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Résumé__________________________________________________________ 

 

L’obésité est caractérisée par un état inflammatoire chronique dit « à bas bruit », se traduisant 

par l’augmentation des taux plasmatiques de facteurs inflammatoires qui contribuent au 

développement des complications métaboliques telles que le diabète de type 2 et la résistance 

à l’insuline. 

L’inflammation chronique est initiée par l’accumulation séquentielle et finement régulée de 

cellules immunes dans le tissu adipeux blanc, contribuant à créer un microenvironnement 

inflammatoire qui altère la physiologie et l’homéostasie du tissu. Une meilleure 

compréhension : 1) des mécanismes contrôlant les altérations de la composition en cellules 

immunes du tissu adipeux blanc et 2) du rôle de ces cellules dans la fonction des principaux 

tissus métaboliques, pourrait, à terme, permettre de proposer de nouvelles voies 

thérapeutiques d’immuno-intervention dans le traitement des complications métaboliques 

associées à l’obésité.  

 

Durant mon parcours de thèse, j’ai étudié les conséquences métaboliques et immunologiques 

du traitement de souris obèses par un agent immuno-modulateur : la rapamycine, ainsi que par 

des probiotiques ayant des propriétés anti-inflammatoires. 

 

Partie 1 : Etude des effets de la rapamycine sur la réponse inflammatoire et 

l’homéostasie énergétique chez la souris obèse. 

Cette étude représente la partie principale de mon travail de thèse. L’objectif de mon 

projet de thèse était de définir les conséquences de l’administration prolongée de rapamycine 

(ou Sirolimus) sur l’inflammation du tissu adipeux blanc et le métabolisme glucidique de 

souris obèses. La rapamycine est un inhibiteur spécifique de la voie du mechanistic target of 

rapamycin (mTOR) possédant des propriétés immuno-suppressives et antiprolifératives et qui 

est fréquemment utilisé chez les patients transplantés afin d’éviter le rejet du greffon. 

Cependant, la rapamycine a été décrite comme possédant un potentiel diabétogène et pro-

inflammatoire : en effet, certains patients traités développent un diabète post-transplantation 

et sont plus susceptibles de présenter des pathologies inflammatoires et ceci, malgré une perte 

de poids.  
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Les objectifs de notre étude étaient de : 1) Déterminer les conséquences métaboliques 

(bénéfiques ou délétères) de l’administration de rapamycine et 2) Définir le profil 

inflammatoire des souris obèses traitées, notamment dans le tissu adipeux blanc. 

 

Partie 2 : Etude des effets des probiotiques sur le développement de l’obésité et la 

résistance à l’insuline chez la souris obèse. 

Les effets des probiotiques sur le développement de l’obésité et ses complications 

métaboliques et immunologiques associées sont contradictoires et restent donc à clarifier. 

Certaines études ont montré des effets obésogènes de certains probiotiques tandis que d’autres 

travaux décrivent des effets bénéfiques sur l’homéostasie énergétique.  

Les objectifs de notre étude étaient de : 1) Déterminer les conséquences métaboliques et 

immunologiques de l’ingestion prolongée de certaines souches (ou combinaison de souches) 

de probiotiques dans un modèle de souris obèses et 2) Définir les mécanismes cellulaires et 

moléculaires sous-tendant les effets de probiotiques sur le développement de l’obésité et de 

l’inflammation associée. 

 

___________________________________________________________________________ 

Mots-clés : cellules immunes, inflammation chronique, lymphocytes T-régulateurs, 

macrophages, métabolisme, mTOR, obésité, probiotiques, rapamycine 
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Abstract_________________________________________________________ 

 

Obesity is characterized by a low-grade chronic inflammation reflected by increased blood 

levels of inflammatory factors, which are known to contribute to the development of 

metabolic complications such as insulin resistance and type 2 diabetes. 

Obesity-related inflammation is initiated by the accumulation of inflammatory immune cells 

within the adipose tissue as observed in obese subjects, contributing to alteration of the 

physiology and the metabolic homeostasis of the tissue. A better understanding of the 

mechanisms controlling the balance between adipose tissue immune cells and the interaction 

of these cells with the metabolic tissues (e.g. white adipose tissue) could lead to the 

development of immune-based new therapeutic strategies to treat metabolic complications 

associated with obesity. 

During my PhD thesis, we worked on two projects that both aimed at studying the link 

between immunity and metabolism. We studied the consequences of the treatment of obese 

mice with the immunomodulatory drug rapamycin (Part 1) and with probiotics having anti-

inflammatory properties (Part 2). 

 

Part 1: Beneficial Metabolic Effects of Rapamycin are Associated with Enhanced 

Regulatory Cells in Diet-Induced Obese Mice 

This part corresponded to my main project. We aimed to analyze the effect of rapamycin (or 

Sirolimus), on the inflammatory response and the metabolic status of high-fat diet fed mice. 

Rapamycin is an immuno-suppressive drug commonly used in transplanted patients to prevent 

graft rejection. However, the effects of rapamycin on metabolism remain elusive and it has 

been reported that rapamycin may have pro-inflammatory and prodiabetic properties since 

some transplanted patients can develop diabetes and inflammatory diseases. Rapamycin is a 

specific inhibitor of mTOR (mechanistic Target Of Rapamycin), a highly conserved kinase 

which play a key role in both metabolism and immunity.  

Our aims were: 1) to define the metabolic consequences of long-term rapamycin 

administration and 2)  to analyze the immune profile of treated animals. 
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Part 2: A Probiotic Mixture Alleviates Diet-Induced Obesity and Insulin Resistance in 

Mice through Adipose Tissue Cell-Remodeling 

The effects of probiotics on the development of obesity and its associated-metabolic 

complications are contradictory and thus remain to be clarified. In our study, we evaluated the 

consequences of the consumption of different strains of probiotics (or a combination of 

strains) selected for their anti-inflammatory properties, on the development of obesity and 

inflammation. We thus defined the metabolic and immune profile of probiotic-treated obese 

mice, mostly focusing on the adipose tissue. Finally, we attempted to identify the cellular and 

molecular mechanisms by which our selected probiotics exerted their metabolic and immune 

protective effects. 

 

___________________________________________________________________________ 

Keywords : chronic inflammation, immune cells, macrophages, metabolism, obesity, mTOR, 

probiotics, rapamycin, regulatory T-lymphocytes  
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I. Obésité : Définitions, Causes et Conséquences 

I.1 Définitions 

Selon l’organisation mondiale de la santé (OMS), l’obésité se caractérise par une 

« accumulation anormale ou excessive de graisse corporelle qui peut nuire à la santé ». 

L’indice de masse corporelle (IMC ; calculé par le rapport poids (kg) sur taille (m2)) est 

fréquemment utilisé pour évaluer le risque de maladies liées à un excès ou une insuffisance de 

poids chez une personne adulte (Fig. 1). Durant ces dernières années, la prévalence de 

l’obésité a augmenté de manière fulgurante de par le monde, quelque soit le sexe et avec une 

fréquence de plus en plus importante chez les enfants. 

En France, l’obésité a augmenté de 8,5% en 1997 à 15% en 2012 (source : étude d’Obépi-

Roche 2012). L’obésité peut être d’origine génétique et/ou patophysiologique mais peut 

également résulter d’une altération de la balance entre la prise alimentaire (apport calorique 

excessif) et la dépense énergétique (faire trop peu d’exercice physique).  

 

 

 

 

 

Cependant, la valeur d’IMC ne donne aucune information sur la composition corporelle (c'est-

à-dire les proportions de masse grasse et de masse maigre), ni sur la distribution du tissu 

adipeux, qui peuvent être très variables selon les individus. Il est maintenant admis 

qu’indépendamment de l’IMC, l'excès de tissu adipeux au niveau de la cavité abdominale 

(obésité de type androïde) est beaucoup plus néfaste pour la santé qu’une accumulation du 

tissu au niveau des cuisses et des hanches (obésité de type gynoïde) (1). Ainsi, Yusuf et coll., 

(2004) ont démontré que pour chaque catégorie d'IMC, une augmentation du rapport 

taille/hanches (indice pour estimer l’accumulation du tissu adipeux au niveau abdominal) est 

associée à une augmentation significative du risque d'infarctus du myocarde (2). A l’inverse, 

il a été observé que les sujets obèses ayant une faible quantité de tissu adipeux viscéral ont 

une tolérance au glucose similaire aux individus de poids normal (3). 

Figure 1. Les différentes catégories de poids en fonction de l’indice de masse corporelle (IMC) : masse/taille
2
 

(bmicalculatormetric.com.au) 
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Dans certains cas, l’obésité peut être accompagnée d’un syndrome métabolique identifié par 

au moins 3 des 5 critères suivants : (1) périmètre abdominal ≥94 cm chez les hommes et ≥80 

cm chez les femmes, (2) glycémie à jeun ≥1,1 g/l, (3) triglycérides circulants ≥1,5 g/l, (4) 

HDL cholestérol ≤0,4 g/l chez les hommes et ≤0,5 chez les femmes et (5) tension artérielle 

≥140/85 mm Hg. 

 

I.2 Causes : génétiques, conditions de vie, environnementales 

  

I.2.1 Facteurs génétiques : Les études génétiques montrent que l’obésité peut 

résulter d’anomalies génétiques, pointant ainsi le doigt sur l’importance du patrimoine 

génétique dans le développement de la maladie. Cependant les obésités d’origine génétique 

sont rares. Nous distinguons 3 sous-groupes d’obésité d’origine génétique: 1) Monogénique : 

due à des mutations sur un seul gène provoquant le développement d’une obésité sévère. C’est 

le cas des mutations du gène de la leptine (ob), du récepteur 4 à la mélanocortine (MC4R) (4) 

ou du gène single-minded homolg 1 (SIM1) (5, 6). 2) Syndromique, comme dans le cas du 

syndrome de Prader-Willi, qui est du à des altérations génétiques ou des remaniements 

chromosomiques provoquant ainsi des anomalies sur plusieurs gènes (6). Ces anomalies 

conduisent au développement d’une obésité associée à un retard mental, une dysmorphie 

faciale et une hypotonie. Enfin, nous distinguons 3) l’obésité polygénique, due à plusieurs 

mutations touchant plusieurs gènes qui, en interagissant avec l’environnement, vont conduire 

au développement de l’obésité (7, 8). 

 

I.2.2 Conditions de vie : La principale cause de l’obésité est la dérégulation de 

la balance entre la prise alimentaire et la dépense énergétique. Depuis plusieurs années, la 

plupart des individus de par le monde consomment principalement des produits alimentaires 

industriels trop riches en lipides, sels et sucres. Parallèlement, avec l’évolution de la 

technologie et l’urbanisation, l’activité physique a diminué en faveur de la sédentarité, 

aggravant ainsi la dérégulation de la balance énergétique, contribuant ainsi au développement 

de l’obésité.  

I.2.3 Facteurs environnementaux : Les facteurs environnementaux jouent 

également un rôle essentiel dans le développement de l’obésité. En particulier, notre 
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environnement conditionne fortement la qualité de notre microbiote intestinal, et des études 

récentes ont montré un rôle crucial du microbiote dans le développement de l’obésité. Ces 

études ont montré que certaines modifications de la flore intestinale peuvent être bénéfiques 

ou néfastes sur le développement de l’obésité et de ses complications associées.  

I.2.3a Le microbiote intestinal : définition et composition Le 

microbiote représente l’ensemble des micro-organismes vivant dans un environnement 

spécifique. Le nombre de cellules microbiennes résidant à la surface et dans le corps d’un 

individu est très supérieur au nombre total de cellules somatiques et germinales (10 à 20 fois). 

Plus précisément, le microbiote intestinal est composé de 104 à 105 milliards d’organismes 

majoritairement représentés par des bactéries, bien que l’on trouve également des eucaryotes, 

des virus et des archées (9). Le tissu intestinal est donc en contact continu avec un grand 

nombre d’organismes procaryotes et eucaryotes : bactéries commensales, levures, 

champignons et virus. La répartition et la diversité du microbiote ne sont pas homogènes le 

long du tractus intestinal puisque la densité et la complexité bactérienne augmente 

progressivement de sa partie proximale vers sa partie distale (10) (Fig. 2, (11)). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dernièrement, les méthodes moléculaires, telles que le séquençage du gène de l’ARN 

ribosomique 16S, ont permis de mieux caractériser la communauté bactérienne de l’intestin. 

Celle-ci est composée de plus de 1000 espèces différentes et constitue un écosystème 

microbien diversifié et dynamique. La majorité de cette communauté est « autochtone », 

Densité

Figure 2. Diversité et distribution des principaux microorganismes non pathogènes et de la biomasse 

bactérienne chez l’Homme sain (11). 



21 

 

indigène et stable ; toutefois, il existe de nombreuses espèces transitoires dites « allochtones » 

provenant de l’environnement et de l’alimentation. Le microbiote intestinalse se repartit entre 

10 grands groupes bactériens : les Firmicutes, les Bacteroides, les Proteobacteria et les 

Actinobacteria, les phyla bactériens prédominant avec une forte présence des Firmicutes dans 

le tractus gastrointestinal. Au total une centaine de phyla bactériens sont représentés (dont 

20% seulement qui sont cultivables de nos jours), à la fois par des bactéries aérobies et 

anaérobies. Si l’on considère ces rares représentants et les espèces transitoires, ce sont plus de 

15000 espèces bactériennes associées au tractus gastro-intestinal (12). 

Le profil du microbiote est spécifique à chaque individu. Il est composé d’une partie 

dominante stable (moins de 1% de la flore totale) et une autre sous-dominante instable. De 

plus, la complexité de la communauté bactérienne est influencée par l’âge puisqu’elle varie le 

long de la vie de l’individu. En effet, Le développement du microbiote commence 

immédiatement après la naissance et est influencé par l’alimentation infantile, le niveau 

d’hygiène et la prise de certains médicaments (13, 14). La composition du microbiote 

intestinal d’un nouveau né est très varaiable (15). Une étude récente a montré que les 

premières bactéries qui colonisent le tractus digestif des nouveaux nés sont composées 

majoritairement des bactéries anaérobies facultatives, plus particulièrement Escherichia coli 

et d’autres Enterobacteriaceae afin de créer un environnement anaérobique qui va favoriser le 

développement des bactéries anaérobies strictes. Chez l’adulte, les genres bactériens retrouvés 

dominants sont Bacteriodes, Clostridium, Bifidobacterium et Ruminococcus et vont contribuer 

au développement de la diversité et de la complexité de la communauté microbienne (16). 

Cependant, cette diversité change avec l’âge et se manifeste notamment par une réduction des 

bifidobactéries et une augmentation des Enterobacterioceae (17). 

Ces populations bactériennes résidentes ont de nombreux effets bénéfiques pour l’hôte, 

contribuant notamment à la régulation du métabolisme (18), au développement du système 

immunitaire, au contrôle de l’homéostasie intestinale et de la colonisation de la muqueuse par 

des micro-organismes pathogènes. On peut considérer le microbiote comme un réel organe 

complémentaire (10), exerçant de multiples fonctions « régulatrices » de l’hôte. En retour, 

cette communauté bactérienne subit également l’influence de l’hôte (facteurs génétiques, 

antibiotiques, alimentation (fibres), sécrétions des acides biliaires et réactivité du système 

immunitaire). De cet équilibre maintenu ou rompu pourraient s’établir les conditions de 

nombreuses pathologies (certains types de cancer), immunes (e.g. la maladie de Crohn ou les 

maladies inflammatoires de l’intestin) ou métaboliques (e.g. l’obésité ou les maladies 
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cardiovasculaires) qui peuvent être associée à une modification de la fonction de la barrière 

intestinale. 

I.2.3b Le microbiote intestinal : les liens avec l’obésité et le 

métabolisme Les premiers liens entre le microbiote et la régulation du poids corporel ont été 

mis en évidence chez des souris axéniques qui possèdent la caractéristique d’être plus minces 

comparées aux souris sauvages. La colonisation du tractus digestif des souris axéniques par 

une communauté microbienne d’une souris donneuse conduit à une augmentation du poids de 

la souris, plus particulièrement la masse grasse accompagnée d’une altération des paramètres 

métaboliques (développement de la résistance à l’insuline) (19). Ces observations suggèrent 

que le microbiote joue un rôle important dans la métabolisation des nutriments et est impliqué 

dans l’augmentation de l’extraction de l’énergie à partir des régimes alimentaires assimilés. 

 Le microbiote intestinal est montré de plus en plus comme étant un facteur important 

dans la régulation du métabolisme de l’organisme. Plusieurs études ont démontré la capacité 

de la communauté microbienne à moduler des voies de signalisation de l’organisme 

influençant ainsi la balance énergétique et le métabolisme de ce dernier (19-21). le microbiote 

est capable d’influencer le développement du diabète de type 2 et la résistance à l’insuline via 

l’installation de l’inflammation chronique dite à bas bruit qui est une caractéristique de 

l’obésité (20, 22). Cette inflammation est provoquée par plusieurs mécanismes dont la 

modification de la barrière intestinale permettant ainsi la translocation de certains éléments 

pathogènes comme le LPS (lipopolysaccharide). Le LPS, une molécule présente à la surface 

des bactéries à Gram négatif, est connu pour avoir des propriétés pro-inflammatoires 

puissantes et stimule les voies de signalisation inflammatoire au sein de l’organisme ce qui 

contribue au premier stade du développement de l’inflammation chronique et des désordres 

métaboliques. En effet, l’équipe de Cani et Coll a montré que la mise des souris sous régime 

hyperlipidique a provoqué une augmentation des taux du LPS (2 à 3 fois) dans le contenu de 

l’intestin et le sang des animaux, ce phénomène est appelé « l’endotoxémie métabolique ». De 

plus, ils ont montré qu’une diffusion continue du LPS dans le tissu adipeux sous-cutané des 

souris mîme les effets du régime hyperlipidique provoquant une augmentation du poids 

corporel et une dérégulation des paramètres métaboliques et inflammatoires (22). 

Ces observations concernant l’endotoxémie métabolique ont été également rapportées dans 

des études réalisées chez l’Homme. En effet, une alimentation régulière riche en matières 

lipidiques augmente l’endotoxémie chez l’Homme (23-25). De plus, elle est associée à une 

augmentation du risque d’incidence du diabète (26). 
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Le microbiote intestinal est altéré chez les sujets obèses et est influencé par le changement du 

poids corporel (dysbiose). Par comparaison au microbiote intestinal de souris de poids 

normal, le microbiote de souris obèses déficientes pour le gène de la leptine (souris ob/ob) 

contient un nombre plus important des bactéries du genre Firmicutes et moins de Bacteroides 

(27). Des changements similaires ont été observés chez les sujets humains obèses (28). Ce 

changement reste un sujet à débat puisque des résultats contradictoires ont été obetnu dans 

une autre étude et qui montrent que le ratio Firmicutes/Bacteriodetes est diminué chez des 

patients diabétiques comparés à des patients contrôles (29). En revanche, le niveau des 

Bacteroides augmente avec une diminution du poids corporel (28). De plus, des effets 

similaires ont été observés chez les sujets ayant perdu du poids à la suite d’une chirurgie 

bariatrique (30). Cependant, même si l’obésité affecte de fait la composition du microbiote, 

des études supplémentaires restent nécessaires afin de conclure clairement à la contribution du 

microbiote intestinal dans le développement de l’obésité ou de clarifier si le changement de la 

composition du mcrobiote intestinal est une conséquence de l’obésité. 

 

   I.2.3c Les liens entre l’endotoxémie métabolique et la perméabilité 

intestinale Un des rôles de la barrière intestinale est de protéger l’hôte des invasions des 

pathogènes (e.g. des molécules comme le LPS ou des microbes). Dans l’obésité, une 

altération de cette barrière a été observée et serait responsable du développement de 

l’endotoxémie métabolique. Ce dysfonctionnement au niveau de la barrière intestinale est 

associé à une augmentation de la perméabilité du tissu intestinal chez les souris obèses, 

laissant ainsi la translocation des molécules pathogènes (31, 32). La perméabilité intestinale 

est régulée par l’expression des complexes protéiques (e.g. claudin, occludin et zonula 

occludens 1) impliquées dans le maintien de la barrière intestinale d’un point de vue 

mécanique. Chez les souris obèses, une altération de l’expression et de la distribution de ces 

protéines est observée au niveau de l’intestin grêle, ce qui est associé à une augmentation de 

la perméabilité intestinale chez les animaux (31, 32). 

Plus récemment, des études ont montré une implication du système endocannabinoïde dans la 

régulation de la fonction de cette barrière. En effet, le microbiote intestinal module le système 

endocannabinoïde au niveau de l’intestin permettant ainsi la régulation de l’expression des 

protéines des jonctions serrées dans le but de réduire la perméabilité intestinale et 

l’endotoxémie métabolique chez les souris obèses (33).  
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Ces études réalisées dans des modèles animaux révèlent l’importance de la régulation de la 

fonction de la barrière intestinale dans l’obésité. Un dysfonctionnement au niveau de cette 

barrière provoque le développement d’une endotoxémie, d’une inflammation chronique et 

donc des désordres métaboliques. Cependant, même si un nombre non négligeable d’études 

ont décrit une association entre l’endotoxémie métabolique et le changement de la 

composition du microbiote chez l’Homme, d’autres études concernant la fonction de la 

barrière intestinale et sa modulation sont nécessaires afin de mieux comprendre les relations 

entre le changement de la composition du microbiote et l’endotoxémie métabolique chez les 

sujets obèses et diabétiques. 

Enfin, le microbiote intestinal est influencé par différents facteurs comme l’alimentation et les 

pratiques médicales comme les antibiotiques mais également sa composition peut être 

modulée par les prébiotiques (e.g. inulin et galactoligosaccharide) ou les probiotiques. De ce 

fait, des stratégies thérapeutiques basées sur l’utilisation des certaines souches de probiotiques 

ont été proposées afin de rétablir l’homéostasie et l’équilibre au niveau du microbiote 

intestinal et impacter donc le développement de l’obésité. 

I.2.3d Les probiotiques : définition et effets dans le développement de 

l’obésité Un micro-organisme est considéré comme un probiotique s’il 1) présente une 

innocuité pour l’hôte, 2) est résistant aux acides gastriques et aux sels biliaires, 3) adhère à la 

muqueuse intestinale, 4) persiste un certain temps dans le tractus intestinal, 4) produit des 

substances anti-microbiennes et 5) module le système immunitaire (34). Les probiotiques sont 

principalement représentés par des bactéries à Gram positif appartenant aux genres 

Lactobacillus et Bifidobacterium.  

Certains probiotiques présentent des effets bénéfiques pour l’organisme. En effet, leurs rôles 

bénéfiques ont déjà été montrés dans plusieurs pathologies inflammatoires comme les colites 

et la maladie de Crohn (35, 36). L’étude des propriétés « anti-obésité » des probiotiques est 

devenue un large champ d’investigation ces dernières années. Plusieurs souches de 

probiotiques ont été testées dans divers modèles expérimentaux d’obésité ou de surpoids et 

certaines ont montré des effets bénéfiques sur le poids corporel, le développement du tissu 

adipeux ou la prise alimentaire (37-39). Cependant, certains probiotiques ont montré des 

effets plutôt obésogènes sur l’organisme (40-42) et d’autres ne présentent aucun effet sur la 

prise ou la perte du poids corporel (39, 43) (voir exemple Table 1). En effet, plusieurs 

observations réalisées chez l’Homme ou les rongeurs ont montré des effets contradictoires sur 

la régulation du poids corporel ou le développement de l’obésité. Ces effets obtenus semblent 
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être spécifiques de la souche utilisée, ce qui révèle la complexité de l’interaction et de 

l’influence des probiotiques sur le microbiote et son interaction avec l’hôte. Ces variations au 

niveau des effets observés des probiotiques peuvent être dus à plusieurs facteurs comme 

l’alimentation chez l’Homme. Des études ont montré que les probiotiques favorisent la prise 

du poids chez les enfants ayant subit une malnutrition (44, 45). Cependant, d’autres études 

réalisées chez l’Homme ont montré des effets bénéfiques des probiotiques sur la prise du 

poids comme le ralentissement du gain de poids chez les enfants après la naissance (46) ou 

une réduction significative du poids corporel chez les sujets obèses (47) (Table 1). Ces effets 

contradictoires concernant les effets des probiotiques sur le poids corporel peuvent être 

également dus au modèle animal utilisé (souris vs. rat), à la durée du traitement, au nombre de 

colonies employées et au protocole d’administration des probiotiques (Table 1). De plus, les 

mécanismes moléculaires impliqués ne sont pas encore bien élucidés, ce qui nécessite la 

réalisation d’études plus approfondies afin de mieux comprendre les effets spécifiques de 

chaque souche et son impact sur la composition du microbiote et la fonction de la barrière 

intestinale.  
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Etudes chez l'Homme       

Souches utilisées Dose (CFU) 
Durée du 

traitement 
Effets observés 

Lactobacillus rhamnosus 1x10^7 4 mois Augmentation du poids corporel 

Bifidobacterium longum et Lactobacillus 

rhamnosus ou Lactobacillus paracasei 

(1,29x10^8 à 2,58x10^8, 

6,45x10^8, 2,58x10^8 

respectivement) 

14 à 16 semaines Augmentation du poids corporel 

Lactobacillus reuteri ou Lactobacillus casei  
5x10^8 (pour chaque 

souche) 
6 mois Augmentation du poids corporel 

Lactobacillus paracasei 1x10^8 9 mois 
Aucune modification du poids 

corporel 

Lactobacillus gasseri 1x10^11 12 semaines Réduction du poids corporel 

Lactobacillus rhamnosus  1x10^10 4 semaines 
Inhibition de la prise de poids 

excessive  

        
Etudes chez les rongeurs       

Souches utilisées Dose (CFU) 
Durée du 

traitement 
Effets observés 

Lactobacillus plantarum (Souris) 1x10^7 ou 1x10^9 8 semaines Réduction du poids corporel 

Lactobacillus rhamnosus (Souris) 1x10^7 ou 1x10^9 8 semaines Réduction du poids corporel 

Lactobacillus Sakei ou Lactobacillus rhamnosus 

(Souris) 
1x10^8 3 semaines Réduction du poids corporel 

Lactobacillus gasseri (Souris) 1x10^9 ou 1x10^10 10 semaines Réduction du poids corporel 

Lactobacillus ingluiviei (Souris) 4x10^10 
une seule 

inoculation 
Augmentation du poids corporel 

Lactobacillus acidophilus (Souris) 1x10^8 4 semaines Augmentation du poids corporel 

Lactobacillus gasseri ou Lactobacillus 

rhamnosus ou Bifidobacterium lactis (Rat) 
2 à 5x10^12 4 semaines 

Aucune modification du poids 

corporel 

Lactobacillus gasseri (Rat) 6x10^7 4 semaines 
Aucune modification du poids 

corporel 

  

 

 

 

 

 

 

Table 1. Un exemple des différentes études montrant les effets des probiotiques sur le poids corporel. 
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I.3 Conséquences 

L’obésité est un facteur de risque pour le développement de plusieurs complications 

métaboliques telles que la dyslipidémie, la résistance à l’insuline - qui se définit par 

l’incapacité des organes périphériques comme le foie, le muscle, le tissu adipeux et le cerveau 

à répondre efficacement à l’insuline – et le diabète de type 2 (Fig. 3, (48)) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

L’obésité est également associée à des complications hépatiques telles que la stéatose 

hépatique non alcoolique NAFLD (non-alcoholic fatty liver diseases) qui peut se développer 

en même temps que le diabète de type 2. Le terme NAFLD regroupe l’ensemble des 

pathologies liées au métabolisme des lipides dans le foie sans lien avec une consommation 

excessive d’alcool. Elles se représentent principalement sous deux formes : 1- une stéatose, 

Figure 3. Les différents tissus métaboliques affectés par l’obésité. L’obésité altère la composition du 

microbiote. Développement et expansion du tissu adipeux blanc et des perturbations métaboliques qui sont 

observées au niveau des tissus périphériques comme le foie, le muscle et le système nerveux central (adapté 

de 48)). 
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c’est-à-dire une accumulation des lipides dans le foie, dont l’évolution est le plus souvent 

réversible et bénigne et 2- une stéatohépathite ou NASH (non alcoholic steatohepatitis) 

caractérisée par le développement d’une inflammation associée à la stéatose, irréversible et 

susceptible d’évoluer vers une fibrose hépatique, une cirrhose puis un hépatocarcinome (49). 

En plus d’un profil métabolique altéré, les sujets obèses souffrent également fréquemment 

d’hypertension artérielle et sont plus sujets au développement d’infarctus du myocarde et 

d’insuffisances cardiaques (50). En outre, l’obésité est associée à des complications 

respiratoires comme les apnées de sommeil et une obstruction des voies respiratoires, des 

complications qui concernent 40% des individus obèses (51). Finalement, l’obésité est 

également un facteur de risque important pour le développement de certains types de cancer 

comme le cancer du sein, de l’endomètre, de l’œsophage et du colon (52) et de certaines 

pathologies inflammatoires comme l’arthrite (53, 54). 

 



II. Le tissu adipeux 

II.1 les différents types de tissus adipeux

Chez les mammifères, le tissu adipeux est classé selon sa morphologie. Nous distinguons 

deux types de tissu adipeux : le tissu adipeux brun et

  II.1.1 le tissu adipeux brun

Le tissu adipeux brun est spécialisé dans la régulation de la thermogénèse et de la dépense 

énergétique. Richement innervé et vascularisé, le tissu adipeux brun 

adipocytes de petite taille qui contiennent de multiples gouttelettes lipidiques

élevé de mitochondries (Fig. 4). 
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montré l’implication de la protéine Plac8 dans le développement du tissu adipeux brun via 

l’induction du facteur C/EBPβ (58). 

II.1.1b Rôle du tissu adipeux brun dans la thermogénèse : Le tissu 

adipeux brun se caractérise par une forte expression de la protéine UCP-1 (uncoupling 

protein-1) localisée au niveau de la membrane interne de la mitochondrie. La thermogenèse 

est assurée par la protéine UCP-1 impliquée dans le découplage de la phosphorylation 

oxydative afin de générer de l’énergie dissipée sous forme de chaleur. La captation du glucose 

peut être détectée par tomographie par émission de positrons FDG-PET (18
F-

fluorodeoxyglucose positron emission tomography) (59-61) (Fig. 5). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Le tissu adipeux brun a été souvent décrit chez les nouveaux nés humains, et on pensait que 

ce tissu disparaissait avec l’âge. L’utilisation du FDG-PET a permis récemment de mettre en 

évidence l’existence d’un tissu adipeux brun fonctionnel chez les personnes adultes (57, 62). 

Ces observations suggèrent qu’une meilleure compréhension du développement et de 

l’activation de ce tissu pourrait servir à développer de nouvelles stratégies thérapeutiques 

contre le développement de l’obésité (faire pencher la balance énergétique). En effet, une 

étude récentes réalisée par Takeshi et Coll a montré une possibilité de réactiver le tissu adipeu 

brun chez l’Homme et ceci en stimulant les canaux TRP (transient receptor potential) par un 

traitement à long terme aux capsinoïdes (capsiate et capsaïcine). Les chercheurs ont montré 

que l’administration à long terme des capsinoïdes à des sujets minces ayant une activité faible 

Figure 5. Le rôle de la protéine UCP-1 dans la thermogénèse du tissu adipeux brun. a. Un modèle 

hypothétique du découplage du proton dépendant d’UCP-1. b. En réponse aux nutriments ou au froid, la 

norepinephrine agit au niveau du récepteur β3-AR (β3 adrenergic receptor) conduisant ainsi à l’activation de 

la protéine PKA (cAMP-dependent protein kinase) et à la phosphorylation de la protéine HSL (hormone-

sensitive lipase). Les acides gras (FFA) sont générés à partir de la lipolyse induite par la PKA ou par leur 

captation à partir de la circulation sanguine. Ces acides gras seront utilisés comme substrats pour assurer le 

transport des protons par UCP-1 et pour le processus de la béta-oxydation afin de générer de la chaleur (61). 
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dans le tissu adipeux blanc sont négatifs pour le facteur Myf-5 et ressemblent plus aux 

précurseurs des adipocytes blancs (69).  

Les études de lignage cellulaire suggèrent que les cellules stromal mésenchymateuses 

(négatives pour le facteur Myf-5) présentes dans le tissu adipeux blanc peuvent se différencier 

en adipocytes beiges suite à un stimulus thermogénique. Aujourd’hui, on emploie le terme 

« brite » ou « beige » pour désigner les adipocytes bruns qui apparaissent dans le tissu 

adipeux blanc après une exposition prolongée au froid. Les mécanismes cellulaires et 

moléculaires exacts contribuant au phénomène du « browning » ne sont pas encore bien 

élucidés. Cependant, deux mécanismes potentiels sont proposés aujourd’hui. Le premier 

mécanisme met en jeu une différenciation de novo des adipocytes bruns dans le tissu adipeux 

blanc et le deuxième suggère l’existence d’un processus de trans-différenciation des 

adipocytes blancs en adipocytes bruns (Fig. 7). 

 

II.3 le tissu adipeux blanc 

Le tissu adipeux blanc constitue le tissu adipeux principal, en terme de quantité, chez un sujet 

adulte. Outre son rôle d’isolant thermique et mécanique, il représente l’une des principales 

réserves énergétique de l’organisme. Nous distinguons deux types de localisation du tissu 

adipeux blanc : une localisation sous-cutanée entre le derme et l’aponévrose musculaire et une 

localisation viscérale dans la cavité abdominale. 

Le tissu adipeux blanc est un tissu hétérogène constitué de deux fractions principales : les 

adipocytes et la fraction stroma-vasculaire (FSV) qui contient elle-même plusieurs types 

cellulaires (préadipocytes, cellules stomal mésenchymateuses, cellules endothéliales et 

cellules immunes). 

Le rôle du tissu adipeux blanc est de réguler la balance énergétique en stockant l’excès 

d’énergie sous forme de triglycérides qui restent à disposition des autres tissus tels que le foie 

et le muscle pour assurer leurs fonctions métaboliques. Enfin, la régulation de la mise en 

réserve/libération d’énergie par le tissu adipeux blanc est assurée par deux voies métaboliques 

principales : la lipogenèse et la lipolyse. 
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II.3.1 L’adipocyte  

La cellule majoritaire du tissu adipeux blanc est l’adipocyte qui représente ~50% du nombre 

de cellules totales et peut atteindre jusqu’à 100-200 µm de diamètre. Les deux fonctions 

métaboliques principales de l’adipocyte sont la lipogenèse et la lipolyse. Ces deux processus 

métaboliques sont finement régulés par des signaux venant des organes périphériques et du 

système nerveux central ; notamment l’hypothalamus. L’adipocyte mature se différencie à 

partir de progéniteurs médullaires et/ou de préadipocytes déjà présent dans la FSV. Une fois 

différencié, l’adipocyte ne peut pas proliférer et l’accumulation du tissu adipeux durant 

l’obésité est le résultat de deux phénomènes cellulaires qui sont l’hyperplasie (augmentation 

du nombre de cellules) et l’hypertrophie (augmentation du volume des adipocytes) (70).  

II.3.1a La lipogenèse Deux voies sont impliquées dans le stockage des 

lipides dans les adipocytes (Fig. 8). La première consiste à capturer directement les 

triglycérides (TGs) associées aux chylomicrons et aux VLDL (very low density lipoprotein)  

 

 

 

circulants provenant de l’alimentation ou de la lipogenèse hépatique. La deuxième voie 

concerne la lipogenèse de novo, une voie minoritaire chez l’Homme et qui correspond à la 

Figure 8. La lipogenèse et synthèse des triglycérides dans l’adipocyte. GLUT : Transporteur de 

glucose ; DHAP : Dihydroxyacétone phosphate ; TG : triglycérides ; ACC : acetyl coenzyme A (CoA) 

carboxylase ; FAS : fatty acid synthase ; AGNE : acide gras non estérifié ; LPL : lipoprotein lipase ; 

VLDL : very low density lipoprotein. 
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néo-synthèse d’acides gras à partir des substrats non lipidiques tels que le glucose. Le glucose 

est transporté vers le cytosol via ses transporteurs spécifiques (GLUT1 et GLUT4) et sera 

dégradé en pyruvate par le processus de la glycolyse. Le pyruvate est transformé en acide gras 

à longue chaîne saturée via des enzymes clés qui sont la protéine ACC (acetyl-coA 

carboxylase) et la protéine FAS (fatty acid synthase).  

Ces acides gras sont ensuite re-estérifiés pour donner les TGs. La lipogenèse est contrôlée par 

plusieurs facteurs tels que l’insuline et la leptine. L’insuline exerce un rôle important en 

favorisant le stockage par plusieurs mécanismes : La régulation de l’expression des gènes 

impliqués dans le processus de la lipogenèse tels que la LPL qui possède un rôle important 

dans la captation des acides gras par les adipocytes, l’expression et la translocation du 

transporteur GLUT4 pour permettre l’entrée du glucose. De plus, elle contôle l’état 

d’activation de certaines enzymes comme l’ACC et également sur le facteur de transcription 

SREBP-1c (sterol responsive binding element protein-1c) qui joue un rôle clé dans la 

captation et la synthèse des acides gras (71-73) 

II.3.1b La lipolyse un processus métabolique qui peut être contrôlé par 

l’insuline et qui consiste à hydrolyser les TGs et les acides gras (AGs) lorsque les besoins 

énergétiques de l’organisme ne sont pas satisfaits par l’alimentation. Il s’agit d’un processus 

séquentiel qui implique plusieurs lipases contribuant à la dégradation des TGs en glycérol et 

acides gras non-estérifiés (AGNE). Les TGs sont clivés en diglycérides par l’ATGL et puis 

les DGs sont pris en charge par la HSL (hormone-sensitive lipase) afin de d’hydrolyser leurs 

substrats en monoglycérides. Les monoglycérides sont ensuite pris en charge par la MGL 

(monoacylglycerol lipase) et dégradés en glycérol et acides gras non-estérifiés (Fig. 9).  

 

 

 

 

 

 

Figure 9. La lipolyse dans l’adipocyte. β-AR : 

Récepteur beta-adrénergique ; G : protéine G ; 

AC : Adenylate cyclase ; ATGL : desnutrin ; HSL : 

Hormone-sensitive lipase ; MGL : 

Monoacylglycerol lipase ; DG : Diglycérides ; 

MG : Monoglycérides, PKA : Protéine kinase A. 
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Cependant, il est suggéré que plusieurs lipases HSL sont impliquées dans l’hydrolyse des TGs 

dans les adipocytes qui ont des affinités différentes pour les TGs (l’ATGL possède une 

affinité 10 fois plus élevés à hydrolyser les TGs en DGs) (74). La HSL est régulée par 

plusieurs mécanismes (75, 76) (Fig. 9). La phosphorylation de la HSL active l’enzyme et 

contribue ainsi à sa redistribution dans les compartiments cellulaires (du cytoplasme vers les 

vacuoles lipidiques). Enfin, les périlipines; protéines exprimées à la surface des vacuoles 

lipidiques, vont réguler la localisation et la stabilisation de la HSL à la surface des gouttelettes 

lipidiques.  

En revanche, la régulation de l’ATGL (adipose triglyceride lipase) est moins connue. Le 

niveau de cette protéine ne varie pas à la surface des vésicules lipidiques une fois activée (77), 

et son activité est augmentée par ABHD5/CGI58 (alpha, beta hydrolase domain containing 

protein 5/ comparative gene identification 58) (78). L’ATGL en interagissant avec la CGI58 

va entrainer l’hydrolyse des TGs (79). Les acides gras générés sont libérés dans la circulation 

sanguine puis transportés vers les tissus métaboliques actifs. Une fois dans les tissus, les 

acides gras sont pris en charge par le processus de la β-oxydation pour générer de l’ATP et les 

acétyl coenzyme A. Le glycérol obtenu est converti par la glycérol kinase du foie et va 

contribuer à la synthèse des TGs (80).  

 

II.3.2 La fraction stroma-vasculaire  

La fraction stroma-vasculaire est composée d’un mélange hétérogène de cellules contenant les 

préadipocytes, les cellules souches mésenchymateuses, les cellules endothéliales et les 

cellules immunes. Les cellules immunes de la fraction stroma-vasculaire ayant fait l’objet de 

mes travaux de thèse, un paragraphe spécifique leur sera dédié (III). 

II.3.2a Les préadipocytes sont des cellules d’aspect fibroblastique 

prédisposés à devenir des futurs adipocytes selon un processus cellulaire appelé 

« l’adipogenèse ». Une prise calorique excessive sans une dépense énergétique augmentée 

favorise une hyperplasie et une hypertrophie des adipocytes. L’augmentation du nombre des 

adipocytes est régulée par des signaux qui vont stimuler la conversion des cellules 

progénitrices en préadipocytes qui à leur tour se différencieront en adipocytes matures. 

L’adipogenèse se déroule en deux phases : l’engagement des cellules souches pluripotentes 

en préadipocytes et la phase terminale de différenciation. 
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La première phase consiste à la conversion des cellules souches pluripotentes en 

préadipocytes sous l’action des différents facteurs tels que les protéines de la famille des BMP 

(bone morphogenetic protein), la voie de signalisation « Wnt » ainsi le facteur Hh 

(hedgehog). Une fois ce processus terminé, les préadipocytes ne peuvent pas se développer en 

d’autres types cellulaires. Durant la deuxième phase, la différenciation terminale, les 

préadipocytes se différencient en adipocytes matures et vont acquérir toute la machinerie 

nécessaire pour assurer la synthèse et le transport lipidique, la régulation de la voie de 

signalisation de l’insuline et la sécrétion des adipokines. Cette phase de différenciation 

terminale implique une cascade de facteurs de transcription essentiels à ce processus. Le 

facteur de transcription PPARγ est essentiel à l’adipogenèse, notamment dans le maintien de 

l’état de différenciation des cellules. De plus, des facteurs de la famille de C/EBP sont connus 

pour participer à la régulation de l’adipogenèse selon une cascade d’évènement bien régulée 

(81). 

II.3.2b Les cellules endothéliales des capillaires sanguins régulent les 

échanges des médiateurs, métabolites et de cellules entre le tissu adipeux et le sang. Durant 

l’expansion du tissu adipeux blanc, l’angiogenèse est un processus important qui accompagne 

l’expansion tissulaire afin d’apporter les nutriments et les métabolites nécessaires à sa 

fonction. L’angiogenèse est provoquée par la sécrétion du facteur VEGF (Vascular 

endothelial growth factor) par les adipocytes qui va agir au niveau des cellules endothéliales 

(82). Des travaux ont montré l’importance de la vascularisation dans le développement du 

tissu adipeux blanc. Une inhibition de l’angiogenèse par l’utilisation des composés anti-

angiogéniques dirigés contre le réseau vasculaire du tissu adipeux conduit à une prévention du 

développement du tissu adipeux et à une réversion de l’obésité (83, 84). 

II.3.2c Les cellules stromal mésenchymateuses (MSCs) De nombreux 

travaux suggèrent l’existence de cellules souches au sein du tissu adipeux humain (85, 86). En 

effet, la FSV contient des cellules qui, en conditions adipogéniques, expriment des transcrits 

spécifiques des adipocytes et une fois différenciées, peuvent acquérir les fonctions 

métaboliques et sécrétoires des adipocytes matures (87). De plus, ces cellules peuvent se 

développer en cellules qui expriment des marqueurs spécifiques des cellules endothéliales une 

fois cultivées dans les conditions adaptées (88). Les cellules de la FSV humaine peuvent 

également acquérir in vitro des marqueurs biochimiques caractéristiques de lignages 

cellulaires variés : myogénique (89), chondrogénique (90) et ostéogénique (91).  
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III. Les cellules immunes du tissu adipeux blanc 

Le tissu adipeux blanc est un organe endocrine capable de produire des hormones et des 

cytokines afin de réguler l’homéostasie énergétique de l’hôte. La production de ces facteurs, 

notamment les cytokines, est due essentiellement à la présence de cellules immunes au sein de 

ce tissu.  

III.1 Les lymphocytes B 

Les lymphocytes B (LcB) se développent dans la moelle osseuse. Durant ce développement, 

les cellules vont acquérir l’expression du récepteur B (B cell receptor) et des marqueurs CD19 

et CD21 qui forment un complexe afin d’assurer la transduction du signal. Les LcB sécrètent 

les immunoglobulines et peuvent internaliser – via leurs immunoglobulines membranaires- un 

pathogène et le présenter sur les molécules du complexe majeur de classe II (CMH II). De ce 

fait les LcB peuvent présenter l’antigène aux lymphocytes T et, donc, les activer (92). 

 

III.2 Les lymphocytes T 

Ce sont des cellules d’origine hématopoïétique et leur différenciation se déroule dans le 

thymus. Les lymphocytes T αβ (LcT) possèdent un récepteur TCR constitué des deux 

chaînes : α et β. Le récepteur TCR (T cell receptor) est généralement associé à d’autres 

complexes protéiques multicaténaires, les CD3 (composés de deux chaînes ε, de deux ζ, une δ 

et une γ).  

Les LcT sont divisés en deux sous-populations majeures et sont distinguées par l’expression 

des marqueurs spécifiques à leur surface. Nous distinguons les lymphocytes T auxiliaires 

exprimant le CD4 dont le rôle est primordial dans la coordination du système immunitaire et 

les lymphocytes T cytotoxiques exprimant le marqueur CD8 qui participent uniquement à la 

réponse cellulaire. Ces deux sous-populations possèdent des différences importantes dans 

leurs fonctions régulatrices ou effectrices mais aussi dans leurs modalités de reconnaissance 

de l’antigène.  

III.2.1 Les lymphocytes CD4+ 

Les LcT CD4+ sont des cellules essentielles dans la régulation du système immunitaire. Ils 

sont impliqués dans plusieurs fonctions telles que l’activation du système immunitaire inné, 
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des LcB, des LcT cytotoxiques mais également des cellules non-immunes. En plus de leur 

rôle activateur de la réponse immunitaire, les LcT CD4+ peuvent intervenir dans la 

suppression de la réponse immunitaire dans certaines conditions. 

Une fois les LcT activés, ils se différencient en plusieurs sous-populations cellulaires. La 

différenciation en une sous-population spécifique est dépendante des cytokines présentes dans 

le microenvironnement. En plus des LcT CD4+ classiques dénommés T-helper 1 (Th1) et T-

helper 2 (Th2), d’autres sous-populations de lymphocytes ont été identifiées. Nous 

distinguons les T-helper 17 (Th17), les T régulateurs (Treg), les T folliculaires et les T-helper 

9 (Th9), chacune avec son profil spécifique d’expression de gènes et de cytokines (Fig. 10, 

(93)).  

 

 

 

 

 

 

 

III.2.1a Les lymphocytes Th1 sont les lymphocytes pro-inflammatoires. 

L’IL-12 et l’IFNγ sont les cytokines les plus impliquées dans le développement des Th1 (94). 

Les Th1 produisent des cytokines inflammatoires telles que l’IL-2, le TNFα et l’IFNγ et vont 

pouvoir activer les réponses immunitaires mettant en jeu les LcT cytotoxiques. De plus, les 

Th1 interviennent dans l’activation et le recrutement des macrophages au site de 

l’inflammation via l’action de l’IFNγ (95). Ces cellules peuvent être responsables du 

développement de certaines pathologies auto-immunes telles que le diabète de type 1 et la 

sclérose en plaques (Fig. 10). 

III.2.1b Les lymphocytes Th2 sont des cellules activées en réponse aux 

allergènes ou suite à une infection parasitaire. L’IL-4 et IL-2 sont les cytokines qui régulent le 

développement de ces cellules. Les Th2 produisent plusieurs interleukines comme l’IL-4, -5, -

9, -10 et -13. Ces cellules jouent un rôle dans la régulation de la réponse humorale où ils 
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favorisent l’activation des LcB afin de produire des anticorps, et ciblent également d’autres 

cellules immunes comme les mastocytes et les éosinophiles (96) (Fig. 10). 

III.2.1c Les lymphocytes Th17 sont une population de LcT 

nouvellement décrite comme étant une population pro-inflammatoire. Elle est caractérisée par 

l’expression du facteur RORγt et l’expression et la sécrétion de l’IL-17 (Fig. 10). Les Th17 

jouent des rôles importants dans différentes pathologies comme les maladies auto-immunes 

(sclérose en plaques, arthrite, et psoriasis), le cancer (régression des tumeurs) et les maladies 

infectieuses d’origine virale ou bactérienne (97, 98). Finalement, des études récentes ont 

montré que les LcTh17 chez l’Homme et chez la souris possèdent de nombreuses similitudes 

telles que l’expression du récepteur à l’IL-23 et à IL-12 (IL-12R β2), de facteur T-bet (deux 

facteurs exprimés dans les LcTh1) et le facteur IFNγ (99).  

   III.2.1d Les lymphocytes T régulateurs (Tregs) sont des cellules 

caractérisées par l’expression du marqueur CD25 et du facteur de transcription FoxP3 

(forkhead box P3) qui joue un rôle important dans la fonction des Tregs (Fig. 10). Ces 

cellules sont essentielles pour le maintien de la tolérance immune et de l’homéostasie en 

atténuant les réponses immunes excessives qui peuvent être délétères pour l’organisme. Des 

mutations au niveau du gène FoxP3 chez l’homme ont été identifiées chez des patients atteints 

d’un IPEX (immunodysregulation polyendocrinopathy enteropathy X-linked syndrome) se 

traduisant par un dérèglement du développement des Tregs ou de leurs fonctions, conduisant à 

des maladies auto-immunes sévères et au développement de maladies inflammatoires de 

l’intestin (100). 

Plusieurs sous-populations de Tregs ont été décrites : les natural Tregs (nTreg) qui se 

développent à partir des précursseurs thymiques, les Tregs induits par les CPAs (iTreg) et les 

Tregs conventionnels (Tconv). Elles possèdent toutes une fonction immuno-suppressive 

(inhibition del’activation des LcT ou des CPAs (101)) mais leur développement est induit par 

des mécanismes moléculaires différents (102). 

III.2.2 Les lymphocytes CD8
+
 

Les LcT CD8+ jouent un rôle essentiel dans le maintien de l’homéostasie de l’organisme. Ils 

coopèrent avec les LcT CD4+. Les antigènes à la surface des CPAs sur les complexes CMH I 

et II sont détectés par les LcT CD8+ et CD4+ respectivement. Les CD4+ et les CPAs vont co-
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stimuler les LcT CD8+. Par la suite, les LcT naïfs se différencient en cellules cytotoxiques 

capables de libérer la perforine, les granzymes et certaines cytokines.  

Les LcT CD8+ sont des cellules capables de contrôler les infections virales, bactériennes et 

parasitaires et ceci en éliminant les cellules infectées et en produisant des cytokines 

inflammatoires. Ils jouent un rôle important dans la restauration de l’homéostasie de 

l’organisme. Les lymphocytes CD8+ sont capables de lyser les cellules infectées présentant 

l’antigène reconnu comme un signal de danger. Une interaction physique entre le TCR du 

lymphocyte et le complexe antigène/CMH de la cellule cible est nécessaire afin de pouvoir la 

détruire. Les CD8+ lysent les cellules cibles selon le procédé perforine / granzymes mais 

également peuvent éliminer les cellules cibles selon un deuxième mécanisme qui met en jeu la 

protéine FasL. Cette dernière induit l’apoptose par une interaction Fas-FasL entre le 

lymphocyte et la cellule infectée et par la sécrétion des cytokines inflammatoires (e.g. TNFα 

et IFNγ) (103). 

 

III.3 Les lymphocytes T γδ 

Les lymphocytes T γδ représentent 3 à 5% des cellules lymphoïdes dans le sang et les tissus 

lymphoïdes secondaires. Ils sont souvent localisés au niveau des muqueuses, de la barrière 

épithéliale et de l’intestin où ils représentent 50% des lymphocytes totaux intraépithéliaux 

(104). Ils expriment à leur surface le récepteur TCR composé des chaines γ et δ. Les LcT γδ 

sont des cellules cytotoxiques et/ou régulatrices. Ils sont capables d’éliminer les cellules 

infectées par un pathogène ou d’intervenir dans la réponse antitumorale. Ce sont des cellules 

effectrices essentiellement cytotoxiques qui lysent leur cible notamment grâce au procédé 

perforine/granzymes. Ces cellules peuvent également sécréter de nombreuses cytokines, le 

plus souvent de type Th1 et elles sont capables de reconnaitre l’antigène sans avoir recours 

aux molécules de CMH chez l’Homme. De plus, elles ont la capacité de détecter des antigènes 

solubles non peptidiques appelées les phosphoantigènes (105). 

 

III.4 Les cellules NKT 

Les cellules T Natural Killer (NKT) représentent une sous-population de cellules T qui 

partage certaines caractéristiques des cellules Natural Killer (NK) innées. Elle représente 
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moins de 1% des cellules sanguines chez l’Homme (caractérisée par le marqueur CD56) et la 

souris (caractérisée par le marqueur NK1.1) (106, 107) tandis que ce pourcentage est plus 

important dans d’autres tissus (20 à 30% dans le foie et 10 à 20% des thymocytes chez la 

souris) (108). Généralement, les NKT sont sous-divisés en 3 sous-populations : 1- NKT de 

type I, 2- NKT de type II et 3- NKT invariantes ou iNKT (Fig. 11). Les NKT modulent la 

réponse immune en produisant un large panel de cytokines telles que le TNFα, l’IFNγ et 

l’IL4. Ils influencent le développement du système immunitaire inné et adaptatif (109).  

 

 

 

 

  

 

III.5 Les éosinophiles 

Les éosinophiles sont des leucocytes multifonctionnels qui peuvent agir comme des CPAs. 

Les éosinophiles matures sont principalement localisés dans les tissus à l’état physiologique, 

notamment à l’interface avec l’environnement tels que le tractus gastro-intestinal, uro-génital 

ou pulmonaire mais aussi au sein des organes lymphatiques et hématopoïétiques, y compris le 

thymus. Ils expriment à leur surface des molécules d’adhérence importantes pour leur 

migration du sang vers les tissus. Ces molécules peuvent être regroupées en deux familles 

principales: les sélectines et les intégrines. Les éosinophiles sont impliqués dans le 

développement des pathologies comme l’allergie, l’infection parasitaire, le syndrome de 

Chrug-Strauss ou même des désordres métaboliques. En réponse à différents stimuli, les 

éosinophiles sont recrutés au site de l’inflammation et sont capables de sécréter des cytokines 

et des chimiokines de type 1 afin de moduler le système immunitaire inné et adaptatif. En 

effet, ils régulent la prolifération et la polarisation des lymphocytes T (balance Th1/Th2) (110, 

111), et l’activation et la fonction des mastocytes (112). 

 

Figure 11. Les sous-populations des NKT. Les populations des NKT peuvent être divisées en 3 sous-

populations : invariant NK (iNK) T (panel bleu), NK de type II (panel jaune) et les NK de type I (panel rose). 
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III.6 Les mastocytes 

Les mastocytes dérivent des précurseurs de la moelle osseuse, circulent dans le sang et se 

différencient dans les tissus. Ils sont caractérisés par l’expression de deux molécules à leur 

surface, le récepteur FcεRI et le récepteur KIT ou SCFR (stem cell factor). Ces cellules sont 

cruciales dans les premières phases en réponse à une infection pour communiquer avec 

différents types cellulaires (e.g. cellules immunes, cellules endothéliales et épithéliales, 

cellules du muscle lisse). Les mastocytes, en réponse à une infection, vont sécréter, de 

l’histamine, des cytokines et chimiokines pro-inflammatoires (TNFα, l’IL-6 et le PGD2 

(prostaglandin 2)) qui seront impliqués dans le recrutement des cellules immunes innées (les 

neutrophiles, les éosinophiles, les cellules dendritiques et les natural killer) (113-115) et 

également dans l’activation des LcT CD8+ (116). 

 

III.7 Les macrophages 

Les macrophages sont des cellules d’origine hématopoïétique possédant une grande plasticité 

cellulaire. Ils se retrouvent dans de nombreux tissus afin d’exercer leurs différentes fonctions 

(Fig. 12). Ces cellules sont impliquées dans la régulation du développement des tissus et de 

leur l’homéostasie et elles jouent des rôles essentiels dans l’immunité.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12. Les rôles des macrophages dans le 

développement, l’homéostasie et les 

pathologies. Les macrophages jouent un rôle 

important dans le développement de certains 

tissus comme le cerveau, l’os ou les glandes 

mammaires. Après le développement de 

l’organisme, les macrophages modulent 

l’homéostasie et la physiologie des tissus. 

Cependant, ces rôles régulateurs des 

macrophages peuvent être modifiés suite à des 

agressions continues, ce qui contribue à la 

participation des macrophages dans le 

développement de certaines pathologies souvent 

liées à l’âge. EAE : Experimental Autoimmune 

Encephalomyelitis ; IBD : Inflammatory Bowel 

Disease 



43 

Plusieurs sous-populations de macrophages ont été décrites et se distinguent par la spécificité 

de leurs fonctions (Fig. 13, (117)). Généralement, ces populations possèdent des rôles 

opposés qui dépendent de leur état de polarisation : macrophage de type pro-inflammatoire 

(M1) et macrophage de type anti-inflammatoire (M2). Ces deux sous-populations majeures 

possèdent des différences au niveau de l’expression des marqueurs de surface et de leurs 

fonctions. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

L’expression des marqueurs à la surface des macrophages est très variable et dépend de 

l’environnement cellulaire. Dans le tissu adipeux blanc des rongeurs, les macrophages co-

expriment les deux marqueurs CD11b et F4/80, chez l’Homme les macrophages n’expriment 

pas le marqueur F4/80 et ils sont caractérisés par le marqueur de surface CD14. Dans le but de 

distinguer les deux sous-populations M1 et M2, des marqueurs spécifiques de chaque sous-

population sont utilisés. Chez les rongeurs, les M1 se caractérisent par l’expression de 

marqueurs tels que CD11b+ F4/80+, CD11c+ et ils expriment fortement les gènes Nos2 et Tnfα 

chez les rongeurs tandisque chez l’Homme les M1 se caractérisent par l’expression des 

marqueurs. Les M2 se caractérisent par l’expression des marqueurs CD11b+, F4/80+, CD206+ 

(le récepteur au mannose) et ils expriment spécifiquement les gènes Arg1 et Chi3l3. 

Cependant, la caractérisation des macrophages M1 et M2 chez l’Homme est basée sur 

l’utilisation des marqueurs différents. Dans le cas des M1, les macrphage stimulés par l’IFNγ 

Figure 13. La différenciation des macrophages. La différenciation des progéniteurs cellulaires en 

macrophage ou cellule dendritique dépend des cytokines telles que le macrophage colony-stimulating factor 

(M-CSF) et granulocyte-macrophage colony stimulating factor (GM-CSF). Une fois dans le sang, la migration 

des cellules sanguines à travers l’endothélium est régulée par des molécules d’adhésion appelées les 

intégrines (β1 et β2) et des protéines de la famille des immunoglobulines (CD31). De plus, cette migration est 

régulée par des sélectines et des récepteurs de type facteur de croissance épidermique à 7 domaines 

transmembranaires (EGF-TM7) (117). 
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et le LPS vont exprimer le marqueur CD206 et CD16 et sont capables de produire des 

cytokines pro-inflammatoires comme le TNFα, l’IL-6, l’IL-23 et l’IL-12. Leur rôle principal 

est de détruire les pathogènes et les cellules tumorales. Les macrophages M2 quant à eux, sont 

des cellules impliquées dans la réparation des tissus et l’atténuation de l’inflammation en 

réponse à des stimuli comme l’IL-4 et l’IL-13. Les macrophages M2 vont produire 

essentiellement des cytokines anti-inflammatoires comme l’IL-10 et chez l’Homme, ils sont 

caractérisés par l’expression du marqueur CD206 et sont capables de produire les cytokines 

inflammatoires comme l’IL-10, le TGFβ et le CCL-18. Ils sont impliqués dans l’immuno-

régulation, le remodelage de la matrice extracellulaire et l’homéostasie des tissus 

métaboliques (notamment la maintenance de la sensibilité à l’insuline) (118). Plus récemment, 

un rôle pro-angiogénique des macrophages chez l’Homme, caractérisés par l’expression des 

marqueurs CD14+ CD16-, a été décrit. Ces propriétés angiogéniques sont dues essentiellement 

à l’expression au sein de ces macrophages le gène codant MMP-9 qui est un fateur pro-

angiogénique impliqué dans le remodelage du tissu adipeux blanc (119). Cependant, ces deux 

profils de macrophages représentent les extrêmes d’un continuum qui est dû aux différents 

stimuli co-existant dans un microenvironnement donné et activant les différentes voies de 

différenciation et de polarisation des macrophages (120). 

 

III.8 Les cellules myéloïde immuno-suppressives ou MDSCs 

Les MDSCs sont une population hétérogène de cellules myéloïdes dont le nombre augmente 

dans des conditions pathologiques comme le cancer, l’inflammation ou l’infection et qui ont 

la capacité de supprimer la réponse T. Ils ont été décrits depuis 20 ans chez des patients 

atteints de cancer mais l’importance de leurs fonctions dans le système immunitaire n’a été 

découverte que récemment. Des nombreuses études ont montré que ces cellules possèdent une 

activité immuno-suppressive sur le système immunitaire inné et adaptatif. Chez un sujet sain, 

ces cellules, composées de progéniteurs myéloïdes ou immatures (IMC : immature myeloid 

cells), se forment dans la moelle osseuse et se différencient rapidement en granulocytes, 

cellules dendritiques ou macrophages tandis que chez un patient souffrant d’une pathologie 

comme le cancer, ces cellules subissent une expansion cellulaire tout en restant bloquées au 

stade immature (Fig. 14 et 15, (121)).  

Chez la souris, les MDSCs sont caractérisées par la co-expression des deux marqueurs de 

surface Gr-1 et CD11b (122) tandis que chez l’humain ces cellules sont connues pour 
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exprimer les marqueurs CD11b, CD33 et HLA-DR (123, 124). Récemment, l’hétérogénéité 

morphologique des MDSCs a été mieux définie en se basant sur le niveau d’expression du 

marqueur Gr-1. L’utilisation de cet anticorps Gr-1 qui reconnait deux épitopes différents 

(Ly6C et Ly6G) a permis de mettre en évidence deux sous-populations majeures de MDSCs. 

les MDSCs au profil granulocytique (G-MDSC) possèdent les marqueurs de surface CD11b 

Ly6G+ Ly6Clow et les MDSCs au profil monocytique (M-MDSC) sont caractérisées par 

l’expression des marqueurs CD11b+ Ly6G- Ly6Chi (125, 126). Malgré la différence 

morphologique entre les deux sous-populations, celles-ci possèdent le même rôle qui est de 

supprimer la réponse T, mais leurs fonctions immuno-suppressives passent par des 

mécanismes d’action différents faisant intervenir des facteurs comme l’arginase 1 et iNOS 

(inducible nitric oxide synthase). 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

Le nombre des MDSCs augmente dans différentes conditions pathologiques comme le cancer, 

les infections bactériennes ou parasitaires, ainsi que la transplantation de greffe et certaines 

pathologies auto-immunes (Fig. 15). 

 

 

Figure 14. L’origine des MDSCs. a. Les cellules myéloïdes immatures (IMCs) se développent dans la moelle 

osseuse sous le contrôle de cytokines inflammatoires spécifiques comme le GM-CSF, M-CSF, IL-3 et FTL3. b. 

Dans des conditions physiologiques, les IMCs migrent dans les tissus périphériques et se différencient en 

cellules dendritiques, macrophages et granulocytes. Cependant, dans des conditions pathologiques, certains 

facteurs sont sécrétés et vont contribuer à l’accumulation des IMCs dans les sites de l’inflammation tout en 

empêchant leur différenciation sans bloquer leur activation. Ces cellules possèdent des propriétés immuno-

suppressives et sont appelées les MDSCs (121). 
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L’expansion des MDSCs est influencée par plusieurs facteurs tels que la cyclooxygénase 2, 

les prostaglandines (PTGS2), le M-CSF, l’IL-6, le GM-CSF et le VEGF (127-131). Ces 

facteurs régulent la survie cellulaire, la prolifération, la différenciation et l’apoptose de ces 

cellules (132). De plus, il a été montré que le facteur de transcription STAT3 joue un rôle 

important dans l’expansion des MDSCs en induisant l’expression des facteurs S100 calcium-

binding protein A8 (S100A8) et S100A9 et les récepteurs exprimés à la surface des cellules 

(133). 

Les mécanismes d’activation des MDSCs mettent en jeu des facteurs différents de ceux 

nécessaires pour leur expansion. Ces facteurs sont exprimés d’une façon prédominante par les 

LcT, les cellules tumorales (134) et incluent les cytokines comme l’IFNγ (135), l’IL-4 (136), 

l’IL-13 (137) et les TLRs (134) qui activent des voies de signalisation différentes impliquant 

les facteurs de transcription STAT6, STAT1 et NF-κB (134, 138, 139). Concernant les 

mécanismes d’activité suppressive des MDSCs, plusieurs études ont montré l’importance 

d’un contact cellulaire direct entre les MDSCs et la cellule cible afin d’exercer son rôle 

régulateur. Ces observations ont suggéré que les MDSCs agissent sur leurs cibles via des 

récepteurs exprimés à la surface et/ou via la libération de médiateurs solubles à courte durée 

de vie. 

 

 

Figure 15. Les deux sous-populations majeures des 

MDSCs. Les MDSCs co-expriment les marqueurs 

communs CD11b et Gr-1. L’anticorps reconnaissant la 

protéine Gr-1 se fixe sur deux épitopes différents 

permettant ainsi de distinguer deux sous-populations 

majeures de MDSCs : les MDSCs monocytiques (M-

MDSC) CD11b
+
 Ly6G

-
 Ly6C

hi
 et les MDSCs 

granulocytiques (G-MDSC) CD11b
+
 Ly6G

+
 Ly6C

low
. Les 

deux sous-populations possèdent des fonctions 

immuno-suppressives qui mettent en jeu des 

mécanismes moléculaires différents. Il est montré 

aujourd’hui que les G-MDSC sont des cellules qui ont 

déjà atteint leur phase terminale de différenciation 

tandis que les M-MDSCs sont des cellules qui sont 

capables de se différencier, sous l’influence de 

certaines cytokines spécifiques, en cellules 

dendritiques ou macrophages (121). 
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III.8.1 Les mécanismes d’immunosuppression des MDSCs  

Plusieurs mécanismes d’immunosuppression ont été décrits (Fig. 15) qui mettent en jeu des 

facteurs différents et spécifiques de chaque sous-population de MDSCs. 

III.8.1a Arginase 1 et iNOS : Les MDSCs expriment des niveaux 

élevés d’arginase 1 et d’iNOS chez l’Homme et la souris et les études montrant les effets 

inhibiteurs sur la fonction des LcT sont bien établies (140-142). Récemment, une corrélation 

entre la disponibilité de la L-arginine et la prolifération des LcT a été montrée. Une 

augmentation de l’activité de l’arginase 1 dans les MDSCs conduit à une augmentation du 

catabolisme de la L-arginine, ce qui provoque la déplétion des acides aminés dans le 

microenvironnement. Une carence en L-arginine inhibe la prolifération des LcT par différents 

mécanismes comme la diminution de l’expression de la chaine CD3ζ et de l’expression de 

certains régulateurs du cycle cellulaire comme la cycline D3 et la kinase cycline dépendante 4 

(CDK4) (143). D’autre part, le NO (nitric oxide) inhibe la prolifération des LcT en impliquant 

les voies JAK3 et STAT5 dans les LcT chez la souris (144), en inhibant l’expression génique 

du CMH de classe II (145) et en induisant l’apoptose chez l’Homme (146). 

III.8.1b Les espèces réactives de l’oxygène (ROS) : Les ROS sont des 

molécules employées par les MDSCs dans le but d’inhiber les fonctions effectrices des LcT. 

Ceci a été démontré dans des études indiquant qu’une inhibition de la production des ROS par 

les MDSCs bloque leur activité suppressive in vitro (122, 147). Enfin, cette activité immuno-

suppressive des MDSCs est induite par des cytokines comme l’IL-6, l’IL-3, l’IL-10 et TGFβ 

(148). 

III.8.1c Le peroxynitrite : Récemment, il a été montré que le 

peroxynitrite est un des médiateurs produit par les MDSCs humains et murins pour inhiber la 

fonction des LcT. Le peroxynitrite est synthétisé suite à une interaction entre le NO et l’anion 

superoxyde. Une augmentation des peroxynitrites a été observée dans les sites d’accumulation 

des MDSCs. Cette augmentation a été corrélée avec la progression des tumeurs dans plusieurs 

types de cancers et liée à une inhibition des LcT chez l’Homme (149, 150). De plus, des 

données montrent qu’une production des peroxynitrites par les MDSCs durant un contact 

direct avec les LcT conduit à une altération de leur activation après une stimulation avec un 

antigène spécifique (151). 
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Ces mécanismes d’immunosuppression sont spécifiques de chaque sous-population. A 

l’heure actuelle, deux sous-populations majeures de MDSCs sont connues (granulocytique et 

monocytique). Les MDSCs-granulocytiques expriment fortement les ROS mais faiblement le 

NO et inversement la sous-population monocytique exprime plus de NO que des ROS, en 

revanche les deux expriment l’arginase 1 (125). Enfin, il a été montré que les MDSCs sont 

capables d’induire l’expression du facteur FoxP3 qui est nécessaire pour le développement 

des Tregs in vivo (152). 
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IV. Altérations immunes associées à l’obésité 

L’obésité est associée à un dysfonctionnement du système immunitaire. En effet, les sujets 

obèses sont plus susceptibles aux infections bactériennes ou virales et sont plus à risque de 

développer certains types de cancer. Une étude réalisée chez la souris a montré qu’un régime 

hyperlipidique et le développement de l’obésité accélère l’involution thymique conduisant 

ainsi à une restriction du répertoire lymphocytaire T (153). Chez l’humain, des études 

épidémiologiques ont montré que les sujets obèses sont plus susceptibles de contracter le virus 

de la grippe et de développer des pneumonies d’origine virale (154, 155). Finalement, une 

étude récente a montré chez les sujets adultes en surpoids et obèses un dysfonctionnement de 

la réponse immunitaire contre le virus de la grippe H1N1. En effet, les LcT CD4+ et CD8+ de 

ces patients, exposés au virus H1N1 avaient une expression plus faible des marqueurs 

d’activation et des cytokines inflammatoires comme l’IFNγ comparés aux cellules des sujets 

non infectés (156). 

L’obésité est également associée à un dérèglement de la réponse inflammatoire. En effet, elle 

se caractérise par le développement d’une inflammation chronique dite « à bas bruit ». Durant 

le développement de l’obésité, le tissu adipeux blanc subit en continu des modifications 

morphologiques majeures en réponse à des stimuli et/ou à des altérations de la balance 

énergétique. Dans le cas d’un apport énergétique (apport calorique) excessif, le tissu adipeux 

blanc subit un réarrangement mettant en jeu un renouvellement de la matrice extracellulaire et 

des adipocytes afin d’assurer son expansion et le stockage de l’énergie. Ce réarrangement est 

accompagné d’une modification de la composition cellulaire du tissu, notamment des cellules 

immunes, modifiant l’homéostasie énergétique et le statut inflammatoire du tissu adipeux 

ainsi l’état métabolique général de l’organisme (résistance à l’insuline).  

 

IV.1 L’inflammation chronique à bas bruit et la résistance à l’insuline 

Les mécanismes moléculaires provoquant l’installation de l’insulino-résistance (IR) sont très 

complexes. Il est possible que plusieurs stimuli interviennent dans le développement de l’IR. 

L’’inflammation chronique à bas bruit provoquée par l’accumulation de cellules immunes 

sécrétant des facteurs inflammatoires au sein du tissu adipeux blanc fait partie des stimuli 

provoquant l’IR. En effet, des études ont montré qu’une suppression de la voie de l’IL-1 

résulte d’une altération de la fonction des macrophages accompagnée d’une réduction de la 
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sécrétion de l’IL-6 et TNFα et une amélioration de la sensibilité à l’insuline (157). De plus, 

cette étude a montré un effet synergique de l’IL-1β et du TNFα sur la sécrétion de l’IL-6 par 

les adipocytes et ceci en activant d’une façon importante la voie de signalisation NF-κB. En 

outre, ces facteurs contribuentt à l’installation de la résistance à l’insuline en interférant avec 

la voie de signalisation de l’insuline. Les facteurs inflammatoires activent les voies de 

signalisation JNK et NF-κB connues pour inhiber la voie de signalisation de l’insuline via 

l’augmentation de la phosphorylation inhibitrice des protéines IRS1 et IRS2 (insulin receptor 

substrate 1 and 2) sur des résidus sérine, une phosphorylation qui conduit à leur dégradation 

(158). 

Ces aspects sont détaillés dans la revue qui s’intitule : « Adipose tissue in obesity-related 

inflammation and insulin resistance: cells, cytokines and chemokines » acceptée dans le 

journal « ISRN Inflammation », par MAKKI K et al. (cf. Annexe). En plus des facteurs 

inflammatoires classiques, d’autres molécules et complexes protéiques comme les 

leucotriènes et l’inflammasome ont été montrés récemment associés à l’obésité et impliqués 

dand le developpement de l’inflammation chronique à bas bruit et de la résistance à l’insuline. 

 

  IV.1.1 Les leucotriènes  

Les leucotriènes sont des médiateurs lipidiques pro-inflammatoires qui jouent un rôle 

important dans la réponse immunitaire, la production des cytokines, la prolifération, la 

différenciation et la migration cellulaire (159). Ces molécules sont synthétisées à partir de 

l’acide arachidonique et leur voie de synthèse met en jeu deux enzymes clés, la protéine 5-LO 

(5-lipoxygenase) et la protéine FLAP (5-lipoxygenase activating protein). Ces protéines vont 

conduire à la synthèse du leucotroiène LTB4. Ce dernier est un chemoattractant et un 

acivateur des leucocytes important. En effet, le LTB4 contribue à la génération des 

macrophages M1 et au recrutement des LcT (160, 161). De plus, le LTB4 inhibe la 

différenciation des Tregs et stimule celle des LcTh17 (162, 163). 

Différentes études ont montré un lien entre la voie des leucotriènes et le développement de 

l’inflammation du tissu adipeux blanc dans l’obésité (164). Les niveaux d’expression des 

deux protéines 5-LO et FLAP sont augmentées dans les adipocytes et les macrophages du 

tissu adipeux blanc des sujets obèses (165, 166). De plus, une étude récente a montré que le 

niveau de LTB4 est augmenté dans le tissu adipeux des souris obèses comparés au celui des 
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souris minces. L’augmentation du niveau d’expression de ces protéines est délétère pour 

l’organisme puisqu’elles favorisent le développement de la résistance à l’insuline. En effet, 

les souris traitées par un inhibiteur de la protéine FLAP ou invalidées pour le gène codant le 

récepteur Blt1 (leukotriene B4 receptor) présentaient une diminution de l’infiltration des 

macrophages au sein du tissu adipeux blanc et une amélioration de la sensibilité à l’insuline 

malgré la mise sous régime hyperlipidique (167, 168). De plus, les souris invalidées pour le 

gène codant la 5-Lo présentaient une moindre infiltration des macrophages et une meilleure 

sensibilité à l’insuline pouvant être expliquée par une diminution de la sécrétion des 

chemoattractants comme MCP-1 par les adipocytes. Enfin, la diminution des macrophages 

dans le tissu adipeux blanc a été accompagnée par une diminution des macrophages M1 au 

détriment des M2, ce qui suggère un rôle de la 5-LO dans la balance M1/M2 (169). 

 

  IV.1.2 L’inflammasome 

L’inflammasome est un complexe protéique constitué d’un senseur intracellulaire 

(typiquement : NLR (nod-like receptor)), le précurseur pro-caspase 1 et l’adaptateur ASC 

(Apoptosis-associated speck-like protein containing a CARD ou PYCARD). Ce complexe 

conduit à une activation autocatalytique de la protéase cystéine caspase-1 et au clivage des 

protéines inactives pro-IL-1β et IL-18 (170). C’est un composant crucial de notre système 

immunitaire inné pour détecter les signaux reconnus comme un danger. Différents 

inflammasommes ont été identifiés comme NLRP1/3/6 (NLR family pyrin domain-

containing), AIM2 (absent in melanoma 2) et IPAF (IL-1β-converting enzyme protease-

activating factor), chacun est capable de répondre à divers produits microbiens ou des signaux 

de danger (171). Des études récentes ont montré un rôle des inflammasomes dans le 

développement de la résistance à l’insuline via la synthèse et la sécrétion de l’IL-1β dans 

différents tissus et par différents types cellulaires durant le développement de l’obésité. Plus 

particulièrement, plusieurs études ont montré une implication évidente du NLRP3 dans le 

développement de cette complication métabolique liée à l’obésité (172-175). En effet, les 

souris invalidées pour les gènes codant les protéines Nlrp3, Casp1 et Asc et recevant un 

régime hyperlipidique, présentaient une amélioration de l’intolérance au glucose et de la 

sensibilité à l’insuline. Ces résultats montrent un lien clair entre l’inflammasome et le 

développement de l’insulino-résistance. Le NLRP3 est activé par les acides gras à longue 

chaîne comme les céramides et les palmitates, ce qui conduit à la sécrétion de l’IL-1β et à la 
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perturbation de l’homéostasie métabolique des tissus sensibles à l’insuline comme le muscle, 

le foie et le tissu adipeux blanc dans le cas de l’obésité (174, 176). De plus, l’inflammasome 

est impliqué dans le dysfonctionnement de la cellule β pancréatique (177). En effet, des 

dépôts de structures amyloïdes provoquées par l’amyline (IAPP ou islet amyloid polypeptide) 

sont observés chez les sujets obèses et vont provoquer l’activation du NLRP3 (178). Un autre 

mécanisme potentiel contribuant à l’activation de l’inflammasome durant l’obésité est la 

dérégulation de l’autophagie. Une délétion des gènes Atg15l et Atg7 dans les macrophages des 

souris contribuent à l’activation de la caspase 1, à la sécration de l’IL-1β et donc au 

développement de l’inflammation qui est responsable de l’insulino-résistance (179). Enfin, 

une étude suggère que l’activation de NLRP3 peut provoquer une accumulation des 

lymphocytes durant l’obésité qui passerait par la sécrétion de l’IL-1β connue pour favoriser la 

différenciation des LcTh17 (lymphocytes pro-inflammatoires) (Fig. 16, (180)).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16. Un modèle du développement du diabète de type 2 (T2D) impliquant le tissu adipeux, le 

pancréas et le NLRP3. Au sein du tissu adipeux, des concentrations élevées d’acides gras libres comme le 

palmitate vont stimiluer l’activité de la protéine AMPK et vont conduire à une dérégulation de 

l’autophagie au niveau de la mitochondrie. Le dysfonctionnement mitochondrial provoque la génération 

des ROS et la libération de l’ADN mitochondrial dans le cytosol. Ces facteurs vont activer le NLRP3 qui à 

son tour provoque la sécrétion de la forme active de l’IL-1β. L’IL-1β va activer les voies de signalisation 

JNK et NF-κB interférant ainsi avec la voie de signalisation de l’insuline. Au niveau du pancréas, 

l’accumulation des structures d’améloïdes active également le NLRP3 et la sécrétion de l’IL-1β à partir des 

macrophages, ce qui conduit au dusfonctionnement de la cellule béta et à l’apoptose de ces dernières. 

MAPK (mitogen-activated protein kinase) (180). 
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IV.2 Obésité et l’inflammation chronique à bas bruit  

L’obésité est associée au développement d’une inflammation systémique et chronique à bas 

bruit qui est délétère pour l’organisme (181-183). Les études chez les rongeurs ont permit 

d’établir une meilleur compréhension des mécanismes provoquant le développement de cet 

état inflammatoire semble être initié par l’accumulation des cellules immunes, notamment les 

macrophages, au niveau du tissu adipeux blanc (184). De plus l’inflammation peut être 

provoquée par d’autres dérégulations d’événement moléculaire au sein des adipocytes. En 

effet, l’hypertrophie des adipocytes contribue au changement de leur profil d’expression 

génique et de sécrétion ainsi qu’à une activation des voies de signalisation inflammatoires. 

Elle est associée à une augmentation de l’expression et de sécrétion des adipokines 

inflammatoires comme l’IL-6, l’IL-8, le chemoattractant MCP-1, le TNFα et la leptine 

également connue pour avoir des propriétés inflammatoires en impactant le système 

immunitaire innée et adaptatif (185, 186). En parallèle, une diminution de l’expression de 

certaines adipokines anti-inflammatoires est observée comme l’adiponectine, une adipokine 

rendant les adipocytes plus sensibles à l’insuline (187). Ces changements sont attribués aux 

facteurs de stress comme l’hypoxie (188, 189), le stress oxydatif et le stress du réticulum 

endoplasmique (190, 191). De plus, ces changement induisent des voies de signalisation 

canoniques comme les voies NF-κB et JNK connues pour interférer avec la voie de l’insuline 

(192, 193). Les voies NF-κB et JNK contribuent à l’augmentation de la sécrétion des 

cytokines inflammatoires et donc à l’accumulation des cellules immunes inflammatoires au 

sein du tissu adipeux blanc. De ce fait, un microenvironnement inflammatoire se développe au 

sein de ce tissu défini par une inflammation locale dite à bas grade qui s’étend au niveau 

systémique provoquant ainsi l’installation progressive d’une résistance à l’insuline dans 

l’organisme. 

L’inflammation initiée au sein du tissu adipeux semble également être provoquée par le 

recrutement de cellules immunes. Le rôle de ces cellules est devenu un champ de recherche 

très intéressant dans le domaine de l’obésité et de la régulation de l’homéostasie métabolique.  

Le tissu adipeux d’une souris mince est composé de cellules immunes anti-inflammatoires 

comme les LcT régulateurs, les macrophages M2 et les cellules immuno-suppressives 

d’origine myéloïdes (MDSCs). Ces cellules, en interagissant avec les adipocytes, vont 

maintenir le tissu dans un état métabolique sensible à l’insuline (Fig. 17).  
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Chez une souris obèse, le tissu adipeux subit un réarrangement majeur touchant le nombre et 

la taille des adipocytes ainsi que sa vascularisation et, surtout, une modification de la 

composition en cellules immunes. Il se caractérise par un microenvironnement inflammatoire. 

Les cellules immunes anti-inflammatoires quittent le tissu adipeux et les cellules 

inflammatoires sont recrutées, selon des mécanismes qui restent encore à l’heure actuelle non 

complétement élucidés.  

Ces cellules inflammatoires (e.g. les neutrophils, les macrophages M1, les LcT CD4+ et les 

LcT CD8+) sont recrutées d’une manière séquentielle et vont sécréter des facteurs 

inflammatoires comme le TNFα, l’IL-6 et l’IL-1β contribuant à l’installation de 

l’inflammation et au développement de la résistance à l’insuline du tissu adipex blanc puis des 

autres tissus métaboliques comme le foie et le muscle (Fig. 17). 

 

 

 

Tissu adipeux mince Tissu adipeux obèse

Sensibilité à l’insuline Sensibilité à l’insuline
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Figure 17. La composition cellulaire immune du tissu adipeux chez le sujet mince et obèse. Durant 

l’expansion du tissu adipeux blanc, la composition cellulaire du tissu adipeux est modifiée. Des cellules 

inflammatoires sont recrutées comme les macrophages M1, les LcTh1, Les LcT CD8, les MDSC, les LcB et les 

neutrophiles, favorisant ainsi le développement de l’inflammation à bas bruit et l’installation de la résistance à 

l’insuline. 



55 

 

IV.3 Le recrutement des cellules immunes dans le tissu adipeux blanc 

et l’insulino-résistance 

IV.3.1 L’accumulation des macrophages 

Dans des conditions physiologiques, les macrophages résidents dans les tissus possèdent un 

rôle important dans le maintien de leur homéostasie. Dans le tissu adipeux blanc viscéral 

(TAV), les macrophages résidents représentent 10 à 15% de la population cellulaire. Leur 

nombre, localisation et phénotype sont altérés durant l’obésité. En effet, le pourcentage de ces 

cellules augmente considérablement (40 à 50%) dans le TAV des souris obèses (184). Nous 

distinguons deux sous-populations majeures de macrophages : Les macrophages pro-

inflammatoires (M1) et les anti-inflammatoires (M2). Chez les souris minces, les 

macrophages du TAV sont de type M2 maintenus par la production d’IL-4 par les 

éosinophiles et d’IL-13 par les iNKT (194). Le phénotype de ces cellules change avec 

l’obésité vers un profil M1 inflammatoire et il est maintenu par l’IFNγ et les ligands des TLR 

qui sont produits par les Th1, les LcT CD8+, les NK et les adipocytes en nécrose (195). Il faut 

noter que le phénotype M1 vs. M2 chez l’Homme n’est pas aussi claire que chez les rongeurs. 

Dans le tissu adipeux humain, nous retrouvons une population mixte intermédiaire entre les 

deux états de polarisation (119, 196). Les macrophages entourent les adipocytes nécrosés en 

formant des structures en couronne ou « crown-like structures » (CLSs) (197). Plusieurs voies 

peuvent expliquer le phénomène de l’accumulation des macrophages dans le TAV. Ils migrent 

dans le tissu adipeux des souris obèses suite à une production d’adipokines comme MCP-1 

(198), la fetuine A (199), les leucotriènes (LTB4/BLT1) et les acides gras libérés par les 

adipocytes (200). En effet, les macrophages du tissu adipeux blanc peuvent dérivés des 

monocytes sanguins. Ces derniers, caractérisés par l’expression du marqueur Gr-1+ Ly6Chi 

chez la souris et par les marqueurs CD14+ CD16- chez l’Homme, sont recrutés au sein du 

TAV par les chémoattranctants ou par des facteurs solubles sécrétés par les adipocytes qui 

augmentent eux-mêmes le phénomène de la diapédèse monocytaire et stimulent la production 

des molécules d’adhésion dont PE-CAM (platelet endothelial cell adhesion molecule) et 

ICAM-1 (intracellular adhesion molecule) exprimées sur les cellules endothéliales (201). 

Récemment, une prolifération in situ de ces cellules a été démontrée et qui est associée au 

développement de l’inflammation de bas grade au sein du tissu adipeux blanc des souris et des 

patients obèses. Cette prolifération in situ des macrophages est dépendente de la cytokine 

chémoattractante MCP-1 (202, 203). Enfin, l’augmentation des M1 est associée à un 
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développement de l’IR. En effet, l’invalidation du gène codant le récepteur CCR2 dans les 

macrophages protège les souris du développement de l’inflammation et de l’IR (204). Enfin, 

de nombreuses études ont montré le rôle important des gènes codant des facteurs 

inflammatoires exprimés par les macrophages et leur répercussion sur le développement de 

l’obésité et l’IR. Par exemple, les souris invalidées pour les gènes codant les protéines IKK2 

ou JNK1 sont protégées contre le développement de l’IR tandis que les souris invalidées pour 

les gènes SOCS1 ou PPARγ développent les phénotypes opposés (205-208). 

 

  IV.3.2 L’accumulation des cellules dendritiques 

Le rôle de ces cellules n’est pas encore bien élucidé dans le tissu adipeux du fait d’un manque 

important d’études décrivant leur présence dans le TAV de souris ou d’humains obèses. Une 

étude récente a montré une augmentation du nombre de cellules dendritiques dans le tissu 

adipeux au cours du développement de l’obésité, chez les souris et l’Homme (209, 210). Les 

cellules dendritiques (CD) exprimant les marqueurs CD11cHigh, B220- ont été détectées dans 

le tissu adipeux des souris db/db (déficience pour le récepteur de la leptine) et ob/ob 

(déficience pour la leptine) et leur nombre augmente dans le tissu adipeux de souris sauvages 

soumises à un régime hyperlipidique. De plus, ces cellules sont capables de présenter 

l’antigène aux LcT CD4+ naïfs, induisant ainsi leur prolifération. D’une façon intéressante, les 

CD de souris obèses sont capables d’induire l’expansion des Th17 in vitro. Chez l’Homme, des 

résultats similaires ont été obtenus, montrant une augmentation de l’expression des gènes 

spécifiques des cellules dendritiques dans le tissu adipeux blanc sous-cutané des patients 

obèses comparés aux contrôles, leur nombre corrèlant avec l’indice de masse corporelle et la 

résistance à l’insuline.  

 

  IV.3.3 L’infitration des neutrophiles 

Le rôle des neutrophiles dans le développement de l’inflammation du tissu adipeux a été 

étudié récemment. Chez la souris, une infiltration très précoce des neutrophiles dans le tissu 

adipeux est observée après 3 jours de mise sous régime hyperlipidique. Ce recrutement est 

rapide et transitoire. En effet, il précède le recrutement des macrophages et est absent à des 

stades plus tardifs de l’obésité (211). Le nombre des neutrophiles augmente de l’ordre de 20 

fois dans le tissu adipeux des souris obèses. De plus, l’utilisation des approches génétique et 
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pharmacologique a récemment montré le rôle de l’élastase dans le développement de 

l’inflammation du tissu adipeux et de l’IR (212). Concernant les études chez l’Homme, une 

augmentation des taux sériques des enzymes telles que la myéloperoxydase (MPO) et la 

calprotectine (S100A8/9) (essentiellement sécrétées par les neutrophiles) a été observée chez 

des patients obèses. De plus, le marqueur d’activation des neutrophiles CD66b est augmenté 

chez les patients obèses montrant que le nombre des neutrophiles et leur état d’activation est 

altéré par l’obésité chez l’Homme (213). 

 

  IV.3.4 Le recutement des mastocytes  

Le nombre de mastocytes dans le tissu adipeux blanc est plus important chez la souris mise 

sous un régime hyperlipidique et chez les patients obèses. Les souris déficientes en 

mastocytes (souris KitW-sh/W-sh et KitW/Wv), ont un gain de poids moindre sous régime 

hyperlipidique et présentent une meilleure sensibilité à l’insuline et une amélioration de la 

tolérance au glucose. L’angiogenèse du tissu adipeux de ces souris est moins importante, ce 

qui peut expliquer la diminution de l’infiltration des lymphocytes et la sécrétion des cytokines 

inflammatoires. Ces résultats permettent de supposer que les mastocytes régulent le 

développement de l’inflammation via la croissance des vaisseaux sanguins (214). Enfin, les 

taux sériques de certaines protéines sécrétées par les mastocytes comme les deux sérines 

protéinases chymase et tryptase sont élevés dans les cohortes d’individus pré-diabétiques et 

diabétiques, ce qui suggère un rôle de ces cellules dans le développement des perturbations 

métaboliques liées à l’obésité (215). 

 

  IV.3.5 Le recrutement des cellules myéloïde immuno-suppressives ou 

MDSCs 

Très peu d’études existent aujourd’hui montrant le recrutement et le rôle de ces cellules dans 

le tissu adipeux blanc et leur impact sur le métabolisme énergétique. Une étude récente a 

cependant montré un rôle important des MDSCs dans la régulation de l’inflammation et le 

métabolisme chez les souris obèses. En effet, l’étude de Xia et Coll. a montré une 

augmentation de nombre de MDSCs dans le tissu adipeux, le foie et le sang de souris 

sauvages mises sous un régime hyperlipidique ainsi que de souris ob/ob, suggèrant une 

implication de ces cellules dans la régulation de l’homéostasie énergétique. De plus, l’étude a 
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montré qu’une déplétion des MDSCs provoque une exacerbation de l’état inflammatoire 

chronique et de chez les souris obèses tandis qu’un transfert adoptif de ces cellules améliore 

l’état métabolique des animaux et atténue l’inflammation (216). Enfin, dans une autre étude, il 

a été montré que les MDSCs retardent l’apparition du diabète de type 1 et la résistance à 

l’insuline, montrant un rôle important de ces cellules dans la régulation du système 

immunitaire et l’homéostasie énergétique (217). 

 

  IV.3.6 Le recrutement des éosinophiles 

Le rôle des éosinophiles dans le développement de l’inflammation du tissu adipeux blanc a 

été abordé récemment et reste controversé. Les éosinophiles sont présents essentiellement 

dans les tissus adipeux périgonadiques et mésentériques. D’une façon intéressante, le nombre 

de ces cellules diminue chez les souris mises sous un régime hyperlipidique et chez les souris 

ob/ob. Les éosinophiles dans le tissu adipeux produisent la cytokine anti-inflammatoire IL-4 

qui maintient les macrophages dans un profil M2. Une étude récente a montré qu’une 

déplétion des éosinophiles chez la souris entraîne une intolérance au glucose et le 

développement d’une résistance à l’insuline tandis qu’une augmentation de leur nombre suite 

à une infection parasitaire améliore l’état métabolique des souris (194). 

 

  IV.3.7 Le recrutement des lymphocytes B 

Le nombre des LcB augmente dans le tissu adipeux blanc des souris obèses et une déplétion 

de cette population améliore l’état métabolique des souris malgré une prise de poids plus 

importante. Les LcB affectent le métabolisme glucidique en activant les macrophages M1 

(pro-inflammatoires) et en produisant des effecteurs pathogènes. De plus, les molécules CMH 

I et II à la surface des LcB sont impliquées dans l’activation des LcT CD4+ et CD8+ (218). 

Une étude récente a montré un rôle important des LcB dans la régulation de l’inflammation 

dans l’obésité et le diabète de type II. Les souris déficientes en LcB présentent une 

inflammation diminuée durant l’obésité. De plus, ces observations ont été associées à une 

augmentation du pourcentage des LcT régulateurs dans le tissu adipeux. Finalement, l’étude a 

montré un rôle de ces LcB qui soutient les fonctions pro-inflammatoires des LcT dans le tissu 

adipeux blanc des souris obèses (219). Cependant, Nishimura et Coll. ont montré l’existence 

d’une population de LcB regulateurs dans le TAV des souris qui diminuent avec l’obésité. 
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Contrairement aux LcB recrutés durant l’expansion du tissu adipeux, cette étude montre un 

rôle anti-inflammatoire des LcB régulateurs (exprimant les marqueurs IgM, IgD et CD22 chez 

la souris) résident dans le tissu des souris minces et qui sont capables de sécréter de l’IL-10 

dans le but de contrôler l’inflammation au sein du tissu adipeux blanc et d’atténuer la 

résistance à l’insuline liée à l’obésité (220). 

 

  IV.3.8 Le recrutement des lymphocytes T 

Une augmentation de la production de l’IFNγ par les NK, les LcTh1 et les CD8+, connus pour 

stimuler la différenciation des macrophages pro-inflammatoires, a été observée chez les 

patients obèses. De plus, cette augmentation corrèle avec les complications métaboliques de 

ces derniers (221). Il est suggéré que l’augmentation des LcT CD4+ et des Th1 dans le tissu 

adipeux durant l’obésité est due à une détection d’un antigène spécifique et à une expansion 

des cellules T. Cependant, les antigènes responsables de l’expansion des LcT ne sont pas 

encore identifiés dans le tissu adipeux (222). Les Th1 sont une des populations la plus 

importante dans le développement de l’inflammation du tissu adipeux et de la résistance à 

l’insuline. Une accumulation des LcT CD4+ et CD8+ est observée dans le tissu adipeux des 

souris après mises un régime hyperlipidique accompagnée d’une insatllation de l’IR (223-

225). Cette accumulation a été également observée dans les tissus adipeux blanc omental et 

sous-cutanés des patients obèses avec une forte prédominance des CD4+ et une infiltration 

plus importante dans la masse omentale (226, 227). Même si le rôle de l’IFNγ n’est pas 

encore bien clarifié, il est connu qu’il impacte sur le métabolisme oxydatif et le 

développement des vaisseaux sanguins nécessaires pour l’infiltration des macrophages chez la 

souris (198, 228). Les souris invalidées pour le gène codant l’IFNγ développent une 

inflammation du tissu adipeux moins importante accompagnée d’une amélioration de la 

sensibilité à l’insuline (224). 

Le nombre des lymphocytes Th2 diminuent dans le tissu adipeux des souris obèses 

accompagné d’une diminution de l’expression de l’IL-4 (222, 229). Chez des patients obèses, 

une augmentation des LcTh2 est observée (230) sans altération du taux d’IL-4 circulant. 

Concernant le rôle de ces cellules dans la régulation de l’homéostasie métabolique de 

l’organisme, une étude a montré qu’un transfert adoptif des cellules LcT CD4+ dans des souris 

RAGnull a amélioré leur statut de sensibilité à l’insuline tandis que le transfert des cellules LcT 

CD4+ STAT6- (facteur de transcription essentiel pour la fonction des Th2) n’a pas conduit à la 
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même observation (222), montant un rôle métabolique intéressant de ces cellules. Cependant, 

d’autres études sont nécessaires pour mieux établir le rôle de ces LcT dans la régulation de la 

sensibilité à l’insuline de l’organisme. 

Les lymphocytes Th17 jouent un rôle important dans les pathologies auto-immunes. Une 

augmentation des taux des cytokines IL-17 et IL-23 (spécifiques des Th17) a été observé chez 

les patients obèses (230). De plus, une étude a montré une augmentation du nombre des 

LcTh17 et LcTh1 et une diminution des antagonistes Tregs dans le sang des patients obèses 

et/ou diabétiques (231-233). Récemment, une étude a montré une augmentation des des 

LcTh17 dans le tissu adipeux des patients obèses diabétiques comparés aux patients obèses 

non-diabétiques et qui a été associée à l’IR (234). Les données chez la souris montrent qu’un 

régime hyperlipidique augmente le niveau d’expression d’IL-17 dans les LT γδ et le nombre 

des LcTh17 (231). L’IL-17 active la voie de signalisation JNK connue pour induire une 

phosphorylation sur les résidus sérine au niveau d’IRS1 contribuant ainsi à l’IR (235, 236). 

Cependant, les rôles d’IL-17 ne sont pas très bien élucidés. En effet, dans des modèles 

d’obésité chez la souris, l’IL-17 est suggérée comme étant un facteur protégeant contre la 

prise du poids corporel et le développement de la résistance à l’insuline (237). En effet, les 

souris invalidées pour le gène codant l’IL-17 sont plus obèses et leur glycémie à jeun est plus 

importante (231).  

Les lymphocytes T régulateurs CD4+ CD25+ FoxP3+ protègent les souris obèses contre le 

développement d’une inflammation excessive en sécrétant des cytokines anti-inflammatoires 

(238). Chez une souris mince, les Tregs vont maintenir un environnement anti-inflammatoire 

en produisant de l’IL-10 contribuant ainsi à un maintien de l’homéostasie énergétique. Chez 

les souris et les patients obèses, une diminution du nombre de Tregs dans le tissu adipeux 

viscéral a été observée, ce qui suggère un rôle important de ces cellules dans la régulation de 

l’homéostasie des tissus métaboliques (222, 238, 239). Le nombre des Tregs est augmentée 

chez les patients obèses non diabètiques comparés aux patients minces mais cette 

augmenattion diminue chez les patients obèses diabètiques comporés aux patients contôles 

(232). De ce fait, de nombreuses études se sont intéressées à éclaircir le rôle des Tregs dans le 

métabolisme et ont montré qu’une déplétion des Tregs chez les souris minces provoque une 

augmentation de la sécrétion de l’insuline et des facteurs inflammatoires au niveau local (tissu 

adipeux blanc) et systémique (sang) (238). D’autres études ont montré qu’une injection d’IL-2 

chez les souris obèses conduit à une augmentation du nombre des Tregs et des taux d’IL-10 

associée à une amélioration de la sensibilité à l’insuline et de la tolérance au glucose. Enfin, 
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des injections journalières d’un anticorps dirigé contre le marqueur de CD3 des LcT 

augmentent le nombre des Tregs dans le tissu adipeux après 9 semaines de traitement et qui 

ont été associés à une amélioration de la sensibilité à l’insuline de l’organisme (222). Ces 

observations montrent le rôle important des Tregs dans la régulation et le maintien de 

l’homéostasie métabolique de l’organisme. 

Concernant les LcT CD8+, le tissu adipeux des souris et des patients obèses montre une 

augmentation de 3 à 4 fois du nombre des lymphocytes CD8+ (222, 240). Les LcT CD8+ 

augmentent le recrutement des macrophages M1 chez la souris, provoquant ainsi le 

développement de l’inflammation du tissu. En effet, une déplétion des CD8+ diminue le 

recrutement des macrophages dans le tissu adipeux et des facteurs inflammatoires comme le 

TNFα et l’IL-6 tandis qu’un transfert adoptif des CD8+ chez les souris obèses provoque une 

accumulation des macrophages M1 dans le tissu adipeux accompagnée d’une exacerbation de 

la résistance à l’insuline et de l’intolérance au glucose (239).  

Durant l’obésité, des évènements moléculaires et cellulaires sont activés afin de 

pouvoir réguler plusieurs processus cellulaires. Une des voies de signalisation essentielle dans 

la régulation du développement de l’obésité d’une part et dans la régulation de l’activité et du 

recrutement de cellules immunes d’une autre part est la voie mTOR ou « mechanistic target of 

rapamycin ». Dans la partie suivante de l’Introduction, l’importance des deux complexes 

protéiques mTOR : mTORC1 et mTORC2 va être exposée. Je vais exposer leurs rôles dans la 

fonction des tissus métaboliques, des cellules immunes et leurs impacts sur l’homéostasie 

métabolique de l’organisme.
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 V. La voie mTOR (mechanistic Target Of Rapamycin)  

La sérine thréonine kinase mTOR est hautement conservée entre les espèces. La voie de 

signalisation mTOR est un senseur de nutriments et des signaux environnementaux impliquée 

dans la régulation de la croissance de l’organisme et de son homéostasie énergétique. mTOR 

régule de nombreux processus cellulaires et est impliqué dans le développement de certaines 

conditions pathologiques comme le cancer, le diabète de type 2 et la dégénérescence 

neuronale.  

 

 V.1 Les deux complexes mTOR : mTORC1 et mTORC2 

mTOR est la cible de la rapamycine ou « Sirolimus » qui est un macrolide produit par la 

bactérie Streptomyces Hygroscopicus possédant des propriétés immuno-suppressives et 

antiprolifératives. Dans les années 1990, un criblage génétique effectué chez la levure a 

identifié TOR1 et TOR2 comme des médiateurs des effets toxiques de la rapamycine chez la 

levure (241, 242). Peu de temps après, des approches biochimiques réalisées chez les 

mammifères ont permis de purifier la protéine mTOR et de montrer l’interaction physique 

avec la rapamycine (243, 244).  

mTOR est une sérine thréonine kinase atypique appartenant à la famille des phosphoinositide 

3-kinases (PI3K). Elle interagit avec différentes protéines pour former deux complexes 

distincts appelés mTORC1 et mTORC2. Ces deux complexes possèdent des fonctions et une 

sensibilité différente à la rapamycine. mTORC1 interagit avec six autres protéines afin de 

former le complexe et pouvoir exercer son rôle tandis que mTORC2 est un complexe 

composé de 7 sous-unités au total (Fig. 18, (245)).  

Les deux complexes partagent la sous-unité catalytique mTOR, la protéine mLST8 

(mammalian lethal sec-13 protein 8), DEPTOR (DEP domain containing mTOR-interacting 

protein) et finalement le complexe Tti1/Tel2. En revanche, les protéines RAPTOR 

(regulatory-associated protein of mammalian target of rapamycin) et PRAS40 (prolin-rich 

AKT substrate 40 kDa) sont spécifiques du complexe m TORC1 tandis que les protéines 

RICTOR (rapamycin-insensitive companion of mTOR), mSin1 (mammalian stress-activated 

map kinase-interacting protein 1) et PROTOR1/2 (protein-observed with rictor) font partie 

uniquement du complexe mTORC2 (Fig. 18). 
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V.1.1 Les régulateurs de mTORC1 et son implication dans différents 

processus cellulaires  

mTORC1 est fortement sensible à la rapamycine. En effet, des faibles doses de rapamycine, à 

court ou à long terme d’exposition provoque une inhibition de ce complexe. mTORC1 est 

capable d’intégrer au moins cinq types de signaux (le stress, la disponibilité de l’énergie, les 

Figure 18. Les complexes mTORC1 et mTORC2. mTORC1 est composé de six sous-unités, et est activé par 

différents signaux tels que les acides aminés, le niveau d’énergie, les cytokines, les hormones. mTORC1 est 

impliqué dans différents processus cellulaires comme la régulation du métabolisme, la croissance, le cycle 

cellulaire et l’autophagie. mTORC2 est composé de sept sous-unités et activé par des hormones. Ce 

complexe est impliqué dans la régulation du métabolisme, la survie cellulaire et la réorganisation du 

cytosquelette d’actine (adapté de 245). 
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hormones, l’oxygène et les acides aminés) pour réguler différents processus cellulaires dans 

l’objectif de maintenir l’homéostasie cellulaire (Fig. 19).  

Un des régulateurs clé de la voie mTORC1 est le complexe hétérodimérique TSC1/TSC2 

(Tuberos sclerosis 1/2) qui régule négativement l’activité de ce dernier. TSC1/TSC2 inhibe 

mTORC1 en régulant l’activité de la protéine GTPase Rheb (Ras homolog enriched in brain). 

Le complexe TSC1/TSC2 reçoit différents signaux (e.g. l’insuline, le facteur IGF1 (insulin-

like growth factor)) qui affectent l’activité de mTORC1 via les voies de signalisation PI3K et 

Ras. Les kinases effectrices de ces voies de signalisations - la protéine kinase B (AKT/PKB), 

la RSK1 (protéine ribosomale S6K) et ERK1/2 (extracellular-signal-regulated kinase 1/2) – 

inhibent directement le complexe TSC1/2 permettant ainsi l’activation du complexe mTORC1 

qui à son tour régule les protéines P70 S6K1 et 4E-BP1 (246). L’activation de mTORC1 

provoque une phosphorylation des ses deux substrats dans le but de réguler un des processus 

les plus importants, la traduction et la synthèse des protéines (Fig. 19).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 19. Les processus cellulaires régulés par mTORC1. mTORC1 régule plusieurs processus 

biologiques via la phosphorylation de plusieurs protéines. S6K1 et 4E-BP1 sont les substrats le mieux 

caractérisés jusqu’à aujourd’hui du complexe mTORC1. Ce complexe est impliqué dans la régulation de 

la synthèse protéique et lipidique, la biogenèse des lysosomes, la régulation de l’autopahgie et le 

métabolisme énergétique (adapté de 245). 
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De plus, mTORC1 contrôle la synthèse des lipides nécessaires pour la génération des 

membranes lors de la prolifération cellulaire (247). mTORC1 régule le facteur de 

transcription SREBP1/2 (sterol regulatory element-binding protein 1/2) qui contrôle 

l’expression des gènes impliqués dans le métabolisme des acides gras et la synthèse du 

cholestérol (248) (Fig. 19). En outre, des études ont montré que mTORC1 régule 

positivement le flux glycolytique via le facteur HIF1α (hypoxia inducible factor 1α) et la 

biogenèse mitochondriale via le complexe nucléaire PGC1α et le facteur de transcription YY1 

(Ying-Yang 1) (248-251) (Fig. 19). 

mTORC1 ne fonctionne pas uniquement dans des conditions anaboliques. Il a été montré 

également que ce complexe stimule la croissance en régulant négativement le processus 

d’autophagie. L’autophagie est un processus cellulaire employé afin de recycler les organelles 

endommagées et d’adapter la cellule et l’organisme en situation de carence en nutriments. 

mTORC1 phosphoryle directement et inhibe le complexe ULK1/ATG13/FIP200 (unc-51-like 

kinase 1/ mammalian autophagie-related gene 13/ focal adhesion kinase family-interacting 

protein of 200 kDa) nécessaire pour initier l’autophagie (252, 253) (Fig. 19). mTORC1 régule 

négativement la biogenèse des lysosomes qui sont des organelles multifonctionnelles ayant la 

capacité de dégrader la plupart des composants cellulaires. Enfin, une étude récente a montré 

le rôle de mTORC1 dans la régulation des lysosomes via le facteur de transcription EB 

(TFEB) en inhibant la translocation nucléaire de ce dernier (254, 255) (Fig. 19). 

 

V.1.2 Les régulateurs et les processus cellulaires de mTORC2 

Le complexe mTORC2 a longtemps été considéré comme étant insensible à la rapamycine. 

En effet, une exposition aigue à la drogue ne conduit pas à l’inhibition de son activité. Ce 

constat a récemment changé suite à des études qui ont montré que des conditions de 

traitement à long terme par la rapamycine réduisent la signalisation de mTORC2 dans certains 

types cellulaires, ceci en empêchant l’assemblage de l’intégralité du complexe (256, 257). 

Comparativement au complexe mTORC1, la voie de signalisation de mTORC2 n’est 

pas très étudiée. Cette voie de signalisation n’est pas activée par les nutriments mais est 

stimulée par les hormones comme l’insuline selon un ou des mécanismes qui restent encore à 

clarifier. Récemment, il a été décrit que les ribosomes sont impliqués dans l’activation du 

complexe mTORC2 (258).  
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mTORC2 contrôle plusieurs membres des protéines kinase appartenant à la familles des AGC 

incluant AKT, SGK1 (serum- and glucocorticoid-induced protein kinase 1), and PKC-α 

(protein kinase C-α). AKT régule plusieurs processus cellulaires comme le métabolisme, la 

survie cellulaire, l’apoptose et la prolifération en phosphorylant plusieurs effecteurs (Fig. 20). 

mTORC2 active AKT en le phosphorylant sur son résidu sérine 473, un site nécessaire pour 

induire une activité optimale (259). De plus, mTORC2 active directement la protéine SGK1 

qui contrôle le transport ionique et la croissance cellulaire (260). Enfin, PKC-α est la 

troisième protéine des AGC activée par mTORC2 et est impliquée dans la régulation du 

cytosquelette d’actine (261, 262) (Fig. 20). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 20. Les processus cellulaires régulés par mTORC2. mTORC2 régule plusieurs processus biologiques 

via la phosphorylation de plusieurs protéines. AKT et les protéines de la famille des AGC sont les substrats 

les mieux caractérisés. Ce complexe est impliqué dans la régulation de certains processus métabolique, le 

cycle cellulaire, l’apoptose et finalement il régule le cytosquelette d’actine (adapté de 245). 
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V.2 La voie de signalisation de mTOR dans les tissus et ses rôles 

métaboliques 

mTOR est un senseur de nutriments et de certaines hormones. De ce fait, une attention 

particulière a été portée sur le rôle de ce complexe dans la régulation du métabolisme de 

l’organisme. 

Une meilleure compréhension du rôle de mTOR dans la régulation du métabolisme in vivo a 

été limitée par le fait qu’une invalidation totale du gène codant mTOR est létale pour 

l’organisme (263-266). Cependant, l’utilisation des invalidations conditionnelles des gènes 

codant le complexe mTOR a révélé son rôle crucial dans la régulation du métabolisme dans 

différents tissus (Fig. 21, (267)). Cette partie du manuscrit synthétise les données qui 

permettent de relier mTOR aux différents tissus métaboliques tout en focalisant sur le rôle de 

cette voie dans le développement de certaines pathologies métaboliques comme l’obésité et le 

diabète de type 2. 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

Figure 21. Les modifications métaboliques tissu-spécifiques observées chez les souris ayant une 

perte de fonction de la voie de signalisation mTORC1 (267).  
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  V.2.1 Le rôle de mTOR dans le tissu adipeux : La régulation de 

l’adipogenèse et la lipogenèse 

La voie de signalisation mTOR joue un rôle essentiel dans l’adipogenèse. L’inhibition de 

mTORC1 in vitro bloque l’adipogenèse et réduit la fonction des adipocytes matures (268-

270), tandis qu’une activation de mTORC1 favorise ces processus (271). Les souris ayant une 

invalidation spécifique de mTORC1 en utilisant le système cre-lox contrôlé par le promoteur 

du gène aP2 dans le tissu adipeux et recevant un régime hyperlipidique sont résistantes au 

développement de l’obésité. De plus, les souris ayant une perte de fonction du complexe 

mTORC2 ont une masse grasse normale mais présentent une altération de l’activité de la 

protéine AKT qui se traduit par une augmentation de la lipolyse et des taux d’acides gras 

libres circulants (272). 

 

 

 

 

 

mTORC1 est sur-activé dans les tissus de souris obèses (273, 274). Les taux élevés d’insuline, 

de cytokines inflammatoires et de nutriments (glucose et acides aminés) provoquent 

l’activation de mTORC1 (Fig. 22). En plus de son rôle dans la contribution de l’expansion du 

tissu adipeux en régulant les gènes impliqués dans l’adipogenèse, mTORC1 provoque 

l’installation de la résistance à l’insuline dans le tissu adipeux en activant son substrat S6K1. 

S6K1 exerce un rétrocontrôle négatif sur la voie de signalisation de l’insuline provoquant 

ainsi la dégradation des protéines IRS1 et 2 (273). Enfin, l’augmentation de la synthèse des 

protéines associée à l’activation de mTORC1 peut provoquer une résistance à l’insuline via le 

déclenchement d’un stress du réticulum endoplasmique et la réponse des protéines UPR 

(unfolding protein response) (275) (Fig. 22). Le stress du réticulum endoplasmique est un 

phénomène prédominant dans les plus gros adipocytes et provoque l’activation de la voie JNK 

qui interfère avec la voie de l’insuline et va conduire à l’installation de l’insulino-résistance 

(276). 

Figure 22. Le rôle de mTORC1 dans l’adipogenèse dans des conditions physiologiques et d’obésité 

(adapté de 245). 
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V.2.2 Le rôle de mTOR dans le muscle : La régulation de la masse 

musculaire, le métabolisme oxydatif et l’homéostasie glucidique 

mTOR intègre d’autres types de signaux que les nutriments. Ce complexe est capable de 

détecter, selon des mécanismes qui restent encore à identifier, des contractions mécaniques 

dans le muscle qui stimulent la synthèse protéique afin de réguler l’hypertrophie musculaire 

(277). Une étude a monté qu’une perte de la fonction de mTORC1 spécifiquement dans le 

muscle réduit la masse musculaire, la biogenèse mitochondriale et conduit à une mort précoce 

(278). Ces effets observés sont dus à une diminution de l’expression du facteur de 

transcription mitochondrial PGC1α. D’une part, la perte de fonction de mTORC1 dans le tissu 

musculaire conduit à la réduction du rétrocontrôle négatif effectué par S6K1 sur IRS1, ce qui 

provoque une forte activation d’AKT accompagnée d’une accumulation du glycogène dans le 

muscle. D’autre part, l’inhibition de mTORC2 dans le muscle conduit à une réduction de 

l’assimilation du glucose provoquant ainsi le développement d’une intolérance au glucose 

(278, 279).  

 

 

 

 

 

Le muscle squelettique est le site majeur de consommation de glucose et une perturbation de 

la captation de ce nutriment dans ce tissu contribue à l’installation du diabète de type 2. La 

sur-activation de mTORC1 dans le muscle des souris obèses conduit à une abolition de la 

signalisation de l’insuline via S6K1, ce qui réduit la captation du glucose et provoque le 

développement de l’insulino-résistance associée à une perte musculaire comme cela a déjà pu 

être observé chez les sujets obèses et/ou insulino-résistants (273, 274). Ceci peut être expliqué 

par une augmentation d’un état catabolique provoqué par l’expression de l’ubiquitine ligase 

qui est régulée par le facteur FOXO1 (forkhead box protein O1) (Fig. 23) (280). D’une façon 

intéressante, la sur-activation de mTORC1 dans l’obésité et le diabète de type 2 conduit à un 

dysfonctionnement de la biogenèse mitochondriale (281-283). Ce paradoxe pourrait 

s’expliquer par le fait que la biogenèse mitochondriale n’est pas exclusivement contrôlée par 

Figure 23. Le rôle de mTORC1 dans la masse musculaire, le métabolisme oxydatif et l’homéostasie 

glucidique dans des conditions physiologiques et d’obésité (adapté de 245). 
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mTORC1 et qu’un autre mécanisme, qui reste à identifier, joue un rôle dans ce processus 

(Fig. 23). 

  V.2.3 Le rôle de mTOR dans le foie : La régulation de la cétogenèse et de 

la lipogénèse 

Le foie joue un rôle essentiel dans la régulation de l’homéostasie lipidique et glucidique lors 

de la prise alimentaire ou du jeûne. mTORC1 contrôle la production des corps cétoniques par 

le foie utilisés par les tissus périphériques comme source d’énergie pendant le jeûne (284). 

Lors de cet état, l’activité de mTORC1 est diminuée et les souris ayant une sur-activation de 

mTORC1 durant cette période sont incapables de produire des corps cétoniques. 

 

 

 

 

 

mTORC1 altère la fonction de PPAR-α, le facteur de transcription responsable de la 

régulation des gènes impliqués dans la cétogenèse, en provoquant l’accumulation nucléaire du 

corépresseur nucléaire 1 (NcoR1). De plus, mTORC1stimule le métabolisme anabolique lors 

de la prise alimentaire en contrôlant la lipogenèse hépatique via la régulation du facteur 

SREBP1c (285, 286) (Fig. 24). 

Comme déjà décrit dans le tissu adipeux et le muscle, mTORC1 est sur-activé dans le foie des 

souris obèses provoquant ainsi la dégradation d’IRS1 et l’installation de l’insulino-résistance 

hépatique (274, 287). L’altération de la voie PI3K/AKT dans le foie provoque une 

néoglucogenèse et contribue à une hyperglycémie et une hyperinsulinémie comme déjà 

observées dans le cas de l’insulino-résistance et le diabète de type 2 (Fig. 24). 

L’obésité est un facteur de risque majeur pour le développement de la stéatose hépatique, une 

condition pathologique provoquée par une accumulation de lipides dans le foie et qui conduit 

à des sérieuses complications comme la cirrhose et le carcinome hépatocellulaire. Une 

sur-activation de mTORC1 durant l’obésité conduit à une exacerbation de la lipogenèse via 

l’activation de SREBP1c. Ceci a été confirmé par une étude montrant qu’une perte de 

Figure 24. Le rôle de mTORC1 dans la régulation de la cétogenèse et la lipogenèse dans des conditions 

physiologiques et d’obésité (adapté de 245). 
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fonction de mTORC1 dans le foie protège les souris du développement de la stéatose 

hépatique et de l’hyper-cholestérolémie induites par un régime hyperlipidique (288). 

 

V.2.4 Le rôle de mTOR dans le pancréas : La régulation du nombre et de 

la taille des cellules β, la sécrétion de l’insuline et de l’homéostasie glucidique 

Les cellules β pancréatiques sécrètent l’insuline en réponse aux nutriments afin de réguler 

l’homéostasie glucidique. Le fait que mTORC1 joue un rôle important dans la croissance 

cellulaire et tissulaire a généré un intérêt pour éclaircir la fonction de mTORC1 dans la 

régulation des cellules β. Des études réalisées chez la souris ont montré qu’une sur-activation 

de mTORC1 dans le pancréas conduit à une hypoglycémie, une hyperinsulinémie et une 

amélioration de la tolérance au glucose (289, 290). Ces observations ont été associées à une 

augmentation de la taille et du nombre des cellules β qui peut être réversible suite à un 

traitement par la rapamycine. De plus, la protéine S6K1 semble être le substrat impliqué dans 

la régulation de ces processus cellulaires (Fig. 25). Cependant, une perte de fonction de 

mTORC2 dans les cellules β conduit à une hyperglycémie, une réduction du nombre et de la 

taille de ces cellules, de leur prolifération et de la synthèse et la sécrétion de l’insuline (291). 

Ces observations ont été liées à une réduction de l’activité d’AKT et à une activation du 

facteur FOXO1.  

 

 

 

 

La résistance à l’insuline dans les tissus périphériques et l’excès de nutriments provoquent 

une forte pression sur la cellule β afin d’augmenter la synthèse et la sécrétion d’insuline. De 

fait, un phénomène de compensation est observé au niveau de ces cellules qui se traduit par 

une hypertrophie de ces dernières ou par la formation de nouvelles cellules sécrétrices 

d’insuline. Une activation continue de la cellule β peut induire son épuisement et le 

développement du diabète de type 2. mTORC1 est activé dans le pancréas des souris obèses 

(289) et joue un rôle crucial dans la régulation du nombre et de la fonction de la cellule β en 

réponse à un excès de nutriments et à l’insulino-résistance (Fig. 25). Même si mTORC1 

Figure 25. Le rôle de mTORC1 dans la régulation du nombre, de la taille  et de la fonction des cellules β 

dans des conditions physiologiques et d’obésité (adapté de 245). 
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régule positivement le nombre et la sécrétion de l’insuline dans la cellule β, une activation 

constitutive de cette voie contribue à l’installation de la résistance à l’insuline dans ces 

cellules comme dans le cas du foie, du muscle et du tissu adipeux. Ces effets sont délétères 

pour la cellule β puisqu’ils vont conduire à la réduction de la survie cellulaire et à l’apoptose 

(289, 292). 

V.2.5 Le rôle de mTOR dans l’intestin : maintien de la structure 

intestinale 

L’intestin est considéré aujourd’hui comme un tissu métabolique très impliqué dans la 

régulation du métabolisme énergétique. Le rôle de mTOR dans l’intestin n’est pas encore très 

bien étudié. En effet, très peu d’études ont été réalisées pour comprendre le rôle de ce 

complexe dans la régulation de la structure et la fonction intestinale. Des études ont montré un 

rôle de mTORC1 dans la régulation de la synthèse des protéines, ce qui est une fonction 

conservée et retrouvée dans les tissus métaboliques de l’organisme (293). Cependant, l’équipe 

de Mayer AN a montré un rôle important de mTOR dans le contrôle de la morphogénèse 

épithéliale de l’intestin (294). En effet, l’utilisation de la rapamycine a inhibé la croissance 

des cellules épithéliales de l’intestin ainsi que sa morphogenèse. De plus, mTOR est impliqué 

dans la migration des cellules intestinales, ce qui suggère un rôle réparateur de ce complexe 

dans la fonction de barrière du tissu (295). Ceci a été conforté par une étude qui montre un 

rôle crucial de mTORC1 dans la maintenance de la muqueuse intestinale in vivo (296). 

Finalement, l’équipe de Sabatini DM a montré l’implication de mTORC1 dans la régulation 

des niches des cellules souches intestinales qui sont nécessaires pour le renouvellement de la 

barrière intestinale (297).  

En plus de son rôle métabolique, le complexe mTOR est impliqué dans le 

développement, la différenciation et la fonction du système immunitaire. Dans la partie 

suivante de la thèse, les différents rôles de mTOR dans le développement et la fonction du 

système immunitaire vont être décrits montrant ainsi l’importance de ce complexe dans la 

régulation de l’homéostasie générale de l’organisme. 
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 V.3 Le rôle de mTOR dans le développement et la fonction du 

système immunitaire 

De nos jours, il est de plus en plus reconnu que mTOR est un régulateur central de la réponse 

immune. En effet, mTOR joue un rôle essentiel dans la régulation de diverses cellules 

immunes telles que les neutrophiles, les cellules dendritiques, les mastocytes, les 

macrophages ainsi que les lymphocytes T et B (298-300). Dans cette partie de la thèse, le rôle 

de mTOR dans la différenciation, l’activation et la fonction des cellules immunes est 

développé. 

 

  V.3.1 Le rôle de mTOR dans la régulation des cellules immunes 

V.3.1a Le rôle de mTOR dans les cellules dendritiques L’utilisation de 

la rapamycine sur les cellules dendritiques a montré la fonction de mTOR dans le 

développement de la réponse immune induite par la voie des TLR (Toll-like receptor) (301, 

302). Les cellules dendritiques plasmacytoïdes (pDCs) jouent un rôle important dans la 

réponse immune antivirale via une production rapide de l’IFNγ. L’inhibition de mTOR dans 

les pDCs empêche l’interaction entre les deux protéines TLR9 et MyD88 et la 

phosphorylation d’IFN regulatory factor-7 (IRF7) et sa translocation dans le noyau. 

L’inhibition d’IRF7 empêche la production des IFN de type 1 et altère la réponse immune 

antivirale (303). Ces données montrent l’importance de l’activation de la voie mTOR et son 

implication dans la formation de cellules dendritiques fonctionnelles. Le rôle de mTOR dans 

la différenciation des DCs, l’internalisation de l’antigène, la maturation et la migration des 

cellules a été largement étudié dans des modèles in vitro (304). La rapamycine inhibe la 

différenciation et la mobilité des DCs in vivo (305). De plus, l’inactivation de mTOR inhibe la 

macropinocytose des DCs et l’endocytose (306) tandis que, à l’inverse, l’autophagocytose est 

induite (307). Des études ont montré également un rôle de mTOR dans la migration des DCs 

et ceci en augmentant l’expression du récepteur aux chimiokines CCR7 suite à un traitement à 

la rapamycine (308). 

Outre son rôle dans la régulation de la production des IFNs, mTOR régule la sécrétion 

d’autres cytokines par les DCs. Le traitement à la rapamycine a révélé des effets 

contradictoires sur la sécrétion et la production des cytokines pro-inflammatoires comme l’IL-

12 et anti-inflammatoires comme l’IL-10 dans les cellules dendritiques humaines (309, 310) 
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(Fig. 26). Des études plus approfondies sont nécessaires afin de mieux comprendre le rôle 

stimulateur ou inhibiteur de mTOR dans la fonctionnalité des DCs qui semble être spécifique 

de chaque sous-population. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

V.3.1b Le rôle de mTOR dans les macrophages L’inhibition de mTOR 

dans les macrophages humains conduit à une augmentation importante de la production d’IL-

23 (311) (Fig. 26). De plus, l’inactivation de mTOR affecte le niveau de production de NO du 

fait d’une altération de la sécrétion de l’IFNβ (un cofacteur autocrine pour la production de 

NO) (312). Une exposition à court terme à la rapamycine inhibe la phagocytose et le 

chimiotactisme des macrophages (313). Bien que l’inhibition de mTOR ait montré son rôle 

important dans la régulation de la fonction des macrophages, des études ciblant directement le 

complexe TSC1/2 (le complexe qui régule négativement l’activité de mTORC1) ont montré 

qu’une déficience en TSC1 provoque une augmentation de l’expression des cytokines 

inflammatoires et de la production du NO en réponse à une stimulation des TLRs. Cette 

augmentation est due à l’activation de mTORC1 et de la voie JNK1/2 dans la cellule 

accompagnée d’une altération de la tolérance aux endotoxines in vitro et in vivo (314). Plus 

récemment, des études ont montré un rôle de mTOR dans la polarisation des macrophages. 

Cependant, l’implication de mTOR dans la polarisation M1 vs. M2 nécessite plus d’être 

encore plus clarifié du fait des résultats contradictoires qui ont été observé. En effet, Mercalli 

et Coll. ont montré qu’une inhibition de mTOR par la rapamycine favorise la polarisation des 
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Figure 26. Le rôle de mTOR dans la régulation de l’expression des cytokines inflammatoires dans les 

cellules dendritiques et les macrophages. 
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macrophages vers un profil M1 tandis que dans une autre étude effectuée par Byles et Coll, 

les chercheurs ont montré que l’activation mTORC1 favoriserait la polarisation en M1 et 

bloquerait la polarisation en profil M2 (315, 316). Ces études montrent que mTORC1 et 

TSC1 sont des régulateurs importants de l’immunité innée. Aucune étude n’a été réalisée 

jusqu’à présent concernant le rôle de mTORC2 dans les macrophages.  

 

V.3.1c Le rôle de mTOR dans neutrophiles mTOR joue un rôle dans la 

formation des NET (neutrophil extracellular traps) dans les neutrophiles primaires humains. 

Ceci passe par la régulation de la traduction du facteur HIF-1α en réponse au LPS (317). Le 

complexe mTORC1 est essentiel pour l’activation des neutrophiles via les récepteurs TLR2 et 

4 (318) et elle interagit avec le facteur STAT1 pour supprimer l’induction de l’apopotose. De 

plus, mTOR joue un rôle dans le chimiotactisme des neutrophiles puisqu’un traitement de ces 

cellules par la rapamycine inhibe ce processus cellulaire (319). Concernant mTORC2, une 

étude a montré son rôle dans la régulation du chimiotactisme des neutrophiles via la voie 

cAMP/RhoA, indépendamment de la réorganisation du cytosquelette d’actine (320). 

 

V.3.1d Le rôle de mTOR dans les mastocytes Plusieurs études ont 

suggéré un rôle potentiel de mTOR dans la régulation des mastocytes. Le traitement de souris 

allergiques par la rapamycine atténuent la pathologie via un mécanisme d’immunosuppression 

et d’inhibition de l’hyperplasie des mastocytes intestinaux (321). La rapamycine inhibe la 

prolifération des mastocytes après exposition aux cytokines. Cependant, elle n’affecte que 

peu, voire pas du tout, la production des cytokines par les mastocytes. En revanche, elle 

inhibe la production des cytokines, le chimiotactisme et la survie cellulaire de ces cellules 

isolées à partir des tumeurs (322) indiquant que mTORC1 est impliqué dans le contrôle de 

l’homéostasie des mastocytes. Une inhibition sélective de mTORC1 et de mTORC2 a montré 

un rôle de mTORC1 dans la régulation de la survie cellulaire et un rôle de mTORC2 dans la 

régulation de la prolifération des mastocytes (323). 

 

Ces données montrent un rôle majeur de mTOR dans la régulation du système immunitaire 

inné. Cependant, d’autres études sont nécessaires afin de mieux comprendre l’implication de 

l’axe TSC-mTOR dans le développement de ce système. Des effets contradictoires de 

l’inhibition de cet axe ont en effet été observés (309, 317, 324). La rapamycine possède des 

fonctions anti-inflammatoires sur la génération des DCs in vitro tandis qu’elle augmente la 

production des cytokines pro-inflammatoires comme l’IL-12 et l’IL-23 par les macrophages 
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in vitro (309, 325). Enfin, le rôle de mTOR dans le développement, l’activation et la fonction 

des MDSCs n’a pas été exploré jusqu’à aujourd’hui ; une population cellulaire qui joue un 

rôle important dans la régulation du système immunitaire inné et adaptatif. 

 

V.3.1e Le rôle de mTOR dans les lymphocytes T CD4
+
 et CD8

+ Une 

invalidation du gène codant mTOR dans les LcT a montré un rôle fondamental de cette voie 

dans la différenciation et le maintien de l’homéostasie et la fonction des LcT (326, 327). En 

effet, une délétion de Rheb (activateur de mTORC1) a empêché la différenciation des LcT en 

Th1 et Th17 mais elle a maintenu la différenciation en Th2 (326). En parallèle, des études 

provoquant une délétion de Rictor (sous-unité du complexe mTORC2) ont montré une 

inhibition de la différenciation des LcT CD4+ en Th1 et Th2 (328).  

 

 

 

 

 

 

 

 

De plus, une inhibition de mTOR par la rapamycine conduit à la stimulation des LcT 

CD8+ mémoires (329). Le traitement par la rapamycine n’augmente pas seulement le nombre 

des cellules CD8+ mais améliore également leur qualité de détection des antigènes (330). 

L’IL-12 conduit à une augmentation et au maintien de l’activité de mTOR dans les CD8+ 

naïfs mais en présence de la rapamycine cet effet est annulé et conduit à une diminution du 

facteur de transcription T-bet et à une augmentation de facteur eomesoderin contribuant ainsi 

à la génération des CD8+ mémoires (331). De plus, mTOR joue un rôle crucial dans l’anergie 

associée à une diminution de l’activité de S6K1 (substrat de mTORC1), dans l’ativation et la 

migration des LcT in vivo (332-334). Enfin, une étude récente a montré le rôle mTORC2 dans 

le vieillissement cellulaire et la fonction des CD4+. En effet, l’augmentation de l’activité de 
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Figure 27. Rôle des deux complexes mTOR dans le développement des lymphocytes Th1, Th2 et Tregs 
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mTORC2 dans ces cellules a provoqué une accélaration du vieillissement cellulaire associée à 

une réduction de leurs fonctions (335). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

V.3.1f Le rôle de mTOR dans les T régulateurs CD25
+
 FoxP3

+ 

Différentes études ont montré que les Tregs possèdent une activité mTOR plus importante que 

celle des LcT conventionnels, ce qui suggère que mTOR joue un rôle important dans la 

fonction de ces cellules régulatrices (336, 337). Des études récentes ont montré qu’une 

inhibition simultanée des deux complexes mTOR est nécessaire pour induire l’activation des 

Tregs FoxP3+ (326). Le fait que la rapamycin favorise le développment des LcT régulateurs 

explique en partie ses propriétés immunorégulatrices (338, 339). De manière intéressante, une 

déplétion en acides aminés conduisant à une diminution de l’activité de mTOR induit une 

augmentation de l’expression de FoxP3 (340-342). De plus, Zeng et Coll ont montré que 

mTORC1 est impliqué dans la régulation de la fonction des Tregs et relie les signaux 

provenant de l’activation du TCR aux voies lipogéniques, montrant ainsi l’importance des 

voies métaboliques et leurs implications dans la régulation de la fonction immuno-suppressive 

des Tregs (343). Cependant, des études plus approfondies sont nécessaires afin de mieux 

appréhender la complexité du rôle de mTOR dans la génération et le maintien des Tregs. 

 

V.3.1g Le rôle de mTOR dans les lymphocytes B La voie de 

signalisation PI3K-mTOR est nécessaire pour le développement, l’homéostasie et la fonction 

des LcB. Dans un modèle de souris ayant une perturbation partielle de l’expression du gène 

codant mTOR, il est observé une réduction du développement et une diminution de la 

prolifération cellulaire des LcB (344). De plus, une activation constitutive de mTOR conduit à 

une réduction significative du développement et de la maturation des LcB. Ces effets obtenus 

ont été partiellement restaurés après un traitement à la rapamycine et peuvent être expliqués 

par la contribution de chaque complexe de mTOR (345).  

Cellule T naïf Cellule T activé Cellule T effectrice Cellule T mémoire

EOMEST-bet

+ mTOR + mTOR - mTOR

+ AMPK

Figure 28. Rôle du complexe m TOR dans le développement des lymphocytes T CD8 mémoires. 
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Après une stimulation du BCR par son antigène, l’activité de mTOR est augmentée. 

Cependant, une faible exposition aux antigènes active faiblement ce complexe protéique (346, 

347). Ces observations suggèrent que mTOR est impliqué dans l’intégration des signaux 

nécessaires au fonctionnement des LcB et ceci, en fonction de l’intensité du signal ou du 

stimulus. De plus, des études ont montré des effets inhibiteurs de la rapamycine sur la 

prolifération et la différenciation des LcB stimulés avec du LPS (346, 348). Enfin, Goldfinger 

et Coll. ont montré que mTOR régule la synthèse protéique des immunoglobulines par les 

cellules B, ceci grâce à une interaction entre le complexe mTOR et le stress du réticulum 

endoplasmique (349). L’ensemble de ces observations montre le rôle crucial de mTOR dans 

le développement, la différenciation et la fonction des cellules B. 

 

V.4 Les inhibiteurs de mTOR : la rapamycine 

mTORC1 et mTORC2 sont deux complexes protéiques dont les activités peuvent être 

modulées par des molécules appelées « rapalogs » comme la rapamycine, ou par des 

inhibiteurs de l’activité kinase de ces deux complexes comme Torin1 et 2 (Table 2, (350)). 

 

 

 

 

 

 

 

La rapamycine est une molécule produite par la bactérie Streptomyces Hygroscopicus. 

Chez les mammifères, il a été montré que la rapamycine excerce une activité immuno-

suppressive et, de ce fait, la rapamycine est utilisée comme molécule thérapeutique pour 

empêcher le rejet de greffe chez les patients transplantés. De plus comme nous l’avaons 

largement exposé dans les paragraphes précédants, la rapamycine possède des propriétés 

antiprolifératives incitant ainsi les cliniciens à l’utiliser dans des protocoles anti-cancéreux. 

Table 2. Un exemple de molécules inhibant les deux complexes mTOR (350). 
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D’un point de vue mécanistique, la rapamycine inhibe mTOR en se fixant sur la protéine 

cytosolique FKBP12 (FK-binding protein 12) qui est nécessaire pour la régulation du 

complexe mTOR. La formation du complexe rapamycine-FKBP12 empêche la protéine 

FKBP12 de se lier à mTOR et conduit ainsi à l’inhibition de l’activité kinase du complexe 

mTORC1 sans altérer l’activité du complexe mTORC2. Ainsi que nous l’avons déjà évoqué, 

les deux complexes mTOR ne possèdent pas la même sensibilité à la rapamycine : mTORC1 

est très sensible et peut être inhibé avec des doses faibles à courte ou longue durée de 

traitement et  mTORC2 est beaucoup moins sensible. Cependant, mTORC2 peut être 

également inhibé par la drogue dans certaines conditions de traitement et certains types 

cellulaires. L’inhibition de mTORC2 est provoquée par un traitement à forte dose et à long 

terme par la drogue. En revanche, les mécanismes d’inhibition de mTORC2 par la rapamycine 

ne sont pas encore connus. Certains auteurs suggèrent que la rapamycine pourrait empêcher 

l’assemblage du complexe mTORC2 à long terme, ce qui conduit à sa perte de fonction dans 

la cellule. 

La rapamycine est un agent immuno-suppresseur approuvé par l’agence américaine 

des produits alimentaires et médicamenteux (FDA ou food and drug administration) pour une 

utilisation contre les rejets de greffes, certains types de cancer (cancer rénal) et certaines 

pathologies autoimmunes. En dépit des effets bénéfiques de la rapamycine dans ces 

conditions pathologiques, la drogue présente également certains effets secondraires, 

notamment métaboliques et inflammatoires. En effet, les patients traités par la rapamycine 

peuvent présenter certains inflammatoires comme des pneumonies (351, 352), des 

angioedemes (353), des stomatites (354) et une anémie corrélée à un état inflammatoire (355). 

Récemment, ces symptomes ont peu être expliqués en partie par la dérégulation de la balance 

des cytokines inflammatoires (356). De plus, la rapamycine entraîne dans certains cas des 

perturbations métaboliques comme une hyperlipidémie, une intolérance au glucose, une 

réduction de la sensibilité à l’insuline et une augmentation de l’incidence du diabète post-

transplantation (NODAT ou new-onset diabetes after transplantation) (357).  
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Introduction des travaux de thèse_____________________________________  

 

L’obésité est caractérisée par le développement d’une inflammation chronique dite « à bas 

bruit » initiée au sein du tissu adipeux blanc. Parmi les évènements cellulaires et moléculaires 

dérégulés décrits dans la littérature et qui expliquent les mécanismes de l’installation de 

l’inflammation métabolique figurent les études étudiant l’accumulation séquentielle des 

cellules immunes et la provocation de plusieurs facteurs de stress au niveau tissulaire comme 

l’hypoxie et le stress du réticulum endoplasmique. Cette inflammation est délétère pour 

l’organisme et conduit à des perturbations métaboliques graves comme le développement 

d’une résistance à l’insuline. De ce fait, des stratégies thérapeutiques basées sur le principe de 

l’atténuation de l’inflammation, comme l’utilisation des anti-corps anti-TNFα (358) anti-IL-6 

(359) et anti-IL-1β (360), ont été développées dans le but de limiter le développement de 

l’obésité et résoudre les désordres métaboliques associés, notamment la résistance à l’insuline. 

Cependant, d’autres évènements cellulaires et moléculaires sont dérégulés durant l’obésité et 

peuvent être des cibles thérapeutiques potentielles, comme la sur-activation de la voie mTOR 

(mechanistic Target of Rapamycin) qui peut être modulée par la rapamycine et la dysbiose 

observée au niveau de la composition du microbiote intestinal, cette dernière pouvant être 

modulée par l’administration des probiotiques. 

 

Durant mes travaux de thèse, j’ai étudié les effets de deux stratégies d’immuno-modulation et 

leurs impacts sur l’homéostasie énergétique et la composition en cellules immunes dans les 

tissus métaboliques, notamment le tissu adipeux blanc. En effet, mon projet principal a 

consisté à étudier les effets de la rapamycine sur la composition en cellules immunes qui 

composent le tissu adipeux blanc et sur l’homéostasie énergétique des souris (Article 1). Dans 

un premier temps, nous avons évalué l’impact de la rapamycine sur l’évolution du poids 

corporel et de la prise alimentaire. Par la suite nous avons étudié les effets de la rapamycine 

sur les paramètres métaboliques des animaux comme la dépense énergétique, l’intolérance au 

glucose et la sensibilité à l’insuline. Puisque l’inflammation à bas bruit est initiée au sein du 

tissu adipeux blanc et impacte sur l’homéostasie énergétique de l’organisme, nous avons 

regardé la modulation de la composition en cellules immunes dans les tissus métaboliques et 

le profil d’expression des adipokines pro- et anti-inflammatoires dans le but de l’associer au 

phénotype métabolique observé. Nous avons montré des effets immuno-modulateurs de cette 

drogue sur la composition de cellules immunes dans les tissus métaboliques (une 
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augmentation du nombre des cellules régulatrices (Tregs et MDSCs)), notamment le tissu 

adipeux blanc et qui sont semblent être associés au changement métabolique comme 

l’augmentation de la dépense énergétique et l’amélioration de la sensibilité à l’insuline des 

animaux. Cette étude nous a permis de mieux comprendre les effets à long terme de la 

rapamycine et de son impact sur le métabolisme des animaux. 

 

En parallèle, j’ai participé au développement d’une étude qui a évalué les propriétés anti-

obésogène et anti-inflammatoires de certaines souches de probiotiques sur le développement 

de l’obésité et la résolution des complications métaboliques associées (Article 2). Nous avons 

évalué dans un premier temps les effets de différentes souches : Lactobacillus salivarius 33 

(Ls33) et une combinaison de souches (Mix : Lactobacillus rhamnosus DSM 21690 et 

Bifidobacterium animalis subsp lactis LMG 23512 (ratio 1:1)) sur l’évolution du poids 

corporel et de la prise alimentaire dans le but de voir si les effets bénéfiques des probiotiques 

sur le développement de l’obésité sont spécifiques de la souche administrée. Nous avons 

observé un effet significatif sur le poids corporel et la prise alimentaire en utilisant le Mix 

avec une absence des effets avec le Ls33. Par la suite nous avons évalué les effets du Mix sur 

les paramètres métaboliques des animaux (test de tolérance au glucose et de tolérance à 

l’insuline). Nous avons dosés les hormones et cytokines sériques pour voir si l’administration 

du Mix a normalisé la dérégulation des paramètres plasmatiques provoquée par l’obésité. 

Nous avons analysé par des approches histologiques et d’expression génique par PCR 

quantitative l’impact du Mix sur : 1) le développement du tissu adipeux blanc, notamment 

l’épididymal qui a été affecté positivement (diminution de l’expression des gènes de 

l’adipogenèse). 2) la composition en cellules immunes (diminution de l’accumulation des 

macrophages associée à une diminution de l’expression des adipokines pro-inflammatoires). 

Enfin, nous avons procédé à une analyse de la composition du microbiote intestinal et nous 

avons montré que les effets observés sur l’évolution du poids corporel, le changement de la 

composition du tissu adipeux blanc et l’homéostasie énergétique des animaux sont associés à 

une modulation de la composition du microbiote intestinal. 
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Article 1 

Beneficial Metabolic Effects of Rapamycin are Associated with Enhanced 

Regulatory Cells in Diet-Induced Obese C57BL/6 Mice 
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Objectifs de l’étude 1 

L’objectif principal de notre étude était d’évaluer les effets de la rapamycine sur 

l’homéostasie métabolique et la réponse inflammatoire en employant un protocole 

d’administration. Nous avons réalisés des injections hebdomadaires de rapamycine 

(2mg/kg/semaine) chez des souris obèses pendant 22 semaines. Le but de l’étude était de 

mieux comprendre les effets métaboliques à long terme de la rapamycine et de les corréler 

aux effets immuno-modulateurs de la rapamycine sur la composition cellulaire immune des 

tissus métaboliques (notamment dans le tissu adipeux blanc). 
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Abstract 

 

The “mechanistic target of rapamycin” (mTOR) is a central controller of growth, proliferation 

and/or motility of various cell-types ranging from adipocytes to immune cells, thereby linking 

metabolism and immunity. mTOR signaling is overactivated in obesity, promoting 

inflammation and insulin resistance. Therefore, great interest exists in the development of 

mTOR inhibitors as therapeutic drugs for obesity or diabetes. However, despite a plethora of 

studies characterizing the metabolic consequences of mTOR inhibition in rodent models, its 

impact on immune changes associated with the obese condition has never been questioned so 

far. To address this, we used a mouse model of high-fat diet (HFD)-fed mice with and without 

pharmacologic mTOR inhibition by rapamycin. Rapamycin was weekly administrated to 

HFD-fed C57BL/6 mice for 22 weeks. Metabolic effects were determined by glucose and 

insulin tolerance tests and by indirect calorimetry measures of energy expenditure. 

Inflammatory response and immune cell populations were characterized in blood, adipose 

tissue and liver. In parallel, the activities of both mTOR complexes (e. g. mTORC1 and 

mTORC2) were determined in adipose tissue, muscle and liver. 

We show that rapamycin-treated mice are leaner, have enhanced energy expenditure and are 

protected against insulin resistance. Systemic as well as adipose tissue inflammation were 

enhanced, while liver inflammation was reduced. Importantly, immune cells with regulatory 

functions such as regulatory T-cells (Tregs) and myeloid-derived suppressor cells (MDSCs) 

were increased in adipose tissue. These rapamycin-triggered metabolic and immune effects 

resulted from mTORC1 inhibition whilst mTORC2 activity was intact. 

Taken together, our results reinforce the notion that controlling immune regulatory cells in 

metabolic tissues is crucial to maintain a proper metabolic status and, more generally, comfort 

the need to search for novel pharmacological inhibitors of the mTOR signaling pathway to 

prevent and/or treat metabolic diseases.  
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Introduction 

 

Obesity is associated with profound immune dysfunctions [1-3] as well as with chronic, low-

grade inflammation that predisposes to the development of systemic insulin resistance; thus 

connecting metabolism and immunity [4-7]. The expanding white adipose tissue (WAT) 

develops a chronic inflammatory response, largely resulting from increased macrophage 

infiltration combined with depletion of anti-inflammatory CD4+ FoxP3+ regulatory T cells 

(Tregs) [8, 9]. Beside Tregs, a group of immature myeloid cells characterized by the co-

expression of the surface markers CD11b and Gr-1 (a composite epitope between the Ly6C 

and Ly6G antigens) was recently reported to counter inflammation during obesity [10]. These 

myeloid-derived suppressor cells (MDSCs) consist of two major populations depending on 

Ly6C or Ly6G expression: granulocytic MDSCs (G-MDSCs), which are CD11b+ Ly6G+ 

Ly6Cmed, and monocytic MDSCs (M-MDSCs) which are CD11b+ Ly6Glow Ly6Chi [11, 12]. In 

obese mice, depletion of MDSCs using Gr1-specific antibody increases insulin resistance and 

glucose intolerance whilst adoptive transfer of MDSCs improves metabolic parameters [10]. 

Therefore, maintaining and/or increasing adipose regulatory cells is crucial for preserving the 

insulin sensitive status [10, 13, 14].  

 

The mechanistic (formerly mammalian) target of rapamycin (mTOR) is a highly conserved 

serine-threonine kinase that regulates cell size, survival and proliferation in response to amino 

acids, growth factors, nutrients and cellular energy status [15]. mTOR exists in two distinct 

complexes that have different downstream targets and biological functions: mTOR complex-1 

(mTORC1 or Raptor) and mTOR complex-2 (mTORC2 or Rictor) [16]. mTORC1 and 

mTORC2 also differ regarding their sensitivity to rapamycin. mTORC1 is highly sensitive to 

the drug whilst only daily and chronic exposure to rapamycin can inhibit mTORC2 activity 

[17, 18]. 

During obesity-related WAT expansion and immune cell recruitment, the mTOR signaling 

pathway is constitutively activated, increasing insulin resistance [19, 20]. Conditional 

knockout of mTOR in the mouse model revealed its role in key functions of several metabolic 

tissues such as glycogen synthesis in muscle [21], ketogenesis and lipogenesis in the liver [22, 

23] and adipogenesis in the adipose tissue [24, 25]. 

Recent studies revealed that mTOR is also a central regulator of innate and adaptive immune 

responses. Specifically, mTOR controls the differentiation, activation and function of 
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monocytes and macrophages as well as of B cells and CD4 and CD8 T cells [26, 27]. 

Furthermore, mTOR inhibition promotes the generation of Tregs both in vitro and in vivo [28, 

29]. 

In obese animal models, treatment by rapamycin reduces adipose tissue mass, suggesting that 

rapamycin might be used for the treatment of obesity. However, how rapamycin impacts on 

energy homeostasis is still an open question since, depending on experimental models (rat, 

mouse) or procedures (dose, route and frequency of rapamycin administration), either 

protective or detrimental effects were observed [30-34]. In addition, despite the potent 

immunoregulatory properties of rapamycin [35], the immunological changes associated with 

its administration to obese mice have never been investigated so far. 

 

In the current study, we assessed the metabolic and immunologic consequences of weekly 

administration of rapamycin (2mg/kg) to HFD-fed C57BL/6 mice for a period of 22 weeks. 

We show that, while increasing systemic and adipose inflammation, rapamycin treatment 

alleviates liver inflammation and ameliorates the general metabolic status of obese mice. The 

beneficial metabolic effects of rapamycin were associated with a remodeling of adipose tissue 

and liver cellular composition with increased numbers of regulatory cells such as Tregs and 

MDSCs. At the molecular level, rapamycin treatment inhibited mTORC1 activity whilst that 

of mTORC2 was likely not affected. Although mechanisms through which rapamycin impacts 

on regulatory cells is still elusive, the present study however extends the concept that 

targeting the mTOR signaling pathway deserves interest in the treatment of metabolic 

diseases. 
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Materials and Methods 

 

Animals and Ethics Statement 

C57BL/6JRj mice were obtained from Janvier Laboratory (Le Genest-St-Isle, France) and 

housed in specific pathogen-free environment in Lille Pasteur Institute’s animal facilities. 

Animals were maintained in a temperature-controlled (20 ± 2 °C) facility room with a strict 

daily cycle of 12 hours light and darkness. Mice were given free access to food and water, 

unless stated. Housing and experimentations were carried out according to the “Principles of 

laboratory animal care” (NIH publication n° 85-23, revised 1985) as well as to the French and 

European guidelines of laboratory animal care (European Communities Council Directive of 

1986, 86/609/EEC) and approved by the Departmental Direction of Veterinary Services 

(Prefecture of Lille, France; authorization number: 59-350152). 

 

Diet and Drug Treatment 

Six-week-old mice (n=20) were fed ad libitum with a high-fat diet (HFD; D12492, Research 

Diets, New Brunswick, NJ, USA) containing 60 kcal% fat. After 5 weeks of diets, mice were 

randomly divided into 2 groups. One group of mice was intraperitoneally (i.p.) injected with 

rapamycin (Rapa; 2 mg/kg body weight; LC Laboratories, Woburn, MA, USA) once a week 

for 22 weeks. The second sub-group received the corresponding volume of a vehicle (Ve; 

sterile 10% PEG400 / 8% ethanol, followed by an equal volume of sterile 10% Tween 80) as 

described in [31]. 

 

Metabolic Phenotyping 

Body weight and food intake were measured weekly. Food consumption was estimated by 

subtracting the amount of remaining food from that of food supplied. Spilled food pellets 

were carefully collected to ensure the accuracy of food intake measurements.  

For indirect calorimetry, animals were housed individually in metabolic cages (Oxylet, 

Panlab, Barcelona, Spain) for 48h to measure O2 consumption (Vo2) and CO2 production 

(Vco2). Energy expenditure was calculated as described [36].  

Basal core body temperature was determined using a Thermalert temperature monitor 

(Physitemp, Clifton, NJ, USA). 

For glucose tolerance tests (GTT), animals were fasted for 6 hours before being i.p. injected 

with D-glucose (1 g/kg body weight; Sigma-Aldrich, Lyon, France). Glucose levels were 
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measured by tail-tip bleeding with an automatic glucometer (ACCU-CHEK Performa, Roche, 

Mannheim, Germany) before injection and 15, 30, 60 and 180 minutes after glucose 

administration. 

For insulin tolerance tests (ITT), animals were fasted for 6 hours before being i.p. injected 

with insulin (0.75 IU/kg body weight; Sigma-Aldrich). Blood glucose levels were measured 

before and 15, 30, 45, 60 and 75 minutes after insulin injection. 

Quantification of ketone bodies, adiponectin, leptin and insulin blood levels at sacrifice. 

Ketone bodies levels were determined in the sera of 12-hours fasted mice using beta 

Hydroxybutyrate (beta HB) Assay Kit (ab83390, Cambridge, UK). Adiponectin, leptin and 

insulin levels were measured in the sera of 6-hours fasted mice using specific ELISA kits 

(respectively; Quantikine Mouse Adiponectin/Acrp30 and Quantikine Mouse Leptin (R&D 

Systems, Minneapolis, MN, USA) and Ultrasensitive Mouse Insulin ELISA (Mercodia, 

Uppsala, SWE). 

 

Immunologic Phenotyping 

Preparation of blood and stromal vascular fraction (SVF) cells.  

Blood was collected on EDTA (0.5M). After erythrocyte lysis, aliquots of 106 cells were put 

into 96-well microtiter plates for staining (see below). 

Visceral WAT was harvested, minced and incubated for 1 hour at 37°C in digestion medium 

(Dulbecco's Modified Eagle Medium (DMEM) F-12; GIBCO, Life Technologies; Saint 

Aubin, France) supplemented with BSA (1%; Sigma-Aldrich), Gentamycin (1%; GIBCO; 

Life Technologies) and type I collagenase (1.5 mg/ml; Sigma-Aldrich). Cells from the stromal 

vascular fraction (SVF) were then collected after centrifugation for 15 min at 250 g. After 

erythrocyte lysis and successive filtration through 250 and 40 µm sieves, SVF cells were 

resuspended in PBS containing 1% BSA and aliquots of 106 cells were put into 96-well 

microtiter plates. 

Fluorescence Activated Cell Sorting (FACS) on blood and SVF cells 

Cells were pre-incubated (20 minutes on ice) with purified 2.4G2 monoclonal antibody in 

order to block Fc receptors (1:50, BD Bioscience, San Diego, CA, USA). Cells were then 

incubated (45 minutes on ice) with primary antibodies (listed in Supplementary Table I) 

before being resuspended in PBS containing 0.5% BSA. Acquisition was made on 5 x 105 

cells using a FACS LSR Fortessa (BD Biosciences). Data were analyzed using the FlowJo 

765 (Tree Star Inc.; Ashland, OR, USA). 

Measurement of cytokine levels in adipose tissue explants and blood. 
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For quantification of cytokines secreted by the visceral adipose tissue, tissue explants were 

cultured for 24 hours in DMEM without serum and supplemented with 1% of penicillin and 

streptomycin (50 U/ml, GIBCO, Life Technologies). Supernatants were harvested to quantify 

inflammatory cytokines (IL-6, MCP-1, TNFα and IL-10) using specific ELISA kits (R&D 

Systems). Blood IL-6, TNF-α, MCP-1 and IL-10 levels were quantified using specific ELISA 

kits (R&D Systems). 

 

Gene Expression Analysis 

RNA Extraction and Quality Assessment 

Total RNA from liver, white and brown adipose tissue (WAT and BAT, respectively) was 

extracted using the Qiagen RNeasy Lipid Tissue kit (Qiagen, Germantown, MD, USA). 

RNAs were quantified and assessed for purity using a NanoDrop Spectrophotometer (Thermo 

Scientific, Wilmington, DE, USA). Integrity was verified with a BioAnalyser 2100 (Agilent, 

Palo Alto, CA, USA). 

Microarray and Clustering Analysis 

RNAs (140 ng) from pooled samples (n=5/group) was amplified and cRNA was labeled with 

biotin using the TargetAmpTM Biotin-aRNA Labeling Kit (Illumina, Epicentre 

Biotechnologies, Madison, WI, USA). Biotin-labeled cRNA (1,500 ng) was hybridized to the 

Sentrix BeadChip Array for Gene Expression Mouse WG-6 V2 (Illumina) and incubated at 

58°C for 16-20 hours in a hybridization oven (Illumina) with rocker speed at 5.  

Beadchips were washed and stained according to manufacturer’s protocol. Arrays were 

scanned by chip scanner Bead Array (Illumina), and images analyzed by Genome Studio 

(Illumina). Data were exported and processed using Genespring GX 11.5.1 (Agilent, Santa 

Clara, CA, USA). Data from HFD-Ve and HFD-Rapa mice were compared to data obtained 

from regular chow-fed mice. Genes that were differentially regulated in the experimental 

groups were identified using the p-value cut-off of 0.05. These genes were further analyzed 

using the Ingenuity Pathway software (Ingenuity, Redwood City, CA, USA). 

Quantitative PCR 

RNAs (400 ng) were reverse transcribed using the High Capacity cDNA Reverse Transcript 

Kit from Applied BiosystemsTM (Foster City, CA, USA). Real-time (RT) quantitative PCR 

was performed on the ABI-7900HT Fast RT PCR system using SYBR green chemistry 

(Applied BiosystemsTM). Primer sequences are available upon request. EeF2 was used as an 

internal control to normalize gene expression using the 2-∆Ct method [37]. 
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Adipose Tissue Analysis 

Histology and Morphometric Analysis  

Liver, visceral white (VWAT) and BAT samples were overnight fixed in 4% 

paraformaldehyde before embedding in paraffin. Multiple sections were obtained and stained 

with hematoxylin and eosin. For the morphometric analysis, at least 10 fields (representing 

approximately 100 adipocytes) per slide were analyzed. Images were acquired using an 

optical microscope (Axioplan 2 Imaging, Zeiss, Göttingen, Germany) and analyzed using the 

Image J software.  

Immunohistochemical staining 

VWAT tissue sections (5 mice per group) were stained with mAb anti-F4/80 (1:500, 

eBioscience, San Diego, CA, USA). Staining was visualized using the Image J software. The 

specificity of the staining was verified by replacing each primary antibody by nonspecific IgG 

(Rat IgG1κ isotype Control (eBRG1) eBiosciences). 

 

Protein Expression Analysis 

Frozen WAT, liver and muscle samples were homogenized in lysis buffer. After 

centrifugation of the lysates, protein concentration was estimated in the supernatant using a 

Bio-Rad Protein Assay kit (Bio-Rad Laboratories, Munich, Germany). Total proteins (40 µg) 

were separated on 10% SDS-polyacrylamide gel (Nu-PAGE, Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) 

and then transferred to Immobilon-P Polyvinylidene fluoride membranes (Merck Millipore, 

Billerica, MA, USA). Membranes were blocked with 5% BSA in PBS 1X Tween 0.1% for 

one hour before being probed overnight at 4°C with specific primary antibodies (listed in 

Supplementary Table II). After washing, Ab binding was revealed by incubation with 

horseradish peroxidase (HRP)-conjugated secondary antibodies (2 hours incubation at room 

temperature, anti-Rabbit IgG HRP-linked antibody, 1:5000, #7074, Cell Signaling) and ECL 

(ECL PlusTM Western Blotting Detection System, Amersham, Buckinghamshire, UK). 

Signals were quantified using the ImageJ software. 

 

Statistics 

Data are presented as means ± SEM except when mentioned. The statistical significance of 

comparison between the different experimental groups was determined using the non-

parametric Mann-Whitney U test. p-values less than 0.05 were considered statistically 

significant. 

 



94 

 

Results 

 

Rapamycin reduced body weight gain and increased thermogenesis 

After a 5-week period of high-fat diet feeding (HFD; 60% fat), mice were injected weekly 

(2mg/kg/week) for 22 weeks with rapamycin (Rapa) or vehicle (Ve). Figure 1A shows that 

HFD-fed mice injected with rapamycin gained less weight than Ve mice. Consistent with 

body weight data, Rapa mice showed a significant reduction of visceral white adipose tissue 

(VWAT) mass, compared to controls (Figure 1B). The lower leptin and adiponectin blood 

levels in rapamycin-treated mice were concordant with reduced fat mass (Supplementary 

Figure 1A). 

 

Despite reducing body weight gain, rapamycin treatment did not affect food intake (Figure 

1C), suggesting that increased energy expenditure might be the underlying cause of resistance 

to HFD in rapamycin-treated mice. To explore this, we housed mice from each group in 

metabolic cages in order to measure oxygen consumption (Vo2), carbon dioxide production 

(Vco2), and locomotor activity. We observed no consistent differences neither in respiratory 

quotient (RQ; an indirect indicator of lipid vs. carbohydrate utilization) nor in locomotor 

activity (Supplementary Figures 1B and 1C). In contrast, Rapa mice consumed more oxygen 

than controls (Figure 1D) and showed higher energy expenditure (Figure 1E). Consistently, 

basal core body temperature and serum ketone bodies levels were higher in Rapa mice when 

compared to controls (Figures 1F and 1G). Strikingly, mass of the brown adipose tissue 

(BAT; the major site of thermoregulation) was lower in Rapa mice (Figure 1B) and its 

histological analysis revealed less lipid accumulation (Figure 1H), suggesting that rapamycin 

treatment has increased thermogenesis. This was comforted by significant increased 

expression of genes involved in BAT function, namely uncoupling protein-1 (Ucp-1), 

carnitine palmitoyltransferase 1B (Cpt1b), peroxisome proliferator-activated receptor gamma 

coactivator 1-alpha (Pgc-1α) and PR domain containing 16 (Prdm16), whereas Ucp-2 and 

Ucp-3 expression levels were comparable in both groups (Figure 1I). 

 

Rapamycin increased macrophage recruitment in the adipose tissue  

Histological examination of VWAT sections showed a greater cell-size heterogeneity (Figure 

2A) confirmed by morphometric analysis (50.2 ± 0.6 % adipocytes with a diameter <60µm in 

VWAT of Ve mice vs. 74.9 ± 2.2 % in VWAT of Rapa mice; p<0.001). Strikingly, Rapa-
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treated mice VWAT was markedly infiltrated with cells, mostly located around the smallest 

adipocytes (Figure 2A). 

 

To investigate the nature of the cells infiltrating the VWAT of rapamycin-treated mice, 

we performed real-time quantitative PCR to compare the expression levels of genes specific 

for several immune cell-types known to invade the expanding adipose tissue (Figure 2B). 

While expression of Cd3ε (T lymphocytes) and Cd20 (B lymphocytes) transcripts did not 

discriminate between rapamycin-treated and control mice, expression level of Cd8 (cytotoxic 

T cells) transcript was significantly higher in VWAT from rapamycin-treated mice. In 

parallel, rapamycin significantly decreased the expression level of Cd4 (T helper cells) while 

it increased that of FoxP3 (Tregs), Cd68 and F4/80 (monocytes/macrophages) markers. The 

higher expression of the Icam-1 and Mcp-1, two factors involved in leukocyte migration to 

inflamed tissues, indicated that rapamycin impacts on immune cell recruitment to VWAT [38, 

39]. 

Immunohistochemistry analysis on VWAT sections revealed increased macrophage 

recruitment (Figure 2C). F4/80-positive cells (visualized by brown color) were organized as 

crown-like structures and the surface occupied was 3-fold increased upon rapamycin 

treatment (p<0.01) (Figure 2D). 

 

Rapamycin impact on inflammation differs between tissues 

To assess the inflammatory status of the adipose tissue, we first performed microarray gene 

expression analysis in VWAT. Compared to gene expression in the VWAT of mice fed with 

regular chow, 2,432 genes were deregulated by HFD (Ve group) and this number was 

increased by ~1.5-fold (i.e. 4,182 genes) upon rapamycin injection (Rapa group), as 

represented by Figure 3A. Genes specifically deregulated in the VWAT of Rapa mice (2,141 

genes; p<0.01) were included in Ingenuity Pathway Analysis (IPA) for pathway 

identification. As shown by Figure 3B, the most significant deregulated pathways are related 

to inflammatory response, cellular movement and immune cell trafficking. Furthermore, 

pathways related to inflammatory response and immune cell trafficking were predicted to be 

upregulated in the VWAT of rapamycin-treated mice (Figure 3C and Supplementary Table 

III). In contrast, pathways related to lipid or carbohydrate metabolism were predicted to be 

under-expressed (Figure 3C). 

Then, we assessed the expression levels of pro-inflammatory cytokines (e.g. Il-1α, Il-1β, Il-6 

and Tnfα) and anti-inflammatory cytokines (e.g. Il-4 and Il-10) transcripts in the VWAT. 
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Figure 3D shows that rapamycin had no discernible effect on the expression of Tnfα, Il-4 and 

Il-10, yet it markedly enhanced the expression of Il-6 (3-fold increase), Il-1α and Il-1β (2-fold 

increase). The expression data were further supported by protein secretion analysis from 

VWAT explants which showed that adipose tissue samples from rapamycin-treated mice 

secreted more IL-6 and MCP-1 than control explants whereas the amount of TNFα and IL-10 

was comparable (Figure 3E). 

Adipose tissue inflammation was associated with systemic inflammation, as revealed by 

higher blood levels of IL-6 and TNFα and decreased level of IL-10 in Rapa mice, compared 

to controls (Figure 3F). In the liver however, rapamycin treatment significantly decreased the 

expression of Il-1α (1.5-fold), Il-1β (3-fold) and Tnfα (2-fold) transcripts whilst that of Il-10 

tended to increased, almost reaching statistical significance (p=0.053) and that of Il-4 

increased by 9-fold (Figure 3G). 

 

Rapamycin increased insulin sensitivity 

We then assessed whether the increased inflammatory profile of rapamycin-treated mice 

impacts on lipid and glucose homeostasis. Rapamycin slightly decreased fasting triglyceride 

levels in the blood of rapamycin-treated mice but had no effect on glycerol and non-esterified 

fatty acid (NEFA) blood levels (Supplementary Table IV). 

We next examined the effects of rapamycin upon fasting glucose and glucose tolerance after 

glucose administration in mice. As shown in Figure 4, rapamycin had no effect on basal 

fasting glucose yet it decreased fasting insulin (Figures 4A and 4B). Although rapamycin 

treatment did not improve glucose intolerance (Figure 4C), homeostatic model for assessment 

of insulin resistance (HOMA-IR) values derived from both insulin and glucose levels were 

significantly reduced (Figure 4D), indicating higher insulin sensitivity which was confirmed 

by an insulin tolerance test (Figure 4E). These findings indicate that upon rapamycin 

treatment, HFD-fed mice progressed from being insulin resistant to have improved insulin 

sensitivity, as demonstrated by the decreased S612 phosphorylation of IRS-1 (insulin receptor 

substrate-1) in insulin sensitive tissues (e.g. adipose tissue, muscle and liver) (Figure 4F).  

 

Rapamycin impact on immune regulatory cells in blood, adipose tissue and liver 

Despite elevated systemic and VWAT inflammation, HFD-fed rapamycin-treated mice 

developed less insulin resistance than HFD-Ve mice. Therefore, we investigated whether 

rapamycin might have promoted the accumulation of immuno-suppressive, anti-inflammatory 

regulatory cells in blood, adipose tissue and liver.  
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In blood, the percentage of CD4+ FoxP3+ regulatory T cells (Tregs) was significantly reduced 

in the group of rapamycin-treated animals (Figure 5A). In opposite, the percentage of total 

MDSCs was enhanced. Furthermore, within MDSCs the proportion of G-MDSCs increased 

while that of M-MDSCs decreased (Figure 5B). Of note, no significant changes were noticed 

in the percentage of CD4+, CD8+ T -cells or B -cells between groups (Supplementary Figures 

2A, 2B and 2C).  

In the adipose stromal vascular fraction, rapamycin significantly decreased by 2-fold the 

percentage of CD4+ T -cells yet absolute numbers normalized to fat pad weight were 

comparable between Rapa and Ve mice (Figure 6A). However, in contrast to blood, in 

adipose tissue rapamycin increased by 2-fold the percentage of CD4+ FoxP3+ regulatory T 

cells. This enhancing effect of rapamycin on Tregs was even more pronounced after 

normalization to fat pad mass (Figure 6B). Regarding cells of myeloid origin, we found that 

the percentage of CD11b+ cells was slightly higher, this increase being more pronounced after 

normalization to fat mass weight (Figure 6C). Among CD11b+ cells, the number of F4/80+ 

cells was significantly increased in rapamycin-treated mice cells when normalized to fat mass 

(Figure 6D), supporting our immunohistochemical observation (Figures 2C and 2D).  

When assessing for MDSC we showed that, in adipose tissue, rapamycin increased by 2-fold 

the percentage of G-MDSC (Figure 6E), as well as found in blood, whereas the percentage of 

M-MDSCs was decreased yet their absolute numbers remained unchanged (Figure 6F). 

 Importantly, the positive impact of rapamycin on G-MDSCs was also observed in the liver 

(Figure 6G).  

 

Effect of rapamycin on mTORC1 and mTORC2 activities in adipose tissue, muscle and 

liver 

To better define the respective actions of mTORC1 and mTORC2 on the observed effects, it 

was crucial to determine whether and how our protocol affected rapamycin levels and 

inhibited mTOR complexes. Quantification of rapamycin blood levels showed that between 

each injection, rapamycin returns to basal levels signifying that drug accumulation does not 

occur (Figure 7A). Moreover, a biochemical analysis of VWAT, muscle and liver showed that 

the rapamycin injection regimen decreased phosphorylation of S6K1 at T389 (direct down-

stream target of mTORC1) thus indicating that mTORC1 is inhibited. However, rapamycin 

treatment did not affect AKT phosphorylation at S473 (a down-stream target of mTORC2), 

which may indicate that mTORC2 activity is conserved [40] (Figure 7B).  
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Discussion 

 

Rapamycin, an immuno-suppressive drug that prevents organ transplant rejection, is a potent 

inhibitor of the mTOR pathway. Many studies have demonstrated the effect of rapamycin on 

metabolism in lean and obese rodents. In contrast, no study has yet addressed whether 

rapamycin metabolic effects are associated with its immunoregulatory properties. Here we 

showed beneficial metabolic effects of chronic rapamycin administration to HFD-fed mice 

that are associated with increased levels of Tregs and MDSCs in metabolic tissues. 

Furthermore, we suggest that these metabolic and immunological features are primarily due to 

rapamycin actions on mTORC1.  

 

Compared to controls, rapamycin-treated mice were leaner with enhanced insulin sensitivity, 

increased oxygen consumption and ketogenesis. However, rapamycin-treated HFD-fed mice 

showed increased glucose intolerance due to lower basal insulin levels, decreased expression 

levels of GLUT4 in the adipose tissue and, in the liver, decreased lipogenesis and increased 

gluconeogenesis (Supplementary Figures 1D and 3). 

Inhibition of mTORC1 underlies most, yet not all, of these beneficial metabolic effects. 

Indeed, mTORC1 exerts a positive role in adipogenesis [15, 24] and we accordingly showed 

decreased expression of pro-adipogenic factors in the adipose tissue of rapamycin-treated 

animals (Supplementary Figure 1D). Increased thermogenesis may also result from mTORC1 

inhibition since adipose tissue conditional knockout of this complex results in lean mice with 

increased energy expenditure; phenocopying our rapamycin-treated animals [24]. 

Furthermore, the increased thermogenesis of rapamycin-treated mice likely resulted from 

enhanced BAT activity and not from higher muscle thermogenesis. Indeed, we showed altered 

BAT histology and gene expression pattern in rapamycin-treated mice and it has been 

reported that mTORC1 inhibition in muscle reduces mitochondrial biogenesis [41, 42]. 

Inhibition of mTORC1 partly explains the insulin sensitive state of rapamycin-treated mice, 

both through abrogating IRS-1 degradation and through affecting pancreatic β-cell insulin 

secretion [15]. However, mTORC2 activity is crucial to maintain insulin sensitivity, as 

revealed by the insulin resistant state of mice in which mTORC2 is inhibited [43]. Thereby, 

mTORC2 is likely not affected in rapamycin-treated mice, as indicated by the conserved 

serine phosphorylation of AKT (a down-stream target of mTORC2). Nevertheless, assessing 

additional downstream targets of mTORC1 and mTORC2 pathways (such as, respectively, 
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4EBP1 and PKCα [15]) would reinforce the demonstration that rapamycin treatment inhibited 

mTORC1 and not mTORC2.   

 Strikingly, despite improved insulin sensitivity, systemic and adipose tissue 

inflammation were increased in rapamycin-treated mice. This uncoupling of inflammation and 

insulin resistance has been already reported [44-48]. For example, mice with elevated NF-κB 

activity in adipose tissue displayed increased WAT and systemic inflammation, increased 

energy expenditure and enhanced insulin sensitivity [49], as we observed in our model. 

Besides, we showed that inflammation was decreased in the liver – an insulin-sensitive tissue 

that plays the major role in whole body insulin sensitivity – with beneficial effect on hepatic 

insulin sensitivity, as supported by the decreased serine phosphorylation of IRS-1 (Figure 4F).  

 

Interestingly, the beneficial metabolic effects of rapamycin were associated with immune 

changes. Indeed, rapamycin altered the immune cell composition of blood, adipose tissue and 

liver. The enhanced proportion of regulatory cells in the adipose tissue and liver of 

rapamycin-treated mice is also thought to participate to the beneficial effect of the drug on 

metabolic parameters. Obesity results in adipose-resident FoxP3+ Treg depletion [14] and 

gain-of-function experiments to expand their numbers improved insulin sensitivity [14, 50]. 

mTOR has recently emerged as a critical regulator of Tregs, acting both on their de novo 

generation and on their selective expansion [26], depending on the modulation of mTOR 

complexes [28, 29]. Our results showed that rapamycin treatment promoted Tregs in the 

adipose tissue, the cells being recruited from the blood, a compartment where their number 

decreased. 

Beside Tregs, MDSCs were lately reported to also provide a key check-and-balance platform 

to counter inflammation and insulin resistance in obesity. Indeed, down-regulation of MDSCs 

in obese animals leads to the deterioration of insulin sensitivity whereas elevation of these 

cells has the opposite effect [10]. Supporting this hypothesis, in rapamycin-treated mice we 

found an increased number of MDSCs in blood, liver and adipose tissue. However, whereas 

the immuno-suppressive functions of Tregs and MDSCs were conserved in metabolic tissues 

of rapamycin-treated mice remains to be determined. While the role of mTOR pathway in 

MDSCs is still unknown, rapamycin may have blunted Tregs, since mTORC1 was 

demonstrated to be crucial for their functionality in vivo [51]. Furthermore, in order to 

dissociate the effect of mTOR inhibition on insulin sensitivity from its impact on the 

recruitment of regulatory cells to metabolic tissues, selective depletions of either regulatory 

cell-types could be envisaged. 
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In conclusion, the present work assessed for the first time the metabolic and immune 

consequences of rapamycin administration to obese mice. It showed that rapamycin improved 

metabolic parameters partly through acting on regulatory immune cells; thereby revealing a 

novel aspect of the immunoregulatory properties of rapamycin. Several previous studies on 

the metabolic effect of chronic rapamycin injection were controversial depending on the 

animal model (rat versus mouse), animal strain, diet, and age as well as rapamycin dose, route 

and frequency of administration [33, 52, 53]. Here we show that our protocol, which can be 

qualified as “chronic intermittent”, has beneficial effects on energy homeostasis of mice as 

recently reported by Fang et al. who used another mouse strain in a context of standard diet, a 

condition in which mTOR is not over-activated as it is in obesity [32].  

Even if mechanistic basis has to be defined, we propose however that the protective metabolic 

effect of rapamycin may partly rely on immune modifications induced by this 

immunoregulatory drug, such as the increase of regulatory cells. Our work underscores the 

interest of targeting the mTOR pathway for clinical applications in humans to limit 

deleterious metabolic side effects, perhaps through the development of novel mTOR 

inhibitors that selectively inhibit mTORC1. 
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Figure Legends 

 

Figure 1. Body weight gain, feeding behavior and thermogenesis in rapamycin-treated 

mice. 

(A) Time course of body weight gain (%) measured over rapamycin treatment. Mice were fed 

on HFD for 6 weeks before receiving rapamycin (Rapa: ●) or vehicle (Ve: ○) once a week for 

22 weeks. 

(B) Masses (g) of visceral white adipose tissue (VWAT), subcutaneous white adipose tissue 

(SCWAT), brown adipose tissue (BAT), liver and pancreas at 22 weeks (Rapa: ■, Ve: □).  

(C) Cumulative food intake (g/day/mouse) (Rapa: ■, Ve: □).  

(D) Oxygen consumption (Vo2) (ml/min/kg^0.75) measured by indirect calorimetry over a 36-

hour monitoring period (Rapa: ●, Ve: ○).  

(E) Energy expenditure (kcal/day/Kg^0.75) measured using indirect calorimetry over a 36-

hour monitoring period (Rapa: ■, Ve: □). 

(F) Core body temperature (°C) (Rapa: ■, Ve: □).  

(G) Serum total ketone bodies (mmol/l) in 12-hours fasted mice (Rapa: ■, Ve: □).  

(H) Representative sections of H&E-stained BAT of Ve- or Rapa-treated mice. Scale bars 

represent 50µm. 

(I) Real-time quantitative PCR (RT-qPCR) analysis of BAT, after 22 injections (Rapa: ■, Ve: 

□): Expression levels of Ucp-1, Ucp-2, Ucp-3, Cpt1b, Pgc-1α and Prdm16 (normalized to 

Eef2 expression).  

(A-I) Data are expressed as mean ± S.E.M. of 8 to 10 mice per group. #
p<0.05, ##

p<0.01, 

###
p<0.001. 

 

 

Figure 2. Rapamycin’s impact on VWAT. 

(A) Representative sections of H&E-stained VWAT of Ve- or Rapa-treated mice. Scale bars 

represent 100µm. Black arrows target to infiltrating cells. 

(B) RT-qPCR analysis of VWAT, after 22 injections (Rapa: ■, Ve: □): Expression levels of 

T-cell (Cd4, Cd8, FoxP3), B-cell (Cd20) and macrophage (Cd68, F4/80) specific markers and 

of leukocyte migratory factors (Icam-1, Mcp-1) specific markers (normalized to Eef2 

expression). Data are expressed as mean ± S.E.M. of 8 to 10 mice per group. #
p<0.05, 

##
p<0.01. 
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(C) Representative sections of the VWAT from Ve- or Rapa-treated mice immunostained 

with F4/80 Ab (brown color). Scale bars represent 100µm.  

(D) F4/80 positive signal on VWAT sections was quantified by Image J (Rapa: ■, Ve: □). 

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 5 mice per group. ##
p<0.01. 

 

Figure 3. Tissue-specific effects of rapamycin on inflammation. 

(A) Venn diagrams of microarray data representing the number of genes deregulated in the 

VWAT from Ve- or Rapa-treated mice (respectively; red and blue circle). Genes deregulated 

at least by 1.5-fold at p<0.01 were considered for pathway analysis. 

(B) IPA analysis: Functional enrichment analysis showing the top 10 biological functions 

significantly deregulated in the VWAT of Rapa-treated mice compared to controls. 

(C) Expression profiling of genes implicated in the top deregulated pathways: downregulated 

genes (green) versus upregulated genes (red).  

(D) RT-qPCR analysis of VWAT, after 22 injections (Rapa: ■, Ve: □): Expression levels of 

inflammatory cytokines (Il-1α, Il-1β, Il-6 and Tnfα) and anti-inflammatory cytokines (Il-4 and 

Il-10) (normalized to Eef2 expression) (n=8 to 10 mice per group). 

(E) IL-6, MCP-1, TNF-α and IL-10 levels in supernatants of VWAT explants (Rapa: ■, Ve: 

□). ELISA values were normalized to the weight of VWAT explants and are expressed in 

ng/ml/g VWAT (n=5 mice per group). 

(F) IL-6, TNF-α and IL-10 levels in blood (Rapa: ■, Ve: □).  ELISA values are in pg/ml (n=8 

to 10 mice per group).  

(G) RT-qPCR analysis of liver, after 22 injections (Rapa: ■, Ve: □): Expression levels of 

inflammatory cytokines (Il-1α, Il-1β, Il-6 and Tnfα) and anti-inflammatory cytokines (Il-4 and 

Il-10) (normalized to Eef2 expression) (n=8 to 10 mice per group). 

(D-G) Data are expressed as mean ± S.E.M. #p<0.05, ##
p<0.01, ###

p<0.001. 

 

Figure 4. Effect of rapamycin on glucose homeostasis in HFD mice. 

(A) Fasted glucose levels (mg/dl) at week-17 post-injection (Rapa: ■, Ve: □). 

(B) Fasted insulin levels (µg/l) at week-17 post-injection (Rapa: ■, Ve: □). 

(C) Glucose tolerance test (GTT) at week-16 post-injection (Rapa: ●, Ve: ○). Blood glucose 

levels (mg/dl) were measured in 6 hours-fasted mice (T0) and at the indicated times following 

intra-peritoneal (i.p.) injection of glucose. 
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(D) Homeostatic model for assessment of insulin resistance (HOMA-IR) (Rapa: ■, Ve: □). 

HOMA-IR = (17th week post-injection-fasted Serum Insulin x 17th week post-injection-fasted 

Serum Glucose)/22.5.  

(E) Insulin tolerance test (ITT) at week-18 post-injection (Rapa: ●, Ve: ○). Mice were fasted 

for 6 hours before being i.p. injected with insulin. Blood glucose levels (mg/dl) were 

measured from T=0 to T=75 minutes after insulin administration. 

(F) Western-blot analysis of total and phosphorylated IRS-1 in VWAT, muscle and liver. 

Each lane represents an individual mouse (5 mice per group were analyzed, 3 representative 

mice per group are figured). β-actin was used as internal control for VWAT and liver samples 

and tubulin serves as control for muscle. Quantification of the signals was done using Image J 

(Rapa: ■, Ve: □). Data are expressed as mean ± S.E.M. of 3 mice per group. #p<0.05. 

(A-E) Data are expressed as mean ± S.E.M. of 8 to 10 mice per group. #
p<0.05, ##

p<0.01, 

###
p<0.001. 

 

Figure 5. Effect of rapamycin on lymphocyte T and myeloid-derived suppressor cells 

(MDSCs) subsets in blood of HFD-fed mice (at week-20 post-injection). 

(A) CD4+ FoxP3+ Treg cells were analyzed in the blood by flow cytometry (Rapa: ■, Ve: □). 

Results are expressed as a percentage of live cells. 

(B) Total MDSCs (Gr-1+ CD11b+), G-MDSCs (CD11b+ Ly6GmedLy6Chi) and M-MDSCs 

(CD11b+ Ly6G+ Ly6Clow) were analyzed in the blood by flow cytometry (Rapa: ■, Ve: □). 

Results are expressed as a percentage of live cells.  

(A-B) Data are expressed as mean ± S.E.M. of 8 mice per group. #p<0.05, ##
p<0.01. 

 

Figure 6. Effect of rapamycin on T lymphocyte subsets and myeloid-derived suppressor 

cells (MDSCs) in adipose tissue stromal vascular fraction (SVF) of HFD-fed mice (at 

week-22 post-injection). 

(A) Adipose tissue CD3+ CD4+ T -cells were analyzed by flow cytometry and expressed as a 

percentage of live cells (after exclusion from the analysis of B220+, CD19+ and CD11c+ cells) 

(left panel) or as a number (x103)/ VWAT mass (g) (right panel) (Rapa: ■, Ve: □).  

(B) Adipose tissue CD4+ FoxP3+ Treg cells were analyzed by flow cytometry and expressed 

as a percentage of CD3+ CD4+ cells (left panel) or as a number (x103)/ VWAT mass (g) (right 

panel) (Rapa: ■, Ve: □).  
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(C) Adipose tissue CD11b+ cells were analyzed by flow cytometry. Results are expressed as a 

percentage of live cells (after exclusion of T and B lymphocytes from the analysis) (left panel) 

or as a number (x103)/ VWAT mass (g) (right panel) (Rapa: ■, Ve: □).  

(D) Adipose tissue F4/80+ cells were analyzed by flow cytometry. Results are expressed as a 

percentage of CD11b+ cells (left panel) or as a number (x103)/ VWAT mass (g) (right panel) 

(Rapa: ■, Ve: □).  

(E) Adipose tissue MDSCs G-MDSCs (CD11b+ Ly6GmedLy6Chi) were analyzed by flow 

cytometry. Results are expressed as a percentage of CD11b+ or as a number (x103)/ VWAT 

mass (g) (right panel) (Rapa: ■, Ve: □). 

(F) M-MDSCs (CD11b+ Ly6G+ Ly6Clow) were analyzed by flow cytometry. Results are 

expressed as a percentage of CD11b+ or as a number (x103)/ VWAT mass (g) (right panel) 

(Rapa: ■, Ve: □). 

(G) M-MDSC and G-MDSC populations in the liver were analyzed by flow cytometry. 

Results are expressed as a percentage of CD11b+ (Rapa: ■, Ve: □). 

(A-G) Data are expressed as mean ± S.E.M. of 7 to 9 mice per group. #
p<0.05, ##

p<0.01, 

###
p<0.001. 

 

Figure 7. Effect of rapamycin on mTORC1 and mTORC2 activities 

(A) Rapamycin blood levels (Rapa: ■, Ve: □). Mice were bled before, and at days 1 and 7 

post-injection. Results are expressed as mean ± S.E.M. of 2 mice per group. 

(B) Western blot analysis of S6K1 (total and T389-phosphorylated) and AKT (total and S437-

phosphorylated) in VWAT, muscle and liver. Each lane represents an individual mouse (5 

mice per group were analyzed, 3 representative mice per group are figured). Quantification of 

the signals was done using Image J (Rapa: ■, Ve: □). Data are expressed as mean ± S.E.M. of 

3 mice per group. #p<0.05. 
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Figure 6 
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SUPPORTING INFORMATIONS. 

 

SUPPLEMENTARY MATERIALS AND METHODS. 

 

Glycerol, triglycerides and non-esterified fatty acids (NEFAs) blood levels.  

Glycerol, triglycerides and NEFAs levels were determined in the sera of 12-hours fasted mice 

(at sacrifice) using colorimetric assays (respectively; Serum Triglycerides Determination Kit, 

Sigma-Aldrich and Free Fatty Acid Quantification Kit, BioVision, Mountain View, CA, 

USA). 

 

Sirolimus blood levels. 

After 16 weeks of rapamycin injections, blood samples were used to measure rapamycin 

levels using the sirolimus chemiluminescence magnetic microparticle immunoassay (CMIA) 

on the Architect-i2000® system (Abbott, IL, USA). 

 



 

Supplementary Table I 

 

 

      

 

 

FACS antibodies Dilution Reference and Origine 

 

F4/80 PE-Cy7 (BM8) 1:400 123113-Biolegend, San Diego, CA, USA 

 

Ly6G APC (1A8) 1:1200 127613-Biolegend, San Diego, CA, USA 
 

 

Ly6C Pacific Blue (HK1.4) 1:1600 128013-Biolegend, San Diego, CA, USA 
 

 

CD11b PE (M1/70) 1:200 101225-Biolegend, San Diego, CA, USA 

 

CD11c APC/Cy7 (N418) 1:100 117323-Biolegend, San Diego, CA, USA 

 

CD3 PE-CF594 (145-2C11) 1:200 562286-BD Biosciences 

 

CD4 Brillant Violet 605 (RM4-5) 1:200 100547-Biolegend, San Diego, CA, USA 

 

CD8a APC-eF780 (53-6.7) 1 :200 17-0081-81-eBioscience, San Diego, CA, USA 
 

 

FoxP3 PE (FJK-16s ) 1:100 25-5773-80-eBioscience, San Diego, CA, USA 
 

 

B220 BD V500 (RA3-6B2) 1:100 562290-BD Biosciences 

 

CD19 Alexa Fluor 700 (6D5) 1:400 115527-Biolegend, San Diego, CA, USA 
 

  

Supplementary Table I: Primary antibodies used for FACS analysis. 

 

 

 



 

Supplementary Table II 

 

 

      
 

 

Western blot antibodies Dilution 

Reference and 

Origine 
 

 

rabbit polyclonal anti-total AKT 1:1000 #9272, Cell Signaling 
 

 

rabbit polyclonal anti-phospho Ser473 AKT 1:1000 #9271, Cell Signaling 
 

 

rabbit monoclonal anti-total P70 S6 kinase (49D7) 1:1000 #2708, Cell Signaling 
 

 

rabbit polyclonal anti-phospho Thr389 P70 S6 kinase  1:800 #9205, Cell Signaling 
 

 

rabbit polyclonal anti-phospho Ser612 IRS1 1:500 #2386, Cell Signaling 
 

 

rabbit polyclonal anti-IRS1 1:500 Sc-560, Santa Cruz 
 

 

rabbit polyclonal anti-IRS2  1:500 Sc-8299, Santa Cruz 
 

  Supplementary Table II: Primary antibodies used for western blot analysis. 

 

 

 

 



 

Supplementary Table III 

 

Top 5 enriched pathways in Immune Cell Trafficking    

         

  p-Value Predicted Activation State  # Molecules  

Cell movement myeloid cells 5,54E-12 Increased 54  

Cell movement phagocytes 3,39E-11 Increased 52  

Cell movement granulocytes 6,00E-08 Increased 38  

Cell movement neutrophils 5,67E-06 Increased 28  

Recruitment phagocytes 6,69E-06 Increased 25  

     

     

Top 5 enriched pathways in Inflammatory Response    

         

  p-Value Predicted Activation State  # Molecules  

Immune response 3.20E-20 Increased 144  

Inflammatory response 7.69E-16 Increased 70  

Cell movement phagocytes 3.39E-11 Increased 52  

Chemotaxis leukocytes 4.15E-11 Increased 34  

Quantity of phagocytes 3.76E-10 None 53  

     
 

Supplementary Table III. Top enriched pathways in top enriched biological functions. 

The enriched pathways correspond to immune cell trafficking and inflammatory response in 

rapamycin-treated mice. 

 



 

Supplementary Table IV 

 

 Ve Rapa 

Triglycerides (mmol/l) 1.5 ± 0.2 1.1 ± 0.2# 

Glycerol (mmol/l) 7.3 ± 2.2 6.4 ± 1.9 
NEFA (mmol/l) 1.2 ± 0.06 1.5 ± 0.3 

 

Supplementary Table IV. Blood lipid profiles. 

Quantification of triglycerides, glycerol and NEFA in the blood of rapamycin- and vehicle-

treated mice. Data are expressed as mean ± S.E.M. of 8 to 10 mice per group. #p<0.05. 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplementary Figure 1. Effect of rapamycin on adiponectin and leptin blood levels, on 

respiratory quotient and locomotor activity and on the expression of adipogenic factors. 

(A) Adiponectin and leptin blood levels (Rapa: ■, Ve: □). 

(B) Respiratory quotient (Rapa: ■, Ve: □): and (C) locomotor activity, measured over a 36-

hour monitoring period (16-week post-injection). 

(C) Real-time quantitative PCR (RT-qPCR) analysis of the VWAT of Ve- or Rapa-treated 

mice, after 22 injections (Rapa: ■, Ve: □): Expression levels of PPAR-γ , C/EBPα, SREBP-1c, 

FAS, leptin and GLUT4. Data are expressed as mean ± S.E.M. of 8 to 10 mice per group. 

#
p<0.05, ##

p<0.01, ###
p<0.001 ####

p<0.0001. 
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Supplementary Figure 2 

 

 

 

 

 

 

 

Supplementary Figure 2. Effect of rapamycin on blood lymphocyte T CD4+, CD8+ and B 

cells. 

(A) CD3+ CD4+ T -cells, (B) CD3+ CD8+ T -cells,  and (C) CD19+ B220+ B -cells were 

analyzed in the blood by flow cytometry (Rapa: ■, Ve: □). Results are expressed as 

percentage of live cells. 

Data expressed as mean ± S.E.M. of 8 mice per group. 
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Supplementary Figure 3. Histology of liver and gluconeogenesis-related gene expression. 

(A) Representative sections of H&E-stained liver. Scale bars represent 100µm. 

(B) Real-time quantitative PCR (RT-qPCR) analysis of the liver, after 22 injections (Rapa: ■, 

Ve: □): Expression levels of the gluconeogenesis-related genes PEPCK, PGC-1α and G6PC. 

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 8 to 10 mice per group. #p<0.05.  
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Discussion et Conclusion de l’étude 1 

mTOR est une protéine kinase impliquée dans la régulation de plusieurs processus cellulaires 

métaboliques et immunologiques. La rapamycine, une molécule possédant des propriétés 

immuno-suppressives, a été proposée comme étant un médicament potentiel pour lutter contre 

l’obésité. Cependant, l’utilisation de la rapamycine dans cette optique reste à discuter du fait 

qu’elle possède des effets contradictoires, souvent délétères sur le métabolisme qui peuvent 

être dus à son impact sur le système immunitaire. De ce fait, une meilleure compréhension des 

effets de ce composé sur le système immunitaire ainsi que sur le métabolisme permettrait de 

mieux définir son utilisation chez l’Homme, potentiellement dans le but de l’utiliser comme 

un traitement contre le développement de l’obésité. Dans cette étude, nous avons évalué les 

effets des injections à long terme de la rapamycine sur le métabolisme et de les corréler aux 

effets immuno-modulateurs de la drogue sur la composition cellulaire immune des tissus 

métaboliques (notamment le tissu adipeux blanc) chez la souris obèse. 

Comme attendu, l’administration de la rapamycine a limité le gain de poids corporel sans 

altération de la prise alimentaire. Ceci peut être expliqué en partie par la diminution de 

l’activité de mTOR dans le tissu adipeux blanc qui est impliquée dans l’adipogenèse et le 

développement de la masse grasse des souris. Cette diminution au niveau de la masse du tissu 

adipeux viscéral, sans altération celle du sous-cutanée, a été associée à une diminution du taux 

circulant de la leptine. Nous nous attendons à observer un phénomène d’hyperphagie chez les 

souris traitées par la drogue. Cependant, la prise alimentaire est comparable entre les deux 

groupes des souris. L’absence de l’effet sur la prise alimentaire peut être expliquée par le fait 

que la sensibilité à la leptine et à l’insuline au sein de l’hypothalamus est augmentée. Une 

résistance à la leptine et à l’insuline au sein de ce tissu a déjà été rapportée pendant le 

développement de l’obésité provoquant ainsi une dérégulation du contrôle de la prise 

alimentaire (361). Il est possible que la rapamycine ait amélioré la sensibilité du tissu à la 

leptine et à l’insuline d’où la prise alimentaire comparable entre les deux groupes 

expérimentaux.  

De plus, la limite de gain de poids peut être due à l’augmentation de la dépense énergétique 

observée chez les souris traitées. En effet, la consommation du volume d’oxygène et la 

dépense énergétique sont plus importantes suite à l’administration de la rapamycine. Nous 

pouvons supposer que la dépense énergétique augmentée est due à la modulation de mTOR 

dans le tissu adipeux brun dans lequel le rôle de ce complexe reste à identifier. En effet, 
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aucune étude jusqu’à aujourd’hui n’a défini le rôle de mTOR dans le développement et la 

fonction du tissu adipeux brun. Cependant, un effet pyrogène peut être également à l’origine 

de l’augmentation de la dépense énergétique observée. Les cytokines inflammatoires sont 

connues pour avoir un effet pyrogène et peuvent provoquer une augmentation de la dépense 

énergétique en agissant au niveau du système nerveux central (SNC) (362). Dans notre étude, 

nous avons montré que les facteurs inflammatoires tels que le TNF-α et l’IL-6 sont augmentés 

dans le sang des souris traitées. Il est possible que l’augmentation systémique des cytokines 

inflammatoires ait agi au niveau du SNC et ait provoqué une augmentation de la dépense 

énergétique chez ces animaux. Finalement, nous pouvons supposer que l’augmentation de la 

dépense énergétique résulte d’une interaction directe entre les cellules immunes, notamment 

les macrophages, et le tissu adipeux brun. En effet, un rôle des macrophages alternatifs dans 

la régulation de la thermogenèse a été montré au sein du tissu adipeux brun. Ces cellules 

produisent des catécholamines afin d’augmenter la thermogenèse du tissu adipeux brun et la 

lipolyse dans le tissu adipeux blanc de l’organisme (363). Nous pouvons imaginer que la 

rapamycine a augmenté le recrutement des MDSCs dans le tissu adipeux brun, favorisant 

ainsi la polarisation des macrophages en profil alternatif, ces derniers pouvant avoir un rôle 

sur la thermogenèse des souris traitées. 

Concernant l’homéostasie glucidique des souris, nous avons montré que la rapamycine a 

exacerbé l’intolérance au glucose des animaux tout en rendant les souris plus sensibles à 

l’insuline. L’intolérance au glucose peut être provoquée par la diminution de l’expression des 

transporteurs de glucose (e.g. GLUT4 dans le tissu adipeux blanc viscéral) ou par l’hypo-

insulinémie observée mais également par une augmentation de la néoglucogenèse au sein du 

foie. Nous ne pouvons pas exclure qu’un défaut de sécrétion de l’insuline par les îlots 

pancréatiques peut être responsable du ralentissement de la clairance du glucose observée 

durant le test de tolérance au glucose. Ceci est probable puisque la rapamycine, dans certaines 

conditions de traitement, est connue pour avoir des effets toxiques sur la cellule β 

pancréatique contribuant ainsi à la diminution de la synthèse et de la sécrétion de l’insuline 

(364). En revanche, les souris traitées par la rapamycine sont plus sensibles à l’insuline 

malgré l’exacerbation de l’état inflammatoire local (tissu adipeux blanc) et systémique. Ce 

résultat peut être expliqué par plusieurs mécanismes : 1) mTORC1 est sur-activé durant 

l’obésité et conduit à une activation constitutive de son substrat P70 S6K1. Ce dernier exerce 

un rétro-contrôle négatif au niveau de la voie de signalisation de l’insuline et provoque la 

dégradation d’IRS1 et d’IRS2, deux protéines essentielles pour la transduction du signal de 
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l’insuline (245). Dans notre modèle, nous avons inhibé exclusivement mTORC1. De ce fait, 

l’effet du rétro-négatif exercé par P70 S6K1 sur la voie de l’insuline a été aboli, ce qui 

conduit à une augmentation du niveau d’expression protéique d’IRS1 (dans notre cas dans le 

foie). 2) une étude récente a montré qu’une altération de l’activité de mTORC2 serait le 

facteur responsable du développement de la résistance à l’insuline provoquée par la 

rapamycine, suggérant ainsi que la voie de l’insuline est régulée par mTORC2 (245). Dans 

notre protocole d’administration, nous n’avons pas altéré l’activité de mTORC2 dans les 

tissus métaboliques, révélée par l’état de phosphorylation d’AKT sur le résidu S473. 

Cependant, une analyse plus approfondie de l’état d’activation des deux voies de mTOR en 

analysant d’autres substrats des deux complexes (4EBP-1 pour la voie mTORC1 et PKC-α 

pour la voie mTORC2) pourrait être utile afin de s’assurer que notre protocole 

d’administration de la rapamycine a inhibé exclusivement le premier complexe de mTOR 

sans altérer l’activité du deuxième. 3) Cette sensibilité à l’insuline améliorée chez les souris 

traitées à la rapamycine peut être provoquée par la réduction du poids corporel et à la 

diminution de la masse grasse des animaux ou même par des modifications moléculaires au 

niveau du SNC comme une diminution de la résistance à l’insuline au niveau cérébral. Il est 

connu que le SNC régule le métabolisme glucidique comme la production du glucose 

hépatique, la sensibilité à l’insuline ou le développement de la masse grasse (365, 366). De ce 

fait, nous pouvons supposer que la rapamycine a amélioré la sensibilité à l’insuline au niveau 

cérébral et comme conséquence a réduit la résistance à l’insuline des tissus métaboliques des 

souris. 

De manière intéressante, nous avons montré que l’inflammation locale (tissu adipeux blanc) et 

systémique est augmentée chez les souris traitées, ce qui peut expliquer la diminution du taux 

circulant d’adiponectine qui devrait être restauré avec la dimintuion de la masse grasse (367, 

368). De plus, l’augmentation de l’inflammation s’oppose à l’effet bénéfique obtenu 

concernant la sensibilité à l’insuline. Il est reconnu aujourd’hui que la voie de signalisation de 

l’insuline est perturbée par l’inflammation chronique à bas bruit installée lors de l’obésité. 

Dans notre modèle d’étude, nous pouvons suggérer que l’inflammation n’est plus considérée à 

bas bruit. Des modèles de souris sur-exprimant le facteur de transcription NF-κB dans le tissu 

adipeux blanc montrent une augmentation de l’inflammation qui est associée à une 

amélioration de la sensibilité à l’insuline et à une dépense énergétique plus importante chez 

les souris obèses (369). L’inflammation, dépendant de son grade, peut avoir des effets 

contradictoires sur l’homéostasie glucidique de l’organisme. L’origine de l’inflammation 
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observée chez les souris traitées par la rapamycine peut être expliquée par trois phénomènes : 

1) l’implication de mTOR dans la régulation de l’accumulation et de la réponse inflammatoire 

dans les cellules immunes comme les macrophages et les cellules dendritiques (301, 302, 311, 

312) ou 2) l’implication des adipocytes eux-mêmes dans l’exacerbation de l’inflammation 

locale et systémique puisque ces derniers sont capables de sécréter également des adipokines 

ou 3) de la réduction de l’angiogenèse suite au traitement à la rapamycine (propriété anti-

angiogénique dans les cancers) provoquant ainsi un milieu d’hypoxie qui peut conduire à 

l’augmentation des facteurs inflammatoires.  

L’accumulation des cellules immunes dans le tissu adipeux des souris traitées à la rapamycine 

peut être responsable de l’augmentation de l’inflammation. Cette accumulation de cellules 

immunes, notamment les macrophages, peut être due à une augmentation du recrutement des 

monocytes circulants (201) à cause de l’augmentation de l’expression des facteurs chémo-

attractants tels que MCP-1 ou ICAM-1, ou à une prolifération in situ des macrophages 

résidents (202, 203) en favorisant l’augmentation des nombres des macrophages pro-

inflammatoires M1. Cependant, dans notre étude, nous avons analysé l’expression du 

marqueur CD11c par cytométrie en flux et nous avons observé que la rapamycine n’a pas 

altéré le nombre des macrophages CD11b+ F4/80+ CD11c+ dans le tissu adipeux blanc des 

animaux (données non montrées). En revanche, cela n’empêche pas de supposer que la 

rapamycine a pu augmenter d’une manière qualitative la sécrétion des cytokines 

inflammatoires par les M1 sans augmenter leur nombre. Enfin, nous pouvons supposer que 

mTOR régule l’inflammation dans les adipocytes et que l’inhibition de mTORC1 conduit à 

une exacerbation de l’inflammation au niveau de l’adipocyte. Des données obtenues au 

laboratoire issues des expériences réalisées sur la lignée d’adipocytes de souris 3T3-L1ont 

montré que la rapamycine augmente l’expression des cytokines inflammatoires comme l’IL-6 

et MCP-1 par les 3T3-L1 après 4 heures de traitement (données non montrées). Ces résultats 

suggèrent que l’inflammation du tissu adipeux résulte en partie de la modulation de la voie 

mTOR dans les adipocytes des souris traitées à la rapamycine.  

En parallèle, nous avons montré que la rapamycine a augmenté le nombre de cellules 

régulatrices comme les lymphocytes T régulateurs et les cellules immuno-suppressives 

d’origine myéloïde (MDSCs). Il est possible que ces cellules soient recrutées pour atténuer 

l’inflammation locale ou qu’elles soient augmentées grâce à un effet immuno-modulateur de 

la rapamycine au sein de ces cellules. En effet, la rapamycine est un immuno-suppresseur 

connu pour provoquer l’expansion des Tregs in vitro et in vivo (326, 370). Dans notre modèle, 
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il est possible que le protocole d’injection utilisé ait conduit à un changement de profil des 

lymphocytes T effecteurs vers un profil régulateur et non pas à leur recrutement. Concernant 

les MDSCs, aucune étude jusqu’à aujourd’hui n’a visé à identifier le rôle de la rapamycine ou 

de mTOR dans l’expansion, l’activation, la différenciation ou même la fonction de ces 

cellules. Il est possible que l’augmentation des MDSCs soit provoquée par l’exacerbation de 

l’inflammation locale ou par un effet intrinsèque de la rapamycine au sein de ces cellules. 

Nous pouvons imaginer que la rapamycine entraîne des modifications moléculaires qui 

passent par la voie mTOR et qui permettent l’expansion des MDSCs comme dans le cas des 

Tregs. En effet, une inhibition de la voie de mTOR dans les lymphocytes T provoque le 

développement des Tregs suite à des changements épigénétiques entraînant l’expression du 

facteur de transcription FoxP3 (300). Nous pouvons également penser que l’inhibition de 

mTOR dans les MDSCs pourrait favoriser le maintien de leur statut immature et d’empêcher 

leur différenciation en macrophages et cellules dendritiques. Afin de répondre à ces questions, 

des études in vitro dans un premier temps sont suggérées dans le but d’étudier l’effet de la 

rapamycine ou le rôle de l’inhibition des complexes mTOR dans ces sous-populations 

régulatrices. 

Il est de plus en plus accepté et apprécié que les Tregs soient impliqués dans la régulation de 

la sensibilité à l’insuline dans les tissus métaboliques (222, 371). Concernant les MDSCs, une 

étude récente a montré un rôle de ces dernières dans la régulation de la sensibilité à l’insuline 

et l’atténuation de l’inflammation chez des souris obèses (216). En se basant sur ces 

observations, nous pouvons supposer que la rapamycine a probablement amélioré la 

sensibilité à l’insuline des souris traitées, en plus de son effet sur l’abolition du rétro-contrôle 

négatif effectué par P70 S6K1 sur IRS1 et IRS2. En effet, nous avons montré que la 

rapamycine a augmenté le nombre des Tregs dans le tissu adipeux et pour la première fois 

celui des MDSCs (le tissu adipeux blanc et le foie) qui pourront avoir un effet bénéfique sur la 

sensibilité à l’insuline des tissus. De plus, nous avons montré que l’inflammation hépatique 

(révélée par l’expression des cytokines inflammatoires) a été diminuée chez les souris traitées, 

ce qui laisse supposer que les MDSCs ont eu un rôle dans l’atténuation de cette inflammation 

et ont peut-être amélioré la sensibilité à l’insuline des souris. Enfin, ces observations 

nécessitent d’approfondir l’effet de la rapamycine sur ces cellules régulatrices afin de regarder 

si le composé n’a pas modifié la fonction cellulaire de ces populations, puisque récemment il 

a été montré que mTORC1 joue un rôle important dans la régulation de la fonction des Tregs 

in vivo (343). De plus, des expériences de perte de fonction de ces populations cellulaires 
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(déplétion cellulaire in vivo) sont souhaitées pour démontrer si les effets observés de la 

rapamycine sur le métabolisme, notamment l’amélioration de la sensibilité à l’insuline, 

passent via l’accumulation des MDSCs et des Tregs dans les tissus métaboliques. 

En conclusion, nous avons montré que les injections intermittentes à long terme de la 

rapamycine ont conduit à une amélioration des paramètres métaboliques dérégulés par le 

régime hyperlipidique associée à une augmentation des cellules régulatrices comme les Tregs 

et les MDSCs. Ces observations révèlent un nouvel aspect d’immuno-régulation de la 

rapamycine et suggèrent que la voie mTOR contribue à la régulation de la composition des 

cellules immunes dans les tissus métaboliques (e.g. le tissu adipeux blanc et le foie) (Fig. 29). 

Même si les mécanismes moléculaires et cellulaires restent à démontrer, nous suggérons que 

l’amélioration de la résistance à l’insuline observée est en partie due à l’augmentation des 

cellules régulatrices dans les tissus métaboliques.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Cependant, nous avons montré que la rapamycine possède des propriétés pro-inflammatoires 

qui peuvent conduire au développement de l’intolérance au glucose comme observé dans 

notre étude. Ces propriétés pro-inflammatoires semblent être indépendantes du régime 

hyperlipidique puisque nous avons observé une augmentation des cytokines inflammatoires 

sériques et une intolérance au glucose chez des souris traitées par la rapamycine et mises sous 

un régime standard et sans altération de la sensibilité à l’insuline.  
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Figure 29. Schéma montrant l’effet immuno-modulateur de la rapamycine dans 

le tissu adipeux des souris traitées. 
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Ces observations soulignent dans un premier temps l’importance de trouver une nouvelle 

molécule thérapeutique qui inhiberait sélectivement le complexe mTORC1 sans altérer 

l’activité de mTORC2 afin de bénéficier des effets bénéfiques et de minimiser les effets 

délétères (Fig. 30). De plus, de développer une thérapie ciblée, plus précisément cibler 

l’activité de mTORC1 dans un tissu spécifique comme le tissu adipeux sans altérer l’activité 

de mTORC1 dans les autres tissus comme le foie, le muscle ou le pancréas ou les cellules du 

système immunitaire inné ou adaptatif. 
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Figure 30. Schéma récapitulant les effets de la rapamycine observés dans notre protocole. 
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Article 2 

A Probiotic Mixture Alleviates Diet-Induced Obesity and Insulin Resistance 

in Mice through Adipose Tissue Cell-Remodeling 
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Objectifs de l’étude 2 

Dans cette partie de notre travail de thèse, nous nous sommes intéressés à évaluer l’effet de 

plusieurs souches de probiotiques (seules ou en combinaison de souches) connues pour leurs 

propriétés anti-inflammatoires sur le développement de l’obésité et l’inflammation associée. 

Nous avons regardé leur impact sur l’accumulation de macrophages dans le tissu adipeux 

blanc et la résolution de l’état inflammatoire ainsi que les complications métaboliques comme 

l’intolérance au glucose et la résistance à l’insuline et de les associer au changement de la 

composition du microbiote intestinal. 
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Abstract 

 

Obesity is frequently associated with a state of subclinical and chronic inflammation that 

affects insulin activity in its metabolically sensitive tissues, such as liver and adipose tissue, 

culminating in the deregulation of glucose homeostasis. Inflammation is orchestrated by 

macrophage recruitment in the adipose tissue while regulatory T cells emigrate. Recently, it 

has been proposed that the gut microbiota might be involved in the development of obesity 

and its immune and metabolic complications. Here, we evaluated whether oral consumption 

of probiotic strains or mixture - selected for their potent anti-inflammatory capacities - could 

help improve metabolism and inflammation in diet-induced obese mice. We observed a strain-

specific effect; some strains having neither beneficial nor detrimental impact while 

intervention with a probiotic mixture led to a significant limitation of body weight gain, as 

well as improved inflammatory and metabolic parameters, including insulin resistance. 

Protective metabolic effects of the mixture were associated within the adipose tissue to a 

restoration of PPARγ expression and cell remodeling affecting both macrophages and 

regulatory T cells. 
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Introduction 

 

Obesity and the associated metabolic disorders insulin resistance and type 2 diabetes have 

become a major worldwide health problem which prevalence has dramatically increased over 

the last decades. Obesity frequently results in a state of chronic, low grade inflammation 

initiated in the white adipose tissue (WAT) which contributes to the development of insulin 

resistance and its connection to type 2 diabetes [1]. Indeed, the expanding adipose tissue is 

characterized by adipocyte hypertrophy, immune cell composition changes and increased 

production of proinflammatory hormones and adipokines [2, 3]. Interestingly, weight 

reduction in obese subjects leads to a normalization of inflammatory markers. Moreover, 

macrophage infiltration, occurring mainly in the visceral adipose tissue is considered a major 

risk factor in the development of obesity-associated cardiovascular and metabolic diseases 

and represents the major source of TNFα, IL-6 and resistin; factors involved in the 

development of insulin resistance [4-8]. In the lean condition, adipose tissue contains a 

resident population of alternatively activated anti-inflammatory, M2 macrophages, which can 

suppress the inflammation of both adipocytes and macrophages partly via the secretion of IL-

10. During obesity, a switch to inflammatory M1 macrophage polarization state occurs in 

adipose tissue, thereby accelerating adipose tissue inflammation [9]. The mechanism that 

promotes infiltration of inflammatory macrophages into obese adipose tissue is yet not 

completely known, however increased expression of chemokines has been implicated in the 

control of monocyte recruitment to the adipose tissue, highlighting a clear evidence for the 

pathophysiological role of the MCP-1 (also known as CCL-2) / CCR2 pathway [10, 11]. 

Notably, a decrease in macrophage accumulation and inflammation has been observed in the 

adipose tissue of mice lacking CCR2 fed a high-fat diet (HFD) [12], as well as in MCP-1-

deficient mice, suggesting that therapeutic targeting of macrophages would improve 

inflammation and, thus, lead to the amelioration of insulin resistance. In addition to 

macrophages, other immune cells, such as neutrophils and NK cells, are increased in the 

adipose tissue during the course of obesity [13, 14] and recent evidence has also revealed a 

large number of T lymphocytes in the WAT of lean and obese mice. The population of CD8+ 

T cells contributes to macrophage recruitment and WAT inflammation in obesity as well as 

Th1 and Th17 CD4+ T cell subsets [15, 16]. Beside increased pro-inflammatory cells 

accumulation, dysregulated inflammation in the obese adipose tissue also results from 

decreased WAT resident regulatory T cells (Tregs) [17]. 
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The contribution of the intestinal microbiota to host metabolism has been recently revisited, 

leading to the concept of its active role in food consumption and energy expenditure [18]. 

Indeed, accumulating data indicate the importance of the gut microbiota in the development 

of obesity. Compared with conventionalized mice, germ-free animals are protected from 

HFD-induced body weight gain, insulin resistance, and glucose intolerance [19]. In addition, 

obesity has been shown to be associated with altered composition, diversity and metabolic 

function of gut microbiota in mice and humans [19-21], although this needs to be confirmed 

in population-based studies. Moreover, this impaired flora has a potential activity of its own, 

since implantation of obese gut microbiota to lean mice transfers the obese phenotype [22]. 

Removing the gut microbiota by antibiotic treatment also confers protection from diet-

induced obesity (DIO) and resulted in improved glucose tolerance in genetically obese ob/ob 

mice [23]. This protective effect was associated with reduced inflammation, suggesting that, 

in addition to promoting adiposity, the gut microbiota may also contribute to metabolic 

dysregulation by elevating the inflammatory tone. Thus, dietary strategies to manipulate the 

gut microbiota, notably through the therapeutic use of probiotics and prebiotics, have gained 

considerable momentum for obesity and metabolic syndrome management. Several prebiotics 

(dietary fibers such as glucans, fructans) are able to protect mice from obesity and insulin 

resistance by improving the gut barrier function that counteracts endotoxaemia and 

inflammation associated with obesity [24]. In addition to increasing the abundance of 

Bifidobacteria, the prebiotic treatments profoundly promoted other gut bacterial taxa, notably 

Faecalibacterium prausnitzii, or Akkermansia muciniphila, which have been shown to be 

inversely correlated with weight gain [25, 26]. 

The antiobesity potential of probiotics is also gaining wide attention. Most human studies 

conducted so far were not specifically designed to determine effects on body weight, but to 

determine effects on the biochemical and inflammatory markers related to metabolic 

disorders. Positive effects of probiotics on adiposity and body weight were only reported in 

two human intervention trials, and have yet to be corroborated (for review, see [27]. Several 

animal studies indicated that some probiotics, including lactobacilli and bifidobacteria or 

mixture of both, can suppress body weight gain in different models of DIO [28] or type 2 

diabetes [29] while some probiotic strains have little effect [30, 31] or promote weight gain 

[32], even if this was associated with growth performance effects linked to better well-being 

of the host [33]. The potential antiobesity effects of probiotics seem to be dependent of the 

strains used and the underlying mechanisms governing their effects remain unclear. We and 

others have highlighted the strain-specific anti-inflammatory capacities of probiotics. 
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Therefore, since targeting the inflammatory component to limit the progression of obesity 

towards insulin resistance remains a challenge, we here investigated the effect of probiotic 

strains selected for their potent anti-inflammatory capacities on high fat diet-induced obese 

mice. We focused the study on the probiotic impact on WAT macrophage recruitment that 

represent one of the main pathological mechanisms involved in the development of metabolic 

syndrome.  
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Materials and Methods 

 

Animals, Bacterial Strains, and Diets 

Male C57BL/6J mice (5-week-old) were purchased from Charles River Laboratories 

(L’Arbresle, France). 

The Lactobacillus strain L. salivarius Ls33 was obtained from Danisco (Madison, WI, USA). 

The probiotic mixture (referred to as Mix) is composed of the two strains Lactobacillus 

rhamnosus DSM 21690 and Bifidobacterium animalis subsp lactis LMG 23512 (ratio 1:1) 

obtained from Vésale Pharma (Noville-sur-Mehaigne, Belgium). Both preparations were 

provided lyophilized (freeze-dried). 

High-fat and matched control diets were purchased from Research Diets (New Brunswick, 

NJ, USA) (gamma-irradiated; respectively, HFD: 60% kcal fat; D12492, and LFD: 10% kcal 

fat; D12450B).  

 

Experimental Design  

Five consecutive days per week, mice received a once-daily oral administration (30µl) of 

Ls33 (109 colony-forming units (CFU) in sterile water (H20) (group Ls33-H2O), sterile water 

(group H20), Mix (5x108 CFU of each strain in phosphate buffer saline (PBS) (group Mix-

PBS), or PBS (group PBS).  

After one week, Ls33-, Mix-, and H2O- or PBS-treated mice were randomly assigned to be 

fed either with LFD (n=5 per group) or HFD (n=15 per group). Body weight and food intake 

were recorded once a week. Food consumption was estimated by subtracting the amount of 

remaining food from that of food supplied. Spilled food pellets were carefully collected to 

ensure the accuracy of food intake measurements. Blood, tissue samples (i.e. adipose tissue, 

liver, spleen, intestine and pancreas) were collected at sacrifice.  

 

Intraperitoneal Glucose and Insulin Tolerance Tests 

Glucose tolerance (GTT) and insulin tolerance tests (ITT) were performed after, respectively, 

12 and 14 weeks of diets. For GTT, animals were fasted 6-h before intraperitoneal (i.p.) 

administration of glucose (D-Glucose; 1 g/kg body weight, Sigma-Aldrich, Lyon, France). 

Blood glucose levels were measured by tail-tip bleeding with an automatic glucometer 
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(ACCU-CHEK® Performa, Roche, Mannheim, Germany) before and 15, 30, 60, 120 and 180 

min after glucose injection. For ITT, 6-h-fasted mice were i.p. injected with porcine insulin 

(0.75 IU/kg body weight, Sigma-Aldrich). Glucose levels were measured before and 15, 30, 

45, 60, and 75 min after insulin injection, as described for GTT.  

Homeostatic model for assessment of insulin resistance (HOMA-IR) was calculated as: 

(fasted serum insulin/fasted serum glucose)/22.5. 

 

Blood Analysis 

Plasma levels of leptin, adiponectin, MCP-1 and insulin were measured using specific ELISA 

kits (for leptin, adiponectin and CCL-2/MCP-1: R&D Systems (Minneapolis, MN, USA), for 

insulin: Crystal Chem (Downers Grove, IL, USA). Non-esterified fatty acids (NEFAs), 

triglyceride, glycerol, HDL cholesterol and LDL/VLDL cholesterol concentrations were 

determined using quantification kits provided by Abcam (Cambridge, UK).  

 

Histological and Immunohistochemical Analysis 

The following tissues and organs were removed and weighed: subcutaneous and epididymal 

adipose tissues (respectively; SCAT and EWAT), pancreas, spleen, liver and ileum. Liver and 

AT samples were fixed in 4% (v/v) formalin/PBS, embedded in paraffin and then sectioned 

for staining with hematoxylin and eosin (H&E). Images were acquired using an optical 

microscope (Axioplan 2 Imaging, Zeiss, Göttingen, Germany). For the morphometric analysis 

of the EWAT, at least 10 fields (representing approximately 100 adipocytes) per slide were 

analyzed using the Image J software (NIH image, National Center for Biotechnology 

Information). 

For immunohistochemical staining, EWAT tissue sections (5 mice per group) were stained 

with mAb anti-F4/80 (1:250, eBioscience, San Diego, CA, USA). Staining was visualized 

using peroxidase substrate kit DAB (VECTOR, Burlingame, CA, USA). The specificity of the 

staining was verified by replacing each primary antibody by nonspecific IgG (Rat IgG1k 

isotype control (eBRG1) eBiosciences). Staining intensity signals were quantified using 

Image J software. 

 

Gene Expression Analysis (RT-qPCR) 

Adipose tissue fragments were put in RNAlater® (Ambion, Life Technologies, Foster City, 

CA, USA) and total RNA was extracted using the Trizol® Plus RNA purification kit 

(Ambion). RNA (1 µg) was reverse-transcribed using the High capacity cDNA reverse 
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transcription kit (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA). Real-time (RT) quantitative 

PCR was performed on the ABI-ViiA7 Real Time PCR system using SYBR green chemistry 

(Applied BiosystemsTM). Primers were designed using the software Primer Express 1.5 

(Applied Biosystems) and sequences are available upon request. EeF2 was used as an internal 

control to normalize gene expression using the 2-∆∆CT method [34]. Results are expressed as 

fold-change compared to the LFD-PBS control group. 

 

Caecal microbiota analysis  

Caecal microbiota was assessed using real-time qPCR as previously described [35]. 

Extraction of total stool DNA was performed using guanidium isothiocyanate and the 

mechanical bead beating method. Real-time qPCR was performed using an ABI 9700 

Sequence Detection System apparatus (Applied Biosystem). Primers, probes and terms of use 

are described in Supplementary Table I. Standard curves were obtained from serial dilutions 

of a known concentration of plasmid DNA containing a 16S rRNA gene insert from each 

species or group. The coefficients of correlation between log10 colony forming units (CFU) 

and rRNA gene copy numbers for each species and group were obtained from rrnDB [36], 

enabling calculation of the number of CFU/g of feces. When a species or bacterial group was 

not detected, the values of 3 log10 CFU/g of feces, i.e., corresponding to about half of the 

detection limit, was used. 

For Bifidobacterium identification, specific primers for B. longum, B breve, B. bifidum, B. 

catenulatum/pseudocatenulatum, B. adolescentis, B. dentium, B. infantis, B. angulatum and B. 

animalis lactis were used in a multiplex PCR adapted from Mullié et al. and Kwon et al. [37, 

38]. For B. pseudolongum identification, the 16S rRNA gene of the Bifidobacterium genus 

was amplified with primers Bif164f and Bif662r and PCR products were separated on TTGE 

(Temporal Temperature Gel Electrophoresis), using a Dcode™ system (Bio-Rad laboratories, 

Hercules, CA, USA) and analyzed as previously described [39].  

 

Ethics Statement 

Animals were housed in specific pathogen-free environment in Pasteur Institute’s animal 

facilities (accredited no.A59107) and maintained in a temperature-controlled (20±2°C) 

facility room with a strict 12-hour dark/light cycle. Housing and experimentations were 

performed in compliance with European guidelines of laboratory animal care (2010/63/UE) 

and approved by national and local Animal Ethics Committee (EA 75) and by the 

Departmental Direction of Veterinary Services (Prefecture of Lille, France; authorization 
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number: 59-350152). Before experimentation, animals were provided a one week acclimation 

period and were given ad libitum access to regular mouse chow and water. 

 

Statistical Analysis 

Data are presented as means ± SEM except when mentioned. Statistical analysis was 

performed using the Kruskal Wallis test followed by the non-parametric Mann-Whitney U 

test. All values were considered significantly significant when p<0.05. 
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Results 

 

Beneficial Effects of Probiotics on Body Weight and Glucose Homeostasis in Diet-

induced Obese Mice are Strain-Specific 

We first assessed the impact of Lactobacillus salivarius Ls33 (Ls33) administration on the 

development of obesity and its associated metabolic alterations, in mice. Compared with the 

control LFD, HFD-fed animals (HFD-H20) expectedly increased body weight (Figures 1A 

and 1B) and fat mass (both visceral and subcutaneous adipose tissues; respectively: Figures 

1D and 1E) and developed glucose intolerance (Figure 1C). However, despite its potent anti-

inflammatory properties [40, 41], Ls33 treatment (HFD-Ls33) had no effect (either beneficial 

or detrimental) on any of these metabolic parameters. 

Conversely, administration of a mixture of the following probiotic strains: L. rhamnosus DSM 

21690 and B. animalis subsp lactis LMG 23512 (hereafter referred to as Mix), showed 

significant protective effects. Indeed, the HFD-Mix group gained significantly less weight 

than the HFD-PBS group (respective body weight gains at sacrifice: 80.97 ± 4.96 % vs 113.51 

± 4.89 %; p<0.01) (Figures 2A and 2B). As shown on Figure 2C, HFD-fed Mix-treated mice 

displayed slight, yet significant, decreased cumulative food intake (p<0.05). Interestingly, 

both the effects on body weight and food intake occurred rapidly after Mix administration 

becoming significant (p<0.05) as soon as the 4th week after diet starting for weight gain 

limitation (Figure 2A). We therefore postulated that Mix may have improved glucose 

homeostasis in HFD-fed mice. The probiotic Mix indeed significantly lowered fasting glucose 

and insulin levels (Table I). Compared to PBS-treatment, HFD-fed mice administered with 

the mixture displayed lower HOMA-IR value (respectively, 81.57 ± 19.63 vs 32.04 ± 5.86; 

p<0.01), indicating greater insulin sensitivity which was confirmed by an insulin tolerance 

test (Figure 3A). Accordingly, Mix-treated mice were less intolerant to ip-glucose injection 

(Figure 3B). Moreover, while Mix treatment had no effect on non-esterified fatty acid 

(NEFA), glycerol or triglyceride levels, it lowered total cholesterol and HDL cholesterol 

(Table I). 

 

The Probiotic Mixture Treatment limits the Adipose Tissue Mass and Adipocyte Size of 

Diet-induced Obese Mice  

Compared to HFD-fed PBS-treated mice, HFD-fed Mix-treated animals showed a marked 

decrease in the mass of both perigonadal and subcutaneous adipose tissue depots (Figures 4A 

and 4B) (respective decreases: 1.25-fold (p<0.05) and 1.75-fold (p<0.01)). In addition, HFD-
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Mix mice displayed a decrease in the mass of pancreas, liver and spleen (Supplementary 

Figure 1). Moreover, HFD-PBS mice developed hepatic steatosis, characterized by lipid 

droplets accumulation in the tissue. Importantly, administration of the probiotic mixture 

alleviated hepatic steatosis (Supplementary Figure 2). 

In line with reduced fat accumulation, blood leptin levels were significantly lower in the 

HFD-Mix group (Figure 4C), whilst adiponectin levels were higher, yet without reaching 

significant difference (p = 0.4) (Figure 4D). Histological examination of epididymal adipose 

tissue sections showed a higher density of smaller adipocytes in the HFD-Mix group (Figure 

4E), which was confirmed by morphometric analysis (Figure 4F and Table II) (41.2 ± 11.2 

% adipocytes with a diameter <60 µm for HFD-PBS mice vs 62 ± 11.2 % for HFD-Mix mice; 

p<0.05). Importantly, whereas the adipose tissue of HFD-PBS mice was markedly infiltrated 

with cells surrounding adipocytes (indicated by arrows), tissue sample of mice that received 

the probiotic mix was less infiltrated (Figure 4E).  

 

The Probiotic Mixture Treatment counteracts Macrophage Recruitment and 

Inflammatory Tone of Adipose Tissue of Diet-induced Obese Mice 

Since macrophage is the main cell-type known to invade the expanding adipose tissue [7], we 

analyzed whether infiltrating cells might belong to the monocyte/macrophage lineage. 

Therefore, we performed real-time quantitative PCR to compare the expression levels of 

several monocyte/macrophage lineage specific markers (e.g., Cd68, F4/80, Cd11c and Cd11b) 

in adipose tissue samples. As expected, the expression of all these markers was strongly 

enhanced in the WAT of PBS-treated HFD-fed mice, when compared to the PBS-treated 

LFD-fed mice tissue. In opposite, monocyte/macrophage specific marker expression was 

drastically reduced in the adipose tissue of Mix-treated HFD-fed mice. The impact of this 

probiotic treatment on macrophage recruitment is further supported by the decreased 

expression of Ccl2/Mcp-1 (Figure 5A). Immunohistochemistry on adipose tissue sections 

using macrophage-specific F4/80 antibodies confirmed that the mixture had decreased 

obesity-induced macrophage recruitment (Figure 5B) as quantified by the estimation of the 

surface occupied by specific staining (2.7-fold increase between LFD-PBS and HFD-PBS; 

p<0.01, and 2.7-fold decrease between HFD-PBS and HFD-Mix; p<0.01). 

Macrophage infiltration into adipose tissue initiates inflammation; we thus assessed the 

inflammatory status of the tissue. We compared the expression levels of pro-inflammatory 

cytokines (e.g. Tnfα, Il-1α, Il-1β, Il-6 and Il-17) (Figure 5C). It showed that the mixture had 



 

149 

 

no effect on the expression level of Il-1β (data not shown), while it slightly decreased Il-6 

expression (p = 0.4) and significantly reduced the expression of Tnf-α, Il-1α and Il-17.  

 

The Probiotic Mixture enhances Adipose Tissue Regulatory T-cells markers in Diet-

induced Obese Mice 

Whilst macrophages are recruited in the adipose tissue during the development of obesity [7], 

regulatory T-cells (Tregs) oppositely emigrate from this tissue [17]. We indeed found 

decreased expression of FoxP3 Treg marker in the adipose tissue of HFD-PBS mice, when 

compared to LFD-PBS animals. Importantly enough, we showed a significant increased 

expression level of FoxP3 in the adipose tissue of Mix-treated HFD-fed mice. Enhanced 

FoxP3 expression was associated with an increased expression of PPARγ, the master driver of 

adipose Treg accumulation, phenotype and function [42] (Figure 6). 

 

The Probiotic Mixture impacts on the Microbiota Composition of Diet-Induced Obese 

Mice 

HFD induced dramatic changes in gut microbiota (Figure 7) with a significant decrease in 

total bacteria (p < 0.01) and in C. coccoides group (p<0.05), a significant increase in 

enterococci (p<0.01), and an emergence of bifidobacteria and of staphylococci (Figure 7A). 

Indeed colonization with staphylococci was observed in 7 out of 10 HFD-PBS mice (median 

6.7 log10 of CFU/g of feces, p < 0.05) but in none of the LFD-PBS mice. Similarly, the 

presence of bifidobacteria was not detected in LFD-PBS mice, while observed in all HFD-

PBS mice except one (median 7.3 log10 of CFU/g of feces, p < 0.01). The bifidobacteria 

present in HFD-PBS mice were identified by TTGE as B. pseudolongum (Figure 7B), since 

not detected with the specific primers for B. longum, B breve, B. bifidum, B. 

catenulatum/pseudocatenulatum, B. adolescentis, B.  dentium, B. infantis, B. angulatum and 

B. animalis lactis. The treatment with the probiotic mixture induced a modification of 

bifidobacteria population: B. pseudolongum was no longer detected to the benefit of the 

administered probiotic strain B. animalis subsp. Lactis (Figure 7B). The probiotic mixture 

also induced a decrease in Lactobacillus-Leuconostoc-Pediococcus group both under low- 

(LDF-Mix) and high- fat (HFD-Mix) diet (p<0.01), and, despite non significant, a decrease in 

staphylococci colonization. Colonization levels of E. coli (representing Enterobacteriaceae), 

C. leptum group and Bacteroides-Prevotella group were impacted neither by the diet nor by 

the probiotic supplementation.  
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Discussion 

 

Accumulating evidence indicates that the gut microbiota plays a significant role in the 

development of obesity, obesity-associated inflammation and insulin resistance. Obesity has 

been linked with alterations in the gut microbiota in animals and humans, suggesting potential 

causality between specific microbial taxa or gene functions and this disorder. Initially, it has 

been reported that in obese mice and humans the Firmicutes were more abundant and the 

Bacteroidetes population was depressed, compared with lean controls [20, 21]. Despite 

conflicting evidence on the composition of the obese microflora phenotype with regards to 

Bacteroidetes/Firmicutes ratio [43, 44], it is clear that profound microbiotal changes are 

associated with obesity thus providing the rationale for targeting the microbiota to prevent or 

treat metabolic diseases. Emerging therapeutic options to favorably alter the intestinal 

microbiota are antibiotic treatment, faecal transplantation or, more commonly used, 

administration of prebiotics, probiotics or synbiotics. Since the majority of probiotic bacterial 

species naturally inhabit the gut, their use is presently regarded as very safe. Therefore, 

probiotics may represent a reliable mean to restore a healthy balance of microbial species. 

 Obesity is also associated with systemic low-grade inflammation which is a major 

cause of obesity-related complications like fatty liver and insulin resistance. Thus, we here 

evaluated the consequences of the daily consumption of probiotic bacterial strains previously 

selected for their powerful anti-inflammatory potential, on the development of obesity in 

mice. Despite its protective anti-inflammatory activity in a model of inflammatory bowel 

disease [40, 41, 45], the Lactobactillus salivarius Ls33 strain had no detectable effect on high-

fat diet (HFD)-fed mice, either beneficial or detrimental. These results are in accordance with 

a recent clinical study conducted in obese adolescents that reported no effect of 12-week 

probiotic intervention with Ls33 on a series of biomarkers related to inflammation and 

metabolic syndrome [46]. In opposite, the daily administration of a combination of the 

Lactobacillus rhamnosus DSM 21690 and Bifidobacterium animalis subsp. lactis LMG 

23512 to HFD-fed mice significantly reduced adiposity, body weight, and weight gain and 

decreased insulin resistance. Furthermore, decreased inflammation and remodeling of white 

adipose tissue (WAT) immune cell composition were found as the underlying mechanisms of 

action of the selected probiotic mixture on metabolism and adiposity. 

Aside from preadipocytes, adipocytes, fibroblasts and endothelial cells, WAT also contains 

almost all immune cell types [47, 48]. These cells increasingly appear to play a central role in 

the initiation and progression of adipose tissue inflammation which contributes to the onset of 
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insulin resistance. Although their recruitment kinetics are different, total numbers of T cells, 

B cells, macrophages, neutrophils and mast cells are increased in the WAT of obese mice and 

humans [7, 49-53]. By contrast, specific T-cell subsets such as Th2 cells, regulatory T cells 

(Tregs) and invariant natural killer T (iNKT) cells as well as eosinophil and regulatory B cell 

numbers are decreased [54-57]. Macrophages are the most abundant immune cells found in 

the adipose tissue and are at the center of WAT inflammation [7, 58]. We confirmed that HFD 

is associated with increased WAT macrophage accumulation, as revealed by specific 

immunostaining as well as by the higher expression levels of macrophage-specific markers 

such as F4/80, Cd68 and Cd11c and of the chemokine Mcp-1 that is a key contributor of 

macrophage infiltration into the adipose tissue [11]. Importantly, we showed that the daily 

consumption of the selected probiotic mixture drastically reduced HFD-related WAT 

macrophages recruitment. Consequently, the adipose tissue of Mix-treated HFD-fed mice was 

significantly less inflamed than the HFD tissue, as reflected by the decreased expression 

levels of the inflammatory cytokines Tnfα, Il-1α or Il-17. The role of the Th17 specific 

cytokines IL-17 and IL-23 has not been thoroughly investigated in the obese adipose tissue; 

however our results are in line with the description of increased body weight of IL-17-

deficient mice [59]. 

 We also confirmed that HFD correlates with decreased Tregs in the adipose tissue, as 

appreciated from the reduced expression level of FoxP3, a transcription factor that serves as a 

lineage specification factor of Treg cells [60]. Interestingly enough, FoxP3 expression level 

was enhanced in the adipose tissue of Mix-treated HFD-fed animals. Tregs generally play a 

suppressive role in inflammatory diseases and protect obese mice against excessive 

inflammation, by secreting anti-inflammatory cytokines [17]. Recently, PPARγ has been 

described as being crucial for Treg functions in the adipose tissue [42] and we showed here 

that, whilst PPARγ expression expectedly decreased in the adipose tissue of HFD-fed mice, 

this reduction was significantly lower in the tissue of Mix-treated HFD-fed animals. 

In addition to its master role in adipocyte differentiation [61], and in metabolic homeostasis, 

PPARγ also exerts anti-inflammatory functions, notably through the inhibition of the nuclear 

factor-kappaB (NFκB) pathway [62]. This anti-inflammatory effect is involved in insulin 

sensitivity and PPARγ agonists (e.g. thiazolidinediones (TZD) or pioglitazone (Pio)) are 

currently used as insulin sensitizers to treat type 2 diabetes and metabolic syndrome. 

Moreover, PPARγ expression by WAT Tregs is crucial for TZD or Pio-induced restoration of 

insulin sensitivity in obese mice [42]. It has been reported that certain commensal bacteria or 



 

152 

 

probiotic strains can exhibit anti-inflammatory capacities, notably by promoting nuclear 

export of NF-kB subunit relA through a PPARγ-dependent pathway [63]. Nevertheless, 

further studies are definitely warranted to define if our selected probiotic mixture impact on 

adipose tissue PPARγ-expressing Tregs, thereby correcting the inflammation-driven 

metabolic dysfunction. 

 In line with reduced adiposity and decreased inflammation, the probiotic mixture 

expectedly protected mice from HFD-induced hyperglycemia and hyperinsulinemia and 

ameliorated whole-body glucose and insulin sensitivity. The better insulin sensitive state of 

Mix-treated HFD-fed mice, compared to HFD animals, is likely to partly result from 

preserved liver insulin sensitivity. Indeed, we showed that Mix protected mice from fatty liver 

disease, as shown by significant decreased deposition of triglycerides in liver cells, improving 

HFD-induced hepatic steatosis and, thus, insulin sensitivity. The beneficial effect of the 

selected probiotic mixture on liver is also reflected by the prevention from HFD-associated 

dyslipidemia, as shown by the significant reduction of hypercholesterolemia. This signifies 

that our selected probiotic combination may also protect from the development of hepatic as 

well as cardiovascular complications associated with obesity, as was reported for other 

probiotic strains [64-66].  

Importantly, we showed that these changes in metabolic and immune parameters were 

associated with modifications in the composition of the intestinal microbiota. A significant 

decrease in total bacteria and in the Clostridium coccoides group and a significant increase in 

enterococci and an emergence of bifidobacteria and of staphylococci were observed in HFD-

fed mice. The probiotic mixture induced a decrease in Lactobacillus-Leuconostoc-

Pediococcus group and in staphylococci colonization. Surprisingly, while the presence of 

bifidobacteria was not detected in LFD-PBS mice, the presence of B. pseudolongum was 

identified in HFD-PBS mice while only the administered probiotic strain B. animalis subsp. 

lactis was detected in Mix-treated mice. Some studies have reported that diet-induced obesity 

in mice markedly affects the gut microbial community; with the levels of Bifidobacterium 

spp. being significantly reduced, in accordance with the observation in humans [67]. Non-

digestible carbohydrates, known to promote bifidobacteria development in the gut, are 

frequently used as prebiotics [68]. The administration of carbohydrates in obese animals 

validated the beneficial role of bifidobacteria, since their increase represents the major and 

common signature of the improvement of obesity-related metabolic alterations by prebiotics. 

However, our results indicated that the beneficial effect of bifidobacteria in obesity is 

obviously strain-specific. Indeed, we showed the emergence of endogenous B. pseudologum 
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in HFD-fed mice and a protective effect of B. animalis in Mix-treated HFD-fed mice. The 

beneficial effects of prebiotics are mainly attributed to their capacity to improve the gut 

barrier, notably through the increased production of the endogenous proglucagon-derived 

peptides GLP-1 and GLP-2; thus counteracting endotoxemia and inflammation associated 

with obesity [69-72]. In addition, the protective effects of prebiotics are associated with an 

inhibition of PPARγ and PPARγ target genes expression [73]. In our model however, we 

showed that the protective effects of the probiotic mixture was associated with PPARγ and 

PPARγ-related genes overexpression (data not shown), likely explaining the beneficial impact 

of the probiotics on glucose homeostasis. Additionally, we could not evidence any impact of 

the mixture on the intestinal permeability (data not shown).  

 

In conclusion, we reported here beneficial metabolic effects resulting from the daily 

consumption of a combination of probiotics, in obese mice. We showed that the mixture led to 

adipose tissue cell-remodeling; with reduced macrophage recruitment and enhanced levels of 

regulatory T-cells. In addition, the increased expression and activation of PPARγ in the 

adipose tissue may represent the molecular mechanism through which our selected probiotics 

favored Tregs accumulation and insulin-sensitizing functions. Numerous studies already 

reported that certain probiotics can protect from body weight gain in HFD experimental 

settings, yet the effects were quite limited when using either different lactobacilli strains [43, 

74-76] or bifidobacteria [77]. Treatment with L. reuteri limited weight gain but did not 

improve insulin resistance [78] while L. gasseri  limited weight gain, fat mass and adipocyte 

size as well as insulin and leptin levels [79]. Recently, convincing results were also reported 

for the VSL#3 probiotic mixture which prevented and treated obesity and diabetes in several 

mouse models [80]. On the other hands, some probiotics have been shown to favor weight 

gain [32] but this effect was later shown to rather rely on a better well-being of the host, 

thereby ameliorating growth performance [33, 81]. Therefore, it is admitted that therapeutic 

manipulation of the microbiota may be a useful strategy in the prevention or management of 

obesity and metabolic disorders and that different probiotics may exhibit beneficial effects 

through different mechanisms. The clinical impact and the precise molecular mechanisms of 

these probiotics remain to be identified but we believe that our results indicate that multiple 

strain probiotics might be more effective than single-strain probiotics against obesity and 

related metabolic disorders.  
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Legends to Figures 

 

Figure 1. L. salivarius Ls33 strain did not counteract diet-induced obesity. (A) Time 

course of body weight gain (expressed as percentage from body weights at day 0) of mice 

receiving Ls33 or H20 and fed either a low-fat (LFD) or a high-fat diet (HFD) for a 15-week 

period. (B) Mean of body weights (in g) at sacrifice. (C) Glucose tolerance test after 12 weeks 

of regimen. Blood glucose levels (in mg/dl) were measured in 6 hours fasted mice (T0) at the 

indicated times after intra-peritoneal (i.p.) glucose injection. (D) Epididymal adipose tissue 

(EWAT) mass (in g). (E) Subcutaneous adipose tissue (SCWAT) mass (in g). 

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 10 to 15 mice per group. **
p<0.01, ***

p<0.001. 

*corresponds to the comparison of HFD vs LFD within the same administration group 

(regimen effect).  

 

Figure 2. The probiotic mixture improved body weight gain. (A) Evolution of body 

weight gain (expressed as percentage from body weights at day 0) and corresponding AUC of 

mice receiving the mixture (Mix) or PBS and fed LFD or HFD for 17 weeks. (B) Body 

weights (in g) at sacrifice. (C) Cumulative food intake (g/day/mouse). 

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 5 to 14 mice per group. **
p<0.01, ***

p<0.001; 

#
p<0.05, ##

p>0.01, ###
p<0.001. *corresponds to the comparison of HFD vs LFD within the 

same administration group (regimen effect). #corresponds to the comparison of Mix vs PBS in 

the same diet group (treatment effect). 

 

Figure 3. The probiotic mixture improved obesity-induced insulin resistance.  (A) Insulin 

tolerance test (ITT) and corresponding AUC after 14 weeks of regimen. Blood glucose levels 

were measured in 6 hours fasted mice (T0) and at the indicated times after insulin 

administration. Results are presented as mean percentage of basal glycemia (T0) from average 

values ± S.E.M. (B) Glucose tolerance test (GTT) and corresponding AUC after 12 weeks of 

regimen. Blood glucose levels (mg/dl) were measured in 6 hours fasted mice (T0) and at the 

indicated times after glucose injection.  

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 5 to 14 mice per group. ***
p<0.001; ##

p<0.01, 

###
p<0.001. *corresponds to the comparison of HFD vs LFD within the same administration 

group (regimen effect). #corresponds to the comparison of Mix vs PBS in the same diet group 

(treatment effect). 
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Figure 4. The probiotic mixture protected from obesity-induced adipose tissue mass 

increase and adipocyte size enhancement. (A) Epididymal adipose tissue (EWAT) mass (in 

g). (B) Subcutaneous adipose tissue (SCWAT) mass (in g). (C) Blood levels of leptin (in 

ng/ml) measured by ELISA in the sera of 6-hours fasted mice. (D) Blood levels of 

adiponectin (in ng/ml) measured by ELISA in the sera of 6-hours fasted mice. (E) 

Representative sections of H&E-stained EWAT. Scale bars represent 100µm. Black arrows 

indicate infiltrating cells. (F) Adipocyte size distribution. Results are presented as percentage 

of adipocytes per cell-size class. 

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 10 to 15 mice per group. **
p<0.01, ***

p<0.001; 

#
p<0.05, ##

p<0.01, ###
p<0.001. *corresponds to the comparison of HFD vs LFD within the 

same administration group (regimen effect). #corresponds to the comparison of Mix vs PBS in 

the same diet group (treatment effect). 

 

Figure 5. The probiotic mixture counteracted adipose tissue macrophage recruitment 

and decreased WAT inflammation. (A) Expression levels of macrophage specific genes 

(F4/80, Cd68, Cd11b and Cd11c) and of the chemoattractant factor Mcp-1 by RT-qPCR 

analysis of the EWAT after 17 weeks of regimen (normalized to Eef2 expression). (B) 

Representative sections of F4/80 immunostained EWAT of mice. Scale bars represent 100µm. 

F4/80 immunostaining intensity signals were quantified by Image J. (C) Expression levels of 

inflammatory cytokines (Tnfα, Il-1α, Il-6 and Il-17) by RT-qPCR analysis of the EWAT, after 

17 weeks of regimen (normalized to Eef2 expression). 

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 5 to 14 mice per group. **
p<0.01, ***

p<0.001; 

##
p<0.01, ###

p<0.001, ####
p>0.0001 (regimen effect). *corresponds to the comparison of HFD 

vs LFD within the same administration group. #corresponds to the comparison of Mix vs PBS 

in the same diet group (treatment effect). 

 

Figure 6. Mice treated with the probiotic mixture exhibited increased adipose tissue 

expression of FoxP3 and PPARγγγγ genes. (A) Expression levels of T -cell markers (Cd4 and 

FoxP3) and of the transcription factor PPARγ by RT-qPCR analysis of the EWAT, after 17 

weeks of regimen (normalized to Eef2 expression).  

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 5 to 14 mice per group. **
p<0.01, ***

p<0.001; 

##
p<0.01, ###

p<0.001. *corresponds to the comparison of HDF vs LFD within the same 
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administration group (regime effect). #corresponds to the comparison of Mix vs PBS in the 

same diet group (treatment effect). 

 

Figure 7. The probiotic mixture impacted on the HFD-induced modification of the 

microbiota composition. (A) Level of colonization with main facultative anaerobic and strict 

anaerobic groups represented as a box plot. The box plot shows median (central horizontal 

line), the 25th centile (lower box border), and the 75th centile (upper box border). The lower 

and upper horizontal lines refer to the 10th and the 90th centile, respectively. (B) Identification 

of Bifidobacteria at the species level using TTGE for individual mice from HFD-PBS and 

HFD-Mix groups. *
p<0.05, **

p<0.01; #
p<0.05, ##

p<0.01. *Correspond to the comparison of 

HFD vs LFD within the same administration group (regimen effect); # corresponds to the 

comparison of Mix vs PBS in the same diet group (treatment effect). 
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Table 1 

Insulin, glucose and lipid blood levels in PBS vs Mix LFD- or HFD-fed mice.  

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 5 to 14 mice per group. *p<0.05, ***p<0.001; 

#
p<0.05, ##

p<0.01, ###
p<0.001. *corresponds to the comparison of HDF vs LFD within the 

same administration group (regimen effect). #corresponds to the comparison of Mix vs PBS in 

the same diet group (treatment effect). 

 

Table 2 

Adipocyte-size distribution in PBS vs Mix LFD- or HFD-fed mice. 

Data are expressed as mean ± S.E.M. of 5 to 7 mice per group. **p<0.01, ***p<0.001; 

#
p<0.05, ##

p<0.01, ###
p<0.001. *corresponds to the comparison of HDF vs LFD within the 

same administration group (regimen effect). #corresponds to the comparison of Mix vs PBS in 

the same diet group (treatment effect). 
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Supplementary Figure 1 

Pancreas, liver and spleen masses (in g). *p<0.05, **p<0.01; ##
p<0.01, ###

p<0.001. 

*corresponds to the comparison of HDF vs LFD within the same administration group 

(regimen effect). #corresponds to the comparison of Mix vs PBS in the same diet group 

(treatment effect). 

 

 

Supplementary Figure 2 

Representative sections of H&E-stained liver. Scale bars represent 100µm. 
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Figure 3 
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Figure 7 
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Table 1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

LFD-PBS LFD-Mix HFD-PBS HFD-Mix

Glucose (mg/dl) 180.4 ± 30.88 160.3 ± 28.96 231.67 ± 21.7* 198.43 ± 15 ##

Insulin (ng/ml) 0.72 ± 0.37 0.98 ± 0.24 2.96 ± 0.57 * 1.57 ± 0.23 #

NEFA (mmol/l) 0.85 ± 0.06 1.07 ± 0.07 1.06 ± 0.03 0.9 ± 0.08

Glycerol (mmol/l) 0.13 ± 0.06 0.24 ± 0.05 0.38 ± 0.1 0.34 ± 0.05

TG (mmol/l) 0.4 ± 0,009 0.46 ± 0.02 0.41 ± 0.03 0.41 ± 0.03

Cholesterol (mmol/l) 1.35 ± 0.05 1.33 ± 0.05 1.94 ± 0.04*** 1.72 ± 0.3 ###

HDL (mmol/l) 1.09 ± 0.04 1.07 ± 0.04 1.5 ± 0.01 *** 1.35 ± 0.02 ###

LDL (mmol/l) 0.25 ± 0.01 0.26 ± 0.01 0.45 ± 0.04*** 0.36 ± 0.02 ###



 

Table 2 

 

 

 

 

 

 

 

 

LFD-PBS LFD-Mix HFD-PBS HFD-Mix

0-20 1.1 ± 0.5 1.5 ± 0.5 0.2 ± 0.3 ** 0.5 ± 0.4

20-40 37.4 ± 2 57 ± 8.1 ## 19.0 ± 9.3 ** 30.0 ± 6.5 #

40-60 44.7 ± 1.2 36.4 ± 6.5 # 22.6 ± 3 *** 31.6 ± 5 #

60-80 16.8 ± 1.9 5.1 ± 3.2 ### 23.4 ± 2.6 ** 22.6 ± 3.7

80-100 0,0 0,0 19.4 ± 4.6 *** 9.2 ± 5.4 ##

>100 0,0 0,0 15.4 ± 6.9 ** 6.1 ± 4.3 #
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Discussion et Conclusion de l’étude 2 

La composition du microbiote intestinal est altérée durant l’obésité et est influencée par le 

changement du poids corporel (27, 28). En effet, plusieurs études ont montré un rôle du 

microbiote intestinal dans le développement de l’obésité, de l’inflammation chronique à bas 

bruit et de l’installation de la résistance à l’insuline (32, 372). Une dérégulation du nombre et 

de la diversité bactérienne correspondant à une augmentation du nombre des bactéries de 

genre Firmicutes et une diminution des Bacteroidetes, a été montrée dans l’intestin des 

animaux et sujets obèses (44, 373). Les recherches se sont orientées dernièrement vers la 

compréhension de l’interaction entre le microbiote et la barrière intestinale et les 

repercussions sur le développement de l’obésité et la résistance à l’insuline, pour essayer en 

conséquence de trouver des stratégies thérapeutiques pour restaurer l’équilibre du microbiote. 

Les probiotiques ont été suggérés comme étant des outils potentiels pour réguler la dysbiose 

installée durant l’obésité et pour résoudre les désordres métaboliques qui y sont associés. En 

effet, certaines études ont montré des effets bénéfiques des probiotiques qui sont spécifiques 

de la souche administrée, comme une diminution du poids corporel, une amélioration de la 

stéatose hépatique et une diminution de la résistance à l’insuline (374-376). Dans ce travail, 

nous avons évalué les effets sur le développement de l’obésité et de l’inflammation de 

plusieurs souches de probiotiques. 

Nous avons montré que l’administration quotidienne et à long terme de certaines souches de 

probiotiques a des effets bénéfiques sur le développement de l’obésité et le métabolisme des 

souris recevant un régime hyperlipidique. Malgré ses propriétés anti-inflammatoires, 

l’administration de la souche Lactobactillus salivarius Ls33 n’a aucun effet sur le gain de 

poids corporel chez les souris obèses. L’intolérance au glucose provoquée par le régime riche 

en graisses est comparable aux souris obèses contrôles. De plus aucun effet n’a été observé au 

niveau de l’expression des marqueurs de cellules immunes (lymphocytes T et macrophages) 

et des cytokines pro- et anti-inflammatoires dans les tissu adipeux blanc des souris (données 

non montrées). Cependant, l’administration de la mixture de probiotiques composée de 

Lactobacillus rhamnosus DSM 21690 et de Bifidobacterium animalis subsp lactis LMG 

23512 a limité significativement le gain de poids corporel et a amélioré les paramètres 

métaboliques et inflammatoires des souris obèses. 

La réduction de la prise de poids corporel a été reflétée en partie par la diminution de la masse 

grasse sous-cutanée et viscérale. Cet effet peut être dû à la diminution significative de la prise 
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alimentaire observée chez les souris recevant les probiotiques. L’origine de l’hypophagie 

observée chez ces animaux peut être due à une augmentation de la sécrétion du peptide 

anorexigène GLP-1 (glucagon-like peptide-1) par les cellules entéro-endocrines (377). De 

plus, il est possible que les probiotiques aient conduit à une augmentation de la dépense 

énergétique et/ou à une diminution de l’absorption lipidique au niveau de l’intestin ou même à 

une réduction de stockage des lipides au sein du tissu adipeux blanc. 

Les probiotiques produisent des métabolites qui peuvent être absorbés au niveau intestinal et 

véhiculés vers les tissus métaboliques (le tissu adipeux blanc ou brun, le foie et le muscle) par 

la voie sanguine. Les produits les mieux caractérisés sont les acides gras à chaîne courte 

(AGCC) dont les plus connus sont l’acétate, le propionate et le butyrate. Ces AGCC se fixent 

sur deux récepteurs GPR41 et GPR43 qui sont exprimés à la fois dans les cellules immunes et 

dans les cellules des tissus métaboliques (378-380). Ces acides gras possèdent différents rôles, 

souvent bénéfiques sur le métabolisme et le système immunitaire de l’organisme. De ce fait, 

la réduction de la prise de poids corporel peut être due également à une augmentation de la 

dépense énergétique chez les souris recevant les probiotiques. En effet, les AGCC joue un 

rôle dans l’oxydation des acides gras en activant la voie de l’APMK au niveau du muscle et 

dans la régulation de la thermogenèse (20).  

L’administration des probiotiques a amélioré l’intolérance au glucose et la sensibilité à 

l’insuline. Ces effets bénéfiques peuvent être dus à la réduction de l’inflammation à bas bruit 

observée dans le tissu adipeux blanc des souris et à la diminution des gouttelettes lipidiques 

dans le foie (réduction potentielle de la stéatose hépatique) ou à la réduction du poids corporel 

observé. De ce fait une approche de per feeding est souhaitable pour conclure si les effets 

bénéfiques observés sont dus à l’administration des probiotiques et à leurs métabolites ou à la 

réduction du poids corporel qui peut impacter sur les paramètres métaboliques des animaux. 

L’administration des probiotiques a diminué l’expression des facteurs inflammatoires dans le 

tissu adipeux blanc des souris obèses. Cette diminution peut être expliquée par la réduction de 

l’infiltration des macrophages dans le tissu adipeux, reflétée par la diminution de l’expression 

des marqueurs cellulaires de ces cellules (Cd68, Cd11b et Cd11c). Les AGCC issus des 

probiotiques possèdent des propriétés anti-inflammatoires et sont capables d’inhiber l’activité 

de NF-κB et de bloquer l’expression et la sécrétion de l’IL-6 et du TNFα par les cellules 

immunes (381, 382). Même si cela reste à démontrer, il est possible que les souches de 

probiotiques utilisées dans notre étude aient augmenté le taux systémique des AGCC 



 

179 

 

diminuant ainsi l’activité des voies de signalisation inflammatoire comme la voie NF-κB ou 

JNK. De plus, la diminution de l’inflammation peut être expliquée par l’augmentation 

potentielle de la population des lymphocytes T régulateurs reflétée par de l’expression du 

facteur FoxP3 dans le tissu adipeux blanc des souris accompagnée d’une augmentation de 

l’expression du facteur anti-inflammatoire PPARγ. Des données récentes ont montré un rôle 

des AGCC dans la génération des T régulateurs périphériques (383). Il est possible que les 

probiotiques aient conduit à la génération des T régulateurs dans les tissus périphériques via le 

facteur PPARγ, un facteur essentiel pour la fonction des T régulateurs du tissu adipeux blanc 

(384). Ces résultats peuvent également expliquer l’amélioration de l’intolérance au glucose et 

de la sensibilité à l’insuline, deux paramètres métaboliques dérégulés par l’inflammation 

chronique à bas bruit et qui peuvent être améliorés par l’augmentation des lymphocytes T 

régulateurs dans le tissu adipeux blanc (371).  

En parallèle, nous avons montré une diminution du dépôt des gouttelettes lipidiques dans le 

foie. Ce phénotype concorde avec la sensibilité à l’insuline observée chez les souris recevant 

les probiotiques. Nous pouvons supposer que la diminution de la stéatose hépatique est due à 

la diminution du taux du cholestérol total dans le sang des souris ou au changement de la 

composition du microbiote intestinal. En effet, plusieurs études ont montré un lien direct entre 

la composition du microbiote et le développement de la stéatose hépatique (375, 376). De 

plus, il est possible que les AGCC aient diminué la lipogenèse au sein du foie et probablement 

amélioré l’inflammation hépatique en agissant au niveau des cellules immunes résidant dans 

le tissu hépatique conduisant ainsi à l’amélioration de la sensibilité à l’insuline. 

Finalement, nous avons montré que les changements métaboliques et immunologiques sont 

associés à une modification de la composition du microbiote intestinal. Nous avons montré 

une diminution du nombre total des bactéries et du groupe C. coccoides et une augmentation 

significative des entérocoques, des staphylocoques et une émergence des bifidobactéries dans 

l’intestin des souris obèses contrôles. L’administration des probiotiques a diminué le nombre 

des staphylocoques et du Lactobacillus-Leuconostoc-Pediococcus. De manière intéressante, le 

Bifidobactérium pseudolongum est augmenté chez les souris obèses et diminue dans le groupe 

recevant les probiotiques, dans lequel uniquement la souche Bifidobacterium animalis subsp. 

lactis a été détectée. Les glucides non digestibles, appelés également prébiotiques, sont des 

substrats métabolisés par les bactéries de l’intestin et sont connus pour stimuler le 

développement des bifidobactéries (385). En effet, leur utilisation a mis en évidence le rôle 

bénéfique des bifidobactéries sur l’amélioration des désordres métaboliques liés à l’obésité. 
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De plus, la restauration du nombre des bifidobactéries a été négativement corrélée à 

l’endotoxémie observée durant l’obésité (386). De manière intéressante, les prébiotiques 

jouent un rôle important dans la régulation de la fonction et la perméabilité de la barrière 

intestinale dérégulées durant l’obésité (387, 388). La dérégulation de la perméabilité 

intestinale durant l’obésité se caractérise par une diminution de l’expression des protéines des 

jonctions serrées comme ZO-1, les claudines et l’occludine, ce qui conduit à la translocation 

des toxines et de certains ligands des TLRs comme le LPS vers la circulation sanguine qui 

vont activer les cellules immunes et contribuer au développement de l’inflammation 

chronique à bas bruit (32, 389, 390). Cependant, l’administration des probiotiques n’a pas 

réduit la perméabilité intestinale reflétés par des niveaux d’expression des gènes codant pour 

les protéines des jonctions serrées comme l’occludine et ZO-1 comparables entre les souris 

obèses recevant les probiotiques et les souris obèses contrôles (données non montrées). De 

plus, un test de perméabilité intestinal réalisé par l’administration du FITC-dextran n’a montré 

aucune différence entre les deux groupes d’intérêt (données non montrées). De ce fait, la 

réduction de l’inflammation dans le tissu adipeux blanc semble être provoquée par un 

mécanisme indépendant de l’amélioration de la fonction de la barrière intestinale comme 

l’effet des AGCC sur la génération des T régulateurs dans les tissus périphériques et 

potentiellement l’inhibition des voies de signalisation NF-κB et JNK dans les cellules 

immunes et les tissus métaboliques.  

En conclusion, nous avons montré des effets bénéfiques de l’administration des probiotiques 

sur le développement de l’obésité et les complications métaboliques qui y sont associées 

comme la résistance à l’insuline. Ces observations renforcent le concept que le changement de 

la composition du microbiote intestinal peut influencer le développement de l’obésité et peut 

résoudre l’inflammation chronique à bas bruit et améliorer la sensibilité à l’insuline de 

l’organisme. Même si les mécanismes moléculaires restent à démontrer, nous suggérons que 

les effets bénéfiques observés sont dus à une modulation du système immunitaire, et plus 

précisément à une augmentation de la génération des lymphocytes T régulateurs dans les 

tissus périphériques par un mécanisme dépendant du rôle anti-inflammatoire du facteur 

PPARγ.  
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Conclusion générale et perspectives 

Ces travaux montrent que la rapamycine et les probiotiques peuvent être des outils potentiels 

pour lutter contre le développement de l’obésité et résoudre les complications métaboliques 

qui y sont associées. Cependant, des études supplémentaires sont nécessaires pour mieux 

comprendre comment, quand et dans quel but utiliser la rapamycine afin de bénéficier de ses 

effets avantageux. La rapamycine est un inhibiteur spécifique de mTOR. Elle inhibe les deux 

complexes mTOR (C1 et C2) dans des conditions d’administration différentes. L’inhibition de 

chaque complexe résulte en une conséquence différente pour l’organisme. Nous avons montré 

dans notre protocole d’injection, une réduction de la prise de poids corporel et une 

amélioration de la sensibilité à l’insuline chez les souris recevant un régime hyperlipidique 

malgré l’exacerbation de l’état inflammatoire et le développement d’une intolérance au 

glucose. Nous avons observé à la fois des effets bénéfiques et délétères pour l’organisme. De 

ce fait, il faut rester prudent concernant l’utilisation de la molécule comme un médicament 

anti-obésité chez l’Homme. 

Il faut noter que la souris est un modèle d’étude intéressant mais qui possède ses limites 

surtout concernant les études sur le système immunitaire et le métabolisme. Des différences 

existent entre l’Homme et la souris au niveau du système immunitaire inné et adaptatif. Nous 

ne pouvons pas extrapoler les données observées dans cette étude de la souris à l’Homme. Le 

système immunitaire des deux espèces diffère au niveau de la composition cellulaire en 

cellules immunes, des marqueurs de surface pour certaines populations mais également au 

niveau de la régulation et les voies de signalisation de ces cellules. De plus, les expériences 

chez le modèle animal sont réalisées dans un milieu contrôlé très faiblement exposé aux 

pathogènes et aux infections, ce qui n’est pas le cas de l’Homme qui est exposé d’une façon 

continue à des agressions pathogènes qui peuvent influencer son système immunitaire. En 

outre, l’étude a été effectuée dans un modèle d’obésité induite dans lequel nous avons 

contrôlé le temps de développement et d’installation de l’obésité, ce qui n’est pas le cas chez 

les patients obèses. De ce fait, il faut être prudent par rapport au fait que l’obésité chez les 

rongeurs ne peut pas réfléter réellement l’obésité installée chez l’Homme. De plus, la 

composition cellulaire en cellules immunes dans le tissu adipeux entre l’Homme et la souris 

est différente. En conséquence, il faut rester vigilant quant à l’utilisation des résultats obtenus 

dans cette étude pour expliquer certaines observations chez l’Homme, notamment dans le 

cadre des études qui concernent les effets des molécules comme les immuno-suppresseurs. 
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Cependant, cette étude nous a permis de montrer des effets immuno-modulateurs de la 

rapamycine. Elle a provoqué une augmentation des cellules régulatrices (Tregs et MDSCs) 

dans les tissus métaboliques qui pourraient impacter la sensibilité à l’insuline des animaux. 

Ces effets ont été corrélés à une inhibition du complexe mTORC1, potentiellement sans 

altération de l’activité du complexe mTORC2. De plus, plusieurs questions ont été soulevées 

comme par exemple l’implication du complexe mTOR dans l’accumulation des cellules 

immunes, notamment les macrophages et leurs rôles dans le tissu adipeux.  

Les questions posées sont : 1) Quel est le rôle du complexe mTORC1 dans les 

macrophages du tissu adipeux blanc et son impact sur le développement de 

l’inflammation chronique à bas bruit ? Est-ce que mTORC1 est activé dans les 

macrophages M1 du tissu adipeux blanc durant l’obésité et joue-t’il un rôle dans le 

développement de l’inflammation chronique dite à bas bruit ? 

2) Quel est le rôle du complexe mTORC1 dans la régulation de l’expansion, la 

différenciation et la fonction immuno-suppressive des MDSCs ? Il est important 

d’approfondir les études concernant le rôle de mTORC1 dans ces cellules, c’est-à-dire  de voir 

si l’inhibition de ce complexe augmente la fonction immuno-suppressive des MDSCs, ce qui 

peut ouvrir des pistes thérapeutiques intéressantes comme dans le cas de l’utilisation des 

lymphocytes T régulateurs. Bien évidemment, il faudra toujours tenir compte des différences 

entre l’Homme et la souris. Chez la souris les MDSCs sont représentées par deux sous-

populations majeures (G- et M-MDSCs). Chez l’Homme, les MDSCs possèdent des 

phénotypes plus complexes, ce qui nécessite des études spécifiques des effets de la 

rapamycine qui seront effectuées sur des MDSCs humains. 

3) Quel est le rôle des MDSCs dans la régulation de la sensibilité à l’insuline ? Il est 

intéressant d’effectuer des études plus approfondies pour comprendre l’interaction des 

MDSCs avec les tissus métaboliques et les cellules immunes pour réguler la sensibilité à 

l’insuline. Est-ce qu’il s’agit d’une interaction directe entre les MDSCs et les adipocytes ou 

les hépatocytes par exemple ou d’une interaction indirecte qui implique d’autres cellules 

immunes comme la polarisation des macrophages M1 en M2, des Th1 en Th2 ou 

l’augmentation des Tregs ? 

4) Quels rôles les cellules immunes comme les macrophages et les MDSCs jouent-elles 

dans la régulation de la fonction du tissu adipeux brun ? Les macrophages alternatifs M2 

jouent un rôle dans la régulation de la fonction de ce tissu dans des conditions de stress 
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comme une exposition au froid. En conséquence, il sera intéressant de regarder si la 

composition cellulaire du tissu adipeux brun en cellules immunes est altérée durant l’obésité. 

Il est possible que l’obésité provoque une accumulation des macrophages M1 au sein de ce 

tissu, associée au développement d’un micro-environnement inflammatoire qui peut altérer la 

réponse du tissu à certains stimuli comme les catécholamines provoquant ainsi une 

dérégulation du processus de la thermogenèse. 

5) Est-ce que les effets métaboliques et immuns observés par la rapamycine sont dus à 

un changement de la composition du microbiote intestinal ? La rapamycine est un 

macrolide qui peut avoir un effet potentiel sur la composition du microbiote intestinal. Il est 

possible que les effets observés soient dus à un changement de la composition du microbiote 

intestinal. Il sera intéressant d’analyser si des changements au niveau de cet organe ont eu lieu 

et de pouvoir les associer aux effets métaboliques et immuns observés. 

 

En parallèle, nous avons montré un rôle bénéfique des probiotiques sur le développement de 

l’obésité et l’amélioration des paramètres métaboliques et inflammatoires. L’administration 

des probiotiques a limité le gain de poids corporel chez les souris recevant un régime 

hyperlipidique, elle a amélioré l’intolérance au glucose et la sensibilité à l’insuline et a réduit 

l’inflammation chronique dite à bas bruit. De ce fait, deux questions peuvent être posées :  

1) Quel est l’effet des probiotiques sur la modulation de la voie mTOR ? Nous pouvons 

supposer que les effets bénéfiques observés peuvent être dus à une modulation de la voie m 

TOR dans les différents tissus métaboliques et immuns. Nous pouvons nous attendre à une 

diminution de l’activité de la voie mTORC1, ce qui contribuerait à la réduction du poids 

corporel, à la réduction de l’appétit et l’amélioration des paramètres métaboliques et 

inflammatoires chez la souris. 

2) Par quels mécanismes les probiotiques pourraient moduler la voie mTOR et quels 

sont les métabolites produits par le microbiote intestinal qui pourraient être impliqués 

dans cette modulation ?  

3) Quel est l’effet de ces souches étudiées dans ce protocole sur le développement de 

l’obésité chez l’Homme ? Est-ce qu’elles peuvent être utilisées comme un traitement 

potentiel, préventif ou thérapeutique ?  
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Finalement, il est vrai que les protocoles actuels d’utilisation de la rapamycine possèdent des 

effets secondaires chez les patients ayant subi une transplantation d’un greffon. Cependant, 

les causes de ces effets doivent être mieux élucidées puisque la rapamycine est capable 

d’inhiber les deux complexes de mTOR. En effet, il est possible qu’une partie des effets 

secondaires observés chez ces patients résultent d’une perturbation du complexe mTORC2 

qui joue un rôle important dans la régulation de certains processus métaboliques comme la 

sensibilité à l’insuline. Nos observations renforcent l’importance de trouver un traitement qui 

ciblerait spécifiquement le complexe mTORC1 au sein d’un tissu spécifique pour diminuer 

les effets délétères de l’inhibition de cette voie ou de réévaluer les protocoles d’administration 

en diminuant la dose et/ou le nombre des injections de la molécule. De plus, ces protocoles 

peuvent être combinés à d’autres types de traitement comme l’administration des probiotiques 

afin de bénéficier de leurs effets potentiels anti-diabétogènes et anti-inflammatoires. Un effet 

synergique bénéfique pourrait être obtenu grâce à l’utilisation des deux traitements. 

L’utilisation des probiotiques résoudrait probablement certains effets secondaires provoqués 

par l’utilisation de la rapamycine chez les patients ayant subi une transplantation comme une 

amélioration de la glycémie, une réduction de l’hypercholestérolémie, une diminution de la 

résistance à l’insuline et de certains paramètres inflammatoires. En effet, les injections de la 

rapamycine provoquent une perturbation du profil inflammatoire chez les patients qui pourrait 

être atténuée par l’utilisation des probiotiques. De plus, ils pourraient potentiellement 

diminuer l’incidence du diabète qui est souvent observé chez les patients transplantés. 

Ce travail s’inscrit dans le cadre d’une meilleure compréhension des effets potentiels d’outils 

thérapeutiques dans le développement de l’obésité et de l’inflammation associée. 
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