus Kinase 2) est une mutation fréquente 

dans les syndromes myélodysplasiques. Elle est retrouvée chez 10% des patients atteints de 

LMMC (Levine et al., 2005). Brièvement, cette mutation augmente l’activité de la kinase ce 

qui induit une hypersensibilité aux cytokines telles que la thrombopoïétine, le G-CSF et 

conduit à une surractivation des voies STAT5 et PI3K.  

-  Les mutations FLT3. 

Ces mutations sont connues pour être impliquées dans d’autres leucémies que la 

LMMC, notamment la leucémie aigue myéloïde. Dans la LMMC, elles sont retrouvées dans 

seulement 3% des cas (Lee et al., 2007). Le plus souvent la mutation retrouvée est une 

duplication en tandem du domaine juxtamembranaire de la protéine (FLT3-ITD).  

Pour conclure cette partie, nous venons de voir que la production de monocytes 

pouvait être augmentée dans d’autres circonstances que lors d’une inflammation chronique 

comme c’est le cas dans l’athérosclérose. Dans ce contexte, le gène tet2 est un acteur clé 

dans la régulation de la production monocytaire lors d’une hématopoïèse normale ou altérée 

comme dans le cadre de la LMMC. 

 

b- LMMC et le métabolisme du cholestérol  

De manière intéressante, l’homéostasie du cholestérol est modifiée chez des patients 

atteints de cancers du sang. En effet, une baisse du taux de HDL sanguins est observée 

chez ces patients qui n’est pas entièrement expliquée par la malnutrition (Fiorenza et al., 

2000). Il semble aussi que la baisse de l’HDL-cholestérol suive la progression de la 

pathologie. Comme nous l’avons aussi décrit dans l’introduction, la fonction majeure et 

cruciale des HDL est de maintenir l’homéostasie cellulaire en cholestérol en enlevant l’excès 

de cholestérol cellulaire vers le foie pour qu’il y soit éliminé (fonction aussi appelée retour 

inverse du cholestérol). Malgré des changements importants des niveaux de cholestérol 
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chez ces patients, aucune évidence génétique n’a été mise en lumière (Fiorenza et al., 2000) 

(Zyada et al., 1990) (Dessì et al., 1995).  

 

Le retour inverse du cholestérol est dépendant de nombreux acteurs comme les 

transporteurs ABCA1 et ABCG1 ou l’apolipoprotéine A1. La cancérisation des cellules est 

dépendante d’une grande coopération entre différents processus cellulaires. Dans ce cadre, 

il est important de noter que les gènes de l’homéostasie du cholestérol, comme celui du 

transporteur ABCA1, sont des cibles régulées lors de la cancérisation des cellules 

(McMurray et al., 2008). De manière intéressante, les voies de signalisation des tyrosine 

kinases sont induites par les facteurs de croissance hématopoïétiques et la mutation 

oncogénique Flt3-ITD est directement liée à une baisse de l’expression des transporteurs 

ABCA1 et ABCG1 (Yvan-Charvet et al., 2010) (Westerterp et al., 2012). 

 

Dans un cadre plus large, des mutations du gène abca1 ont été identifiées dans 

COSMIC (Catalog of Somatic Mutations In Cancer) et deux mutations, A140T et A2109T, 

potentiellement mutations perte de fonction, ont été mises en évidence dans un modèle de 

cancer colorectal (Smith and Land, 2012). Cependant, des études mécanistiques dans un 

modèle murin présentant une déficience totale en ABCA1 et ABCG1 ne mettent pas en 

évidence l’apparition d’un cancer colorectal (Yvan-Charvet et al., 2010). Au contraire, dans 

un modèle murin présentant une déficience totale du transporteur ABCA1 et ABCG1 

spécifiquement dans la moelle osseuse, il est mis en évidence que les souris présentent une 

expansion et une prolifération massive des cellules souches hématopoïétiques et des 

progéniteurs cellulaires, une monocytose et une leucocytose, ainsi qu’une infiltration de 

cellules myéloïdes dans divers organes, présentant ainsi un phénotype proche de la 

leucémie myélomonocytaire chronique humaine.  

 

HYPOTHESES DE TRAVAIL 

 
L’hypothèse centrale de ce projet est que les patients atteints de LMMC pourraient 

être porteurs de mutations du transporteur ABCA1 induisant la perte de fonction du 

transporteur, en affectant sa capacité d’efflux du cholestérol et/ou son activité anti-tumorale. 

Le principal objectif de ce projet est de tester la relevance fonctionnelle des nouvelles 

mutations identifiées du transporteur ABCA1 dans un contexte de LMMC. Pour cela, nous 

avons mis en place plusieurs modèles aussi bien in vivo qu’in vitro. In vivo, nous avons 

essayé de répondre à deux questions différentes. La première était de savoir si les mutations 

ABCA1 étaient nécessaires et suffisantes au développement d’une LMMC (modèle one-hit). 

Pour cela nous avons étudier la prolifération de lignées cellulaires sur-exprimant les 
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mutations d’ABCA1 in vitro. Nous avons aussi mis en place des modèles in vivo, en sur-

exprimant les formes mutées d’ABCA1 dans les cellules souches de moelle osseuse sous un 

fond sauvage (modèle one-hit). Cela nous a permis de déterminer l’impact des mutations 

d’ABCA1 seules, sur l’apparition de la LMMC.  

La deuxième question était de savoir si les mutations agissaient en coopération avec 

d’autres mutations oncogéniques, comme la perte de fonction de Tet2, connue pour être à 

l’origine de la cancérisation des cellules myéloïdes (modèle two-hit). Pour cela, nous avons 

sur-exprimé les formes mutées d’ABCA1 dans des souris déficientes pour Tet2, modèle 

Mx1-Cre+ Tet2fl/fl, modèle limitant la déficience en Tet2 au compartiment hématopoïétique 

(Quivoron et al., 2011). Nous avons pu déterminer la coopération entre la déficience en Tet2 

et les mutations d’ABCA1 dans l’apparition de la pathologie.  

 

RESULTATS PRELIMINAIRES 

 

Mise en évidence des mutations d’ABCA1 dans des échantillons de patients atteints 

de leucémie myélomonocytaire chronique- En collaboration avec le Docteur Ross Levine 

(Memorial Sloan-Kettering, New York, NY), nous avons mis en évidence cinq nouvelles 

mutations dans le gène ABCA1 dans 26 échantillons provenant de patients atteints de 

leucémie myélomonocytaire chronique (LMMC), en utilisant la technique du criblage à haut 

débit, avec une fréquence élevée et inattendue de 19% (Figure 1A et Supplemental Figure 

1A). Toutes ces mutations sont des mutations  faux-sens. Elles impliquent toutes des acides 

aminés très conservés et ne sont pas retrouvées dans des tissus sains de ces patients. De 

manière intéressante, ces mutations sont retrouvées ou non en combinaison avec d’autres 

mutations oncogéniques comme Flt3, Jak2, N-Ras ou K-Ras (Supplemental Figure 1A). 

Ces 5 nouvelles mutations touchent des régions très distinctes du transporteur ABCA1 

(Figure 1B). Le nom des mutations n’est pas mentionné pour des raisons 

confidentielles, un brevet est en cours de dépôt, mais leur localisation sur le 

transporteur ABCA1 est précisée (Figure 1C). La mutation 1 est localisée dans le 

domaine NH2 du transporteur. La mutation 2 touche la PEST séquence, impliquée dans la 

dégradation du transporteur. Les mutations 3 et 4 se localisent dans la poche de liaison à 

l’apolipoprotéine A1 (apoA1). Enfin, la mutation 5 se situe dans la région COOH du 

transporteur (Figure 1C). Cette hétérogénéité de localisation suggère que ces mutations 

peuvent altérer différentes fonctions du transporteur. A ce jour, aucune caractérisation de 

ces mutations n’a été faite. 

 

La sur-expression des formes mutées d’ABCA1 induit une prolifération accrue des 

cellules in vitro- Premièrement, nous avons créé les outils nécessaires afin de répondre 
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aux hypothèses posées. Pour cela nous avons utilisé des cellules THP-1, lignée monocytaire 

leucémique. Nous avons confirmé que cette lignée exprime le transporteur ABCA1 dans des 

conditions basales (Supplemental Figure 1B). En parallèle, nous avons utilisé une lignée 

cellulaire non leucémique, les cellules HEK293. Dans un premier temps, nous avons utilisé 

la technique de nucléoporation afin d’induire une sur-expression transitoire des formes 

mutées d’ABCA1. Nous avons étudié l’incorporation de la thymidine tritiée ([3H]-Thymidine) 

dans les cellules HEK293 (Figure 1D) et les cellules THP-1 (Figure 1F). Cela permet de 

réaliser une mesure de la prolifération cellulaire in vitro. Comme attendu, nous démontrons 

que la sur-expression de la forme sauvage d’ABCA1 induit une réduction de la prolifération 

des cellules HEK293 et THP-1 en comparaison avec les cellules ayant incorporé un vecteur 

vide (empty). Cela confirme le rôle anti-prolifératif que possède le transporteur ABCA1. 

Deuxièmement, nous mettons en évidence que l’ensemble des formes mutées d’ABCA1 

induisent une augmentation de l’incorporation de thymidine tritiée aussi bien dans les 

cellules HEK293 que dans les cellules THP-1 (Figure 1D et Figure 1F). Ce résultat suggère 

que les mutations étudiées sont capables d’induire un phénotype prolifératif. De plus, nous 

confirmons que les mutations d’ABCA1 induisent une augmentation de la concentration 

cellulaire en culture dans des conditions basales (Figure 1E). Dans un second temps, nous 

avons mis en place un modèle de sur-expression stable des formes mutées d’ABCA1 dans 

les cellules THP-1. Pour cela, nous avons choisi une approche d’infection lentivirale. Après 

avoir sélectionné les clones et confirmer la sur-expression d’ABCA1 (Supplemental Figure 

1C), nous avons étudié l’incorporation de la thymidine tritiée dans ces cellules. Nous mettons 

en évidence que l’expression stable de la forme mutée d’ABCA1 permet de réduire la 

prolifération des cellules THP-1 (Supplemental Figure 1E). De plus, nous mettons en 

évidence que l’expression stable des mutations 3 et 5 du transporteur ABCA1 induit une 

augmentation de la prolifération des cellules en comparaison avec la sur-expression de la 

forme sauvage (Supplemental Figure 1E). De manière intéressante, nous démontrons qu’il 

existe un parallèle entre l’expression des formes mutées d’ABCA1 et l’expression du 

transporteur Glut-1. Ce résultat met en lumière une interaction possible entre l’altération du 

métabolisme du cholestérol et l’augmentation du flux glucidique dans les cellules 

cancéreuses.  

 

La sur-expression des formes mutées du transporteur ABCA1 provoque un phénotype 

myéloprolifératif chez la souris : étude des cellules myéloïdes périphériques- Comme 

suggéré dans l’introduction de ce projet, nous avons souhaité étudié l’impact des mutations 

du transporteur ABCA1 seules (modèle Mx1-Cre+) mais aussi en coopération avec la 

déficience en Tet2 (modèle Mx1-Cre+/Tet2fl/fl). Pour cela nous avons infecté les moelles 

osseuses de souris Mx1-Cre+ ou Mx1-Cre+/Tet2fl/fl avec des lentivirus exprimant la forme 
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sauvage d’ABCA1 (ABCA1WT) ou les formes mutées d’ABCA1 (ABCA1mut) (Figure 2A), 

comme nous l’avons fait pour les cellules THP-1. Une fois les moelles infectées, nous avons 

réalisé une greffe de moelle osseuse dans des souris sauvage (WT) afin de limiter 

l’expression des mutations d’ABCA1 au compartiment hématopoïétique (Figure 2A). Dans 

un premier temps, comme attendu, nous démontrons que la déficience en Tet2 dans le 

compartiment hématopoïétique induit une splénomégalie (Figure 2D). Dans un second 

temps, nous démontrons que la coopération entre la défience en Tet2 et la sur-expression 

des formes mutées 4 et 5 induit une splénomégalie (Figure 2B et Figure 2D). Comme 

attendu, la sur-expression de la forme ABCA1WT permet de limiter ce phénotype (Figure 2B 

et Figure 2D). Par l’étude de la composition cellulaire de la rate de ces souris par cytométrie 

en flux, nous avons déterminé le nombre de cellules myéloïdes présentes (cellules CD11b+ 

Gr1+) dans la rate. Nous mettons ainsi en évidence que  la coopération entre la déficience en 

Tet2 et la sur-expression des mutations 1, 3, 4 et 5 d’ABCA1 (ABCA1mut)  provoque une 

accumulation de cellules myéloïdes dans la rate en comparaison avec la sur-expression de 

la forme sauvage (ABCA1WT). De manière intéressante, malgré une absence de 

splénomégalie chez les souris uniquement porteuses des mutations d’ABCA1 (modèle Mx1-

Cre+) (Figure 2D), nous mettons en évidence une accumulation des cellules myéloïdes 

spléniques (cellules CD11b+ Gr1+) lorsque les mutations 1, 3, 4 et 5 sont sur-exprimées 

(Figure 2E). Ce résultat suggère que les mutations d’ABCA1 seules peuvent induire une 

altération de la production des cellules myéloïdes. 

 

La sur-expression des formes mutées du transporteur ABCA1 provoque une 

accumulation de cellules progénitrices dans la moelle osseuse et la rate- Nous avons 

étudié le nombre de progéniteurs myéloïdes (CMP), en progéniteurs granulocytaires (GMP) 

et en progéniteurs erythrocyaire (MEP) dans la moelle osseuse (Figure 3A). Dans un 

premier temps, nous montrons qu’une augmentation du pourcentage des CMP est observée 

lorsque les mutations d’ABCA1 sont sur-exprimées que ce soit seules ou en coopération 

avec la déficience en Tet2. Ces résultats suggèrent que la sur-expression des formes 

mutées d’ABCA1 est capable d’induire un engagement des cellules progénitrices 

spécifiquement envers le compartiment myéloïde, en particulier lors de la coopération des 

mutations d’ABCA1 avec la déficience en Tet2. De plus cette observation est confortée par 

les résultats obtenus par l’étude du pourcentage de cellules myéloïdes (CD11b+ GrI+) après 

culture des cellules de moelle osseuse totale ex vivo en conditions basales ou en présence 

hormones de croissance (IL-3 et GM-CSF). En effet, nous observons que l’expression des 

formes mutées d’ABCA1 en coopération avec la déficience en Tet2 induit une augmentation 

du nombre de cellules myéloïdes, suggérant un engagement des progéniteurs envers la 

lignée myéloïde.  
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

 

L’ensemble de ces résultats préliminaires démontre que les mutations du 

transporteur ABCA1 mises en évidence chez des patients atteints de LMMC induisent une 

augmentation de la prolifération des cellules in vitro. De plus, malgré une réelle difficulté 

dans la mise en place des modèles murins, nous sommes en mesure de conclure que les 

mutations étudiées du transporteur ABCA1 induisent un phénotype myéloprolifératif chez la 

souris. Evidemment, ces résultats préliminaires nécessitent d’être approfondis. Pour cela, je 

souhaiterai étudier les voies moléculaires et cellulaires qui sous-tendent l’augmentation de la 

prolifération in vitro. Notamment, il est nécessaire d’étudier les voies de signalisation 

impliquées dans la prolifération, en étudiant les niveaux d’expression et de phosphorylation 

de protéines clés comme Jak2, Tyk2, STAT3, STAT5, Akt et Erk par Western Blot (WB) 

et/ou cytométrie en flux. Nous souhaitons aussi caractériser le contenu cellulaire en 

cholestérol, notamment les zones riches en cholestérol de la membrane cellulaire en utilisant 

un marquage de la filipine et de la sous-unité B de la toxine cholérique. Il sera aussi 

intéressant de traiter ces cellules avec de la β-cyclodextrine afin de vérifier que l’élimination 

du cholestérol membranaire induit une diminution de la prolifération de ces cellules. L’étude 

de l’efflux du cholestérol est aussi une étape primordiale qui pourrait aider à la 

compréhension du phénotype observé. La distribution intracellulaire du cholestérol devra 

aussi être étudiée, notamment le contenu mitochondrial, notamment via l’utilisation du 

fractionnement cellulaire par gradient sucrose que nous maitrisons au laboratoire.  

 

Concernant les modèles in vivo, nous avons une banque d’échantillons biologique 

importante grâce auxquels nous allons pouvoir compléter la caractérisation du phénotype. 

Notamment, je souhaiterai étudier la répartition du cholestérol au niveau des cellules 

myéloïdes de la rate par immuno-histochimie via un co-marquage des cellules myéloïdes et 

l’utilisation du Bodipy-cholestérol. De la même manière que pour le modèle in vitro, il est 

nécessaire d’étudier les voies de signalisation impliquées dans la prolifération des 

progéniteurs par WB. De plus il serait intéressant d’étudier le profil inflammatoire de ces 

souris, notamment la sécrétion de l’IL-1β dans la rate, la moelle osseuse et le sang de ces 

souris. Au vue de nos résultats, je poursuivrais cette étude en étudiant deux cohortes de 

souris. Premièrement, il serait intéressant de réaliser un transfert de moelle osseuse sur-

exprimant les formes mutées sous fond sauvage ou sous un fond déficient pour Tet2 dans 

des souris sur-exprimant l’ApoA1 humaine. Cela permettrait de tester le potentiel 

thérapeutique de l’apoA1. En effet, il a été démontré que, dans le cadre d’une déficience 

médullaire des transporteurs ABCA1 et ABCG1, la sur-expression de l’ApoA1 humaine 
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réduisait l’apparition du phénotype myéloprolifératif (Yvan-Charvet et al., 2010b). 

Deuxièmement, au vue de la coopération entre les mutations d’ABCA1 et la déficience en 

Tet2, l’étude d’une cohorte de souris présentant une double déficience pour ABCA1 et Tet2 

permettrait d’obtenir un phénotype plus drastique. Cela permettrait de mettre en évidence les 

voies de régulation qui agissent de manière synergique dans la mise en place du phénotype 

myéloprolifératif.  
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Légendes des figures  

 
Figure 1- Etude de la prolifération des cellules sur-exprimant les formes mutées 
d’ABCA1 de manière transitoire. A- Représentation des résultats obtenus après le 
séquencage à haut débit réalisé sur des cellules saines ou des cellules du sang de patients 
atteints de LMMC. B- Représentation des séquences sauvage (ABCA1-Wildtype) ou mutées 
(ABCA1-Mutants) au niveau de l’ADN ou de la protéine. Pour des raisons de confidentialité, 
les bases et les acides aminés mutés ont été remplacés par la lettre X. C- Représentation 
schématique de la structure de transporteur ABCA1 (adapté de Kang MH. et al., TCM, 2010) 
portant les mutations étudiées. D- Mesure de l’incorporation de thymidine tritiée en coup par 
minute (cpm) au sein des cellules HEK293 sur-exprimant transitoirement les formes WT ou 
mutées d’ABCA1. E- Mesure de la concentration cellulaire (105 cellules/puits) au cours du 
temps (en jour) pour les cellules THP-1 exprimant transitoirement les formes WT ou mutées 
d’ABCA1. F- Mesure de l’incorporation de thymidine tritiée en coup par minute (cpm) au sein 
des cellules THP-1 sur-exprimant transitoirement les formes WT ou mutées d’ABCA1. Ces 
résultats sont issus de trois expériences indépendantes. Les données sont représentées 
avec l’écart standard à la moyenne (SEM). * p<0,05 empty vs WT et § p<0,05 WT vs 

ABCA1 mutants. 
 
Figure 2- Etude du phénotype murin des souris sur-exprimant les formes mutées du 

transporteur ABCA1. A- Représentation du plan expérimental. B- Photographie des rates 
représentatives des souris sur-exprimant des formes mutées d’ABCA1 sous fond Mx1-
Cre+/Tet2fl/fl. C- Stratégie de gating des cellules myéloïdes dans la rate (cellules CD11b+ 
Gr1+). D- Histogramme des poids des rates des souris au moment du sacrifice. E-

Histrogramme du pourcentage de cellules myéloïdes (cellules CD11b+ Gr1+) dans la rate des 
souris au moment du sacrifice. Les données sont représentées avec l’écart standard à la 
moyenne (SEM). * p<0,05 empty vs WT, § p<0,05 WT vs ABCA1 mutants et # p<0,05 

Mx1-Cre+ vs Mx1Cre
+
/Tet2

fl/fl
. 

 
Figure 3- Etude des progéniteurs myéloïdes de la rate et de la moelle osseuse des 
souris sur-exprimant les formes mutées du transporteur ABCA1. A- Stratégies de 
gating des progéniteurs GMP (granulocyte macrophage progenitor), CMP (common myeloid 
progenitor) et MEP (megakaryocyte erythroid progenitor). B- Pourcentage des différents 
progéniteurs (CMP, GMP et MEP) dans la moelle osseuse. Les données sont représentées 
avec l’écart standard à la moyenne (SEM). * p<0,05 empty vs WT, § p<0,05 WT vs ABCA1 

mutants, ♮ p<0,05 WT vs ABCA1 mutants, # p<0,05 Mx1-Cre+ vs Mx1Cre+/Tet2fl/fl. C- 

Pourcentage des cellules myéloïdes CD11b+ GrI+ dans la moelle osseuse après 72 heures 
en culture avec ou sans hormones de croissance (IL-3 et GM-CSF). * p<0,05 empty vs WT, 
§ p<0,05 WT vs ABCA1 mutants, # p<0,05 basal vs IL-3/GM-CSF. 
 
Supplemental Figue 1- Etude de la prolifération des cellules sur-exprimant les 

formes mutées d’ABCA1 de manière stable. A- Tableau représentant la co-expression 
des mutations fréquemment retrouvées dans la LMMC et les mutations ABCA1 étudiées. B- 
Niveau d’expression de l’ARNm d’ABCA1 dans différentes lignées cellulaires cancéreuses. 
AML : Leucémie Aigue Myéloïde, CML : Leucémie Myéloïde Chronique. C- Mesure de 
l’expression de l’ARNm d’ABCA1 dans les lignées exprimant stablement les mutations 
d’ABCA1 (Mut-3 et Mut-5). D- Mesure de la concentration cellulaire (105 cellules/puits) au 
cours du temps (en jour) pour les cellules THP-1 exprimant stablement les formes WT ou 
mutées d’ABCA1. E- Mesure de l’incorporation de thymidine tritiée en coup par minute (cpm) 
au sein des cellules THP-1 sur-exprimant stablement les formes WT ou mutées d’ABCA1. F- 
Etude de l’expression de l’ARNm codant pour le transporteur Glut-1 dans les cellules THP-1 
sur-exprimant stablement les formes WT ou mutées d’ABCA1. Les données sont 
représentées avec l’écart standard à la moyenne (SEM). * p<0,05 empty vs WT, § p<0,05 
WT vs ABCA1 mutants.  
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SUMMARY

Enhanced glucose utilization can be visualized in

atherosclerotic lesions and may reflect a high glyco-

lytic rate in lesional macrophages, but its causative

role in plaque progression remains unclear. We

observe that the activity of the carbohydrate-respon-

sive elementbindingproteinChREBP is rapidly down-

regulated upon TLR4 activation in macrophages.

ChREBP inactivation refocuses cellular metabolism

to a high redox state favoring enhanced inflammatory

responses after TLR4 activation and increased cell

death after TLR4 activation or oxidized LDL loading.

Targeted deletion of ChREBP in bone marrow cells

resulted in accelerated atherosclerosis progression

in Ldlr
!/! mice with increased monocytosis, lesional

macrophage accumulation, and plaque necrosis.

Thus, ChREBP-dependent macrophage metabolic

reprogramming hinders plaque progression and es-

tablishes a causative role for leukocyte glucosemeta-

bolism in atherosclerosis.

INTRODUCTION

Atherosclerosis is a chronic inflammatory disease driven by

the accumulation of macrophage foam cells in the artery walls

(Ross, 1999; Hansson et al., 2006; Moore and Tabas, 2011).

Circulatingmonocytes traverse the inflamed arterial endothelium

to fuel developing lesions (Swirski and Nahrendorf, 2013; Zer-

necke and Weber, 2014; Randolph, 2014; Tall and Yvan-Char-

vet, 2015). In addition, local environmental cues lead to alter-

ations in the phenotype and survival of lesional macrophages

(Tabas, 2005; Mosser and Edwards, 2008; Van Vré et al., 2012;

Chinetti-Gbaguidi and Staels, 2011; Hasty and Yvan-Charvet,

2013), altering plaque composition and increasing the vulnera-

bility of the plaques to rupture (Libby et al., 1996; Kolodgie

et al., 2004).

Although extensive research has focused on elucidating the

roles of cytokines and the microenvironment in the migration,

proliferation, differentiation, and apoptosis of monocytes and

macrophages, the cellular metabolic pathways that regulate

these processes are not well understood. Inflamed atheroscle-

rotic plaques can be visualized by non-invasive positron emis-

sion tomography-computed tomography (PET-CT) imaging

with 18FDG, a glucose analog, which correlateswithmacrophage

accumulation and inflammation (Rogers and Tawakol, 2011;

Garcia-Garcia et al., 2014). Increasing glucose metabolism is

thought to be crucial for macrophage activation. For instance,

glucose consumption and glycolysis are enhanced in macro-

phages during inflammatory responses (Fukuzumi et al., 1996;

Gamelli et al., 1996), and pharmacological inhibition of glucose

metabolism can prevent the inflammatory responses induced

by lipopolysaccharide (LPS) (Gautier et al., 2013). However, a

recent study has called into question the relevance of these ob-

servations, as myeloid-specific overexpression of the glucose

transporter Glut1, achieved by transducing bone marrow (BM)

with CD68-Glut1 retroviral particles, did not aggravate athero-

sclerosis in Ldlr
!/! knockout mice compared to Glut1-sufficient

controls despite enhanced macrophage glycolysis (Nishizawa

et al., 2014). Thus, there is a need for a better understanding of

the metabolic pathways that link macrophage cellular glucose

homeostasis and inflammation in atherosclerosis.

There are a number of pathways leading to aberrant meta-

bolism of glucose that are thought to be pathological. Studies

in mice have shown that glucose can be reduced by aldose

reductase (AR) to sorbitol in macrophages, leading to the pro-

duction of excess reactive oxygen species (ROS), which may

contribute to accelerated atherosclerosis (Srivastava et al.,

2009; Vedantham et al., 2011; Vikramadithyan et al., 2005). How-

ever, low levels of AR are present in mice, and this pathway

has few effects in mouse macrophages unless they express a

human AR transgene, suggesting that alternative metabolic

pathways exist to drive the inflammatory responses observed

during macrophage activation. Modulation of mitochondrial po-

tential and the tricarboxylic (TCA) cycle has been clearly associ-

ated with the ability of macrophages to mount an inflammatory
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response (Vats et al., 2006; O’Neill and Hardie, 2013; Tannahill

et al., 2013; Jha et al., 2015). Recently, the sedoheptulose kinase

CARKL, an enzyme involved in the pentose phosphate pathway

(PPP), has been proposed to act upstream of these alterations

by modulating glycolysis, oxidative phosphorylation (OXPHOS),

and the TCA cycle in macrophages, with subsequent modula-

tion of inflammatory responses (Haschemi et al., 2012). Intri-

guingly, the carbohydrate-responsive element-binding protein

(ChREBP), also known asMLX-interacting protein-like (MLXIPL),

is a glucose-responsive transcription factor that regulates gly-

colysis and lipogenesis in hepatocytes. ChREBP can also be

either positively regulated by glucose-derived metabolites or

negatively regulated by AMPK and PKA, illustrating its pivotal

role at the interface of different metabolic pathways (Filhoulaud

et al., 2013). However, the relevance of this pathway to macro-

phage activation and atherosclerosis remains unknown.

To test the causal relationship between modulation of myeloid

glucose utilization, inflammatory activation of myeloid cells,

and the development of atherosclerotic lesions, we examined

the role of ChREBP in inflammatory macrophages. We found

that ChREBP activity was downregulated upon LPS stimula-

tion, and knockdown of ChREBP in macrophages led to a

major defect in the metabolic pathways that generate NADPH,

the rate-limiting source of reduced glutathione. This led to

increased inflammatory cytokine production and increased

apoptosis in response to both LPS and oxidized LDL after

ChREBP knockdown in macrophages. We next transplanted

the BM ofmicewith ChREBP deficiency into atheroprone Ldlr!/!

mice. Unexpectedly, we found that Ldlr!/! mice that had

received Chrebp!/! BM showed accelerated atherosclerosis,

with macrophage accumulation and enhanced necrotic core for-

mation. These data demonstrate an important anti-inflammatory

and pro-survival role for ChREBP in the prevention of atheroscle-

rosis and necrotic core formation.

RESULTS

ChREBP Deficiency Increases Expression of

Inflammatory Cytokines in Macrophages

Given the enhanced glucose flux observed in inflammatory mac-

rophages (Fukuzumi et al., 1996; Gamelli et al., 1996; Gautier

et al., 2013; Nishizawa et al., 2014), we first investigated whether

the activity of ChREBP, a glucose-responsive transcriptional

factor, was enhanced upon LPS stimulation in thioglycollate-

elicited peritoneal macrophages. Surprisingly, ChREBP nuclear

translocation, reflecting ChREBP activity, was reduced by "2-

fold after 3 hr of LPS stimulation in wild-type (WT) macrophages

(Figures 1A and 1B). In an attempt to identify the underlying

mechanism, we next tested whether reduced CARKL-depen-

dent X5P production upon macrophage activation (Haschemi

et al., 2012) could prevent ChREBP nuclear translocation and

activity (Filhoulaud et al., 2013). Intriguingly, CARKL silencing us-

ing small interfering RNA (siRNA) reduced ChREBP nuclear

translocation both at baseline and after LPS stimulation, but

this most likely reflected reduced total ChREBP protein expres-

sion (Figure S1). Mechanistic studies were next carried out using

siRNA that led to a significant decrease in ChREBP mRNA

expression (Figure S2A). ChREBP protein expression and nu-

clear translocation confirmed the knockdown efficiency (Figures

1A and 1B). A time-course experiment showed a greater initial in-

crease in the expression of genes encoding cytokines such as

tumor necrosis factor a (TNF-a) and interleukin-6 (IL-6) in macro-

phages after ChREBP silencing, which returned to basal levels

after 10 hr of LPS exposure (Figures 1C and 1D). A 2-fold in-

crease in TNF-a and IL-1b secretion paralleled the mRNA

response 3 hr after LPS challenge (Figure 1E). These data,

together with enhanced surface staining of the co-stimulatory

molecule CD80 upon LPS stimulation in ChREBP knockdown

macrophages (Figure 1F), demonstrated an enhanced activation

state of these cells. LPS is known to signal via the Toll-like recep-

tor 4 (TLR4)/nuclear factor kB (NF-kB) pathway, and ChREBP

knockdown resulted in a greater initial increase and sustained

phosphorylation in the transactivation domain of the p65 subunit,

which is essential for optimal NF-kB activation after LPS expo-

sure (Figure 1G). An alkaline phosphatase reporter construct

inducible by NF-kB in RAW-Blue cells confirmed an increase in

NF-kB transcriptional activity after ChREBP silencing from 3 hr

to 6 hr after LPS stimulation (Figure 1H). This appears to be spe-

cific to the NF-kB pathway, as similar phosphorylation of Akt,

p38-MAPK, and mTor was observed after ChREBP knockdown

in macrophages 3 hr after LPS treatment (Figure S2B). We finally

evaluated cytokine gene expression BM-derived macrophages.

Although there was no detectable basal expression of cytokines

in either controls or ChREBP knockdown macrophages, an

enhanced response to LPS was confirmed in ChREBP knock-

down BM-derived macrophages (Figure S2C). Thus, ChREBP

downregulation after LPS stimulation affects the inflammatory

response in macrophages.

Metabolic Profiling Reveals Reduced Metabolic

Pathways that Control NADPH Production in

LPS-Stimulated Chrebp-Deficient Macrophages,

Favoring Catabolic over Anabolic Pathways

Considering the substantial reprogramming of metabolism upon

macrophage activation, we next quantified glycolytic metabo-

lites by liquid chromatography-mass spectrometry in thioglycol-

late-elicited peritoneal macrophages after ChREBP knockdown

with or without 3 hr LPS treatment. Unexpectedly, despite the

role of ChREBP as a positive regulator of glycolysis in hepato-

cytes (Dentin et al., 2012), increases in glycolytic metabolites

such as fructose 1,6-biphosphate (FBP) and 3-phosphoglyc-

erate/2-phosphoglycerate (3PG+2PG) were observed in basal

ChREBP knockdown macrophages even thought these effects

were not sustained upon LPS stimulation (Figure 2A). Glucose

6-phosphate/fructose 6-phosphate (G6P+F6P) and citric acid

cycle metabolites such as citrate/isocitrate (I/Citrate) and succi-

nate were not statically different in macrophages following

ChREBP silencing (Figures 2A and 2B). In contrast, a striking

increase in malate (more than 3-fold) was observed in basal

and LPS-stimulated ChREBP knockdown macrophages (Fig-

ure 2B). This was associated with a trend toward a higher

ATP-to-ADP ratio in basal ChREBP knockdown macrophages

(Figure 2C, left panel) and an "1.6-fold increase in lactate con-

tent (a surrogate of glycolytic flux) in basal and LPS-stimulated

ChREBP knockdown macrophages (Figure 2C, right panel).

The metabolic plasticity of ChREBP-deficient macrophages
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Figure 1. ChREBP Is Required for the Proper Inflammatory Response of Macrophages

Thioglycollate-elicited peritoneal macrophages transfected for 48 hr with scrambled or ChREBP siRNA were stimulated with or without 100 ng/ml LPS for 3 hr or

the indicated period of time.

(A and B) Representative pictures and quantification of ChREBP translocation (magnification 53, insert 203 with or without DAPI co-staining).

(C and D) mRNA expression over time of TNF-a and IL-6.

(E) Secretion of inflammatory cytokines normalized to cellular protein amount and expressed as a percentage of WT.

(F and G) CD80 surface expression (F) and phospho-p65 expression (G) over time.

(H) NF-kB activity measured by an alkaline phosphatase reporter construct in RAW-Blue cells.

Values are mean ± SEM of three independent experiments. *p < 0.05 compared to control; xp < 0.05 versus untreated condition.
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Figure 2. ChREBP Reprograms Carbohy-

drate Metabolism in LPS-Stimulated Macro-

phages

Thioglycollate-elicited peritoneal macrophages

transfected with scrambled or ChREBP siRNA

were stimulated with or without 100 ng/ml LPS for

3 hr or the indicated period of time.

(A–C) Effect of LPS treatment on glycolytic (A) and

citric acid (B) metabolites and ATP/ADP ratio and

lactate (C).

(D and E) ECAR (D) and OCR (E) recordings of 3-hr

LPS-stimulated macrophages under the indicated

conditions.

(F–J) Effect of LPS treatment on mRNA expression

of glycolytic enzymes (F), metabolites from the

pentose phosphate pathway (G), PGD activity and

NADPH/NAD ratio (H), ME activity and glucose

conversion into lipids (I), and mRNA expression of

NADPH-dependent enzymes (J).

(K) ChIP assays were performed with amplicons

flanking the proximal promoter region of putative

ChREBP targets. qPCR (normalized to input) was

used to assess ChREBP occupancy of the targeted

promoter.

(L) Effect of LPS on cytokine gene expression in

macrophages transfected with scrambled, ME2,

and PDG siRNA.

Results are means ± SEM of an experiment per-

formed in triplicate. *p < 0.05 compared to control;

x p < 0.05 versus untreated condition.

(M) Schematic representation of the metabolic

pathways regulated by ChREBP in LPS-treated

macrophages.
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upon activation was also confirmed by an increase in extra-

cellular acidification rate (ECAR) at baseline and after glucose

stimulation, but not after oligomycin treatment (Figure 2D),

and a decrease in oxygen consumption rate (OCR) at baseline

or after oligomycin treatment (Figure 2E). An !2-fold increase

in the expression of glycolytic enzymes such as hexokinase

2 (Hk2) and pyruvate kinase isozyme M2 (PKM2) in LPS-stimu-

lated macrophages after ChREBP knockdown also correlated

with higher glycolytic flux (Figure 2F). Although increased

6-phosphogluconate (6PG) was observed in basal and LPS-

stimulated macrophages after ChREBP silencing, there was a

significant decrease in ribulose-5-phosphate/xybulose-5-phos-

phate (R5P/X5P) levels, but not sedoheptulose-7phosphate/se-

doheptulose (S7P/SED), in these cells (Figure 2G). This was

associated with an !2-fold decrease in phosphogluconate de-

hydrogenase (PGD; an enzyme that converts 6PG into R5P

and NADP+ to NADPH) activity in basal and LPS-stimulated

ChREBP knockdown cells (Figure 2H, left panel). Consistently,

basal and LPS-stimulated macrophages exhibited a prominent

30-fold decrease in the NADPH/NADP ratio after ChREBP

knockdown (Figure 2H, right panel). NADPH can also be pro-

duced by the pyruvate cycling pathway or consumed through

anabolic pathways such as lipid synthesis, both pathways being

targets of ChREBP (Ma et al., 2006; Burgess et al., 2008; Filhou-

laud et al., 2013). Remarkably, we found a 2.5-fold decrease in

malic enzyme (ME) activity (Figure 2I, right panel) and a 2-fold

decrease in glucose conversion into lipids (Figure 2I, left panel)

in basal and LPS-stimulatedmacrophages after ChREBP knock-

Figure 3. The Enhanced Inflammatory Res-

ponse in Chrebp-Deficient Macrophages Is

Metabolically Driven by Low Glutathione

Redox Status

Thioglycollate-elicited peritoneal macrophages

transfected with scrambled or ChREBP siRNA

were stimulated with or without 100 ng/ml LPS for

3 hr or the indicated period of time.

(A–D) Representative histograms and quantifica-

tion of ROS generation (A and B) and intracellular

thiol content (C and D).

(E) Intracellular GSH/GSSG ratio.

(F) Effect of GSH on transcript levels of inflamma-

tory cytokines (percentage over WT).

Results are means ± SEM of three independent

experiments. *p < 0.05 compared to control; xp <

0.05 versus untreated condition.

down. At the transcriptional level, an

!2-fold decrease in phosphogluconate

dehydrogenase (PGD), mitochondrial ma-

lic enzyme (ME2), and fatty acid synthase

(FAS) mRNA expression was observed in

basal and LPS-stimulated macrophages

after ChREBP silencing (Figure 2J), and

this correlated with an altered NADPH/

NAPD ratio and impaired lipid synthesis.

Then, specific binding of ChREBP on

FAS, ME2, and PGD promoters was

investigated in basal and LPS-stimulated

macrophages using chromatin immunoprecipitation assays.

The binding of ChREBP was demonstrated at different degrees

on these promoters and declined after 3-hr LPS stimulation (Fig-

ure 2K). ME2 and PGD silencing using siRNA in thioglycollate-eli-

cited peritoneal macrophageswith or without 3-hr LPS treatment

also confirmed that combined knockdown of these two genes

led to an exacerbated inflammatory response after LPS stimula-

tion (Figure 2L). Together, our results reveal that ChREBP does

not contribute to the enhanced glycolysis in inflamed macro-

phages but rather controls the two main cellular pathways

involved in NAPDH production, which could explain, together

with reduced FAS expression, the diminished lipid synthesis ca-

pacity of these cells (Figure 2M).

Reduced PPP-Dependent Cellular Redox Status Drives

the Macrophage Inflammatory Response in Chrebp-

Deficient Macrophages

In metabolic terms, the reduced NADPH/NADP ratio observed

in macrophages after ChREBP silencing could equate to a lack

of reducing energy known to supply reduced glutathione and

scavenge free radicals to prevent oxidative damage. Indeed, a

time-course experiment revealed that ChREBP knockdown in

thioglycollate-elicited peritoneal macrophages led to an !1.7-

fold increase in the oxidative stress response measured by

flow cytometry (Figures 3A and 3B) that was inversely correlated

with an !1.4-fold decrease in thiol-tracker staining under basal

or LPS-stimulated conditions (Figures 3C and 3D). Increased

oxidative stress response was also observed to a less extent in
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thioglycollate-elicited peritoneal macrophages cultured in low-

glucose medium (5.6 mM versus 25mM) after ChREBP silencing

(Figure S3). The reduced GSH/GSSG balance in basal (1.3-fold)

and LPS-stimulated (1.4-fold) macrophages after ChREBP

knockdown confirmed an alteration of the glutathione redox bal-

ance in these cells (Figure 3E). Remarkably, exogenous addition

of glutathione monoethyl ester clearly abolished the increased

inflammatory cytokine expression induced by LPS in thioglycol-

late-elicited peritoneal macrophages after ChREBP silencing

(Figure 3F). Together, these findings show that the increased in-

flammatory responses in macrophages with ChREBP silencing

reflect a lack of NADPH-dependent reduction of glutathione

disulfide.

Reduced M2 Polarization in Chrebp-Deficient

Macrophages

As the modulation of the redox status alters macrophage M2

polarization (Vats et al., 2006; Haschemi et al., 2012; Jais

et al., 2014), we next investigated the relevance of ChREBP in

this pathway. Nuclear translocation of ChREBP was increased

by almost 2-fold after IL-4 stimulation in thioglycollate-elicited

peritoneal macrophages (Figures S4A and S4B). A time-course

experiment showed that ChREBP silencing partially prevented

the initial increase in Arg1 and Mrc1 mRNA expression induced

by IL-4 (Figures S4C and S4D). Interestingly, treatment of IL-4-

stimulated ChREBP knockdown macrophages with the anti-

oxidant glutathione restored Arg1, Mrc1, and Fizz1 mRNA

expression to the level of control cells, suggesting that ChREBP

acts at the interface between macrophage M1-M2 polarization

by controlling the redox status of the cells and most likely

‘‘pre-programming’’ macrophage skewing (Figure S4E) (Jais

et al., 2014). As autophagy controls the delivery of lipids to lyso-

somes for hydrolysis (Ouimet et al., 2011) and lysosomal lipol-

ysis has recently emerged as critical for M2 activation (Huang

et al., 2014), we next wondered whether the altered fatty acid

homeostasis in macrophages after ChREBP knockdown could

modulate this pathway. ChREBP silencing prevented the rise

in autophagic flux induced by IL-4 as quantified by flow cytom-

etry (Figure S4F). Moreover, inhibition of autophagy by 3-meth-

yladenine (3-MA) reduced the polarization of M2 macrophages

induced by IL-4 in control macrophages to the same extent as

that in ChREBP knockdown macrophages, as measured by

Arg1, Mrc1, and Fizz1 mRNA expression (Figure S4E). Together,

these findings suggest that ChREBP controls autophagy-

dependent M2 polarization by maintaining macrophage redox

status and fatty acid production.

Increased Susceptibility of Chrebp-Deficient

Macrophages toCell Death Induced by LPS andOxidized

LDL-Dependent ROS Generation

To test whether the reduced redox state of macrophages after

ChREBP silencing contributes to an increased susceptibility

to oxidative stress-induced apoptosis, thioglycollate-elicited

peritoneal macrophages were treated with 100 ng/ml LPS or

50 mg/ml oxidized LDL for 24 hr. As expected, flow cytometry

analysis revealed that WT macrophages were alive 24 hr after

treatment (Figures 4A and 4B), whereas ChREBP knockdown

macrophages showed a dramatic 4-fold increase in macro-

phage death, reflected by late apoptosis or necrosis (i.e.,

AnnexinV+ PI+) (Figures 4A and 4B). While reduced cellular

thiols were present in viable, apoptotic, and necrotic macro-

phages after ChREBP knockdown in all the treatment groups

(Figure 4C), the increase in ROS formation was mainly attribut-

able to cells undergoing apoptosis and necrosis (Figure 4D).

Because LPS and oxidized LDL-induced ROS production can

promote caspase-dependent cell death in macrophage foam

cells (Yvan-Charvet et al., 2010a), and recent data have shown

an intimate link between glucose metabolism and caspase

activation in experimental model of apoptosis induced by staur-

osporine (Pradelli et al., 2014), we next measured caspase

activity. Flow cytometry analysis of fluorescent label carboxy-

fluorescein (FAM) fluorescent-labeled inhibitor of caspases

(FICA) revealed an increase in caspase activity in apoptotic

and necrotic ChREBP knockdown macrophages upon LPS or

oxidized LDL stimulation compared to controls (Figures 4E

and 4F). The addition of glutathione or pharmacological inhibi-

tion of caspases by Z-VAD-FMK confirmed marked antiapop-

totic effects in oxidized LDL-stimulated Chrebp-deficient mac-

rophages (Figure 4G). Together, these findings reveal a role of

ChrREBP in maintaining macrophage redox status to limit cas-

pase-dependent death.

Accelerated Atherosclerosis in Ldlr!/! Mice

Transplanted with Chrebp!/! BM

Atherosclerosis is a chronic inflammatory disease dominated

by a phenotypic switch of macrophages (Hasty and Yvan-Char-

vet, 2013) and alteration of macrophage survival (Tabas, 2005;

Van Vré et al., 2012). We wondered whether expression of

ChREBP by macrophages might affect atherosclerosis devel-

opment. To test this hypothesis, we transplanted BM cells

from WT and Chrebp!/! mice into irradiated Ldlr!/! recipients,

thereby generating Ldlr!/! mice with either Chrebp!/! or WT

macrophages. Four weeks after transplantation, mice were

challenged with a Western-type diet for 11 weeks. Freshly iso-

lated resident peritoneal macrophages at the end of the ex-

periment showed no detectable ChREBP mRNA expression.

TNF-a expression was increased by 2.5-fold and that of

MCP-1 by 1.6-fold (Figure 5A), similar to the enhanced TNF-a

and MCP-1 mRNA expression observed in LPS-stimulated

Chrebp!/! thioglycollate-elicited peritoneal macrophages iso-

lated from chow-fed animals compared to controls (Figure S5).

This confirmed the efficiency of the transplantation procedure.

Lipoprotein and metabolic parameters were measured before

the start of the diet and at the time of sacrifice. As shown in

Table S2, the two groups of mice did not differ significantly

with regards to body weight, fat mass, plasma leptin, glucose

and triglyceride levels, or plasma LDL and HDL cholesterol.

We also did not observe changes in blood leukocytes, lympho-

cytes or spleen weight in Chrebp!/! BM transplanted mice

before the start or at the end of the experiment (Table S2). A

role of ChREBP in mediating glycolysis-induced T cell activa-

tion (Macintyre et al., 2014) was also excluded in Chrebp!/!

BM recipients, as a similar percentage of CD44hiCD62Llo pe-

ripheral CD4+ and CD8+ lymphocytes was observed at sacrifice

(Figure S6). Nevertheless, Ldlr!/!mice receiving Chrebp!/! BM

showed an "1.7-fold increase in atherosclerosis development
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Figure 4. Enhanced Susceptibility to Cell Death in Chrebp-Deficient Macrophages Macrophages

(A and B) Representative FACS plots (A) and quantification ofmacrophage death (B) in thioglycollate-elicited peritoneal macrophages transfectedwith scrambled

or ChREBP siRNA and treated with 100 ng/ml LPS or 50 mg/ml oxidized LDL (oxLDL) for 16 hr.

(C and D) Thiols (C) and ROS repartition (D) in necrotic, apoptotic, and viable cells.

(E and F) Representative histograms (E) and quantification (F) of caspase activation.

(G) Effect of GSH and Z-VAD-FMK caspase inhibitor on the percentage of Annexin V+ cells after 16-hr treatment with 50 mg/ml oxLDL.

Values are mean ± SEM. *p < 0.05 compared to control.
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in their proximal aortas and showed numerous inflammatory

infiltrates compared to mice receiving WT BM, which devel-

oped only sparse foam cell-containing atherosclerotic lesions

(Figure 5B).

Monocytosis in Chrebp!/! BM-Transplanted Ldlr!/!

Mice Is Mediated through a Cell-Extrinsic Mechanism

Immunohistochemical staining of aortic root plaques confirmed

a 2-fold increase in F4/80+ macrophages in Chrebp!/! BM-

transplanted Ldlr!/! mice (Figure 6A). The increased plaque

macrophage content in Chrebp!/! atheromata could reflect

local inflammation or systemic monocytosis, which are known

to contribute to atherosclerotic plaque progression in both

mice and humans (Coller, 2005; Swirski et al., 2007; Tacke

et al., 2007; Combadière et al., 2008). We observed a 2-fold

increase in neutrophils and inflammatory blood Ly6Chi mono-

cyte subsets in Chrebp!/! BM-transplanted Ldlr!/! mice fed

a high-fat diet (Figure 6B). We next undertook studies to eluci-

date the mechanisms underlying the peripheral inflammatory

phenotype observed in these mice. Targeted gene expression

profiling revealed that ChREBP was barely detectable in BM

progenitors compared to macrophages (Figure S7A), even

though ChREBP expression in these cells was much lower

than in hepatocytes (Figure S7B). Gavage with a liver X recep-

tor (LXR) agonist (TO-901317) that has been previously sug-

gested to increase ChREBP expression in hepatocytes (Cha

and Repa, 2007; Denechaud et al., 2008) did not modulate

macrophage ChREBP expression (Figure S7A). ChREBP was

also barely expressed in splenic dendritic cells or B and T

lymphocytes compared to macrophages (Figure S7C). Taking

advantage of a publically available gene expression dataset

from Immgen (http://www.immgen.org), we observed that key

enzymes of the PPP were predominantly expressed in cells

derived from the macrophage lineage (Figure S7D), paralleling

ChREBP expression. This further illustrated an important un-

recognized role of this pathway in macrophages. Consistent

with these findings, neither the Lin!Sca1+cKit+ (LSK) popula-

tion, representing hematopoietic stem and progenitor cells

(HSPCs), nor the granulocyte-monocyte progenitor (GMP)

and common myeloid progenitor (CMP) populations were

altered in the BM of mice transplanted with Chrebp!/! BM (Fig-

ure 6C). Nevertheless, monocyte counts were reduced in the

BM of mice that had received Chrebp!/! BM, and this con-

trasted with the increase in Ly6Chi monocytes observed in their

spleen, most likely reflecting monocyte mobilization (Figures

2C and 2D). Measurement of various plasma factors known

to promote BM hematopoietic cell mobilization did not reveal

an alteration in growth factors such as GH, M-CSF or G-CSF

(Figure S7E) or chemoattractant molecules such as MIP1a,

MIP2, or KC (Figure S7F) in mice transplanted with Chrebp!/!

BM. However, there was a significant 1.5-fold increase in levels

of plasma MCP-1 and MCP-3, but not MCP-5, in these mice

(Figure 6E). These chemokines have been previously been

shown to be produced by macrophage foam cells (Westerterp

et al., 2013) and to promote CCR2-dependent monocyte mobi-

lization from the BM to the blood (Tsou et al., 2007). Thus, we

wondered whether the monocytosis observed upon myeloid

ChREBP deficiency could be dependent on systemic inflam-

mation driven by macrophages. To directly test our hypothesis,

we performed a competitive BM transplantation. Ldlr!/! mice

were transplanted with a 1:1 mix of CD45.1 WT with either

CD45.2 WT or CD45.2 Chrebp!/! BM. Mice were fed a high

fat diet, and monocyte levels were assessed. In line with our

previous observations, more CD45.2 Ly6Chi monocytes were

observed in mice containing Chrebp!/! cells (Figure 6F). Inter-

estingly, the presence of CD45.2 Chrebp!/! BM, but not of

CD45.2 WT BM, increased the number of CD45.1 WT periph-

eral monocytes, suggesting that monocyte mobilization in

mice that had received Chrebp!/! BM was mediated by circu-

lating factors (Figure 6F). Thus, the monocytosis in mice that

had received Chrebp!/! BM was most likely secondary to the

Figure 5. ChREBPDeficiency Promotes Accelerated Atherosclerosis

(A) mRNA levels in resident peritoneal macrophages isolated from high-fat

diet (HFD)-fed Ldlr!/! recipient mice transplanted with WT or Chrebp!/! BM.

(B) Representative H&E staining (magnification 1003, insert 2003) and

quantification of atherosclerotic lesion development in the proximal aorta of

HFD-fed Ldlr!/!mice transplanted with WT or Chrebp!/! BM (n = 10). Arrows

and dashed lines depict inflammatory infiltrates.
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increased plaque burden and associated systemic inflamma-

tion. Future studies using specific knockout of ChREBP in mac-

rophages may help to decipher whether these cells are respon-

sible for the MCP-1 and MCP-3-dependent monocytosis.

Increased Plaque Complexity in Ldlr!/! Mice

Transplanted with Chrebp!/! BM

Histological characterization of atherosclerotic lesions revealed

increased plaque complexity inmice that had receivedChrebp!/!

Figure 6. Increased Lesional Macrophages and Inflammatory Monocytes in Mice Transplanted with Chrebp!/! BM

(A) Representative pictures and quantification of F4/80+ macrophages in the proximal aorta (magnification 3100) of Ldlr!/! mice transplanted with WT or

Chrebp!/! BM (n = 10).

(B) Representative FACS plots and quantification of peripheral blood myeloid cells.

(C–E) Quantification of BM HSPCs and monocytes (C), splenic monocytes (D), and plasma MCP-1, 3, and 5 levels (E) in these mice.

(F) Competitive BM transplantation of WT CD45.1+ BM equally mixed with either CD45.2+ WT BM or CD45.2+ Chrebp!/! BM and transplanted into Ldlr!/!

recipient mice fed for 11 weeks on an HFD (n = 8). Circulating Ly6hi monocytes were analyzed.

Values are mean ± SEM. *p < 0.05 compared to control.
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BM, typified by a slight decrease in sections containing no lesions

or valve lesions and a greater proportion of sections containing

foamcell rich lesions and sections containing advanced, complex

lesions characterized by compromised integrity of the media,

necrotic core formation, and cholesterol clefts (expressed as

the number of observations) (Figure 7A). Furthermore, Chrebp!/!

lesional macrophages isolated by laser capture microscopy

(LCM), which expressed CD68, but not the endothelial marker

CD31, showed increased mRNA expression of inflammatory cy-

tokines such as TNF-a, MCP-1, and MIP1a (Figure 7B). A trend

toward reduced Arg1 and Mrc1 mRNA expression was also

observed (data not shown). More strikingly, TUNEL staining

revealed five times more apoptotic cells in mice receiving

Chrebp!/! BM (Figure 7C), reflecting the pro-survival role of

ChREBP inmaintainingmacrophage redox status. This correlated

with an increased necrotic area in these mice (1,819 ± 284 versus

3,665 ± 466 mm2/section in Ldlr!/! mice receiving WT or

Chrebp!/! BM, respectively). Together, these data suggest that

ChREBP-dependent metabolic reprogramming of lesional mac-

rophages controls atherosclerosis plaque complexity.

DISCUSSION

Atherosclerotic plaques that cause clinical events, so-called

vulnerable plaques, have a high macrophage content (Libby

et al., 1996; Moore and Tabas, 2011) that correlates with

enhanced 18FDG incorporation visualized by PET-CT imaging

(Rogers and Tawakol, 2011; Garcia-Garcia et al., 2014). How-

ever, the molecular mechanisms that link glucose utilization

to inflammation in macrophages are poorly understood in

the context of atherosclerosis. The present study reveals that

ChREBP, a glucose sensor transcription factor, is expressed

by macrophages and protects against macrophage inflamma-

tory responses and apoptosis induced by pro-atherogenic

stressors. Notably, our mechanistic studies have demonstrated

that macrophages lacking ChREBP show a dramatic decrease in

cellular glutathione content due to the loss of reducing energy

supplied through the production of NADPH. This leads to

increased ROS production and sustained NF-kB activation in

response to LPS in macrophages after ChREBP knockdown,

driving local and systemic inflammatory responses. Moreover,

in response to oxidative stress-induced apoptosis, macro-

phages in which ChREBP was silenced were more prone to cas-

pase dependent death, likely explaining the enhanced necrotic

core formation in plaques of mice transplanted with Chrebp!/!

BM. Together, our data establish a critical role for ChREBP in

preventing macrophage inflammation and apoptosis in athero-

sclerosis and demonstrate the importance of immune metabolic

flux in chronic inflammatory diseases.

When we initiated the present study, we hypothesized that

ChREBP could be a sensor of the high glycolytic rate of inflam-

matory macrophages (Fukuzumi et al., 1996; Gamelli et al.,

1996; Gautier et al., 2013; Nishizawa et al., 2014). This hypothe-

sis was driven by observations showing that ChREBP can be

regulated by glucose-derived metabolites in hepatocytes and

the fact that liver pyruvate kinase (LPK) is a ChREBP target

gene (Filhoulaud et al., 2013). Nevertheless, we first observed

that ChREBP was downregulated upon LPS treatment. Basal

Figure 7. Increased Atherosclerotic Plaque Complexity in Mice

Transplanted with Chrebp!/! BM

(A) Atherosclerotic lesion severity in the aortic root of HFD-fed Ldlr!/! recipient

mice transplanted with WT or Chrebp!/! BM (n = 10).

(B) mRNA expression in lesional macrophages isolated by laser microcapture

in these mice.

(C) Representative micrographs and quantification of TUNEL-positive signal

(green; arrows) in nuclei (blue) of aortic root lesions from these mice (magni-

fication 3500).

Results are mean ± SEM. *p < 0.05 compared to control.
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and LPS-stimulated ChREBP knockdownmacrophages also ex-

hibited higher glycolytic metabolites and enhanced expression

of glycolytic enzymes such as Hk2 and PKM2. This suggested

that macrophage PKM2, in contrast to hepatic LPK, was not a

transcriptional target of ChREBP, most likely because neogluco-

genesis is not present in macrophages and these cells do not

require fine-tuning of phosphoenolpyruvate (PEP) conversion

into pyruvate to avoid its recycling back to PEP for neoglucogen-

esis (Filhoulaud et al., 2013). The absence of such retro-control

in macrophages could also explain the lower expression of

ChREBP in these cells compared to hepatocytes. Interestingly,

ChREBP is a regulator of malic enzyme (ME)-dependent pyru-

vate cycling in hepatocytes (Ma et al., 2006; Burgess et al.,

2008) that reroutes TCA intermediates derived from pyruvate

back to pyruvate and transfers reducing equivalents from

NADH to NADP+ to generate NADPH (Lu et al., 2002). The regu-

lation of this pathway appears to be fully conserved in macro-

phages, as reduced ME expression and activity paralleled a

dramatic accumulation of malate in macrophages after ChREBP

silencing and was associated with a reduced NADPH/NADP ra-

tio. Alteration of this pathway could also contribute to the broken

Krebs cycle recently observed in LPS-stimulated macrophages

that could support the arginosuccinate shunt (Jha et al., 2015).

There are two alternative metabolic pathways that could have

contributed to the reduced NADPH/NADP ratio in these cells.

While the reduction of glucose by AR is observed in humans (Vik-

ramadithyan et al., 2005; Srivastava et al., 2009; Vedantham

et al., 2011), we observed a decrease in the PGD-dependent

nonoxidative phase of the PPP shunt that generates NADPH in

macrophages lacking ChREBP, revealing a mechanism of regu-

lation of NADPH production by ChREBP and illustrating the key

role of this transcriptional factor in maintaining the redox status

of macrophages.

By being a rheostat for cellular metabolism controlling cellular

redox status, ChREBP orchestrates a complex response to ex-

ternal pro-atherogenic stressors that require a high energy de-

mand, efficient anti-oxidant homeostasis, and lipid synthesis.

Interestingly, the mechanism underlying the increased LPS-

dependent inflammatory responses and LPS- and oxidized-

LDL-dependent death in macrophages lacking ChREBP was

found to be an amplified burst of oxidative stress secondary to

a broken TCA cycle and glutathione depletion, which is known

to be regenerated in an NADPH-dependent fashion. At the mo-

lecular level, the enhanced NF-kB activity in macrophages with

ChREBP silencing could be linked to ROS sensitivity (Morgan

and Liu, 2011), and ROS generation could also act as a first

‘‘hit’’ signal, pre-polarizing macrophages prior activation (Jais

et al., 2014) or sustaining JNK activation (Kamata et al., 2005;

Dhanasekaran and Reddy, 2008), altering the balance of life

and death in response to Toll-like receptor signaling in macro-

phages (Yvan-Charvet et al., 2010a; Moore and Tabas, 2011).

Glutathione depletion in macrophages has been previously

associated with atherosclerotic lesion formation in the setting

of AR overexpression (Vikramadithyan et al., 2005; Srivastava

et al., 2009; Vedantham et al., 2011). We now show that a

similar mechanism can be controlled by ChREBP-dependent

NADPH-glutathione regulation. Another interesting observation

was that ChREBP controls autophagy-dependent macrophage

M2 polarization, which could be the consequence of an altered

oxidative metabolism-dependent pre-programming of these

cells toward an M2-like phenotype (Jais et al., 2014) or an

impaired fatty acid synthesis limiting substrate availability for

lysosomal lipolysis (Huang et al., 2014). Future studies should

help to clarify this point and determine whether this mechanism

contributes to the accelerated atherosclerosis in mice trans-

planted with Chrebp!/! BM (Liao et al., 2012). Together, our

studies extend the importance of immune metabolic flux beyond

macrophage inflammation in atherosclerosis by proposing that

(1) ChREBP could represent a functional metabolic shift between

M1 and M2 macrophage polarization in atherosclerosis and (2)

ChREBP could play a pivotal pro-survival role in macrophages,

with major implications for plaque necrosis and stability (Libby

et al., 1996; Moore and Tabas, 2011).

The role of macrophages in controlling hematopoietic and

myeloid cell mobilization from the BM to the spleen for extra-

medullary hematopoiesis has recently emerged. This function

represents an important pro-atherogenic mechanism that con-

tributes to the pool of circulating Ly6Chi monocytes that infiltrate

atherosclerotic plaques (Tall and Yvan-Charvet, 2015). Interest-

ingly, the increased plaque burden driven by an alteration in

macrophage behavior in mice transplanted with Chrebp!/! BM

was associated with systemic inflammation dominated by an

increase in circulating inflammatory Ly6hi monocytes. A com-

petitive BM transplantation experiment suggested that this

phenotype was driven by extrinsic factors such as MCP-1 and

MCP-3 that were increased in the plasma and atherosclerotic

plaques of mice transplanted with Chrebp!/! BM. These factors

could mediate the emigration of monocytes out of the BM and

their recruitment to inflammatory atherosclerotic plaques (Tsou

et al., 2007; Tacke et al., 2007; Swirski et al., 2007; Combadière

et al., 2008; Westerterp et al., 2013). Thus, this study provides

evidence of an additional antiatherogenic effect of ChREBP in

macrophages, acting as a positive feedback loop to control

monocytosis.

Together, these data demonstrate an unexpected role of

ChREBP in preventing macrophage inflammation and apoptosis

and indicate that activation of the ChREBP pathway may be a

potential therapeutic target to prevent the formation of complex

dangerous atheromata. In particular, it would be interesting to

determine whether such a therapeutic approach could have

additive value in the context of NASH, in which hepatic activation

of ChREBP may also protect against insulin resistance (Filhou-

laud et al., 2013).

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Materials and additional methods are available in Supplemental Experimental

Procedures.

Mice

Chrebp!/! mice (B6.129S6-Mlxipltm1Kuy/J) that have been crossed to

C57BL/6J for 25 generations were obtained from The Jackson Laboratory. An-

imal protocols were approved by the Institutional Animal Care and Use Com-

mittee of Columbia University or were undertaken according to the Guidelines

for Care and Use of Experimental Animals in France. Animals had free access

to food and water and were housed in a controlled environment with a 12-hr

light-dark cycle and constant temperature (22"C).
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BM Transplantation

BM transplantation was performed as previously described (Yvan-Charvet

et al., 2010b) using BM fromWT andChrebp!/! littermates. Briefly, the athero-

sclerosis studies were conducted in 10-week-old female Ldlr!/! mice fed a

Western-type diet (TD88137) from Harlan Teklad for 11 weeks. Mice were al-

lowed to recover for 4 weeks after irradiation and BM transplantation before

diet studies were initiated. Body weight was recorded at indicated time points.

Mice were euthanized in accordance with the American Veterinary Association

Panel of Euthanasia. Spleen and epididymal adipose tissue weights were

determined at the time of sacrifice.

Histological Analysis of Proximal Aortas

Mice were sacrificed and heart was harvested. Heart was washed with PBS

then fixed with 4% paraformaldehyde. Heart was embedded in paraffin, and

5-mm sections of proximal aortas were performed using a Microm HM340E

microtome (Microm Microtech) and stained with H&E. Aortic lesion size of

each animal was calculated as the mean of lesion areas in six sections from

the same mouse using ImageJ software calibrated with parameters of the

Leica DM5500 B (Leica Microsystemes SAS) microscope. Atherosclerotic le-

sions were expressed in mm2 per section.

Macrophages Harvesting and Culture

WT mice were injected intraperitoneally with 3% thioglycolate to recruit mac-

rophages as previously described (Gautier et al., 2013). Briefly, after 3 days,

mice were sacrificed and peritoneal macrophages were harvested by a PBS

(Life Technologies) wash of the intraperitoneal cavity. Cells were filtered on a

42-mM cell strainer (VWR). Macrophages were cultured in DMEM 10% fetal

bovine serum 1% penicillin/streptomycin (Life Technologies).

Statistical Analysis

Data are shown as mean ± SEM. Statistical significance was performed using

Prism t test or ANOVA were performed according to the dataset. Results were

considered as statistically significant when p < 0.05.

SUPPLEMENTAL INFORMATION

Supplemental information includes Supplemental Experimental Procedures,

seven figures, and two tables and can be found with this article online at

http://dx.doi.org/10.1016/j.celrep.2015.08.068.
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Comme nous avons pu le démontrer tout au long de cette thèse, l’inflammation 

chronique ou également appelé ‘stérile’ est à l’origine de nombreuses pathologies, 

notamment l’athérosclérose. Nous avons focalisé nos études sur l’identification des voies 

métaboliques contrôlant la production et clairance des cellules myéloïdes dans un contexte 

inflammatoire liée à une hypercholestérolémie (modèles d’athérosclérose) ou à un syndrome 

myéloprolifératif (modèle de leucémie). Nous avons résumé l’ensemble de ces résultats sous 

forme d’une figure récapitulative (Figure 19).  

 

I. Résumé et perspectives sur les voies métaboliques contrôlant la myélopoïèse dans 

un contexte d’hypercholestérolémie.  

 

Comme discuté lors de cette thèse, les patients atteints de maladies 

cardiovasculaires présentent une augmentation de l’activité métabolique de leur système 

hématopoïétique, caractérisé par une augmentation d’incorporation de 18F-

fluorodeoxyglucose, un analogue du glucose, au niveau de la moelle osseuse et de la rate 

(Emami et al., 2015). Sachant que les monocytes sont maintenant reconnus comme un 

facteur de risque des maladies cardiovasculaires à part entière et d’une manière 

indépendante des autres facteurs de risques traditionnels (i.e, hypercholestérolemie, 

hypertension, tabagisme, etc…), il semblait donc important de comprendre les mécanismes 

moléculaires sous-jacents. 

 

Notre première étude s’est donc intéressée au rôle du transporteur Glut-1, qui est le 

transporteur de glucose majoritaire au niveau du système hématopoïétique (Oburoglu et al., 

2014) (Manel et al., 2003) dans des modèles précliniques d’athérosclérose induite par une 

hypercholestérolémie. Nous nous sommes ainsi focalisé sur le rôle de l’hypercholestérolémie 

dans la production de monocytes. Ces travaux sont une suite logique des travaux 

précédents de l’équipe et d’autres groupes qui ont mis en évidence qu’une accumulation de 

cholestérol dans les cellules myéloïdes conduit non seulement à leur prolifération accrue 

mais également à un engagement vers la lignée myéloïde (Yvan-Charvet et al., 2010) 

(Murphy et al., 2011). D’une manière intéressante, lors de ce travail, le groupe de Naomi 

Taylor a pu mettre en évidence que des effets similaires d’engagement vers la lignée 

myéloïde pouvaient être induits par une augmentation de la voie de la glycolyse au niveau 

des CSH (Oburoglu et al., 2014). Cela suggère qu’une adaptation métabolique plus générale 

est nécessaire au devenir des CSH. Sachant que notre groupe avait pu montrer une 

augmentation de Glut-1 au niveau des CSH dans des modèles d’hypercholestérolémie 

(Gautier et al., 2013), il semblait donc important de tester la coopération des voies du 

métabolisme du cholestérol et du glucose dans la production des monocytes. Nous avons 
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ainsi démontré que la déficience partielle en Glut-1 dans les cellules souches 

hématopoïétiques (CSH) contrecarrait l’effet d’une hypercholestérolémie sur l’induction de 

leur prolifération et leur engagement vers la myélopoïese. Cela a pour conséquence une 

réduction de la monocytose et du développement des plaques d’athérosclérose qui lui est 

associé (Sarrazy et al., 2016). Ces résultats permettent de généraliser l’importance d’une 

modification du métabolisme du glucose dans la régulation de la prolifération et du devenir 

des CSH, en particulier dans conditions inflammatoires induite par une 

hypercholestérolémie. Au niveau mécanistique, nous avons aussi démontré que la 

décarboxylation oxydative du pyruvate et l’activation de la navette malate-aspartate étaient 

essentielles à l’expansion des cellules souches et à leur différenciation vers le compartiment 

myéloïde (Sarrazy et al., 2016). De manière inattendue, le rôle de HIF-1α dans des 

conditions pro-athérogéniques n’impactait ni l’expression de Glut-1 dans les CSH ni  leur 

devenir. En effet, la déficience en HIF-1α dans les CSH avait précédemment été montrée 

pour participer à leur capacité de différenciation vers le compartiment myéloïde (Parathath et 

al., 2013). Il se peut donc, qu’en condition d’hypercholestérolémie, les voies d’hypoxie ne 

soient pas prépondérantes au niveau de la moelle osseuse pour contrôler le métabolisme 

glucidique des CSH et leur devenir. Dans ce sens, nous avons confirmé des travaux 

antérieurs montrant que la voie de signalisation de l’hormone de croissance interleukin-3 (IL-

3) pouvait contrôler directement l’expression de Glut-1 (Flier et al., 1987). En effet, les 

travaux précédents de l’équipe avaient pu mettre en évidence qu’une accumulation de 

cholestérol au niveau des CSH conduisait à une stabilisation de la sous unité β des 

récepteurs à l’IL-3 (Yvan-Charvet et al., 2010) (Hansson and Björkholm, 2010). Une 

explication alternative pourrait être que les CSH ne doivent pas être considérées comme une 

population homogène de cellules. En effet, parmi les CSH, on retrouve des LT-HSC et les 

ST-HSC, que nous avons précédemment défini dans l’introduction, et qui ont des propriétés 

très distinctes, en particulier en terme de besoin énergétique, pour maintenir leur fonction de 

quiescence, prolifération ou différentiation (Ema et al., 2014). Avec l’émergence des 

techniques d’isolation unique de cellules (‘single-cell’), le profilage très fin des populations 

cellulaires hétérogènes pourrait être effectué. En effet, ce domaine est en pleine expansion 

et pourrait permettre de raffiner différentes hypothèse de travail actuelles.  

 

En particulier, le travail réalisé par l’équipe d’Emmanuelle Passégué a récemment 

démontre que les MPPs (Multipotent Progenitors) adoptent plusieurs profils (Pietras et al., 

2015). En effet, les MPPs se divisent en différentes sous-classes, des MPP2 au MPP4 qui 

ne possèdent pas les mêmes capacités de différenciation. Ils démontrent ainsi que les MPP3 

sont ceux qui sont les plus aptes à s’engager dans la différenciation myéloïde. De manière 

intéressante, les MPP2 expriment fortement Glut-1, ce qui n’est pas le cas des MMP3. Il 
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apparaît alors que cibler Glut-1 touche plus favorablement les MMP3 et permettre un 

traitement ciblé de leur prolifération et leur devenir.  

 

En terme de perspectives cliniques, il a récemment été montré qu’une diminution des 

taux de glucose plasmatique chez des patients diabétiques grâce à des inhibiteurs du 

transporteur SGLT2, permettant la réabsorption du glucose rénal, améliorait leur pronostique 

cardiovasculaire (Zinman et al., 2015) (Neal et al., 2017). Cependant les mécanismes 

cardioprotecteurs sous-jacents n’ont pas encore été identifiés. Lors du dernier congrès de la 

société francophone du diabète (SFD), des résultats non publiés suggèrent qu’une partie des 

effets bénéfiques pourrait être liée à un changement du nombre et de la fonction de 

l’hématocrite, impliquant qu’une normalisation de l’hyperglycémie pourrait permettre 

d’améliorer le système hématopoïétique chez ces patients. Il sera important de suivre 

l’évolution de ces données pour les remettre en contexte de nos résultats. En particulier, 

quel serait l’impact d’inhibiteur de Glut1 chez ces patients ?  

 

II. Résumé et perspectives sur les voies d’efflux du cholestérol contrôlant la 

myélopoïèse dans un contexte de syndrome myéloprolifératif.  

 

Dans une continuité des travaux de l’équipe, nous avons également identifié en 

collaboration avec le Pr. Ross Levine (Sloan Kettering, NY), 5 nouvelles mutations du 

transporteur ABCA1 dans des patients atteints de CMML (voir introduction projet 3). Bien 

que ce travail soit toujours en cours de finalisation, nous avons déjà pu montrer que ces 

mutations sont des mutations « perte de fonction » du transporteur ABCA1 et sont capables 

d’induire une prolifération accrue de lignées monocytaires. Cela suggère que ces mutations 

participent à la mise en place d’un phénotype myeloprolifératif. Chez la souris, nous avons 

mis en place un modèle de sur-expression des mutations d’ABCA1 dans la moelle osseuse à 

partir d’un protocole d’infection par lentivirus et transplantation de ces moelles dans des 

souris receveuses. Bien que le phénotype de ces souris sous un fond WT soit modeste, 

nous avons pu mettre en évidence une coopération de ces mutations avec la déficience en 

Tet2, conduisant à un phénotype myéloprolifératif accru, caractérisé par une splénomégalie 

corrélée à une augmentation du pourcentage de cellules myéloïdes spléniques. Ces 

résultats valident l’importance des voies d’efflux du cholestérol et en particulier des 

mutations d’ABCA1 dans la mise en place d’un phénotype myeloprolifératif.  

 

L’analyse de nouvelles expériences est en court et devrait nous permettre de 

comprendre les mécanismes sous-jacents (i.e, voie de signalisation, voies métaboliques, 

réponse mitochondriale, etc…). En attendant, il est important de noter qu’au vue des 
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résultats préliminaires que j’ai présenté chez la souris, ces mutations du gènes ABCA1 

semblent synergiques avec d’autres mutations plutôt qu’initiateur de la pathologie. Comme 

récemment décrit, la CMML est un cancer où la coopération entre les mutations semble 

jouer un rôle essentiel (Itzykson et al., 2017). Au vu de ces résultats, il semblerait également 

important de valider la découverte de ces mutations dans d’autres cohortes. Nous en avons 

déjà discuté avec le Pr. Eric Solary, qui possède une large cohorte à l’institut Gustave 

Roussy à Paris.  

 

III. Résumé et perspectives sur la gestion du cholestérol des macrophages pendant 

l’efferocytose contrôlant la réponse inflammatoire.  

 

Dans un troisième temps, nous nous sommes intéressé à la clairance des cellules 

apoptotiques par les macrophages (i.e. efferocytose) et au rôle de l’enzyme LIPA dans ce 

processus. En effet des travaux antérieurs de différentes équipes, dont la notre, ont mis en 

évidence que lors de la clairance des cellules apoptotiques, les macrophages sont 

confrontés à une large quantité de cholestérol (Gerbod-Giannone et al., 2006) qui peut être 

toxique pour la cellule si elle n’est pas gérée. Ainsi, elle participe à la mise en place d’une 

réponse inflammatoire (Li et al., 2006) et d’une induction secondaire de la myélopoïèse 

(Westerterp et al., 2012). Au niveau mécanistique, l’efferocyte ingérant  une grande quantité 

de cholestérol va mettre en place une activation des récepteurs nucléaires LXR, sensibles à 

la quantité de cholestérol  permettant ainsi l’induction des voies d’efflux (Yvan-Charvet et al., 

2008). En parallèle, cela permet la mise en place d’un programme transcriptionnel 

permettant l’induction des récepteurs impliqués dans la clairance des cellules apoptotiques 

tels que MertK  (A-Gonzalez et al., 2009). Nous nous sommes intéressé à LIPA pour 3 

raisons : 1) des études d’association pangénomique (GWAS) ont identifiées des variations 

génétiques du gène LIPA associées aux maladies cardiovasculaires (Wild et al., 2011)  

(Morris et al., 2017), 2) LIPA est principalement exprimé dans les macrophages au sein du 

système hématopoïétique, selon le consortium Immgen et 3) des travaux suggéraient que 

LIPA contrôlait l’efflux de cholestérol (Ouimet et al., 2011). 

 

Nous avons démontré que l’enzyme LIPA se place au cœur de la réponse 

efferocytique des macrophages afin de maintenir de l’intégrité des tissus et de réguler 

l’inflammation. Plus précisément, nous avons démontré que LIPA en hydrolysant les esters 

de cholestérol en cholestérol libre permettait la mobilisation intracellulaire du cholestérol. Ce 

dernier va pouvoir être oxydé en 25-hydroxycholestérol et 27-hydroxycholestérol (25- et 27-

OHC). Ces dérivés du cholestérol sont impliqués dans de nombreux processus cellulaires. 

En particulier, ce sont les agonistes du LXR ce qui permet d’activer les voies d’efflux du 
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cholestérol en stimulant l’expression des transporteurs ABCA1 et ABCG1, et l’expression du 

récepteur MerTK, récepteur clé dans la reconnaissance et la phagocytose des cellules 

apoptotiques. Lorsque LIPA est inhibée, la production des 25- et 27-OHC est diminuée ayant 

pour conséquence un défaut d’activation des LXR et donc des capacités d’efflux du 

cholestérol et de la reconnaissance des cellules apoptotiques. In vitro, nous avons aussi 

démontré un défaut de la réorganisation du cytosquelette et en particulier de la localisation 

de la protéine Rac-1 au niveau de la coupe phagocytaire, ce qui participe au défaut 

d’efferocytose. In vivo, chez la souris, l’inhibition de LIPA réduit les capacités efferocytiques 

des macrophages résidents de la rate et du foie. Cela provoque une splénomégalie et une 

accumulation de fer dans la rate. Ces résultats démontrent l’importance de l’hydrolyse 

lysosomale du cholestérol dans les macrophages pour le maintien de l’intégrité tissulaire et 

la résolution de l’inflammation, aussi bien en conditions pathologiques que physiologiques. Il 

serait intéressant dans une continuité logique de faire le lien entre ce défaut d’efferocytose et 

le développement de la plaque d’athérome précédent observé chez les souris déficientes en 

LIPA (Du and Grabowski, 2004). En effet, le groupe de Philippe Lesnik a fait parti des 

premier a montré l’importance de la mort cellulaire dans la mise en place des lésions 

athéromateuses (Gautier et al., 2009). Cela a contribué, par la suite, à changer certaines 

visions de la mise en place de la pathologie (Van Vré et al., 2012) (Hansson et al., 2015). 

Nous avons récemment généré des souris transgéniques sur-exprimant LIPA au niveau des 

macrophages. Bien que je n’aie pas eu le temps d’utiliser ce modèle, des travaux futurs dans 

l’équipe devraient permettre d’adresser ces questions d’un point vue thérapeutique grâce à 

ce modèle.  

En parallèle du rôle des 25- et 27-OHC dans l’activation des LXR, nous avons 

démontré que le 25-OHC est impliqué dans le contact entre les membranes mitochondriales 

avec les membranes du réticulum endoplasmique, processus qui s’appelle membranes 

associées à la mitochondrie ou MAM, ce qui modifie le flux calcique et altère le métabolisme 

mitochondrial, notamment cela induit une augmentation de la production des ROS. Cela 

induit aussi une activation de l’inflammasome NLRP3 et donc à la mise en place d’un statut 

inflammatoire aussi bien in vitro qu’in vivo. D’une manière intéressante, des résultats 

similaires viennent d’être publiés en l’absence de voie active d’efflux de cholestérol 

(Westerterp et al., 2018). Ces résultats sont à remettre dans le contexte des récents 

résultats positifs des essais cliniques de l’étude CANTOS (Canakinumab Antiinflammatory 

Thrombosis Out- comes Study) qui montrent que l’utilisation d’un anticorps anti-IL-1β réduit 

le risque de complications cardiovasculaires chez des patients à haut risque d’inflammation 

(Ridker et al., 2017). Cela met en lumière le besoin d’avoir des essais cliniques comparant 

les effets anti-cholestérolémiants des effets anti-inflammatoires chez les patients atteints de 

maladies cardiovasculaires.  
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L’identification des modes de régulation de LIPA semble donc être importante pour 

développer d’éventuels nouveaux outils thérapeutiques. La régulation transcriptionnelle de 

LIPA reste mal comprise mais pourrait dépendre des facteurs de transcription impliqués 

dans l’autophagie. En effet, LIPA peut être positivement régulé par FOXO1 (Forkhead 

Homeobox type protein O1), lui-même activé en cas de restriction calorique (Sandri, 2012). 

L’un des régulateurs les plus importants de l’autophagie et la biogénèse lysosomale, TFEB 

(Transcription Factor EB) est aussi connu pour augmenter l’expression de LIPA (Sardiello et 

al., 2009). En condition de déprivation énergétique ou de stress lysosomal, TFEB est 

déphosphorylé et transloqué au niveau du noyau pour induire la transcription des gènes 

dans l’autophagie et la biogénèse lysosomale (Settembre et al., 2013). En effet, il est 

démontré que la sur-expression de TFEB dans les macrophages péritonéaux de souris induit 

une augmentation de 2,5 fois de l’expression de l’ARNm de LIPA (Emanuel et al., 2014). De 

nombreux outils sont en voie de développement pour contrôler cette voie mais bien entendu 

sans spécificité envers LIPA. On peut également noté des études contradictoires sur 

l’expression de LIPA par les LXRs et les PPARs qui nécessite de plus amples investigations 

(Heltianu et al., 2011) (Bowden et al., 2011). Nous n’avons pas observé dans nos modèles 

de régulations de LIPA par LXR (résultats non montrés). Cependant, nous avons pu 

confirmer les travaux du Dagmar Kratky montrant que LIPA peut également générer des 

médiateurs lipidiques tels que les acides gras polyinsaturés (acide linoléique et acide 

eicosatétraénoique) (Schlager et al., 2017). Bien que l’importance de ces effets reste mal 

comprise, ils pourraient participer à la réponse inflammatoir5 des macrophages (Ménégaut et 

al., 2017).  

De manière intéressante, la polarisation des macrophages de manière classique ou 

alternative impacte leur métabolisme et leur fonction, comme j’ai pu le préciser dans 

l’introduction de la thèse et élégamment discuté dans la revue par le Pr. Giulia Chinetti (Colin 

et al., 2014). Nous démontrons que l’activité de l’enzyme LIPA varie au cours de la 

polarisation des macrophages d’une manière non transcriptionelle. En effet, l’activation 

alternative des macrophages est corrélée à une augmentation de l’activité de l’enzyme LIPA. 

Les mécanismes pourraient impliqués une acidification des lysosomes qui permettrait une 

bonne conformation de l’enzyme pour permettre l’accès des substrats au site catalytique. La 

structure 3D de LIPA n’a pas été déterminée mais par analogie à l’enzyme lipase gastrique, 

il est suggéré que le site catalytique (triade S153/D324/H353) est protégé par un feuillet 

couvercle qui pourrait s’ouvrir ou se fermer suite à une acidification du lysosome entrainant 

un changement de conformation. Deux hypothèses ont été formulées : 1) le pont salin (‘salt 

bridge’) dans la région 310-330 pourrait être sensible à l’acidification et contribuer au 

changement de conformation et 2) un partenaire protéique (nommé collipase) pourrait être 

nécessaire à ce changement de conformation en se fixant au niveau de la région N-terminal 
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sous condition acide. Des travaux futurs pourraient être envisagés pour identifier les 

mécanismes moléculaires et permettre l’identification de nouveaux outils de régulation. 

 

En terme de perspectives cliniques, la plupart des patients sont porteurs d’une 

mutation dans l’exon 8 du gène qui permet la production de 3 à 5% d’enzyme LIPA ayant 

une activité normale (Scott et al., 2013) (Stitziel et al., 2013). D’un point de vue 

phénotypique, les patients présentent une accumulation de graisses dans le foie, une 

splénomégalie, un niveau élévé de LDL et un faible niveau de HDL. Cela les prédispose à 

développer des plaques d’athérosclérose. Ceci démontre que l’enzyme LIPA est cruciale 

dans le métabolisme du cholestérol, aussi bien intracellulaire que systémique, comme ont pu 

le résumer Bernstein DL. (Bernstein et al., 2013) et Bowden KL. (Bowden et al., 2018). De 

manière intéressante, chez l’Homme, suite à une blessure, la rate peut produire des cellules 

sanguines via le processus d’hématopoïèse extra-médullaire, qui est système d’urgence. 

Chez les patients, nous pouvons donc faire l’hypothèse que la splénomégalie observée est 

due à un statut inflammatoire accru. Ainsi il serait très intéressant de caractériser le profil 

inflammatoire des patients déficients pour l’enzyme LIPA afin de confirmer que cette 

pathologie est due non seulement à une altération du métabolisme du cholestérol mais aussi 

à un statut pro-inflammatoire constant et délétère. A l’heure actuelle, les patients déficients 

pour LIPA sont actuellement traités par l’administration d’enzyme recombinante, qui palie au 

défaut d’activité endogène. Cependant, il est peut probable qu’une telle thérapie puisse un 

jour etre envisagé chez des patients atteints de maladies cardiovasculaires.  

Pour conclure, mon travail de thèse démontre l’importance de la compréhension du 

métabolisme du glucose et du cholestérol et leur interaction dans la production des cellules 

myéloïdes. Bien que nous ayons montré que le métabolisme du cholestérol modifiait la 

glycolyse des cellules hématopoïétiques pour contrôler leur devenir en cellules myéloïdes, il 

serait intéressant de définir si la réciprocité existe : est-ce que la glycolyse des cellules 

hématopoïétiques peut impacter le métabolisme du cholestérol ? En tout cas, dans des 

conditions d’hypercholestérolémie, le contrôle de la myélopoïèse participe à la pathologie 

athéromateuse alors que des mutations du transporteur ABCA1 semblent participer à la mise 

en place d’un syndrome myeloproliféatif chez l’homme. Est-ce que cibler ces deux voies 

métaboliques est une approche cohérente dans le traitement de la LMMC ? 

 

En parallèle, mon travail de thèse a mis en lumière le rôle essentiel de la dégradation 

acide du cholestérol par l’enzyme LIPA au sein des lysosomes. Nous avons montré son rôle 

essentiel dans la régulation de l’homéostasie tissulaire, en maintenant un niveau suffisant 

d’efferocytose par les macrophages. D’après nos résultats et ceux de la littérature, sa 
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déficience ou son inhibition sont à l’origine d’un phénotype inflammatoire. Peut-on alors 

considérer la supplémentation en enzyme LIPA ou le développement d’activateur comme 

une approche thérapeutique non seulement dans les maladies cardiovasculaires mais aussi 

dans le traitement de l’ensemble des maladies inflammatoires chroniques ? Pourrait-on 

imaginer que l’activité de cette enzyme dans les cellules myéloïdes puisse être utilisé 

comme marqueur diagnostique ?  
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