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Le tabagisme actif par la mère expose le fœtus en développement à des agents qui peuvent traverser la 

barrière placentaire et interférer avec les fonctions placentaires. En plus des fonctions homéostatiques 

du placenta, un large éventail de fonctions immunologiques, pourrait être compromise. Dans cette 

étude, nous avons évalué l'effet de l'extrait de la fumée de cigarette (CSE) sur les macrophages isolés à 

partir de placentas humains (pMφs), qui sont les principaux partenaires de l'immunité de fœto-

maternelle innée. J’ai pu montrer que le CSE inhibe significativement la formation des cellules géantes 

multinucléées (CMG). Cette propriété du CSE est spécifique aux macrophages car la fusion des 

macrophages dérivés des monocytes est inhibée lors de la formation de granulomes in vitro. J’ai 

également étudié l'absorption de particules et la production de cytokines par pMφs exposés au CSE. Le 

CSE a inhibé l'absorption des particules de zymosan, mais pas celle du zymosan opsonisé, ce qui 

suggère qu’il interfère avec les récepteurs phagocytaires et non phagocytaires. Le CSE augmente la 

libération de facteur de nécrose tumorale et l'interleukine-33, et une diminue celle de l'interleukine-10, 

ce qui montre que l'équilibre entre les cytokines inflammatoires et anti-inflammatoires est affecté par 

le CSE. En outre, l’expression des métalloprotéinases telles que les MMP-1, MMP-10 et MMP-12, 

connues pour être impliquées dans le remodelage des tissus et la fusion des macrophages est 

dérégulée. Enfin, j’ai montré que la nicotine, l'un des principaux composés de tabac, n'a pas affecté les 

propriétés fonctionnelles des pMφs. Le stress oxydatif est impliqué dans la pathogenèse des maladies 

liées au tabagisme. La protection des astrocytes du stress oxydatif semble essentielle pour maintenir le 

fonctionnement du cerveau. Nous avons étudié l'effet d’une exposition gestationnelle à la fumée de 

cigarettes sur la survie des astrocytes. L'incubation des astrocytes isolés à partir d'animaux exposés à la 

fumée de cigarette avec 300 µM de H2O2 pendant 1 heure induit une diminution significative de la 

proportion des cellules survivantes par rapport à des cellules isolées d'animaux de contrôle et qu’il y 

avait une réduction dans l’activité des enzymes antioxydantes . 

 

Mots clés : fumée de cigarette, macrophages placentaires, nicotine, astrocytes, stress oxidatif. 

 

 

Active smoking by the mother exposes the developing fetus to agents that can cross the placental 

barrier and interfere with placental functions. A wide range of immunological functions, including 

innate and adaptive immune responses, might be impaired. In this study, we assessed the effect of 

cigarette smoke extract (CSE) on macrophages isolated from human placentas (pMφs), which are 

major partners of innate feto-maternal immunity. I showed that CSE significantly inhibited the 

formation of multinucleated giant cells (MGCs). This property of CSE is specific to macrophages 

because the fusion of monocyte-derived macrophages is inhibited during the in vitro formation of 

granulomas. I also investigated particle uptake and cytokine production by pMφs exposed to CSE. 

CSE inhibited the uptake of zymosan, but not that of opsonized zymosan, suggesting that it interferes 

with phagocytic receptors, not with the phagocytic machinery of pMφs. CSE increased the release of 

Tumor Necrosis Factor and interleukin-33, and decreased that of interleukin-10, demonstrating that the 

balance between inflammatory and anti-inflammatory cytokines is affected by CSE. Furthermore, CSE 

enhanced the expression of metalloproteinase (MMPs) genes such as MMP-1, MMP-10 and MMP-12, 

known to be involved in tissue remodeling including macrophage fusion. Finally, I showed that 

nicotine, one of the major compounds of tobacco, did not affect the functional properties of pMφs. 

Oxidative stress is involved in the pathogenesis of smoking-related disease. Protection of astrocytes 

from oxidative insult appears essential to maintain brain function. We have investigated the effect of 

gestational cigarette exposure on astrocyte survival. Incubation of astrocytes isolated from animals 

exposed to cigarette smoke with 300 μM H2O2 for 1 h induces a significant decrease of the proportion 

of surviving cells and have a reduced superoxide dismutase and catalase activities. 

 

Key words: cigarette smoke, placental macrophages, nicotine, astrocytes, oxidative stre
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AVANT-PROPOS 
 

  

Le tabac représente la seule drogue qui soit légale dans le monde entier. Il tue cependant une 

grande proportion de ses consommateurs. L'Organisation Mondiale de Santé (OMS) estime 

que l'abus du tabac est actuellement responsable de près de six millions de décès chaque 

année (un décès toutes les six secondes).  

 Le tabac existe sous plusieurs formes qui toutes provoquent de nombreux effets 

indésirables. Ce sont les divers types de cigarettes (fabriquées ou roulées à la main), les 

cigares, les pipes et les narguilés. Tandis que les cigarettes - notamment les fabriquées - 

représentent de loin la principale forme de tabac fumé à l'échelle mondiale, dans de nombreux 

pays d'autres formes de tabac, telles les bidis et les narguilés, sont dominantes. Le tabac sans 

fumée désigne le produit du tabac sans combustion au moment de l'utilisation. Une grande 

variété de produits sans fumée sont disponibles pour utilisation orale ou nasale. Les produits 

destinés à un usage oral sont aspirés, mâchés, tronqués ou appliqués sur les gencives ou les 

dents. 

 L'exposition à la fumée du tabac affecte en particulier la fécondité des hommes et des 

femmes. La grossesse est identifiée par de nombreuses fumeuses et leurs partenaires comme 

une expérience propice à des changements comportementaux et représente une occasion pour 

réévaluer leur mode de vie afin de mettre au monde un enfant en bonne santé. Au cours des 

vingt dernières années, de nombreux essais cliniques et études observationnelles ont montré 

l'efficacité du sevrage en début de grossesse. Cependant et en dépit des campagnes de lutte 

contre le tabagisme, certaines femmes en particulier de milieux défavorisés continuent de 

fumer alors même qu’elles sont conscientes des risques courus par le fœtus et le nouveau-né. 

Il est maintenant bien connu que le tabagisme et/ou l'exposition à la fumée pendant la 
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grossesse ont de graves conséquences pour la mère, le fœtus et le bébé tout au long de son 

développement. Les études s'entendent généralement pour affirmer que l'infertilité et les 

grossesses ectopiques sont plus fréquentes chez les fumeuses. Le tabagisme actif pendant 

cette période est associé à un taux élevé de fausses couches, de décollement placentaire et de 

placenta prævia, ce qui a pour conséquences la naissance de bébés morts-nés ou qui décèdent 

dans les premières semaines de leur vie. Il est clair également que le retard de croissance 

utérine a pour effet une diminution du poids de naissance des bébés.  

 Si les conséquences médicales du tabagisme au cours de la grossesse ne font guère de 

doutes, les mécanismes mis en jeu sont loin d’en être connus. Nous avons formulé 

l’hypothèse que l’activité biologique de certaines cellules jouant un rôle important dans 

l’homéostasie placentaire telles que les macrophages pourrait être affectée par la fumée de 

cigarette. Nous avons montré une altération de différentes fonctions des macrophages 

placentaires  telles que la capacité à former des cellules géantes multinucléées (MGCs), ce qui 

ouvre la voie à une étude plus systématique de l’effet du tabac sur les propriétés placentaires.  
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A. Le placenta : 
 

Le placenta humain est un organe complexe aussi bien du point de vue de son développement 

que de ses propriétés métaboliques et fonctionnelles. Cet organe autonome et transitoire a 

pour  fonction principale d’assurer le développement harmonieux de l’embryon puis du fœtus 

pendant la vie intra-utérine en le protégeant de toute infection ou du rejet de la semi-allogreffe 

qu’il représente. Il a également une fonction endocrinienne qui module aussi la physiologie 

maternelle. Le placenta humain subit des transformations morphologiques et fonctionnelles 

spectaculaires entre le premier trimestre de grossesse lorsque l'organogenèse se produit et les 

deux trimestres plus tardifs [1]. 

 

Structure du placenta 

Le placenta, un organe en forme de disque, offre le seul lien physique entre la mère et le 

fœtus. Pendant la grossesse, le placenta se développe pour assurer une très grande surface 

d’échange materno-fœtale. A terme, le placenta pèse presque 500 g (soit environ 1/6 du poids 

fœtal), a un diamètre de 15 à 20 cm, une épaisseur de 2-3 cm, une surface d’échange 

d’environ 15 m
2
 et un réseau sanguin long de 40 à 50 km, ce qui reflète l’intensité des 

échanges entre la mère et le fœtus au cours de la grossesse [2]. L’unité structurelle de base du 

placenta est la villosité choriale. Ces villosités sont des projections vasculaires des tissus 

fœtaux entourés par le chorion. Le chorion se compose de deux couches cellulaires : une 

couche interne de cellules mononucléées, les cytotrophoblastes villeux qui se différencient 

pour former la couche cellulaire externe et une couche de syncytiotrophoblastes, en contact 

direct avec le sang maternel dans l’espace intervilleux et qui assurent les fonctions endocrines 

et métaboliques ainsi que des fonctions immunosuppressives et d'hémostase comparables à 
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celles d'un endothélium. On distingue également dans la villosité des cytotrophoblastes 

intermédiaires à l’origine des cytotrophoblastes extravilleux qui pénètrent la décidua et 

migrent de façon orientée vers les artères utérines. L’espace intervilleux est une grande 

étendue caverneuse dans laquelle les villosités se rejoignent. A mesure que les villosités 

deviennent de plus en plus matures, il y a une réduction du cytotrophoblaste, jusqu’à ce qu’il 

y est à terme une seule couche de syncytiotrophoblastes qui sépare le sang maternel  et 

l’endothélium fœtal. La cellule clé du placenta humain est donc la cellule cytotrophoblastique, 

capable in vivo et in vitro, par fusion cellulaire, de former des syncytiotrophoblastes, cette 

différenciation morphologique étant associée à une différenciation fonctionnelle [3].  

 

Développement du placenta : 

Bien que le placenta humain soit aisément identifiable comme une structure en forme de 

disque servant d'interface avec la mère, il est difficile de le définir biologiquement. D’une 

part, aucun autre organe ne peut l’égaler pour sa diversité fonctionnelle puisqu’il effectue les 

fonctions biologiques des différents organes maternels en attendant que ces organes 

deviennent fonctionnels chez le fœtus. D’autre part, la gamme des variations morphologiques 

des placentas mammifères est étonnante [4]. Selon Mossman, « le placenta normal des 

mammifères est une apposition ou une fusion des membranes fœtales à la muqueuse de 

l'utérus pour un échange physiologique » [5]. Il ressort de cette déclaration largement citée 

que le placenta a deux composantes, une composante fœtale et une composante maternelle qui 

doivent interagir avec succès pour une grossesse sans complications. La composante 

maternelle est l'endomètre qui subit une transition pour former la décidua en début de 

grossesse. Bien que seulement quelques couches de cellules déciduales soient incorporées 

dans la plaque basale du placenta et soient souvent considérées comme des contaminants 

maternels après l'accouchement, le développement et la fonction placentaire sont 
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inextricablement liés à l'endomètre. L'implantation dans le corps humain est généralement 

décrite comme un processus hautement invasif, au cours duquel le produit de la conception 

devient complètement noyé dans l'endomètre. Des syncytiotrophoblastes s’infiltrent entre les 

cellules épithéliales utérines, mais il semble bien que les cellules stromales de l'endomètre 

jouent un rôle tout aussi actif.  

Le développement du placenta se doit d’être précoce pour être fin prêt à soutenir le fœtus. Des 

précurseurs villeux couvrent toute la surface du sac chorionique vers la fin de la troisième 

semaine après la conception. Le développement de la croissance fœtale et des organes fœtaux 

au cours du premier trimestre de grossesse se produit dans un micro-environnement appauvri 

en oxygène ; il est stimulé par la sécrétion de substances nutritives et de facteurs de croissance 

par les glandes de l'endomètre [6]. Des données provenant d'autres espèces montrent que le 

placenta stimule son propre développement via la signalisation aux glandes de l'endomètre de 

devoir sécréter « les protéines du lait de l'utérus » [7]. En l'absence d'une circulation 

chorionique efficace à ce stade de la grossesse, il est difficile de savoir comment les 

nutriments atteignent l'embryon. Les acides aminés accumulés à l'intérieur du fluide 

cœlomique extra-embryonnaire et l'identification récente de protéines de transport spécifiques 

à la surface externe de la vésicule vitelline secondaire suggèrent que cette structure, pourtant 

largement considérée comme résiduelle, joue un rôle important dans le transport des 

nutriments au cours des premiers stades du développement humain [8]. Ainsi, le placenta 

humain fonctionne d’abord comme un placenta chorio-vitellin, tout comme ceux de 

nombreuses espèces de mammifères, bien que morphologiquement il ne se développe jamais 

en tant que tel [4]. Vers la fin du premier trimestre, le placenta subit un remodelage pour 

former l'organe définitif avec des membranes lisses. Ce processus, associé à l'apparition de la 

circulation artérielle maternelle, est dû au stress oxydatif induit localement par l'augmentation 

de la concentration en oxygène [6]. L'absence d'une circulation maternelle continue à 
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l'intérieur placenta lors du premier trimestre est essentielle pour contrôler les niveaux 

d'oxygène à l'intérieur du sac gestationnel pendant l'organogenèse. Elle participe aussi à la 

défense naturelle du fœtus contre les parasites et les virus à son stade le plus vulnérable. 

 

 La circulation placentaire : 

Le placenta humain est hémomonochorial. Cette particularité est propre à l'espèce humaine, 

aux primates supérieurs et au cobaye. L'apparition et le développement de la circulation utéro-

placentaire dépend de la conversion des artères spiralées de l'endomètre d’artères musculaires 

contractiles à des artères très flasques avec conduits dilatés. Les cellules cytotrophoblastiques 

extravilleuses jouent un rôle clé dans ce processus et migrent des bouts de l'ancrage des 

villosités placentaires jusqu'à la paroi de l'utérus. Le tissu fœtal (chorion) est ainsi en contact 

direct avec le sang maternel (figure 1). L’approvisionnement en sang vers l’utérus se fait via 

les artères utérines et ovariennes qui forment les artères radiées, à partir desquelles les artères 

radiales pénètrent dans le myomètre. Les artères radiales se divisent ensuite en artères 

spiralées qui alimentent l’espace intervilleux, baignant les villosités choriales en sang 

maternel. La pression est d’environ 80-100 mm Hg dans les artères utérines, 70 mm Hg dans 

les artères spiralées et seulement de 10 mm Hg dans l’espace intervilleux. Deux artères 

ombilicales provenant des artères iliaques fœtales portent le sang fœtal désoxygéné à travers 

le cordon ombilical vers le placenta. Les artères ombilicales se divisent ensuite en artères 

chorioniques qui se terminent en capillaires au sein des villosités. Les substances dans le sang 

maternel passent de l’espace intervilleux au sang fœtal à travers le syncytiotrophoblaste, le 

tissu conjonctif du fœtus et les capillaires fœtaux. Les capillaires fœtaux se drainent dans les 

veines choriales qui se déversent en une seule veine ombilicale. A terme, le flux sanguin 

maternel est d’environ 600 ml/min, dont 80% passe vers le placenta. Il n’existe pas 

d’autorégulation au niveau de la circulation utéro-placentaire, le flux étant directement lié à la 
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pression moyenne de perfusion utérine et inversement proportionnel à la résistance vasculaire 

utérine. La circulation du sang utéro-placentaire peut par conséquent être réduite par une 

hypotension maternelle et une pression accrue dans l’utérus durant les contractions utérines. 

Comme les artères utéro-placentaires renferment des récepteurs adrénergiques, la stimulation 

sympathique par des vasopresseurs peut conduire à une vasoconstriction de l’artère utérine 

[9]. 

 

 

 

Figure 1 : Circulations sanguines maternelle et fœtale du placenta humain. [3] 

 

 

 

 

 



 

10 

 

Fonctions placentaires : 

L’essentiel des informations contenues dans ce paragraphe provient des articles de Alsat & 

Evain-Brion et de Griffiths & Campbell. Au cours de la grossesse le placenta exerce de 

nombreuses fonctions essentielles au bon déroulement de celle-ci et à la croissance fœtale. 

Fonction d’échange du placenta : 

Les échanges placentaires se font selon plusieurs modalités (tableau 1) : 

Les poumons du fœtus ne prennent pas part à l’échange de gaz in utero : c’est donc le 

placenta qui est entièrement responsable du transfert de l’oxygène et du dioxyde de carbone 

(CO2) au cours du développement du fœtus.   

L’oxygène : 

L’oxygène traverse facilement le placenta par diffusion passive. Son transfert dépend 

principalement du gradient de pression partielle entre le sang maternel dans l’espace 

intervilleux et le sang fœtal dans les artères ombilicales (≈ 4 kPa). Au niveau de l’interface 

fœto-maternelle, le sang maternel capte le CO2 devenant ainsi plus acide, ce qui provoque la 

libération de l’oxygène du sang maternel. Simultanément, le sang fœtal libère du CO2 et 

l’augmentation de son alcalinité favorise en retour l’absorption de l’oxygène par le fœtus. Cet 

effet est connu sous le nom de « double effet de Bohr ». 

Le dioxyde de carbone : 

Le CO2 traverse également le placenta par diffusion passive et dépend du gradient de  pression 

partielle du CO2 entre le sang fœtal dans les artères ombilicales et le sang maternel dans 

l’espace intervilleux. Au fur et à mesure que le sang maternel libère de l’oxygène, il se charge 

en CO2 et en bicarbonate. En se chargeant en oxygène, le sang fœtal a moins d’affinité pour le 

http://www.jle.com/fr/revues/mtp/e-docs/le_placenta_humain_neuf_mois_dune_intense_activite_encore_meconnue_200119/article.phtml?tab=images
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CO2 et le transfère vers le sang maternel. Ces deux événements sont connus sous le nom de 

« double effet de Haldane ». 

 

 

Le placenta est un tissu métaboliquement très actif. La néoglucogénèse fœtale étant quasi 

nulle, c’est le glucose maternel qui constitue la principale source d’énergie du foetus. La 

diffusion passive du glucose à travers le placenta étant insuffisante pour répondre aux besoins 

du fœtus, ce sont les transporteurs de glucose qui permettent l’utilisation du glucose par le 

fœtus. Le placenta possède l'équipement enzymatique nécessaire à la synthèse des acides gras, 

à leur estérification en triglycérides et à leur oxydation en corps cétoniques.  Le placenta 

accumule aussi les acides aminés qu'il utilise pour la synthèse protéique. Des électrolytes tels 

que le sodium et le chlore sont principalement transférés par diffusion passive à travers la 

membrane placentaire alors que les ions calcium et fer nécessitent un transport actif. L’eau se 

déplace par simple diffusion selon le gradient de pression hydrostatique et osmotique. 

Certains canaux particuliers dans le trophoblaste peuvent aussi participer à son passage. 

 

 

Le placenta est un organe endocrinien extrêmement actif qui produit grand nombre de 

peptides et d’hormones stéroïdiennes. Ces hormones jouent un rôle essentiel dans l'adaptation 

de l'organisme maternel et dans le maintien de la gestation, du développement fœtal et 

l'accouchement à terme. Dès la 8e semaine de grossesse, le placenta humain est le siège d'une 

importante production d'hormones stéroïdiennes, principalement la progestérone et les 

œstrogènes (œstriol, œstradiol et œstrone).  Ces stéroïdes agissent essentiellement au niveau 

du muscle utérin où la progestérone a notamment une action tocolytique par le biais de 
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récepteurs spécifiques dont la synthèse est en partie contrôlée par les œstrogènes. Les 

stéroïdes en excès, aisément diffusibles et pouvant avoir un rôle délétère sur le fœtus, sont 

inactivés par les tissus fœtaux et placentaires. Le placenta sécrète également de nombreuses 

hormones polypeptidiques. Au début de la grossesse, elles favorisent l'accumulation de 

réserves de nutriments maternels qui seront mobilisées plus tard pour l'utilisation par le fœtus 

et pour l'allaitement. La gonadotrophine chorionique humaine (HCG) est une hormone 

glycoprotéique produite dès la deuxième semaine de grossesse au moment de l’implantation 

et cette sécrétion par les syncytiotrophoblastes atteint un maximum au cours du deuxième 

mois avant de diminuer vers le troisième mois et de rester stable jusqu’au terme. Elle stimule 

le corps jaune qui sécrète alors de la progestérone nécessaire au maintien de la grossesse. 

La sécrétion de l’hormone lactogène placentaire (hPL) dans le compartiment placentaire 

maternel est importante alors sa concentration est 100 fois plus faible dans la circulation 

fœtale. Sa concentration est proportionnelle à la masse placentaire et évolue tout au long de la 

grossesse. Le placenta est aussi connu pour donner lieu à une sécrétion accrue de facteurs de 

croissance. En effet, la production placentaire de l'hormone de croissance est si puissante que 

la sécrétion par l'hypophyse maternelle est supprimée par la grossesse. Des hormones telles 

que l'érythropoïétine et l’angiotensine sont impliquées dans  les adaptations cardiovasculaires 

maternelles. Tous ces facteurs agissant de façon autocrine ou paracrine. On note enfin dans le 

placenta la présence de leptine (sécrétée par le tissu adipeux) et d’epidermal growth factor 

receptor (EGFR) [1]. 

 

Les interactions des cellules du trophoblaste extravilleux avec le système immunitaire de la 

mère attestent du dialogue immunitaire entre la mère et son fœtus. 
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Bien que la plupart des protéines soient trop volumineuses pour franchir la barrière 

placentaire, les anticorps maternels de type IgG peuvent la traverser par pinocytose et 

fournissent la protection immunitaire nécessaire au fœtus pendant les premiers mois de sa vie. 

Le syncytiotrophoblaste possède des récepteurs pour le fragment Fc des IgG qui, fixés, sont 

endocytés avant d’être libérés par exocytose dans le sang fœtal. Ce transfert commence au 

début de la gestation et augmente de façon exponentielle au cours du troisième trimestre. 

Le placenta joue le rôle d’une barrière immunologique même s’il laisse passer les anticorps de 

la mère vers le fœtus. Il est maintenant évident que le degré d'activation des cellules Natural 

Killer utérines (uNK) est essentiel au succès de la grossesse. Ceci dépend de la liaison des 

ligands HLA-C présents sur les cellules du trophoblaste avec les récepteurs de type Ig 

exprimés à la surface des uNK [10]. C’est ainsi que le placenta empêche les cellules T 

cytotoxiques maternelles de s’attaquer au fœtus. Dans ce contexte, plusieurs hormones 

stéroïdes placentaires, et plus particulièrement la progestérone, sont immunosuppressives et 

agissent spécifiquement sur les lymphocytes de la mère via la protéine PIBF (Progesterone-

Induced Blocking Factor). Les molécules HLA classiques sont remplacées par des molécules 

HLA particulières et peu polymorphes, les HLA-G. On note également la présence de Fas-

ligand sur le syncytiotrophoblaste et la déplétion locale en tryptophane, ce qui suggère que les 

cellules NK ne peuvent attaquer les cellules embryonnaires et le placenta. En effet, les 

cellules NK reconnaissent les molécules HLA-G, ce qui inhibe leur activité cytolytique et 

explique pourquoi le fœtus et le placenta sont épargnés par l'arsenal immunitaire de la mère 

quel que soit le groupe HLA paternel [11,12]. 
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Récepteurs Spécifiques 

 

 

 Mère Placenta Fœtus 

Simple Diffusion       O2, H2O…              Gradient de concentration           

                                                                                  CO2, Urée 

Diffusion Facilitée Couplage à un flux ionique 

       Glucose                      Protéines vectrices                    Glucose 

Transport Actif    Acides Aminés        Energie dépendantATPase          Acides Aminée 

Endocytose       Transferrine                                                                      Fer  

           LDL                                                                       Choléstérol 

           IgG                                                                               IgG 

 

Table 1: les types d’échanges placentaires 

 

Les macrophages  

Les phagocytes mononucléés sont un ensemble constitué des monocytes, des macrophages et 

des cellules dendritiques (DCs) qui présentent des morphologies, des caractéristiques 

phénotypiques et des fonctions différentes [13]. Les monocytes et les macrophages humains 

sont des acteurs clés de la réponse immunitaire innée. Le modèle initial de la différenciation 

des macrophages a été proposé par Ralph Van Furth et Zanvil Cohn en 1968 [14]. Les 

macrophages sont des cellules hématopoïétiques dérivées de la moelle osseuse qui migrent à 

travers la circulation sanguine vers divers tissus [15]. Ils jouent un rôle essentiel dans la 

coordination des processus tels que le développement et la défense de l'hôte par la sécrétion 

de cytokines, de chimiokines et de différents facteurs de croissance. Supports de l’immunité 

innée, ils font également le lien avec le système immunitaire adaptatif via leur capacité à 
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présenter l’antigène (ils expriment les antigènes des leucocytes humains (HLA) de classe II et 

des récepteurs de molécules de co-stimulation tels que CD80 / CD86) aux lymphocytes T 

[16]. 

Les différentes populations des macrophages : 

Au cours des 20 dernières années, l'utilisation de marqueurs  membranaires spécifiques a mis 

en évidence différentes sous-populations de monocytes. Les monocytes inflammatoires 

murins sont caractérisés par une expression élevée de Ly6C, de CCR2 et une faible expression 

en CX3CR1. En revanche, les monocytes patrouilleurs sont caractérisés par la faible 

expression de Ly6C et CCR2 et une forte expression de CX3CR1. Une hétérogénéité similaire 

a été trouvée chez l'homme; la population la plus répandue dite monocyte classique, 

équivalente chez les souris au LY6C
hi

, exprime des niveaux élevés de CD14 [17]. Le niveau 

d’expression membranaire de CD14 et CD16 a permis l'identification de deux sous-ensembles 

mineurs de monocytes, CD14
hi

CD16
lo

 (également appelés monocytes intermédiaires) et 

CD14
lo

CD16
hi

 (appelés monocytes non-classiques), des équivalents des monocytes Ly6C
lo

 

chez les souris [18]. La proportion relative des sous-populations de monocytes humains est 

modulée au cours des réactions inflammatoires ou de maladies infectieuses [19,20].  

Cette classification est encore plus complexe pour les macrophages tissulaires. En effet, les 

macrophages sont appelés selon le type de tissu dans lequel ils résident : les ostéoclastes dans 

les os, les macrophages alvéolaires dans les poumons, les cellules de Kupffer dans le foie, les 

macrophages intestinaux dans l'intestin, la microglie dans le système nerveux, les 

macrophages placentaires et macrophages dans les organes lymphoïdes secondaires [21,22]. 

Ces macrophages présentent une diversité fonctionnelle allant de la défense de l'hôte au 

métabolisme et au remodelage tissulaire. 

Outre ces macrophages résidents, les macrophages peuvent être recrutés localement en 

réponse à des traumatismes et leurs caractéristiques phénotypiques et fonctionnelles 
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dépendent du type d’atteinte [17]. Les réponses des macrophages à des stimuli différents ont 

ainsi conduit à la notion de polarisation des macrophages : les macrophages M1 reflèteraient 

la réponse immunitaire de type Th1 et les macrophages M2 la réponse de type Th2 [23]. Le 

manque de marqueurs spécifiques M1 et M2 a rendu l'identification in vivo de ces sous-

populations difficile [24] mais l'utilisation de technologies, tel le microarray, a conduit à 

l’identification de signatures transcriptionnelles nécessitant cependant une  validation 

fonctionnelle [25]. Des études plus récentes ont montré qu’il existe au moins neuf 

programmes distincts d'activation des macrophages [26]. Le projet InnGen permettant le tri 

des macrophages tissulaires de souris C56BL/6 et l'analyse de leur programme d'expression 

génique a révélé une diversité encore plus considérable [27]. La cytométrie en flux a montré 

que, chez la souris, les macrophages alvéolaires, la microglie et les macrophages de la pulpe 

rouge de la rate sont des populations distinctes des autres macrophages [28]. Il est probable 

que de nouvelles données vont profondément changer notre compréhension de la relation 

entre la diversité des populations des macrophages et leur origine. 

Les macrophages M1 sont des effecteurs de la réponse immune de type Th1. Ils promeuvent 

et coordonnent les processus inflammatoires et sont essentiels à l'élimination des agents 

pathogènes intracellulaires. Ils sont stimulés par des motifs moléculaires portés par les 

microorganismes (PAMPs), tels que le lipopolysaccharide (LPS), un puissant agoniste de 

Toll-like Receptor (TLR)-4. Les motifs moléculaires associés aux dégâts cellulaires 

(DAMPs), tels que ceux dérivés à partir de mitochondries des neutrophiles apoptotiques, et de 

l’interféron (IFN)-ɣ (produit les Th1 et Tc1 activés et les cellules NK) pas compris la phrase 

[29]. Les réponses inflammatoires et cytotoxiques contre des agents pathogènes 

intracellulaires et les cellules cancéreuses sont directement induites par une série de cytokines 

(telles que l’interleukine (IL)-1, IL-6, IL-12 ou le Tumor Necrosis Factor (TNF) et de 
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médiateurs inflammatoires (tels que le monoxyde d’azote (NO)) [30]. In vitro la polarisation 

M1 des macrophages peut être induite par l'IFN-γ seul ou en combinaison avec d'autres agents 

tels que le LPS, le TNF ou le granulocyte-macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF) 

[31]. L’IFN-γ induit la phosphorylation en aval de transducteurs de signaux et des activateurs 

de transcription-1 (STAT1) par la voie de signalisation Janus kinases (JAK). Le LPS en 

particulier active le TLR-4, ce qui, à son tour, active les mitogen-activated protein kinases 

(MAPK), le facteur de régulation de l'interféron (IRF) ainsi que le facteur nucléaire κВ (NF-

κВ) [32]. La voie de signalisation Notch est également impliquée dans l'expression des 

cytokines inflammatoires induite par l’interaction LPS/TLR4 [33].  

Les macrophages M2 sont essentiels pour la résolution de l'inflammation et l'induction de 

l'angiogénèse, le remodelage des tissus et la réparation tissulaire. Ils produisent en effet des 

cytokines anti-inflammatoires et différents facteurs angiogéniques [16]. Le phénotype de ces 

macrophages M2 peut varier selon leur microenvironnement. Au début des étapes de la 

guérison, les macrophages ont plus un profil M1-like avec une expression élevée de TNF et 

d’IL-6 et une expression faible en TGF-β, alors que ceux des  étapes ultérieures ont plus un 

profil plutôt M2, avec une production poindre des cytokines inflammatoires et une 

augmentation des marqueurs d’activation alterne tel que CD206, la dectine-1, l’arginase-1 

(Arg-1), et chitinase 3-like 3 (Ym1) [16]. 
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B. La cigarette 
 

La fumée de cigarette est un mélange complexe d’aérosols et de produits toxiques qui peuvent 

être classés selon l’origine et la composition de la feuille de tabac. La combustion d’une 

cigarette génère trois types de fumée : la fumée principale connue sous le nom de 

« mainstream smoke », produite à partir du mégot et qui est directement inhalée par le fumeur 

(tabagisme actif), la fumée secondaire (« sidestream smoke ») produite en continu par le bout 

de la cigarette en combustion (tabagisme passif) et la fumée ambiante qui est une 

combinaison des deux autres [34]. La façon dont la cigarette est fumée affecte le taux de 

fumée primaire et de fumée secondaire. Des conditions de fumée ont été normalisées par la 

Federal Trade Commission (FTC) et l’Organisation Internationale de Standardisation (ISO) : 

elles sont définies par un volume de bouffée de 35 ml d’une durée de 2 secondes à une 

fréquence d’une minute par bouffée. Ces conditions peuvent cependant ne pas représenter 

l’exacte utilisation de la cigarette [35]. 

L’analyse de la composition de la fumée de cigarette a révélé que chaque bouffée peut 

contenir 10
4
 à 10

6
 de types d’oxydants [36]. Ces composants sont répartis entre la phase 

particulaire mieux connue sous le nom de « goudron »  et la phase gazeuse de la fumée. Par 

exemple, les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAPs), les nitrosamines et les métaux 

présents dans la phase particulaire sont le plus souvent associés aux cancers alors que des 

aldéhydes tels que le formaldéhyde, l’acroléine et l’acétaldéhyde présents principalement dans 

la phase gazeuse sont impliqués dans les maladies pulmonaire 

s chroniques [37]. La phase particulaire est également riche en radicaux libres de longue vie, 

incluant les semiquinones qui forment des radicaux hydroxyles et du peroxyde d’hydrogène 

lorsqu’ils réagissent avec l’anion superoxyde. Les radicaux de courte vie tel que l’anion 

superoxyde ou l’acide nitrique sont prédominants au niveau de la phase gazeuse mais ils 
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réagissent très vite pour former du peroxynitrite hautement réactif [38]. La FTC utilise une 

méthode uniforme pour mesurer les taux de goudrons et de nicotine dans les cigarettes. Dans 

les années 1960, la FTC a exigé que les fabricants de cigarette réduisent la quantité de 

goudrons et de nicotine présents dans la cigarette, ce qui a permis de passer de 38 mg et de 2,7 

mg en 1954 à 12 mg et 0,95 mg aujourd’hui [39]. Ces efforts n’ont pas réellement réduit 

l’exposition aux substances toxiques de la cigarette, les fumeurs ayant changé leurs habitudes 

afin de compenser la réduction de nicotine, ce qui a conduit à une modification des schémas 

de maladies associées au tabagisme. Par exemple, l’inhalation profonde des cigarettes à filtre 

contenant une faible teneur en goudrons conduit à un risque accru de développer un cancer 

des poumons accompagné d’une délocalisation de la tumeur à cellules squameuses située au 

centre des poumons à un adénocarcinome situé plus en périphérie [40]. 

 

Effets de la fumée de cigarette 

Fumer des cigarettes pendant la grossesse entraîne de graves effets négatifs à court et à long 

terme aussi bien pour la mère que pour l’enfant à naître, comme l’ont montré de nombreuses 

études [41]. Il s’agit du risque environnemental majeur que peut rencontrer le fœtus. Si on la 

compare avec d’autres risques dans la période prénatale, l’exposition à la fumée de tabac est 

considérée comme parmi les plus nuisibles. Les sous-produits de la combustion sont 

soupçonnés d’infliger plus de dégâts au fœtus que la nicotine elle-même, mais en raison de la 

complexité et du nombre élevé de substances dangereuses dans la fumée de tabac, on ne sait 

pas quel effet toxique est causé  par quel produit.  

La majorité des dommages causés par les cigarettes au fœtus sont pérennes et la médecine 

moderne offre très peu voire pas de traitement thérapeutique des conséquences à long terme 

développées par le fœtus [42]. Une augmentation des malformations cardiaques chez les fœtus 

est ainsi directement corrélée avec le nombre des cigarettes fumées par la mère. Le tabagisme 
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maternel est susceptible d’affecter le développement rénal de l’enfant pouvant conduire à une 

hypertension et des maladies rénales dans la vie adulte. Le tabagisme au cours de la grossesse 

diminue la fonction pulmonaire du futur adulte et augmente la respiration sifflante, l’asthme 

et les infections respiratoires. En outre, un risque élevé de divers défauts gastro-intestinaux est 

observé chez les nourrissons des fumeurs. Le tabagisme maternel favorise également 

l’augmentation de l’Indice de Masse Corporel (IMC) des enfants et augmente donc le risque 

d’obésité. Enfin, le tabagisme maternel durant la grossesse est associé à la diminution de la 

taille du cerveau du fœtus conduisant à une baisse des fonctions neurologiques, à une moindre 

capacité d’intégration visio-motrice et à une diminution de la compétence verbale et la 

compréhension du langage [43].  

 

Effets sur le placenta 

 

Le tabagisme maternel qu'il soit actif ou passif se manifeste par  de nombreux effets néfastes 

indépendamment du trimestre de gestation. La fumée de cigarette contient en effet des taux 

élevés de molécules potentiellement cancérigènes sans oublier la nicotine qui représente son 

composant majoritaire et qui  ont un très faible poids moléculaire et une grande solubilité dans 

l'eau, ce qui leur permet de traverser facilement la barrière placentaire. Leurs métabolites 

peuvent également être toxiques : c’est ainsi que le métabolite de la nicotine, la cotinine, 

passe librement la barrière placentaire et se trouve du côté fœtal, avec comme conséquence 

une exposition à des concentrations plus élevées que chez la mère. Bien que les enzymes 

xénobiotiques placentaires peuvent détoxifier les composés chimiques étrangers, les 

constituants du tabac exercent des effets directs sur la prolifération des villosités 

cytotrophoblastiques et leur différenciation [44–46].  

Le tabagisme pendant la grossesse est associé à une diminution de toutes les fonctions 

biologiques placentaires, ce qui conduit progressivement à un retard de croissance intra-
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utérine. C’est ainsi que la fumée de tabac modifie la prolifération et la différenciation des 

trophoblastes et réduit le flux sanguin dans la circulation ombilico-placentaire [47]. En accord 

avec ces observations, les placentas de mères fumeuses montrent des signes morphologiques 

de perfusion réduite [48]. Compte tenu des effets connus de la nicotine, il est peu surprenant 

que le placenta des fumeuses présente des différences morphologiques spectaculaires avec 

celui des non-fumeuses. Ces différences peuvent être observées à partir de caractéristiques 

anatomiques brutes telles que l’augmentation des calcifications ou à l’examen microscopique 

où l’on observe un changement dans la taille et le volume cellulaire des villosités choriales et 

du volume de l’espace intervilleux. Les vaisseaux sanguins fœtaux montrent également des 

signes d’angiogénèse adaptative. Les changements du système vasculaire intrinsèque du 

placenta pourraient faire partie d’un mécanisme compensatoire qui contribuerait à 

contrecarrer la baisse du flux sanguin vers l’embryon/fœtus [49].  

Enfin, le placenta est une importante source d’hormones, d’oxydants et d’enzymes anti-

oxydantes qui sont en mesure, lors d’une grossesse physiologiquement normale, de garder 

sous contrôle la peroxydation lipidique [50]. Plusieurs études ont conclu que le tabagisme 

maternel prénatal perturbe l’équilibre entre oxydants et antioxydants, ce qui peut conduire à 

un stress oxydatif supplémentaire par rapport à une grossesse normale,  augmentant ainsi les 

dégâts causés par les radicaux libres [51].  

 

Fumée de cigarette et différenciation/prolifération 

cytotrophoblastique 

 

L’hypothèse que le tabagisme maternel pourrait modifier profondément le développement 

placentaire en modulant la différenciation des cytotrophoblastes (CTB) a été largement testée 

par des études à la fois in vitro et in vivo. Le tabagisme maternel entraîne une moindre 

prolifération des CTB et une différenciation anormale. La détection par immunohistochimie 
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de l’antigène Ki-67, un marqueur de prolifération présent au niveau du noyau des cellules en 

phase S du cycle mitotique, a montré une diminution spectaculaire du nombre de CTB qui 

expriment cet antigène, ce qui indique que peu de cellules ont achevé leur cycle mitotique 

sans augmentation de la mort cellulaire [52] . 

’ancrage d’explants de villosités choriales en début de gestation ont montré l’incapacité des 

CTB à se différencier in vitro sous l’action du tabac. La nicotine, principal composé de la 

cigarette, inhiberait également l’invasion des CTB isolés à partir du placenta de mères non 

fumeuses pendant le premier trimestre de grossesse. Les cellules traitées ont en effet montré 

une réduction significative de leur capacité à synthétiser et à activer la collagénase IV requise 

pour l’invasion ainsi que l’expression de la fibronectine et de son récepteur (intégrine α5/β1) 

[53]. 

Fumée de cigarette et système immunitaire  

Sur le plan systémique, la fumée de cigarette est associée à la libération de cytokines 

inflammatoires, à l’activation des cellules inflammatoires et à la restriction des médiateurs 

anti-inflammatoires. Cette inflammation est caractérisée par l’augmentation de la circulation 

des molécules inflammatoires telles que les protéines de la phase aiguë. Plusieurs études ont 

montré que la fumée de cigarette entraîne une augmentation de la sécrétion du TNF ainsi que 

de l’expression de son récepteur, celle d’IL-6, d’IL-8 et de GM-CSF. L’analyse de 

l’expression génique en microarray a révélé que les gènes codant les cytokines inflammatoires 

et les chimiokines sont sur-exprimés après exposition à la fumée de cigarette. Il est probable 

que ces chimiokines permettent le recrutement des neutrophiles, des macrophages et des DCs 

qui, à leur tour, amplifient le processus inflammatoire et initie la réponse immune adaptative. 

 

Le tabagisme affecte également le système immunitaire placentaire. Le nombre de 

macrophages inflammatoires déciduaux et de uNK est plus élevé chez les fumeuses que chez 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Noyau_(biologie)
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les non-fumeuses et le pourcentage de cellules T régulatrices (Treg) est plus faible chez les 

fumeuses. L’augmentation du nombre de uNK dans les tissus déciduaux des femmes 

fumeuses pourrait être une réponse au stress oxydatif causé par une altération de la 

vascularisation suite à l’exposition à la fumée de cigarette. Elle pourrait également être une 

réponse compensatoire puisque le tabagisme altère l’activité des uNK. Même si cette 

augmentation compensatoire s’avère nécessaire pour stimuler la vascularisation du placenta, 

elle pourrait affecter le processus inflammatoire. Il semble en effet que les effets du tabagisme 

sur les uNK soient différents de ceux observés sur les cellules NK systémiques, tant en 

production de cytokines que de régulation de la réaction inflammatoire [54,55].   

D’autres études ont montré une modification du rapport de macrophages M1/M2 chez les  

fumeuses. C’est ainsi que, chez les non-fumeuses, des niveaux d’expression élevés de 

marqueurs de  macrophages M2 sont détectés au niveau de la décidua pendant le premier 

trimestre de grossesse, ce qui promeut la tolérance maternelle ainsi que le remodelage 

vasculaire. Chez les fumeuses, on note la présence de marqueurs des macrophages M1, 

indiquant une bascule vers un environnement inflammatoire avec, comme conséquence 

potentielle, une moindre vascularisation [56].  

Enfin, le système immunitaire d’un fumeur est moins efficace que celui d’un non-fumeur dans 

la lutte contre les infections bactériennes. En particulier, la fumée de cigarette stimule le 

système hématopoïétique, ce qui se traduit par l’augmentation (jusqu’à 30% par rapport à des 

non-fumeurs) du nombre de neutrophiles polynucléaires circulants (PMNs, les cellules 

circulantes les plus abondantes de la lignée blanche). Cette augmentation du nombre de PMNs 

circulants résulte principalement de l’action de la nicotine sur la sécrétion des catécholamines. 

Par ailleurs, l’exposition in vitro des PMNs à la fumée de cigarette provoque des changements 

morphologiques de ces PMNs, des altérations métaboliques et une diminution de leurs 

propriétés fonctionnelles telles qu’activité phagocytaire et antimicrobienne [57].  
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La nicotine : 

 

Nicotine et autres alcaloïdes du tabac : 
 

La nicotine est un insecticide végétal dans les feuilles de tabac. C’est le principal alcaloïde qui 

représente environ 1,5% du poids du tabac dans la cigarette et 95% de la teneur totale en 

alcaloïdes. Le tabac utilisée pour la pipe ou d’une façon orale contient les mêmes 

concentrations en nicotine que la cigarette alors que les cigares et le tabac à mâcher en 

contiennent seulement la moitié. Une tige de tabac contient en moyenne 10 à 14 mg de 

nicotine et de 1 à 1,5 mg de nicotine est absorbé par voie systémique lors d’une fumée de 

tabac. Dans le tabac la nicotine se présente en grande partie sous la forme lévogyre 

(S) puisque seulement 0,1 à 0,6 % de la teneur totale en nicotine est sous la forme dextrogyre 

(R). Le tabac contient également de petites quantités d’alcaloïdes mineurs tel que la 

nornicotine, l’anatabine, l’anabasine, la myosmine ou autres (figure 2) [58] 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

Figure 2 : structure des alcaloïdes du tabac (Benowitz and Jacob (1998) 
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Absorption de la nicotine : 
 

Lors de la combustion de la cigarette, la nicotine est portée à proximité des gouttelettes de 

goudrons (phase particulaire) qui sont inhalées. L’absorption de la nicotine au travers des 

membranes biologiques dépend fortement du pH. La nicotine est une base faible avec un pKa 

de 8,0. Dans son état ionisé, tel que dans les environnements acides, la nicotine ne traverse 

pas facilement les membranes. Le pH de la fumée est acide (5,5-6,0). A ce pH la nicotine est 

essentiellement ionisée. En conséquence, il y a peu d’absorption buccale de la nicotine [59]. 

Lorsque la fumée atteint les petites voies aériennes et les alvéoles pulmonaires, la nicotine est 

rapidement absorbée et l’on assiste à une augmentation rapide du taux de nicotine dans le 

sang lors du smoking avec un pic final. Cette absorption rapide à travers les poumons 

s’explique du fait du pH alcalin (7,4) des alvéoles pulmonaires et des voies aériennes, ce qui 

facilite son passage à travers les membranes biologiques [58].  

 

Répartition de la nicotine dans les tissus :  
 

Après absorption, la nicotine pénètre dans la circulation sanguine où elle est ionisée à 69% à 

pH 7,4. Sa liaison aux protéines plasmatiques est inférieure à 5% [60]. La drogue est 

largement distribuée dans les tissus avec un volume de distribution d’environ 2.6 l/kg. Sur la 

base de l’autopsie de fumeurs, la concentration la plus élevée de nicotine se situe au niveau du 

foie, des reins, de la rate et des poumons alors que le tissu adipeux est le tissu où on en trouve 

le moins. La concentration de nicotine au niveau du muscle squelettique est proche de celle 

retrouvée dans le sang. Le cerveau est un autre organe cible de la nicotine auquel elle se lie 

avec une très grande affinité ; cette capacité de liaison est augmentée chez les fumeurs qui 

présentent un surplus de récepteurs cholinergiques nicotiniques [61,62]. La nicotine 

s’accumule aussi dans le lait maternel et elle traverse facilement la barrière placentaire. Il 
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existe ainsi des preuves de l’accumulation de la nicotine dans le sérum fœtal et le liquide 

amniotique à des concentrations légèrement plus élevées que dans le sérum maternel [63,64]. 

Le décours temporel de l’accumulation de la nicotine dans le cerveau et dans les autres 

organes ainsi que les effets pharmacologiques obtenus sont fortement tributaires de son  trajet 

et de son taux. Fumer une cigarette délivre rapidement de la nicotine dans la circulation 

veineuse pulmonaire à partir de laquelle elle se déplace vers le ventricule gauche du cœur et 

ensuite dans la circulation systémique artérielle et le cerveau. Le temps de latence entre une 

bouffée de cigarette et la présence de nicotine dans le cerveau est de 10 à 20 secondes. Les 

concentrations de nicotine dans le sang artériel après une cigarette peuvent être très élevées et 

atteindre jusqu’à 1 mg/ml mais sont généralement comprises entre 20 et 60 ng/ml [65]. 

Métabolisme de la nicotine : 

 

La nicotine est métabolisée en un certain nombre de métabolites au niveau du foie. Six 

métabolites primaires de la nicotine ont été identifiés. Sur le plan quantitatif, le métabolite le 

plus important dans la plupart des espèces de mammifères est la cotinine. Chez l’homme, 

environ 70 à 80% de la nicotine est convertie en cotinine. Cette transformation  comprend 

deux étapes : la première est médiée par le cytochrome P450 2A6 (CYP2A6) et donne la 

nicotine-Δ1’(5)-iminium en équilibre avec la 5’-hydroxynicotine. La deuxième étape est 

catalysée par une aldéhyde oxydase cytoplasmique. Le nicotine N’-oxyde est un autre 

métabolite important, 4 à 7% de la nicotine absorbée étant métabolisée par cette voie [66]. En 

plus de l’oxydation de l’anneau pyrrolidique, la nicotine peut être métabolisée par deux voies 

non oxydatives : la méthylation de l’azote de l’anneau pyrimidique donne naissance à l’ion 

isomethonium (appelé aussi N-methylnicotinium) et la glucoronidation [67].  
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Structure des récepteurs nicotiniques : 
 

La nicotine agit exclusivement via des récepteurs spécifiques, les récepteurs nicotiniques. Ces 

récepteurs appartiennent à la superfamille Cys-loop, toutes leurs sous-unités contenant dans 

leur domaine extracellulaire N-terminal une paire de cystéines liées par un pont disulfure et 

séparées par 13 résidus. Cette superfamille Cys-loop comprend les récepteurs cholinergiques 

(neuronaux et musculaires), le récepteur sérotoninergique de type 3 (5-HT3), les récepteurs 

GABAergiques A et C, les récepteurs de la glycine et, chez les invertébrés, les récepteurs de 

Glutamate 7 et Histidine 8 [68].   

Les récepteurs nicotiniques sont des canaux ioniques dont le ligand endogène est 

l’acétylcholine, un médiateur de la transmission synaptique rapide dans les neurones mais qui 

a aussi des fonctions différentes dans les cellules non neuronales, non excitables. Les 

différents sous-types de récepteurs nicotiniques sont constitués par un assemblage de sous-

unités α (récepteurs homomères) ou de sous-unités α et non α (récepteurs hétéromères) (figure 

3). Chez les mammifères, il existe dix sous-unités α (α1-α10), quatre sous-unités β (β1-β4), 

une sous-unité δ et  une sous-unité ε ou γ. On pourrait penser que cette diversité peut 

engendrer un très grand nombre de récepteurs (environ 20.000), mais cet assemblage entre les 

différentes sous-unités requiert une interaction appropriée entre les sous-unités, ce qui réduits 

considérablement le nombre de récepteurs fonctionnels. A cet égard, les différentes 

combinaisons de sous-unités forment des récepteurs spécifiques avec des propriétés 

physiologiques et pharmacologiques différentes. Les récepteurs nicotiniques sont des 

glycoprotéines pentamériques où chaque sous-unité possède 4 domaines membranaires (M1-

M4), les domaines M2 formant le canal ionique [69–71]. Plusieurs sous-unités du récepteur 

nicotinique ont été retrouvées dans les cellules non neuronales telles que les cellules 

endothéliales, les cellules épithéliales, les trophoblastes, les kératinocytes, les thymocytes, les 

lymphocytes, les adipocytes, les cellules pancréatiques β, la microglie et les astrocytes [72].   
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Figure 3 : Structure des récepteurs nicotiniques. a) le motif d’enfilage des sous-unités à travers la 

membrane. b) représentation schématique de la structure quaternaire du récepteur nicotinique 

musculaire montrant l’enlacement de la nicotine (entre la sous-unité α/δ et α/γ). c)  coupe 

transversale à travers la structure 4,6-Ã  du récepteur déterminé par microscopie électronique. La 

ligne pointillée indique le chemin proposé de site de liaison [73]. 
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Exposition prénatale à la nicotine 

Le tabagisme maternel actif ne représente qu’une voie de l’exposition fœtale à la nicotine. 

D’autres voies comprennent l’exposition de la femme enceinte à la fumée ambiante d’autres 

fumeurs, l’utilisation d’autres produits du tabac sans pour autant les fumer tel que le tabac à 

chiquer et l’utilisation d’autres produits qui ne sont pas liés au tabac mais qui contiennent de 

la nicotine tels que les médicaments utilisés lors d’une thérapie de remplacement de nicotine. 

De plus, l’exposition prénatale à la nicotine est souvent plus difficile à quantifier puisque la 

concentration en nicotine diffère d’une cigarette à une autre, et dépend également de la façon 

dont un fumeur fume sa cigarette [74].   

 

Effets de la nicotine sur le placenta 
 

On estime qu’il y a plus de 4.000 produits chimiques dans la fumée de cigarette dont la 

nicotine, à qui l’on doit l’effet addictogène de la cigarette. L’exposition in utero  à la nicotine 

est associée à un risque accru de développer des effets indésirables, ce qui suggère qu’elle 

affecte directement le développement du placenta et la circulation foeto-maternelle. Ainsi, 

l’exposition de rats gravides à la nicotine réduit la croissance fœtale et le poids de naissance, 

un effet similaire à celui observé chez la femme enceinte. Toujours chez le rongeur, l’invasion 

du trophoblaste se fait par 2 voies différentes : l’invasion du trophoblaste endovasculaire 

impliquant des cellules géantes du trophoblaste et l’invasion du trophoblaste interstitiel 

impliquant des cellules à glycogène [75,76]. L’effet de la nicotine sur les deux voies est le 

même : inhibition de l’invasion des trophoblastes et de leur différenciation et diminution de 

l’activité des métalloprotéases (MMPs), en particulier de la MMP-9 exprimée par les 

trophoblastes à un stade précoce de la gestation. Il a été aussi montré que la nicotine affecte le 

développement de la vascularisation surtout au niveau du labyrinthe placentaire, zone clé 
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d’échanges entre la mère et son fœtus. Ces effets pourraient être corrélés avec la diminution 

de l’expression de Endocrine gland-derived endothelial growth factor (EG-VEGF) connu pour 

être un facteur important de la mise en place du placenta en régulant la prolifération du 

trophoblaste et la vascularisation interplacentaire [77].

https://www.google.fr/url?sa=t&rct=j&q=&esrc=s&source=web&cd=4&cad=rja&uact=8&ved=0CC4QFjADahUKEwiO76vxtfHIAhVI5xoKHfZXAa0&url=http%3A%2F%2Fwww.ncbi.nlm.nih.gov%2Fpubmed%2F25122063&usg=AFQjCNEoKi2cartZ6UGfzbD-7njH7_scQQ&sig2=qzG5N7rONotsX2GHVQRPDw&bvm=bv.106379543,d.ZWU
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A. Le Stress Oxydatif  
 

La vie aérobie est apparue il y a environ 2,2 milliards d’années suite à l’évolution de la 

photosynthèse par les cyanobactéries et leur capacité à tirer profil de l’énergie solaire pour 

décomposer la molécule d’eau. L’oxygène (O2) libéré a contribué à la formation des oxydes 

métalliques présents actuellement dans les rochers et les minerais. Ce n’est qu’ensuite que l’ 

O2 s’est accumulé dans l’atmosphère [78]. Ce surcroît d’O2 atmosphérique a permis d’une part 

la formation de la couche d’ozone (O3) dans la stratosphère protégeant ainsi les organismes 

vivants des radiations ultraviolettes-C (UV-C) et d’autre part de former des complexes 

ferriques insolubles [79]. L’O2 est utilisé dans pléthore de réactions biochimiques 

fondamentales tel que la croissance cellulaire, le développement ou encore la reproduction. 

En dépit de sa polyvalence biochimique, plus de 90% de l’oxygène est utilisé dans la 

respiration cellulaire en étant l’accepteur final des électrons qui cheminent tout au long de la 

chaîne respiratoire mitochondriale [78]. Au cours de la phosphorylation oxydative et autres 

réactions de transfert d’électrons, des métabolites secondaires de l’oxygène hautement réactifs 

peuvent se former dans les cellules. Ces métabolites sont souvent réunis sous le terme de « 

reactive oxygen species » ou ROS et leur génération expose la cellule vivante au « paradoxe 

d’oxygène » : l’O2 est essentiel à la vie mais il s’agit également d’un gaz toxique à caractère 

mutagène, les ROS pouvant facilement devenir une source de lésions tissulaires [79]. 
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B. Les radicaux libres  
 

Définition  
 

Les radicaux libres sont des molécules contenant des électrons non appariés qui leur confèrent 

une grande instabilité et un haut degré de réactivité. Les substances réactives oxygénées 

représentent la plus importante catégorie de ces espèces générées dans les systèmes vivants 

[80]. Les radicaux libres les plus courants sont le radical superoxyde (O2
–•

), le radical 

hydroxyle (OH
•
) et le monoxyde d’azote (NO

•
). D’autres molécules, comme le peroxyde 

d’hydrogène (H2O2) et l’ion peroxynitrite (ONOO
–
), sont des substances oxygénées réactives 

non radicalaires : ce ne sont pas des radicaux libres mais des dérivés de radicaux libres et ils 

peuvent en générer par différentes réactions chimiques [81]. 

Substances oxygénées réactives et leurs modes de production  
 

ROS d’origine mitochondriale  
 

 

Lors du métabolisme oxydatif, 2 à 5 % de l’oxygène consommé est converti en radical 

superoxyde. Des électrons s’échappent de la chaîne respiratoire et se fixent directement sur 

l’oxygène moléculaire (O2), selon la réaction : O2 + e
−
→ O2

-•
 [81]. Il est relativement peu 

réactif dans les conditions physiologiques et ne traverse pas les membranes cellulaires mais 

peut se transformer en intermédiaire plus puissant en la présence d’oxyde nitrique (NO, 

monoxyde d’azote). L’anion superoxyde peut être converti enzymatiquement en peroxyde 

d’oxygène (H2O2) par différentes isoformes de la superoxyde dismutase [82].  
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H2O2 existe naturellement chez les êtres vivants comme sous-produit de la respiration 

cellulaire. Il provient notamment de la dismutation enzymatique de l’O2
-•
 selon la réaction 

suivante : 2O2
-• 

+ 2H
+
→ H2O2+ O2 mais peut également découler d’une dismutation non 

enzymatique de l’O2
-•
 ou encore de la réduction directe de l’oxygène [83]. Il s’agit d’un 

puissant agent oxydant non radicalaire qui peut oxyder ou réduire plusieurs ions inorganiques 

en solution aqueuse et a la faculté de traverser aisément les membranes biologiques. Son 

interaction avec l’anion superoxyde ou les ions métalliques divalents tels que le fer ou le 

cuivre peut donner lieu à un radical très réactif qui est l’hydroxyle d’oxygène (OH
•
) selon la 

réaction d’Haber-Weiss et la réaction de Fenton respectivement: H2O2 +O2
-•
 → OH

•
 + OH

−
 + 

O2 et H2O2 + Fe2
+
 → OH

•
 + OH

−
 + Fe3

+
. Il est généralement éliminé par l’action de la catalase 

ou de la glutathion peroxydase [82].  

Dans les organismes vivants deux espèces majeures de ROS se forment en continue lors de la 

réduction de l’O2 en eau : le radical superoxyde et le radical hydroxyle (OH
•
). Dans la 

réaction d’Haber-Weiss le OH
• 
est généré en présence de H2O2 et des ions fer (Fe2

+
). OH

• 
peut 

être généré in vitro en présence d’acide ascorbique et de fer en absence d’un agent réducteur 

où l’un des électrons du groupe OH
•
 est transféré à l’ion ferrique avec création d’un ion 

ferreux, constituant un cas particulier de la réaction de Fenton : Fe3
+
 + HO

−
→ Fe2

+
 + 

•
OH 

[84]. La durée de vie de OH
• 
est de l’ordre de 10

-9
 s, ce qui en fait le radical biologiquement le 

plus actif. S’il ne peut diffuser de son site de production dans les systèmes biologiques, il peut 

en revanche endommager les macromolécules environnantes telles que les acides aminés, les 

carbonyles, les lipides, les acides nucléiques avec formation de déoxyguanidine (8-OH-dG), 

un marqueur fiable du dommage d’ADN dépendant des ROS [82]. 
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Autres sources de ROS  
 

Des ROS peuvent être également produits suite à diverses réactions d’oxydation (lors du 

métabolisme des purines par la xanthine oxydase, lors de l’auto-oxydation des catécholamines 

ou suite à leur métabolisme par la monoamine oxydase, lors du métabolisme de l’acide 

arachidonique par les lipooxygénases...). Par ailleurs, lors des réactions inflammatoires, les 

cellules phagocytaires activées peuvent produire une grande quantité de ROS (flambée 

oxydative ou oxidative burst) [81]. Le cytochrome P450 tout comme les microsomes et les 

peroxysomes sont également des sources de ROS, en particulier O2
-•
 et H2O2. Plus de 80% du 

H2O2 produit au niveau des sites d’hypoxie in vivo a pour origine les microsomes. Les 

peroxysomes sont connus pour engendrer la formation d’H2O2 mais pas d’O2
-•
 dans les 

conditions physiologiques. Les ROS peuvent aussi se former par des processus exogènes via 

des agents environnementaux cancérogènes non génotoxiques. L’induction d’un stress 

oxydatif a été observé après exposition à divers xénobiotiques tels que les substances 

chloridrées nom ???, les métaux oxydo-réducteurs que non redox, les ions, les rayonnements 

ultraviolets et les barbituriques [80]. 

 

Les défenses antioxydantes 
 

Définition 
 

Le terme d’antioxydant se réfère à un ensemble de composés possédant un large terrain de 

mécanismes d’actions [85]. Selon Halliwell, « un antioxydant est une substance qui, 

lorsqu’elle est présente à de faibles concentrations par rapport à celles d’un substrat oxydable, 

est capable de retarder d’une façon significative ou d’inhiber complètement l’oxydation de ce 

substrat » [86]. 
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Caractéristiques d’un antioxydant 
 

Un bon antioxydant devrait : (i) éliminer d’une manière spécifique les radicaux libres ; (ii) 

chélater les métaux de transition ; (iii) interagir avec d’autres antioxydants ; (iv) être 

facilement absorbé ; (v) avoir une concentration et une pertinente dans les tissus et (vi) être 

actif aussi bien dans les domaines aqueux et membranaire [80]. L’effet des ROS est 

contrebalancé autant par l’action des enzymes antioxydantes que les antioxydants non 

enzymatiques et ceci offre une protection maximale des sites biologiques. Ces défenses 

comportent la superoxyde dismutase (SOD), la glutathion peroxydase (GPx), la catalase 

(CAT), l’acide ascorbique (Vitamine C), l’α-tocophérol (Vitamine E), le glutathion (GSH), 

les β-carotènes, la vitamine A… [87]. 

 

L’une des enzymes antioxydantes intracellulaires les plus importantes est la SOD. Elle 

catalyse la dismutation de l’O2
•−

 en O2 et H2O2. La SOD existe sous plusieurs isoformes 

différentes selon la nature du métal dans leur site actif, leur composition en acides aminés, le 

nombre des sous-unités et leurs cofacteurs. Chez l’homme, on dénombre trois isoformes : (i) 

la SOD mitochondriale (Mn-SOD), la Cu,Zn-SOD et la SOD extracellulaire (EC-SOD) [88]. 

Une autre classe de SOD complètement distincte contenant du nickel dans son site actif (Ni-

SOD) a été récemment découverte dans les cyanobactéries et les streptomyces : c’est une 

petite protéine de 117 acides aminés sans homologies de séquence avec les autres isoformes 

[80]. Les SOD neutralisent O2
•−

 par oxydations et réductions successives des métaux de 

transition de son site actif [87]. 

 

La catalase est une enzyme présente dans les cellules des animaux, des végétaux et des 

bactéries. Elle est localisée dans les peroxysomes. Elle assure d’une façon très efficace la 
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conversion du H2O2 en O2 et eau : une molécule de catalase peut ainsi convertir environ 6 

millions de molécules de H2O2 par minute. La diminution de capacité de certaines tumeurs à 

détoxifier H2O2 est lié à une diminution des catalases [80].  

 

Il existe deux isoformes de GPx, l’une étant dépendante du sélénium et l’autre indépendante 

de ce sélénium (glutathione-S-transférase, GST). Ces deux enzymes diffèrent par le nombre 

de leurs sous-unités, la nature de la liaison du sélénium au centre actif et leurs mécanismes 

catalytiques. Leurs propriétés antioxydantes leur permettent d’éliminer les peroxydes. La GPx 

agit en conjonction avec le tripeptide glutathion (GSH) présent dans les cellules à de grandes 

concentrations (de l’ordre du micromolaire). Le substrat des GPx est H2O2 ou un peroxyde 

organique ROOH. La réaction est donc du type : 2GSH + H2O2→ GSSG + 2H2O ; 2GSH + 

ROOH →GSSG + ROH + H2O avec formation d’eau et d’alcool [80]. 
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C. Les astrocytes 
 

Présentation générale 
 

Les cellules gliales représentent la majeure population cellulaire du névraxe (environ 90% des 

cellules sont des cellules gliales, contre seulement 10% de neurones chez l’homme). Le terme 

de « glie » a été introduit en 1858 par Rudolf Ludwing Karl Virchow, pour qui ces cellules 

étaient un tissu conjonctif dépourvu d’éléments cellulaires [89]. La diversité des cellules 

gliales a été ensuite mise en évidence par Camillo Golgi et Santiago Ramon y Cajal. Les 

cellules gliales du système nerveux central (SNC) sont actuellement classées en quatre types 

principaux : les astrocytes, les oligodendrocytes, les cellules NG2 et les cellules microgliales. 

Les cellules épendymaires, présentes au niveau des ventricules et responsables de la 

production et de la circulation du liquide céphalo-rachidien, sont également considérées 

comme des cellules gliales. Au niveau du système nerveux périphérique, on trouve 

essentiellement les cellules de Schwann. Les astrocytes et les oligodendrocytes dérivent, tout 

comme les neurones, du neuroépithélium formant le tube neural. Leurs progéniteurs se 

différencient en neuroblastes ou glioblastes. Les cellules microgliales, quant à elles, dérivent 

du mésoderme hemangioblastique et leurs progéniteurs sont des macrophages fœtaux [90]. 

En raison de leur incapacité à émettre des potentiels d’action, les cellules gliales ont 

longtemps été considérées comme de simples cellules de soutien ou cellules « nourricières » 

des neurones. Cette vision de cellules « passives » est aujourd’hui obsolète, puisqu’il est avéré 

que les cellules gliales, et spécialement les astrocytes, utilisent une autre forme d’excitabilité 

que l'excitabilité électrique [91]. 
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Physiologie et fonctions générales des astrocytes 
 

Les astrocytes sont les cellules majoritaires du SNC. Elles doivent leur nom à Michael Von 

Lenhossek, en raison de leur morphologie étoilée. Cette classe de cellules comprend différents 

types cellulaires, dont les principaux représentants sont les astrocytes protoplasmiques 

présents dans la substance grise et les astrocytes fibreux présents dans la substance blanche. 

Les fonctions astrocytaires sont aussi diverses qu’essentielles puisqu’elles sont impliquées 

dans le maintien de l’homéostasie ionique et énergétique et interviennent dans la 

synaptogenèse, la transmission neuronale et la plasticité synaptique [90]. 

Organisation spatiale 
 

Au sein du SNC, les astrocytes sont organisés de façon particulière, ce qui leur permet 

d’interagir entre eux ainsi qu’avec les neurones. 

Les astrocytes sont couplés entre eux et forment un syncytium astrocytaire. Plus précisément, 

ce sont des jonctions communicantes de type gap qui sous-tendent ce couplage [92]. Les 

jonctions de type gap sont présentes dans différents types cellulaires où elles permettent des 

échanges métaboliques ou ioniques. D’un point de vue structurel, ces jonctions sont formées 

par l’apposition de structures particulières appelées connexons (ou hémicanaux). Un 

connexon est formé par l’assemblage de six sous-unités, appelées connexines, dont il existe 

20 sous-types différents. Le pore du canal est formé par l’assemblage des deux connexons sur 

deux cellules voisines et permet la diffusion de petites molécules (inférieures à environ 1 

kDa). Le couplage via ce type de jonctions permet donc la diffusion de certains ions ou petites 

molécules telles que certains transmetteurs. Ce mécanisme permet par exemple de redistribuer 

le potassium suite à sa recapture ou le passage interastrocytaire de molécules de signalisation 

comme l'ATP, l'IP3 ou le glutamate [93,94]. 
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Au-delà de leur organisation en syncytium, les astrocytes présentent un niveau d'organisation 

territorial particulier. De manière intéressante, il a été montré que les astrocytes occupent des 

territoires séparés ne se recouvrant que très peu, au niveau de leurs prolongements 

astrocytaires. Grâce à cette organisation, les astrocytes ne créent pas seulement un espace 

entre eux mais établissent des territoires qui sont exclusifs [95]. Cette organisation territoriale 

implique des conséquences fonctionnelles majeures. Des études de microscopie électronique 

ont montré que les prolongements astrocytaires sont capables d’entrer en contact avec les 

corps cellulaires, les dendrites, les épines dendritiques ou les terminaisons pré-synaptiques des 

cellules neuronales avoisinantes [96]. Cette organisation a donné naissance au concept de 

synapse tripartite où l’élément neuronal pré-synaptique et post-synaptique sont enrobés par un 

prolongement astrocytaire [97]. Un même neurone peut traverser plusieurs territoires 

astrocytaires, permettant une régulation différentielle de ses différents compartiments 

subcellulaires. A l’inverse, un même astrocyte peut réguler l’activité de plusieurs neurones 

(quelques somas et des centaines de dendrites). Cette organisation particulière définit des « 

îlots synaptiques fonctionnels » qui pourraient permettre de réguler de manière coordonnée 

plusieurs synapses de différents neurones [98]. 

 Ainsi, les astrocytes présentent différents niveaux d’organisation qui leur permettent de 

réguler l’activité neuronale de manière sélective. Leur organisation en îlots fonctionnels 

confère un premier niveau de régulation, dont la spécificité est majorée par le faible degré de 

recouvrement entre astrocytes. Ces îlots synaptiques pourraient être eux-mêmes regroupés en 

territoires fonctionnels. Enfin, le syncytium astrocytaire représente un troisième niveau de 

régulation qui permet, dans certaines conditions, d'accéder à une communication et, 

probablement, à une régulation à distance [99]. 
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Fonctions des astrocytes chez l’adulte 
 

A l’heure actuelle, l’importance et la diversité des fonctions astrocytaires sont largement 

reconnues. Ces cellules interviennent dans le maintien de l’équilibre énergétique, ionique et 

hydrique, dans la régulation de la concentration en neurotransmetteurs dans l'espace 

synaptique et extrasynaptique et dans la libération de gliotransmetteurs.  

 

Maintien du métabolisme énergétique et de l’homéostasie ionique 
 

Bien que représentant seulement 2% du poids du corps humain, le cerveau consomme environ 

20% du glucose et de l’oxygène qu’il puise dans la circulation sanguine. Le glucose traverse 

la barrière hémato-encéphalique par le biais de transporteurs du glucose (GLUT) exprimés par 

les cellules endothéliales des vaisseaux sanguins. Une fois dans l’espace extra-cellulaire, il est 

recapté par les neurones et les astrocytes, exprimant tous deux des transporteurs GLUT. Les 

neurones consomment 90% de l’énergie mais la recapture du glucose est équivalente dans les 

deux types cellulaires. Les astrocytes servent ensuite de « support métabolique » aux neurones 

via le cycle du lactate. Après recapture du glucose, celui-ci est transformé en pyruvate puis en 

lactate, grâce à la glycolyse. Le lactate est alors transféré dans l’élément neuronal, où il entre 

dans le cycle tricarboxylique afin de fournir de l’ATP, principal substrat énergétique impliqué 

dans les fonctions neuronales [100,101] (figure 4). 

Outre la régulation du métabolisme énergétique, les astrocytes sont impliqués dans le 

maintien de l’homéostasie ionique grâce à l’expression de différents transporteurs et canaux 

ioniques. Le contrôle de la concentration ionique extracellulaire est primordial car toute 

modification affecte les propriétés membranaires et donc l’excitabilité des cellules. Lors 

d’une transmission de potentiel d'action, la recapture du potassium extracellulaire 

s’accompagne d’une augmentation du volume d’eau dans les astrocytes. Par ailleurs, la 
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recapture de l’eau au niveau de la synapse permettrait de diminuer le volume de la fente 

synaptique, concentrant ainsi les neurotransmetteurs libérés. Enfin, les astrocytes régulent les 

échanges d’eau entre le sang et le parenchyme cérébral, assurant le maintien de l’homéostasie 

de l’eau [102]. 
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Figure 4 : Représentation schématique de la recapture du glucose et de la glycolyse dans les 

astrocytes et les neurones. Le glucose est transporté dans le milieu intracellulaire grâce aux 

transporteurs GLUT3 dans les neurones et GLUT1 dans les astrocytes. Le glucose entre alors dans 

le cycle de la glycolyse. Au niveau de l’astrocyte la glycolyse permet de libérer du lactate dans le 

milieu extracellulaire (via l’action des transporteurs MCT1 et 4). Le lactate est recapté par le 

neurone via l’action des transporteurs MCT2. Celui-ci est transformé en pyruvate via l’action de la 

LDH1 et sert alors de substrat énergétique au neurone. MCT : monocarboxylate transporter, LDH : 

lactate déshydrogénase 
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Recapture des neurotransmetteurs 
 

Les transporteurs des neurotransmetteurs permettent aux astrocytes de maintenir 

l’homéostasie des neurotransmetteurs et de réguler leur action dans la fente synaptique. La 

recapture du glutamate utilise les gradients électrochimiques du sodium et du potassium : 

l’entrée d’une molécule de glutamate est couplée à celle de trois ions Na
+
 et un H

+
 et à la 

sortie d’un ion K
+
. Cette recapture permet de lutter contre les phénomènes d’excitotoxicité 

liés à ce neurotransmetteur. 

 

Libération de gliotransmetteurs 
 

L’une des découvertes les plus récentes concernant les astrocytes est leur aptitude à libérer 

des gliotransmetteurs capables de moduler l’excitabilité neuronale ou la transmission 

synaptique. Le premier gliotransmetteur mis en évidence a été le glutamate, puis d'autres 

comme l’ATP et la D-sérine ont suivi. Il a été plus récemment montré que les astrocytes sont 

également capables de libérer du GABA ou des neuropeptides. Dans le domaine de la 

gliotransmission, le mécanisme de libération reste encore hypothétique. En effet, certaines 

études font état d’une exocytose alors que d’autres mettent en avant des mécanismes non 

vésiculaires. La libération vésiculaire (ou exocytose) est la principale voie de libération des 

neurotransmetteurs par les neurones. Cette voie est dépendante du calcium et fait intervenir 

une machinerie protéique spécifique [99]. 

 

Le calcium : élément clé de l’excitabilité astrocytaire 
 

La vision des astrocytes comme étant des cellules « passives » est aujourd’hui obsolète. Les 

travaux d’Ann Cornell-Bell et Steve Finkbeiner en 1990 ont montré que les astrocytes sont 

dotés d’une excitabilité reposant sur des variations intracellulaires de calcium [103]. En 

culture cellulaire, ce signal calcique s’étend à tout le réseau astrocytaire sous forme de vague 
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calcique. Cette diffusion se ferait selon un mécanisme régénératif, par diffusion d’inositol 

triphosphate (IP3) et de Ca
2+

 via les jonctions gap ou via la libération d’ATP (qui agirait de 

façon paracrine, en provoquant la libération d’IP3 dans la cellule voisine). L’intervention du 

Ca
2+

 en tant que messager repose sur ses variations de concentrations intracellulaires, régulées 

grâce à de nombreux acteurs impliqués notamment dans sa libération ou son extrusion. De 

manière générale, les cellules gliales comme les neurones, ont accès à deux sources de 

calcium. Une source extracellulaire, où l’entrée de Ca
2+

 est permise par des canaux calciques 

dépendant du voltage (Cav), des récepteurs ionotropiques couplés à une conductance calcique 

et des canaux activés par la déplétion des stocks internes. Une seconde source se trouve au 

sein du réticulum endoplasmique (RE). Lors du déclenchement de signaux Ca
2+

, la 

concentration intracellulaire de Ca
2+

 peut passer de 30-40 nM à 200-800 nM. De trop grandes 

concentrations étant néfastes pour la cellule, il existe des systèmes tampons et différents 

moyens d’extrusion pour réguler les concentrations de cet ion. Ainsi, le Ca
2+

 est extrudé dans 

le compartiment extracellulaire par l’action de pompes calciques ou par l’action d’échangeurs 

Na
+
 /Ca

2+
. Au niveau du RE, ce sont principalement des pompes de type SERCA (pour « 

sarcoplasmic reticulum Ca
2+

 ATPases ») qui permettent la recapture du Ca
2+

 [99]. 
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A. Article 1 
 

Cigarette smoking interferes with placenta macrophage functions: 

A new mechanism to compromise pregnancy 

 

Rym Belhareth, Amira Ben Amara, Céline Chartier, Mohamed Amri, Jean-Louis Mege 

Soumis à publication 

 

 

Malgré les efforts concertés de la plupart des chercheurs et des professionnels de la santé, le 

tabagisme maternel durant la grossesse demeure un grave problème de santé publique. 

Environ 20 à 30% des femmes enceintes fument pendant leur grossesse et seulement une 

minorité d’entre elles abandonnent la cigarette pendant leur gestation. Ainsi, le tabagisme 

actif par la mère expose le fœtus en développement à des agents qui peuvent traverser la 

barrière placentaire et interférer avec les fonctions placentaires. En plus des fonctions 

homéostatiques du placenta, un large éventail de fonctions immunologiques, y compris les 

réponses immunitaires innées et adaptatives, pourraient être compromises.  

Dans cette étude, j’ai évalué l'effet de l'extrait de la fumée de cigarette (CSE) sur les 

macrophages isolés à partir de placentas humains (pMφs), qui sont les principaux partenaires 

de l'immunité innée foeto-maternelle. Le CSE inhibe la formation de cellules géantes 

multinucléées (MGCs). Cette propriété est spécifique aux macrophages car la fusion des 

macrophages dérivés de monocytes est également inhibée lors de la formation de granulomes 

in vitro. L'ingestion de parois de levure (zymosan) par les pMφs est inhibée par le CSE, ce qui 

suggère que le CSE interfère avec les récepteurs phagocytaires des pMφs. En outre, le CSE 

augmente la libération du TNF et de l’IL-33 par les pMφs et diminue celle de l'IL-10, ce qui 

suggère qu’il affecte l'équilibre entre cytokines inflammatoires et anti-inflammatoires. Enfin, 
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le CSE accroît l’expression des gènes des métalloprotéinases (MMPs) connues pour être 

impliqués dans le remodelage tissulaire et la fusion cellulaire 
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Abstract 

Smoking is a major public health issue and the increasing number of female smokers is a new 

feature of tobacco toxicity. Hence, active smoking by the mother exposes the developing fetus 

to agents that can cross the placental barrier and interfere with placental functions. In addition 

to the homeostatic functions of the placenta, a wide range of immunological functions, 

including innate and adaptive immune responses, might be impaired. In this study, we 

assessed the effect of cigarette smoke extract (CSE) on macrophages isolated from human 

placentas (pMφs), which are major partners of innate feto-maternal immunity. CSE 

significantly (p < 0.001) inhibited the formation of multinucleated giant cells (MGCs). This 

property of CSE is specific to macrophages because the fusion of monocyte-derived 

macrophages is inhibited during the in vitro formation of granulomas. We also investigated 

particle uptake and cytokine production by pMφs exposed to CSE. CSE inhibited the uptake 

of zymosan, but not that of opsonized zymosan, suggesting that it interferes with phagocytic 

receptors, not with the phagocytic machinery of pMφs. CSE increased the release of Tumor 

Necrosis Factor and interleukin-33, and decreased that of interleukin-10, demonstrating that 

the balance between inflammatory and anti-inflammatory cytokines is affected by CSE. 

Furthermore, CSE enhanced the expression of metalloproteinase (MMP) genes such as MMP-

1, MMP-10 and MMP-12, known to be involved in tissue remodeling including macrophage 

fusion. Finally, we showed that nicotine, one of the major compounds of tobacco, did not 

affect the functional properties of pMφs. Taken together, these results suggest that CSE-

induced pMφs disruptions may compromise the success of healthy pregnancy independently 

of nicotine. 

Keywords: placental macrophages, cigarette smoking, MGCs, cytokines, MMPs



 

 

 

Introduction 

 Smoking is one of the most addictive and powerful habits that has influenced the 

behavior of human beings for over four centuries, even though it results in numerous tobacco-

induced diseases. Many women still smoke during pregnancy in developed countries and a 

growing number of developing countries. The complications of pregnancy due to tobacco 

include lower fetal growth, spontaneous abortion and premature births [104]. Maternal 

smoking may also be the main cause of sudden death syndrome in infants [105]. These risks 

are highly preventable. Nevertheless, smoking remains popular despite major public health 

campaigns against smoking [106]. 

The combustion of tobacco at the tip of cigarettes warms aspirated air, causing the 

evaporation of nicotine and other components. Cigarette smoke contains more than 6,000 

different chemical compounds that are present in gaseous and particulate phases and generate 

toxic components responsible for oxidative stress and tissue inflammation [107] through 

damage to lipids, proteins, extracellular matrix, DNA and organelles [108,109]. Despite the 

large number of compounds present in cigarette smoke, nicotine, a poisonous alkaloid and a 

psychoactive chemical, is thought to be a major contributor of the deleterious effects of 

cigarette smoke. It is especially responsible for tobacco addiction through binding to nicotinic 

acetylcholine receptors (nAChRs) [110]. Many studies have shown that inhalation of cigarette 

smoke affects innate and adaptive immune functions. Indeed, it modulates the release of 

inflammatory cytokines such as Tumor Necrosis Factor (TNF) and anti-inflammatory 

cytokines such as interleukin (IL)-10 [111]. It seems that the anti-inflammatory effects of 

cigarette smoke are mediated by nicotine, oxidants, carbon monoxide and some aromatic 

compounds [112]. Cigarette smoke also promotes IL-33 secretion in airway epithelial cells 

and peripheral blood. IL-33 is a member of the IL-1 family that promotes Th2 immune 

response and is probably involved in chronic obstructive pulmonary disease [113]. The 



 

 

molecular mechanisms governing the adverse effects of cigarette smoking are beginning to be 

understood. Hence, cigarette smoke modifies the signaling pathways in immune cells, 

endothelial and epithelial respiratory cells through acetylation, nitrosilation, carbonylation and 

oxidation, which in turn results in changes in cell activation, differentiation and surviving 

[114].  

The placenta is a unique active organ that connects the developing embryo to the 

uterine wall. Placenta is a fetal-maternal tissue, arising from the partial melting of a maternal 

endometrial tissue, called decidua, and fetal tissue-derived trophoblasts, called chorion. It is 

permanently remodeled by metalloproteinases (MMPs) that degrade the extracellular matrix 

in response to hormones, growth factors, and cytokines [115]. One major function of the 

placenta includes tolerance of the semi-allograft that represents the fetus [116]. Early in 

pregnancy, the placenta is rich in immune cells, including macrophages (pMφs), T 

lymphocytes and natural killer cells, which support maternal tolerance to paternal antigens 

[21,117]. pMφs are abundant at the different stages of gestation [118] and perform 

fundamental functions including placental construction and fetal protection from infection 

[16]. These functions are made possible because pMφs respond rapidly to different stimuli 

from their micro-environment, allowing them to alternate from an inflammatory (M1 

macrophages) to an anti-inflammatory (M2 macrophages) profile [119].  

There is evidence that cigarette smoke is toxic for the placenta [120]. Indeed, maternal 

smoking is associated with the abnormal proliferation and differentiation of cytotrophoblasts, 

leading to thickening of the trophoblastic basement membrane [121]. It also increases 

collagen content of the villous mesenchyme and decreases tissue vascularization early in 

pregnancy. These tissue alterations are associated with numerous changes in placental 

enzymatic and synthetic functions [122]. Among the smoke components that affect placental 

functions, nicotine likely plays a major role because it diffuses rapidly through the human 



 

 

placenta due to its low molecular weight and high lipid solubility. Hence, its concentrations is 

15% higher in fetal circulation than in maternal circulation [123]. 

To our knowledge, the direct effect of cigarette smoke on pMφs has not been studied. 

In this paper, we show that cigarette smoke extract (CSE) affected the capacity of pMφs to 

form multinucleated giant cells (MGCs). It also impaired functional activities of pMφs 

including cytokine release and MMP gene expression. These results clearly demonstrate that 

cigarette smoke dramatically affects pMφ functions and add new features for the deleterious 

effect of smoke in pregnancy. 



 

 

 

Materials and Methods 

Cigarette Smoke Extract 

CSE was prepared according to the protocol of Su et al. with some minor modifications [124]. 

Briefly, the smoke of one lit cigarette was drawn with a vacuum apparatus that bubbled the 

mainstream smoke through 1 ml of DMEM-F12 cell medium (Invitrogen, Cergy Pontoise, 

France). The extract was then adjusted to pH 7.4 and filtered through a 0.2 µm filter. Aliquots 

were stored at -80°C and considered as 100% CSE.  

 

Isolation and culture of pMφs 

Placentas were collected at the time of delivery from healthy women in the Gynecology-

Obstetrics Department of the Hospital de la Conception (Marseille, France) after the approval 

by the Aix-Marseille University Ethics Committee (N°08-012) and written informed consent 

by the women. Gestational age ranged from 37 to 40 weeks. Placentas (approximately 200 g) 

were cut into small pieces and samples were incubated in Hank’s Balanced Salt Solution 

(HBSS) buffered with HEPES, MgSO4, 2.5% trypsin (Invitrogen) and DNase I (Sigma-

Aldrich, Saint-Quentin Fallavier, France) for 45 min at 37°C. The supernatant was 

subsequently filtered through 100 µm pores in tubes containing 2 ml fetal calf serum (FCS) 

and centrifuged for 15 min. pMφs were isolated as described previously [125]. In brief, pMφs 

were recovered by depositing isolated placenta cells onto a Ficoll cushion, followed by 

centrifugation at 700 × g for 20 min. Mononuclear cells with a density lower than 1.067 were 

recovered, and the pMφs were isolated using magnetic beads coated with anti-CD14 

antibodies (Abs, Miltenyi Biotec, Paris, France). The purity of isolated CD14
+
 cells, checked 

by flow cytometry, was higher than 97%. Isolated pMφs were cultured in 24-well plates on 

glass coverslips for 9 days, and the appearance of MGCs was studied as previously described 

[21]. In brief, pMφs (5 × 10
5
 cells/assay) were cultured in DMEM-F12 containing 10% FCS, 



 

 

100 U/ml penicillin and 50 µg/ml streptomycin (Life Technologies) in the presence or 

absence of CSE, α-bungarotoxin (Invitrogen) or nicotine (Sigma-Aldrich). Cell morphology 

and the percentage of MGCs were determined by microscopic examination using May-

Grünwald Giemsa staining. Cell viability was assessed by trypan blue exclusion.  

 

Functional activities of pMφs 

The functional activities of pMφs were studied as follows. First, pMφs (2 × 10
5
 cells/assay) 

were incubated with yeast cell walls (zymosan, 10 particles/cell) conjugated with Alexa-

Fluor-555 (Sigma-Aldrich) in the presence of different concentrations of CSE for 6 h at 37°C. 

In some experiments, zymosan particles were opsonized with 10% AB human serum. After 

extensive washing to remove unbound particles, pMφs were fixed with 3% paraformaldehyde 

for 15 min., permeabilized with 0.3% Triton X-100 for 3 min. and incubated with Alexa-Fluor 

488 phalloidin to label filamentous actin (F-actin, Invitrogen) and DAPI (Invitrogen) to label 

cell nuclei for 30 min. Images were captured under a Leica microscope and were processed 

with Adobe Photoshop software. Second, the ability of pMφs to secrete cytokines was 

determined by incubating pMφs (5 × 10
5 

cells/assay) with a potent agonist such as 

Escherichia coli lipopolysaccharide (LPS, Sigma-Aldrich) used at a concentration of 1 µg/ml 

in the presence or absence of CSE for 24 h. Culture supernatants were collected and 

centrifuged at 1000 × g for 10 min. to eliminate cell debris and frozen at -80°C before 

cytokine determination. TNF, IL-33 and IL-10 levels were determined using ELISA kits 

(R&D Systems, Lille, France) according to the manufacturer's protocols. Intra-and inter-

variability were less than 10 pg/ml. Results are expressed as ng/ml and represent the means ± 

SEM of 3 different placentas.  
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Reverse transcription 

Real-time quantitative RT-PCR (qRT-PCR) was performed as previously described [126]. 

Total cellular RNA was extracted using an RNeasy Mini kit (Qiagen) with a DNase I step to 

eliminate DNA contaminants before RNA elution and storage at -20°C. Reverse transcription 

of 150 ng of RNA was performed using the Moloney murine leukemia virus (MMLV) RT kit 

(Invitrogen) and using SYBR Green Fast Master Mix (Roche Diagnostics, Meylan, 

France) and Light Cycler 480. Inflammatory, immunoregulatory and MMP genes were 

selected according to a list published elsewhere [127–129]. All selected primers were 

designed using Primer3 (version 0.4.0) and their sequences are provided in Table 1. The 

results of qRT-PCR were normalized using the housekeeping gene β-actin (ACTB) and are 

expressed as the median of fold change (FC=2
-ΔΔCt

), where ΔΔCt = (CtTarget-CtACTB)assay - 

(CtTarget-CtACTB)control.  

 

Circulating cells and granuloma formation 

Peripheral blood mononuclear cells (PBMCs) were isolated from leukopacks (Etablissement 

Français du Sang, Marseille) after centrifugation through a Ficoll density cushion. Monocytes 

were selected using magnetic beads coated with anti-CD14 Abs. PBMCs (2 × 10
6 

cells/assay) 

were incubated in 96-well plates with 800 beads coated with BCG extracts in RPMI 1640 

containing 10% FCS and antibiotics as previously described [130] in the presence or absence 

of CSE. Granulomas, defined as collections of PBMCs that entirely covered beads, were 

observed under light microscopy every 2 days for 9 days. Individual granulomas were 

collected, incubated in 2 mM EDTA at 4°C for 15 min. to dissociate cells and MGCs were 

identified after May-Grünwald-Giemsa staining. 

 

 



 

 

 

Statistical analysis 

Results are expressed as mean ± standard error of the mean (SEM). The data were analyzed 

with GraphPad Prism using analysis of variance (ANOVA), completed by a post-test 

(Bonferron’s Multiple Comparison Test). Results with a p value < 0.05 were considered 

significant. 



 

 

 

Results 

CSE inhibits the formation of MGCs  

It has recently been demonstrated that cultured pMφs spontaneously fuse into MGCs and that 

this pMφ maturation likely plays an important role in normal pregnancy [21]. We wondered 

whether CSE altered the ability of pMφs to fuse into MGCs. CSE clearly inhibited the 

formation of MGCs. Indeed, in the absence of CSE, the percentage of MGCs steadily 

increased, reaching 80% after 9 days. In the presence of 0.2% CSE, the proportion of MGCs 

did not exceed 20% after 9 days. In the presence of 0.5 and 1% CSE, the formation of MGCs 

was completely prevented (Figure 1A). This was not due to a decreased viability of pMφs 

because their number remained constant in the presence of 0.5 and 1.0% CSE, whereas it 

steadily decreased in untreated cells (Figure 1B). While pMφ-derived MGCs contained 

approximately 8 to 10 nuclei/cell in the absence of CSE, the remaining MGCs found after 

treatment with 0.2% CSE contained only 2 or 3 nuclei. In addition, the size of MGCs was 

lower in cells treated with CSE than in control MGCs (50-60 µm vs. 100 µm) 

(Supplementary figure 1). Taken together, these data show that CSE inhibits the ability of 

pMφs to form MGCs. 

 

CSE inhibits the formation of MGCs from myeloid origin 

The ability to form MGCs is shared by several cell types including macrophages and 

epithelial cells. We previously developed an in vitro approach to generate granulomas in 

which macrophages are able to differentiate into MGCs [130]. For that purpose, PBMCs from 

healthy donors were incubated with BCG-coated Sepharose beads in the presence or the 

absence of CSE for 9 days. PBMCs were able to form granulomas in the absence of CSE 

(100% of beads were covered with PBMCs after 3 days). Similar results were obtained with 

0.2% CSE. In the presence of 0.5% CSE, the formation of granulomas was lower and 



 

 

transient: only 60% of granulomas were observed after 6 days and granulomas disappeared 

after 9 days. No granulomas were observed in the presence of 1% CSE (Figure 2A). As the 

formation of granulomas is associated with the appearance of MGCs, we studied the presence 

of MGCs among granuloma cells. In the absence of CSE, MGCs contained 6 to 8 nuclei per 

cell. The number of nuclei per MGC decreased with increasing concentrations of CSE 

(Figure 2B). Taken together, our results suggest that CSE interferes with the formation of 

MGCs from myeloid origin.  

 

CSE affects cytokine and MMP production by pMφs  

We wondered whether the inability of pMφs to form MGCs in the presence of CSE was 

associated with altered activation status. We first investigated the production of TNF, IL-33 

and IL-10. CSE significantly (p < 0.05) increased the unstimulated release of TNF (120 

pg/ml) and IL-33 (80 pg/ml) only at 1%, but did not affect the release of IL-10 (Figure 3A). 

LPS induced the release by pMφs of high levels of TNF and IL-10 (about 400 and 600 pg/ml, 

respectively) and, to a lesser extent, that of IL-33 (about 50 pg/ml). Again, CSE at 1% 

significantly (p < 0.01) increased the release of TNF and IL-33, but inhibited (p < 0.05) that 

of IL-10 (less than 200 pg/ml). This effect was dose-dependent (Figure 3B). The increased 

production of TNF and the decreased production of IL-10 observed in LPS-stimulated pMφs 

may be related to an M1 polarization of pMφs whereas the increased stimulated production of 

IL-33 might favor an M2 polarization of pMφs. To discriminate between these hypotheses, 

we analyzed the transcriptional expression of 9 M1 and 8 M2 genes using qRT-PCR. There 

was no significant difference in the expression of M1 and M2 genes in CSE-treated pMφs 

whatever the concentration used (Supplementary table 2). These results suggest that CSE 

affects the cytokine imbalance in pMφs without reprogramming macrophages toward an M1 

or M2 profile. Secondly, we wondered whether CSE affected the transcriptional expression of 



 

 

MMPs known to play a major role in tissue remodeling including cell fusion and to reflect 

cell activation [131]. The expression of MMP transcripts by pMφs was assessed after 24 h 

using qRT-PCR. CSE at 0.2% had no effect on the expression MMPs in pMφs. In contrast, 

CSE at higher concentrations (0.5 and 1%) strongly upregulated the expression of MMP-1, 

MMP-10 and MMP-12, and that of MMP-2, MMP-7 and MMP-9 to a lesser extent (Figure 

4). Taken together, these results indicate that CSE induces an inflammatory signature in 

which the expression of MMPs is upregulated. 

 

CSE affects the uptake of zymosan particles 

As CSE interfered with the formation of pMφ-derived MGCs and affected their activation 

status, we investigated one property of macrophages related to cell fusion, i.e. phagocytic 

ability, using fluorescent zymosan particles. In control pMφs, 95% of cells internalized 

unopsonized zymosan particles. Zymosan uptake was completely inhibited by 0.5 and 1% 

CSE. This effect was dose-dependent: approximately 70% of pMφs treated with 0.2% CSE 

ingested zymosan particles but at a low level. It is noteworthy that the binding of zymosan 

particles was similarly inhibited by CSE (Figure 5). In contrast, CSE, whatever its 

concentration, had no effect on the uptake of opsonized zymosan (supplementary Figure 2), 

suggesting that CSE does not affect the phagocytic machinery per se. 

 

 Does nicotine mimick CSE effects on pMφs ? 

We wondered whether nicotine was responsible for the effects of CSE on pMφ functions. 

Firstly, the ability of pMφs to form MGCs was studied through two complementary 

approaches. pMφs incubated with 10 M α-bungarotoxin, an inhibitor of nicotinic receptors, 

remained able to form MGCs (Figure 6A). The formation of MGCs was also maintained in 

the presence of nicotine from 0.1 nM to 1 µM (Figure 6B). Secondly, pMφs were incubated 



 

 

in the presence of nicotine and their ability to release cytokines was determined. In the 

absence of LPS, nicotine did not affect the release of TNF and IL-10 and had a poor effect on 

the release of IL-33 (Figure 7A). Similarly, the LPS-stimulated release of TNF, IL-33 and IL-

10 was marginally affected by nicotine (Figure 7B). We also showed that nicotine, like CSE, 

was unable to polarize pMφs (Supplementary table 3). Finally, we tested the effect of 

nicotine on the expression of MMP genes in pMφs stimulated or not with LPS for 24 hours 

(Figure 8). It clearly appeared that nicotine did not affect the expression of MMP genes. 

Taken together, these results suggest that nicotine is not involved in CSE-mediated alterations 

of pMφ functions. 



 

 

 

Discussion 

 During pregnancy, placental macrophages play a key role by governing tissue 

homeostasis and managing host defenses and fetal tolerance. pMφs exhibit specific properties 

including the ability to spontaneously mature into MGCs [21]. In this study, we demonstrated 

for the first time that CSE interferes with the ability of pMφs to form MGCs. Defective MGC 

formation has been also been reported in chorioamniotis in which placental development is 

compromised and the fetal risk is increased [21]. Interference with macrophage fusion was 

specific to the myeloid compartment. Indeed, CSE inhibited both the formation of granulomas 

and the appearance of MGCs that result from the fusion of monocyte-derived macrophages.  

 The impairment of pMφ fusion was associated with the impairment of other 

macrophage functions. First, CSE inhibited the uptake of unopsonized zymosan but not that of 

opsonized zymosan, demonstrating that the phagocytic machinery of pMφ was not impaired. 

It is likely that CSE interferes with the binding step of zymosan uptake (see below). The 

alteration of particle uptake by cigarette extracts has previously been reported. Hence, 

cigarette smoke reduces the ability of macrophages to bind and internalize yeasts [132].  It is 

noteworthy that the receptors recognizing zymosan particles and yeasts mainly include lectins 

and integrins, that are also involved in the process of cell fusion [133]. It is likely that 

cigarette smoke also affects the ultimate phases of the phagocytic process. Indeed, it has 

previously been shown that CSE decreases the clearance of Pseudomonas aeruginosa and 

Hemophilus influenzae in alveolar macrophages exposed to CSE [132,134]. 

 CSE also affected the activation status of pMφs, as determined by the modulation of 

cytokine release. Indeed, CSE increased the release of TNF and IL-33 by unstimulated and 

LPS-stimulated pMφs, but decreased that of IL-10, demonstrating that CSE affects the 

immune balance required for a normal pregnancy [135]. TNF overproduction is in agreement 

with the recent observation that smoke exposure increases TNF production by alveolar 



 

 

macrophages [136]. The decreased IL-10 production reinforces the inflammatory context that 

may account for the risk of preterm delivery and abortion during the first trimester of 

pregnancy in pregnant smokers [137,138]. The modulation of TNF and IL-10 by CSE did not 

account for defective MGC formation since the addition of IL-10 to monocytes reduces the 

formation of MGCs [139]. Increased IL-33 production extends to pMφs that have been found 

in airways exposed to tobacco smoke. By contrast to peripheral blood and airway cells (10), 

IL-33 production by pMφs did not reflect macrophage M2 polarization. Using a combination 

of transcriptional biomarkers related to the M1 or M2 phenotypes, we found that pMφs 

exposed to cigarette smoke were unable to express a clearly defined M1 or M2 profile. This is 

consistent with previous reports showing that at term, pMφs are unable to polarize into M1 

and M2 macrophages [21,137]. We can assume that the concept of M1/M2 macrophages often 

used to describe the remarkable adaptation of macrophages to their micro-environment [138] 

is not applicable to the placenta.  

 Cell-cell fusion requires a series of tightly orchestrated events. The mechanisms 

leading to the formation of giant macrophages are not well understood. They depend on the 

activation status of macrophages and include the modulation of receptors such as CD44, 

CD47, CD200, signal regulatory protein 1-a, IL-4R, E-cadherin and mannose receptor. Some 

of these, such as lectins, are involved in yeast recognition and uptake, establishing a link 

between defective MGC formation and zymosan uptake. Indeed, it has been demonstrated that 

the formation of foreign body giant cells, resulting from the fusion of monocyte-derived 

macrophages and foreign bodies, exhibits several features of phagocytosis [139]. It also 

involves the activity of different MMPs that are well known to affect the extracellular matrix 

[131]. In our study, we observed that different MMP genes were upregulated in the presence 

of CSE, especially the MMP-12 gene. MMP-12 is the specific elastase of macrophages and is 

involved in the acute inflammatory response by increasing TNF release [140]. It is 



 

 

noteworthy that alveolar macrophages from emphysematous lungs, a major complication of 

tobacco smoking, produce elevated quantities of matrix-degrading enzymes [141,142] and 

that MMP-12 plays a major role in the development of smoke-induced emphysema [143]. We 

also observed an overexpression of the genes encoding MMP-2 and MMP-9, two MMPs 

known to have elastoïc activity. It is tempting to relate the increased expression of MMP 

genes to TNF overproduction. This hypothesis is supported by the work of Chung et al. in 

which TNF receptor knockout mice were protected from cigarette smoke-induced eslastin 

breakdown in bronchoalveolar lavage fluid [144]. Conversely, TNF overexpression in mice 

results in chronic pulmonary inflammation as in patients with chronic obstructive pulmonary 

disease (COPD); changes in elastin remodeling in both airway and alveolar walls are involved 

in pathogenesis and reflect MMP modulation [145,146]. 

On the other hand, we demonstrated that defective macrophage fusion and phagocytosis 

did not depend on the presence of nicotine. The mRNA profile of studied MMPs was not 

affected by nicotine in pMφs. This is clearly distinct from other cell types. The expression of 

the genes encoding MMP-1, MMP-2 and MMP-3 is upregulated in arterial smooth muscle 

cells treated by nicotine [147], while no effect was observed on MMP-2 gene expression in 

arterial endothelial cells as well as in fetal guinea pig myocardium [148,149]. Only the 

production of cytokines was slightly modulated in the presence of nicotine. This finding is in 

agreement with other reports involving nicotine and other immune cells. Nicotine augments 

the production of inflammatory cytokines such as TNF and IL-1β, chemokines including 

keratinocyte-derived chemokine, and nitric oxide synthase [150]. We hypothesize that other 

CSE compounds play a specific role in macrophage functions. Taken together, these results 

show that nicotine, even at high concentrations, does not mimic CSE, containing thousands of 

toxic components, on pMφs. 



 

 

 In conclusion, this is the first study to demonstrate the direct effects of smoke on 

essential functions of pMφs including cytokine release and the ability to form MGCs. The 

effects are nicotine-independent. We suggest that the modulation of pMφs may play a role in 

the deleterious effects of smoking in pregnant women.  
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pMφs were incubated with different concentrations of CSE for 9 days. Cells were 

stained with May-Grünwald Giemsa and examined microscopically. (A) MGCs were 

defined by the number of nuclei per cell and size. The percentage of cells with at least 

two nuclei was calculated and the results were expressed as the mean ± SEM of 3 

different experiments. (B) The viability of pMφs was determined by tryptan blue 

exclusion and the results were expressed as the mean ± SEM of 3 different 

experiments. 

Figure 1. Effect of CSE on MGC formation 
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Figure 2. Effect of CSE on granuloma formation  

PBMCs were incubated with beads coated with BCG extracts and  CSE for 9 days. 

Granulomas were defined as beads fully covered by PBMCs. (A) The percentage of 

granulomas was expressed as the mean ± SEM of 3 different experiments. (B) 

Granulomas formed after 9 days were aspirated in a pipette and dissociated. 

Isolated granulomas cells were stained with MGG. Representative micrographs of 

granuloma cells are shown 
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Figure 3. Effect of CSE of cytokine release by pMφs 

Unstimulated pMφs (A) and pMφs stimulated by LPS (B) were incubated with CSE 

for 24 h. Cell supernatants were collected and assayed for the presence of TNF, IL-

33 and IL-10 using specific immunoassays. Data are presented as the mean ± SEM 

of three different experiments. *p < 0.05; **p < 0.01; ***p < 0.001.  
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Figure 4. Effect of CSE on the transcriptional expression of MMPs  

pMφs were treated by CSE for 24 h. RNA was extracted and qRT-PCR was 

conducted with probes for MMPs. The FC values were normalized using 

ACTB as internal controls. They are expressed relative to pMφs incubated in 

the absence of CSE. 



A 

F-actin DAPI zymosan  

c
o

n
tr

o
l 

0
.2

%
 C

S
E

 
0
.5

%
 C

S
E

 

10µm 10µm 

F-actin DAPI zymosan  

F-actin DAPI zymosan  

10µm 

10µm 

10µm 

10µm 

*** 

** 

B 

0 
1-5 
>5 

p
M
φ

s 

CSE 

0 

20 

40 

60 

80 

100 

120 

pMφs treated or not with CSE were incubated with fluorescent zymosan particles for 6 

h. Cells were labelled with DAPI and phalloidin Alexa-Fluor 488, or stained with 

MGG. (A) Representative micrographs of zymosan internalization are shown. (B) The 

number of internalized particles per pMφ was determined. The percentage of cells that 

have no particles, 1 to 5 particles and more than 5 particles was calculated and the 

results are expressed as the mean ± SEM of three different experiments. **p < 0.01. 

Figure 5. Effect of CSE on particle uptake by pMφs 
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Figure 6. Effect of α-bungarotoxin and nicotine on MGC formation  

pMφs were incubated with Btx. (A) or nicotine (B) for 9 days. The 

formation of MGCs was studied by optical microscopy after MGG 

staining. Representative micrographs are shown.  
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Unstimulated pMφs (A) and LPS-stimulated pMφs (B) were incubated with 

nicotine for 24 h. Supernatants were collected and assayed for the presence of 

IL-10, TNF, and IL-33. Data are presented as mean  SEM of three different 

experiments. *p < 0.05; **p < 0.01. 

Figure 7. Effect of nicotine on cytokine production by pMφs 
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pMφs were incubated with different concentrations of nicotine for 24 h. RNA was 

extracted and qRT-PCR was conducted with probes for MMPs. Results were normalized 

using ACTB and are expressed as the median of fold change. The FC values were 

normalized using ACTB as internal controls. They are expressed relative to pMφs 

incubated in the absence of CSE. 

Figure 8. Modulation by nicotine of the transcriptional expression of MMPs  
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  IL15 AGAATGTGAGGAACTGGAGGAA TGTCTAAGCAGCAGAGTGATGT 
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  ALOX15 AACTTCCACCAGGCTTCTCTC GGGGGCTGAAATAACCAAAG 

CCL13 GAGCAGAGAGGCAAAGAAACA ATGTGAAGCAGCAAGTAGATGG 

CCL23 CATCTCCTACACCCCACGAA CATTCTCACGCAAACCTGAACT 

CHN2 AGAACTGTGGCTGGAAAATGAG GTGGTTGTCGTTGTGTGTGAG 

CLEC4F GGCATTTCTGGTAGAGTTCACA ATACTTTCTGAGTGGGCAGGA 

CTSC GAGGTTGTGTCTTGTAGCCAGT CCCCTTTTTGTAGTGGAGGAAG 

FN1 ACACCTGGAGCAAGAAGGATAA   CCACAGAGTAGACCACACCACT 

HRH1 ACTTGGAGGTGGTATGTGCTG CTCAGGGCTTGCTTCTTGTAGT 

SLC4A7 CCCTCAAAACAGTCCTCCTTCT TTTCCTCATTCTTCTGCTCCTC 

MMP 

MMP1 TAGCTCAGGATGACATTGATGG GAAAAACCGGACTTCATCTCTG 

MMP2 TACTGGATCTACTCAGCCAGCA CTTCAGGTAATAGGCACCCTTG 

MMP7 CGATCCACTGTAATATGCGGTA AGAAGCCAAACTCAAGGAGATG 

MMP9 CAGGGACCACAACTCGTCA CACCACCACAACATCACCTATT 

MM10 TGACAGGGAAGCTAGACACTGA TTCCCAGACTTTCAGAGCTTTC 

MMP12 TAGAGAAGGAAGGGCTTCAGT GCCACTTTTGGAGTACTTGTCC 

ACTIN   GGAAATCGTGCGTGACATA AGGAAGGAAGGCTGGAAGAG 

Supplementary Table 1. Sequences of PCR primers 



GENES 
24 h 48 h 

0.2% 0.5% 1% 0.2% 0.5% 1% 

CXCL9 

EDN1 

HESX1 

IDO1 

IL15 

IL15RA 

IL2RA 

TNF 

TNFSF10 

1.4 

0.7 

ND 

0.7 

0.6 

2.7 

0.7 

0.7 

0.7 

1.3 

2.8 

ND 

1.3 

0.4 

1.8 

1.5 

2.9 

1.3 

1.2 

1.2 

1.2 

1.2 

0.2 

0.8 

1.2 

1.2 

1.2 

3.1 

3.3 

6.6 

3 

3 

2 

3.8 

12 

5.5 

0.1 

0.4 

0.6 

0.3 

0.1 

0.1 

0.3 

0.6 

0.6 

0.4 

1.8 

5.3 

2.3 

0.4 

1.4 

1.1 

3 

5 

ALOX15 

CCL13 

CCL23 

CHN2 

CLEC4 

CTSC 

FN1 

HRH1 

SLC4A7 

0.7 

0.7 

0.7 

ND 

ND 

1.2 

0.9 

0.9 

0.5 

1.3 

2.3 

1.3 

1.6 

ND 

0.7 

0.7 

1 

0.6 

1.2 

1.2 

1.2 

1.2 

ND 

1.3 

0.3 

0.4 

0.5 

5.5 

2.7 

5.5 

5.5 

2.7 

0.9 

1.4 

ND 

5 

1.2 

2.6 

0.6 

0.6 

0.3 

0 

0.2 

ND 

116.6 

3 

12.1 

6 

3 

1.5 

0 

0.8 

ND 

70.5 

Supplementary Table 2. M1/M2 transcripts in pMφs exposed to CSE 

Nine genes of M1 macrophages (in red) and 9 genes of M2 macrophages (in 

blue) were selected. Their modulation in pMφs treated with different 

concentrations of CSE compared with control pMφs was studied by qRT-PCR.  



GENES 
24 h 48 h 

0.1nM 1nM 1µM 0.1nM 1nM 1µM 

CXCL9 

EDN1 

HESX1 

IDO1 

IL15 

IL15RA 

IL2RA 

TNF 

TNFSF10 

0.9 

0.3 

0.6 

0.8 

1.1 

1.8 

1.5 

2.4 

2.1 

0.7 

0.5 

0.4 

0.8 

1 

1.2 

1.1 

0.9 

2.9 

2.5 

0.5 

0.7 

1.3 

1.1 

1.3 

1.4 

1.3 

1.8 

1.5 

1.7 

0.1 

1.3 

4.7 

1.4 

0.1 

0.5 

1.5 

37 

20.6 

1.1 

6.9 

54.9 

11.7 

3 

10.3 

9.2 

1.1 

1 

0.2 

0.5 

0.9 

0.5 

0.2 

3.3 

1.6 

ALOX15 

CCL13 

CCL23 

CHN2 

CLEC4 

CTSC 

FN1 

HRH1 

0.5 

1.2 

1.6 

0.8 

0.8 

2.9 

1.7 

ND 

0.4 

1.4 

1.6 

0.8 

ND 

0.9 

1 

ND 

1.7 

1.8 

2 

1.3 

1.3 

0.9 

1.3 

11.8 

0.8 

0.8 

0.7 

0.4 

0.8 

0.2 

0.8 

1.2 

11.6 

23.3 

15.9 

5.8 

23.3 

0.2 

16.8 

8.2 

0.9 

3.6 

0.6 

0.4 

0.9 

0.1 

2.2 

0.6 

 Supplementary Table 3. M1/M2 transcripts in pMφs exposed to nicotine  

Nine genes of M1 and M2 polarized macrophages were respectively selected.. 

Their modulation in pMφs treated with different concentrations of nicotine 

compared with control pMφs was studied by qRT-PCR. 
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10µm 10µm 
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Supplementary Figure 1. Effect of CSE on the ability of pMφs to form MGCs  

pMφs were incubated in the presence or the absence of different concentrations of 

CSE. After 9 days, cells were stained with MGG. Representative micrographs are 

shown. In the absence of CSE, MGCs contained 8 to 10 nuclei, while the remaining 

MGCs found after treatment with 0.2% CSE contained only 2 or 3 nuclei. With 

higher concentrations of CSE, cells were mononucleated. 
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Supplementary Figure 2. Effects of CSE on the uptake of opsonised particles 

Fluorescent zymosan particles were incubated for 1 h with 10% AB human serum 

and incubated with pMφs for 6 h in the presence or the absence of CSE. The 

uptake of opsonised zymosan was analyzed by fluorescence microscopy after cell 

labelling with DAPI and phalloidin (left).  pMφs were also stained with MGG and 

examined with  optical microscopy (right). Representative micrographs of 

zymosan uptake are shown. 
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Le stress oxydatif est impliqué dans la pathogénèse des maladies liées au tabagisme. La 

protection des astrocytes de toute agression semble être essentielle pour maintenir le bon 

fonctionnement du cerveau.  

Dans cette étude, nous avons étudié l'effet de l'exposition gestationnelle des rats à la fumée de 

cigarettes sur la survie des astrocytes. Les rats nouveau-nés ont été pesés 24 heures après la 

naissance puis les hémisphères cérébraux ont été recueillis pour la culture des astrocytes. 

L'incubation en présence de H2O2 des astrocytes isolés chez les animaux exposés à la fumée de 

cigarette diminue significativement la proportion de cellules vivantes par rapport à des cellules 

contrôles. En outre, H2O2 incubé avec les cellules astrogliales après exposition à la fumée de 

cigarette réduit à la fois l’activité de la superoxyde dismutase et de la catalase. Cette étude 

indique ainsi que les cellules astrogliales provenant de rats nouveau-nés exposés in utero à la 

fumée de cigarette sont extrêmement vulnérables aux agressions oxydatives. L'existence de 

lésions excitotoxiques chez les nouveau-nés exposés in utero à la fumée de cigarette suggère 

que, malgré l’importante activité antioxydante des astrocytes, ces derniers ne peuvent survivre et 

ne peuvent donc protéger les neurones soumis au stress. 
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Abstract 

 Oxidative stress is involved in the pathogenesis of smoking-related disease. Protection of astrocytes 

from oxidative insult appears essential to maintain brain function.  In this study, we have investigated 

the effect of gestational cigarette exposure on astrocyte survival. Pregnant female were randomly 

allocated to the control group or to the cigarette smoke group in which they were exposed to 6 

cigarettes per day in an exposure chamber, twice a day for 20 days. The control group was kept in the 

exposure chamber for the same duration, but without exposure to cigarette smoke. Newborn rats from 

both groups were weighed 24 hours after birth and then cerebral hemispheres were collected for 

astrocyte culture. Incubation of astrocytes isolated from animals exposed to cigarette smoke with 300 

µM H2O2 for 1 h induces a significant decrease of the proportion of surviving cells compared to cells 

isolated form control animals. We have observed that H2O2 -treated astroglial cells derived from 

cigarette smoke exposure reduced both superoxide dismutase and catalase activities. In conclusion, 

this study indicates that astroglial cells derived from newborn rats exposed in utero to cigarette smoke 

are extremely vulnerable to oxidative assault than cultured astrocytes obtained from control animals.

These results point out the existence of excitotoxic lesions in newborn exposed in utero to cigarette 

smoke and suggest that despite their high antioxidative activities, astrocytes cannot survive and protect 

neurons under massive oxidative stress. 

Key words: cigarette smoke, Astrocytes, oxidative stress, SOD, catalase 

Abbreviations: H2O2, hydrogen peroxide; ROS, reactive oxygen species; SOD, superoxide dismutase; 

LDH, Lactate dehydrogenase; PCS, prenatal cigarette smoke. 
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Introduction 

Cigarette smoking during pregnancy continues to be a significant public health concern 

(Borgerding and Klus, 2005)  and remains the most preventable cause of premature birth, birth defect 

and infant death (Campos et al., 2014; Hackshaw et al., 2011). Epidemiological studies indicate that 

passive maternal smoking can have a negative impact on fetal growth (Lammer et al., 2004; 2005). 

Most tobacco constituents have a low molecular weight and high water solubility, and therefore can 

easily cross the placenta (Jauniaux and Burton, 2007). In particular, nicotine passes freely across to the 

fetus which is accordingly exposed to relatively higher nicotine concentrations than its mother. 

Furthermore, cigarette smoke can have a direct toxic effect on the fetal cells or an indirect effect 

through damage or functional disturbances of the placenta (Wickstrom, 2007). Smoking may also 

affect fetal development by influencing maternal nutritional intake and metabolism (Jauniaux and 

Burton, 2007).

It is now established that cigarette smoking causes a disruption of oxidative metabolism 

(Somborac-Bacura et al., 2013).  This disturbance derives from the fact that cigarette smoke 

encompasses and generates various reactive oxygen species (ROS) such as superoxide radical, 

hydrogen peroxide and hydroxyl radical (Aoshiba and Nagai, 2003). Highly reactive radicals are 

known to alter cellular antioxidant defences and to induce a strong oxidative stress responsible for the 

oxidation of membrane lipids, cellular proteins and DNA (Asadi et al., 2012; Shibata and Kobayashi, 

2008), which are toxic for the cells and can trigger cell death by apoptosis. The brain is the most 

susceptible organ to oxidative damage because of its high oxygen demand and the high amounts of 

polyunsaturated fatty acids present in neuronal membranes (Uttara et al., 2009). It is well documented 

that astroglial cells contain high levels of ROS scavenger molecules such as glutathione (Dringen and 

Hirrlinger, 2003)and the antioxidant enzymes Mn- and Cu,Zn-superoxide dismutases (Mn- and Cu,Zn-

SOD), catalase and glutathione peroxidase (Lindenau et al., 2000; Saha and Pahan, 2007; Sokolova et 

al., 2001) which are not only involved in the protection of astroglial cells against the deleterious 

effects of ROS but may also play a critical role for neuron survival (Fernandez-Fernandez et al., 
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2012). In fact, astrocytes contribute to the defense of surrounding neurons by providing trophic 

supports and antioxidant molecules i.e. the glial cell-line derived neurotrophic factor (Sandhu et al., 

2009) and glutathione precursors (Masmoudi-Kouki et al., 2011). Despite their high antioxidative 

activities, astrocytes can be affected, in terms of viability and functionality, by an insurmountable 

oxidative stress (Ferrero-Gutierrez et al., 2008; Park et al., 2009). In particular, astrocyte cells are 

extremely vulnerable to H2O2 and astrocytic apoptosis occurs in various brain injuries (Giffard and 

Swanson, 2005; Takuma et al., 2004). Interestingly, excessive production of H2O2 is observed in 

healthy subjects after the consumption of only one cigarette and it has been established that H2O2-

provoked oxidative stress plays a major role in pathogenesis of smoking-related diseases (Guatura et 

al., 2000). 

 As loss of glial cells may critically impair neuronal survival, protection of astrocytes from 

oxidative insult appears essential to maintain brain function. The purpose of the present study was thus 

to examine the effect of prenatal cigarette smoke exposure on the vulnerability of cells to oxidative 

injuries in cultured astroglial cells from newborn rats. 
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Materials and Methods 

Experimental animals 

The animals used were pregnant rats of the Wistar strain (Pasteur Institute, Tunis, Tunisia). They were 

acclimatized to the laboratory environment under controlled conditions of temperature (22 ± 1°C), 

average humidity (70 ± 10%) and light—dark (12:12 h). They were provided with food and water ad 

libitum for several days prior to the experiment. Animals were divided into two groups of 6 animals 

each, Groupe 1: control, not exposed to cigarette at all and group 2, was exposed to cigarette smoke. 

Approval for these experiments was obtained from the Medical Ethical Committee For the Care and 

Use of Laboratory Animals of Pasteur Institute of Tunis (approval number: FST/LNFP/Pro 152012). 

Cigarette smoke exposure 

Pregnant rats were exposed to side stream cigarette smoke in whole body smoke exposure chamber 

immediately after being pointed as addicted (Florek et al., 2005) and exposed to the tobacco smoke 

generated from a Tunisian brand of cigarettes without a filter tip. Animals were exposed to 6 cigarette 

smoke with an interval of 10 min between each cigarette twice daily on Days 1-20 of gestation. 

Control rats were placed in smoking chambers for a total period of time that was the same as for 

exposed rats, but control rats were not exposed to cigarette smoke. The new-born rats were sacrificed 

24 hours after birth. 

Secondary cultures of rat cortical astrocytes 

Secondary cultures of rat cortical astrocytes were prepared as previously described (Hamdi et al., 

2011). Briefly, cerebral hemispheres from one day- new born rats of group 1 and 2 were collected 

separately in DMEM/F12 (2:1; v/v) culture medium supplemented with 2 mM glutamine, 1‰ insulin, 

5 mM HEPES, 0.4% glucose and 1% of the antibiotic-antimycotic solution. The tissues were 

dissociated mechanically with a syringe equipped with a 1-mm gauge needle, and filtered through a 

100-µm sieve (Falcon, Franklin Lakes, NJ, US). Dissociated cells were resuspended in culture
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6 

medium supplemented with 10% FBS, plated in 175-cm2 flasks (Greiner Bio-one GmbH, 

Frickenhausen, Germany) and incubated at 37 °C in a 5% CO2/95% O2 atmosphere. When cultures 

SOD activity was measured using a spectrophotometric assay, which consists in measuring 

epinephrine autoxidation induced by superoxide anion. Proteins (60 µg) contained in cellular extracts 

were incubated for 3 min with a mixture containing bovine catalase (0.4 U/µL), DL-epinephrine (5 
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were confluent, astrocytes were isolated by shaking overnight the flasks with an orbital agitator. 

Adhesive cells were detached by trypsination and preplated for 5 min to discard contaminating 

oligodendrocytes and microglial cells. Then, non-adhering cells were harvested and plated on Petri 

dishes at a density of 0.3 x 106 cells/ml. For measurement of cell cytotoxicity, cells were seeded in 24-

well plates. After 5 days (DIV5), the proportion of astrocytes was higher than 98% of total cells, as 

determined by staining with antibodies against glial fibrillary acidic protein (Castel et al., 2006). All 

experiments were performed on 5-day-old secondary cultures 

Cell cytotoxicity measurement 

The cytotoxicity of cigarette smoking on astrocytes was determined by measurement of lactate 

deydrogenase (LDH) activity in culture medium. The amount of LDH released into medium was 

measured by LDH assay kit (Bio-Maghreb, Ariana, Tunisia) according to the manufacturer’s 

instructions. The results were expressed as a percentage of LDH release from control cells. 

Measurement of antioxidant enzyme activities 

Cultured cells from group 1 and 2 were washed twice with PBS, homogenized in the same solution at 

4°C and harvested by centrifugation (350g, 4°C, 10 min). Cell pellet was resuspended in 50 µL of ice- 

cold lysing buffer containing 50 mM Tris–HCl (pH 8), 10 mM EDTA, 100 µM phenylmethyl- 

sulfonylfluoride and 1% Triton X-100 and the homogenate was centrifuged at 16, 000 g for 20 min at 

4°C.  Cellular extract contained in the supernatant was stored at _20°C until enzyme activity 

determinations. 



mg/mL) and Na2CO3 / NaHCO3 buffer (62.5 mM, pH 10.2). The oxidation of epinephrine was 

measured at 480 nm with a Bio-Rad spectrophotometer (Bio-Rad Laboratories, Philadelphia, US). 
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Catalase activity was determined on the basis of the decrease of H2O2. Proteins (80 µg) contained 

in cellular extracts were mixed with 30 mM H2O2 in PBS. The disappearance of H2O2 was measured at 

240 nm for 180 s at 30 s intervals. Catalase activity was calculated using the extinction coefficient of 

40 mM-1 cm−1 for H2O2.

Measurement of Proteins 

Quantification of protein concentration in cellular extract was determined by Biuret method (Peters, 

1968). Briefly, 20 µl of sample was mixed with 1 ml of Biuret reagent, incubated at ambient 

temperature for 5 min and absorbance was read at 540 nm with a Bio-Rad spectrophotometer. 

Corresponding protein concentration in each sample was calculating from the standard protein (bovine 

albumin) provided by the kit. 

Statistical analysis 

Data are presented as the mean ± SEM from at least three independent experiments. Statistical analysis 

of the data was performed by using Student’s t test and ANOVA, followed by Bonferroni’s test. 
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Results 

Effect of cigarette smoke exposure during pregnancy on body weight 

Exposure of female rats to cigarette smoke during pregnancy resulted in a significant decrease of body 

weight (Fig. 1A). Lower body weights were observed in their newborns but no death or malformed 

animals has been observed in the exposed group (Fig. 1B). 

Effect of prenatal cigarette smoke exposure on astrocyte death 

Astrocyte cells obtained from newborn rats prenatally exposed to cigarette smoke showed a significant 

decrease of the proportion of surviving cells (Fig. 2A). Examination of cultures by phase-contrast 

microscopy revealed that cells derived from cigarette smoke-exposed animals displayed a flat 

polygonal morphology similar to that of astrocytes from untreated-females, while, smoke induced a 

decrease of cell confluence (Fig. 2B). 

We have previously reported that, in cultured astrocytes, H2O2 (100 to 800 µM) provoked a dose- 

and time-dependent decrease of the proportion of surviving cells. The concentration of 300 µM H2O2, 

which killed 50% of cells, after 1 h of treatment, was chosen to evaluate the impact of in utero 

cigarette smoke exposure on exacerbation of oxidative damages. In the present study, we show that 

cigarette smoke induced a significant increase of H2O2 (300 µM)-induced LDH release from cultured 

astrocytes compared to cells isolated form control animals (141.4± 6.3 untreated animals vs 181.6 ± 

6.2 treated animals) (Fig. 2C). 

Effect of prenatal cigarette smoke exposure on antioxidant enzyme activities in cultured 

astrocytes 

To test whether prenatal smoking affects the oxidative stress parameters of postnatal astrocytes, we 

assessed the activities of the two antioxidant enzymes SOD and catalase, considering their major 

effects on cellular antioxidant defence. As illustrated in Fig. 3, prenatal exposure to cigarette smoke 

provoked a significant decrease of both SOD (Fig. 3A) and catalase (Fig. 3B) activities in cultured 

astrocytes. In order to evaluate the vulnerability of astrocytes isolated from postnatal rat exposed in 
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utero to cigarette smoke, cells were treated with 300 µM H2O2 for 1 h. In accordance with its pro-

oxidant action, H2O2 reduced significantly SOD (- 26%, P˂0.05) and catalase (-37%, P˂0.05) 

activities. Cultured astrocytes from cigarette smoke-exposed animals exhibited a lower SOD (- 62 %, 

P < 0.001) (Fig. 3C) and catalase (- 56 %, P< 0.001) (Fig. 3D) activities than cells isolated from 

control animals, in the presence of the same dose of H2O2. 
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Discussion 

Here, we provide experimental evidence between prenatal cigarette smoke exposure and disturbances 

seen in astroglial cells of neonatal rats. Following gestational exposure to cigarette smoke, the 

offspring were found not only to have lower body weight but also to be impaired in astrocytes 

activities on multiple levels, ranging from cell damage and death to specific alterations via 

disturbances of the endogenous antioxidant system. 

In agreement with previous reports (Campos et al., 2014; Schneider et al., 2011), we observed that 

offspring of animals exposed to cigarette smoke in utero show significantly lower birth weights. 

Interestingly, it has been reported that prenatal cigarette exposure in women during pregnancy reduces 

body weight, length and head circumference of newborns, suggesting relationship between smoke 

exposure exposure and adverse birth outcome (Perera et al., 2005; Tsui et al., 2008).  These weight 

differences may be due to decrease of metabolic activities and reduction in appetite for food induced 

by cigarette smoke. In agreement with this hypothesis, previous reports have revealed that maternal 

smoking is associated with alterations of protein metabolism and enzyme activity in fetal cord blood 

(Jauniaux et al., 2001; Jauniaux and Burton, 2007). It has also been found that brain responds to 

altered energy homeostasis by adjusting food intake (Morton et al., 2006) and both maternal and fetal 

blood contain a high level of carboxyhemoglobin when the mother smokes during pregnancy (Soothill 

et al., 1996). 

The brain is extremely vulnerable to oxidative stress, in part because it contains a high degree of 

polyunsaturated fatty acids, consumes high fraction of the total oxygen consumption and is not 

enriched in antioxidant defenses (Uttara et al., 2009). Cigarette smoke exposure may account for ROS 

production in neuronal cells, since smoking generates an array of other free radical species, notably 

H2O2, superoxide anions, and hydroxyl radicals in tissues (Gokulakrishnan and Ali, 2010). These 

ROS, which can easily cross the plasma membrane (Kaczara et al., 2010; Pedroso et al., 2009)  impair 

cellular antioxidant defenses and thus promotes lipid peroxidation leading to cell death (Hamdi et al., 

2011, 2012) in the smoker’s tissues (Pryor and Stone, 1993) and rat brain (Anbarasi et al., 2005). 

Consistent with this notion, this study suggests that prenatal smoking exposure induced a strong 
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11 

increase of ROS production, in cultured astrocytes. The stimulatory effect of cigarette smoking on 

ROS formation and alteration of endogenous antioxidant systems are probably keys mechanisms in 

neurotoxic action of smoke. Indeed, we have observed that exposition to cigarette smoke during 

gestational period reduces significantly SOD and catalase antioxidant enzymes activities. Furthermore, 

in vitro studies have confirmed that astrocytes isolated from in utero cigarette smoking-exposed rats 

exhibit an increased vulnerability to oxidative stress induced by H2O2. Similarly, data from other 

groups indicate that inhibition of SOD and/or catalase activities in cultured astrocytes is associated 

with an exacerbation of oxidative damages induced by H2O2 or hypoxia (Desagher et al., 1996 ; Li et 

al., 2008; Pedroso et al., 2009). Besides, it has been reported that, in cultured astrocytes, stimulation of 

SOD and catalase activities or overexpression of SOD is able to prevent ROS-induced alteration of 

mitochondrial integrity, caspase-3 activation and thus cell apoptosis (Hamdi et al., 2011, 2012; Yang 

et al., 2008). Altogether, these data indicate that the exacerbation of oxidative injuries induced by 

prenatal exposure to cigarette smoke in astrocytes is attributable, at least in part, to inhibition of 

endogenous antioxidant systems and over-production of ROS levels. 

Prenatal cigarette smoke exposure-reduced antioxidant enzyme activities might have a 

physiopathological significance in neurodegenerative diseases and stroke. The central nervous system 

is sensitive to oxidative stress due to its high metabolism and high levels of unsaturated lipids so that 

down-regulation of antioxidant enzyme systems in astroglial cells could critically impair neuronal 

survival observed during brain development and several neuropathological processes. It is now 

established that astroglial cells contribute to the defense of surrounding neurons under moderate 

oxidative stress by releasing neuroprotective factors and antioxidant molecules such as the glial cell-

line derived neurotrophic factor (Sandhu et al., 2009), endozepines (Kaddour et al., 2013) and 

glutathione precursors (Takuma et al., 2004). Other studies indicate that oxidative damages and 

inhibition of antioxidant enzyme activities, in astrocytes, are continuously increased with progression 

cigarette smoking exposure (Campos et al., 2014; Hilbert and Mohsenin, 1996 ; Hulea et al., 1995). 

Therefore, protection of astrocytes from oxidative assault appears essential to maintain cerebral 

antioxidant competence and to prevent neuronal damage as well as to facilitate neuronal recovery. 
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In conclusion, the present study demonstrates that exposure to cigarette smoke during pregnancy 

exerts a potent pro-oxidant action in offspring’s astrocytes. The toxic effect of prenatal cigarette 

smoke exposure is attributable, at least in part, to inactivation of endogenous antioxidant systems, 

especially to reduction of SOD and catalase activities leading to formation of ROS and finally to cell 

death.
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 Legends 

Fig. 1. Effect of cigarette smoke exposure on body weight 

Rats from group 1 (non exposed animals,    ) and 2 (exposed animals,     ) were exposed during 

pregnancy to fresh air or to cigarette smoke and body weights were measured during pregnancy (A) 

and in newborn rats (B). Data are expressed as Mean ± SEM for n = 6 rats. ANOVA followed by 

Bonferroni’s test: **p < 0.01; ***p < 0.001; ns, not statistically different vs. control. ##p < 0.01; ####p < 

0.0001 vs. prenatal exposed- animals. PCS: prenatal cigarette smoke-group 

 Fig. 2. Effect of cigarette smoke exposure on astrocyte survival 

(A) Effect of prenatal cigarette smoke-induced release of lactate dehydrogenase

from cultured rat astrocytes isolated from group 1 (offspring of non exposed animals,      ) and 2 

(offspring of smoke exposed animals,     ). The results are expressed as percentages of lactate 

dehydrogenase (LDH) released from untreated cells, quantified by using an LDH activity kit assay. 

Each value is the mean (± SEM) from at least 6 different wells from 3 independent cultures. ANOVA 

followed by the t.test. ***p < 0.001 vs. control. (B) Phase-contrast images illustrating the effect of 

prenatal cigarette smoke in morphology of cultured rat astrocytes. Secondary astrocytes culture 

obtained from offspring of control animals (Ba) and treated animals (Bb) were photographed at 7-day- 

old. Scale bar = 50 µm. (C) Effect of H2O2-treatment on release of LDH from cultured rat astrocytes. 

Cells from group 1 (offspring of non exposed animals,     ) and 2 (offspring of smoke exposed animals, 

 ) were incubated for 1 h with culture medium in the absence or presence of H2O2. ANOVA 

followed by the Bonferroni’s test. *p < 0.05; ***p < 0.001 vs. control. ## p < 0.01 different vs. H2O2- 

treated cells. PCS: prenatal cigarette smoke-group 

Fig. 3. Effect of prenatal cigarette smoke on SOD and catalase activities in postnatal cultured rat 

astrocytes. 

Cells from group 1 (offspring of non exposed animals,     ) and 2 (offspring of smoke exposed animals, 

) were incubated for 1 h with culture medium in the absence (A-B) or presence of H2O2 (C-D). SOD 

activity was determined by measurement of epinephrine autoxidation induced by superoxide anion, 
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and catalase activity by the decrease of H2O2. The results are expressed as a percentage of control 

after calculating SOD activities (UI/min/mg protein) and catalase activities (mmol/min/mg protein). 

Each value is the mean (± SEM) calculated from at least 3 different dishes from 3 independent 

cultures. ANOVA followed by the Bonferroni’s test. *p < 0.05; ***p < 0.001 vs. control. ## p < 0.01 

different vs. H2O2-treated cells. PCS: prenatal cigarette smoke-group 
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Il y a aujourd’hui dans le monde plus d’un milliard de fumeurs. Environ 20% d'entre eux sont 

des femmes. Il est par ailleurs bien établi que les femmes sont aussi sensibles que les 

hommes, sinon plus, aux méfaits du tabac. Les fumeurs, hommes et femmes, sont plus sujets 

aux cancers, aux maladies cardiaques et aux infections respiratoires. Le tabac provoque en 

outre des cancers spécifiquement féminins et a des effets nocifs sur la grossesse et la santé 

génésique. 

Le tabagisme maternel augmente significativement le risque de complications graves de la 

grossesse en raison des nombreux composants de la cigarette qui peuvent traverser la barrière 

placentaire et atteindre ainsi le fœtus en plein développement. 

Mon projet de thèse est parti du constat que les macrophages placentaires possèdent des 

propriétés spécifiques. Sur le plan phénotypique, ils expriment CD14 tout comme les 

monocytes et non pas CD68, un marqueur classique des macrophages. Sur le plan fonctionnel, 

ils se différencient en quelques jours en cellules géantes multinucléées, ce que ne font ni les 

monocytes ni les macrophages différenciés à partir de monocytes. C’est la raison pour 

laquelle j’ai en premier temps étudié la formation des cellules géantes multinucléées en 

présence de fumée de cigarette. J’ai montré que la cigarette affecte la capacité des 

macrophages placentaires à former des cellules géantes multinucléées. La fumée de cigarette 

affecte également la capacité des macrophages dérivés des monocytes à former des cellules 

géantes multinucléées lors de la formation in vitro de granulomes, ce qui suggère qu’elle 

affecte les macrophages indépendamment de leur tissu d’origine. J’ai montré également que la 

phagocytose de particules non opsonisées est fortement compromise en présence de fumée de 

cigarette mais pas celle des mêmes particules opsonisées, ce qui suggère que c’est l’étape 

d’adhésion des particules aux macrophages placentaires (récepteurs des lectines, intégrines) 

qui est affectée et non la machinerie phagocytaire elle-même. On peut supposer que les 
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nombreux produits chimiques, tels que des aldéhydes hautement réactifs, dont la fumée de 

cigarette est composée pourraient modifier les protéines membranaires des macrophages 

placentaires. 

Les mécanismes conduisant à la formation de macrophages géants multinucléés ne sont pas 

bien compris. Ils dépendent de l'état d'activation des macrophages et comprennent la 

modulation de différents récepteurs. Ils impliquent également l'activité de différentes MMPs 

bien connues pour affecter la matrice extracellulaire. J’ai montré que différents gènes de 

MMPs, en particulier le gène codant MMP-12, sont surexprimés en présence de fumée de 

tabac. MMP-12 est une élastase spécifique des macrophages impliquée en particulier dans la 

réponse inflammatoire aiguë puisqu’elle augmente la libération de TNF. Il est à noter que 

MMP-12 joue un rôle important dans le développement de l'emphysème, une complication 

majeure de la consommation de tabac, puisque les macrophages alvéolaires des poumons 

emphysémateux en produisent des quantités élevées. 

La surexpression des gènes de MMP-12 et des MMPs de façon plus générale devrait 

s’accompagner d’une surproduction de TNF. Cette hypothèse est étayée par des travaux sur 

les souris n’exprimant pas de récepteurs de TNF : elles sont protégées de la dégradation de la 

matrice alvéolaire causée par la fumée de cigarette. La capacité des macrophages placentaires 

à sécréter des cytokines aussi bien inflammatoires qu’anti-inflammatoires en présence de 

fumée de cigarette a été déterminée. On observe une plus grande production de TNF et d'IL-

33, des médiateurs de la réponse Th1 et Th2 respectivement. On observe également une 

moindre production d'IL-10, une cytokine majeure de l’immunorégulation. Cette 

surproduction de TNF et la moindre production d'IL-10 renforce le contexte inflammatoire 

placentaire, ce qui pourrait être associé à un risque d'accouchement prématuré et d'avortement 

chez les femmes enceintes et fumeuses. J’ai également montré que le déséquilibre observé 

entre la production de cytokines inflammatoires et celle de cytokines anti-inflammatoires par 
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les macrophages placentaires exposés à la fumée de cigarette n’est pas lié à un déséquilibre 

M1/M2 comme l’indique l’étude des marqueurs transcriptionnels des macrophages M1 ou 

M2, ce qui est en accord avec des résultats montrant que les macrophages issus de placentas à 

terme ne se polarisent pas en macrophages M1 et M2.  

Enfin, j’ai supposé que les effets de la fumée de tabac sur les macrophages placentaires 

pourraient être associés à la nicotine. Tel n’est pas le cas puisque montré puisque la nicotine 

n’induit ni un défaut de formation des cellules géantes multinucléées ni une moindre ingestion 

de particules non opsonisées. De façon similaire, elle n’affecte pas le profil transcriptionnel 

des MMPs, ce qui est distinct d’autres types cellulaires pour lesquels ces gènes sont 

surexprimés. Seule la production des cytokines inflammatoires telles que le TNF et l’IL-33 tu 

as fait ça  est légèrement modulée par la nicotine, sans qu’on puisse en dire plus. En résumé, 

la nicotine ne semble pas jouer un rôle majeur dans la modulation des fonctions des 

macrophages placentaires par la fumée de cigarette, ce qui n’est probablement pas étonnant 

puisque celle-ci contient des milliers de molécules autres que la nicotine.  

 

La grossesse est un état physiologique qui s’accompagne par une demande métabolique 

élevée en oxygène dont il résulte une surproduction de ROS et de peroxydation lipidique. Le 

cerveau est extrêmement vulnérable au stress oxydatif, en partie parce qu’il est riche en fer 

non hémique impliqué dans la production des ROS. En outre, le cerveau contient un nombre 

relativement élevé en acides gras polyinsaturés qui représentent un excellent substrat pour les 

réactions de peroxydation. Dans cette deuxième partie de mon étude, j’ai étudié le stress 

oxydant associé à l’exposition passive à la fumée de cigarette dans le cerveau de rats exposés 

in utero. J’ai montré qu’il se manifeste par une augmentation de la peroxydation lipidique et 

une réduction du statut antioxydant enzymatique causée par l’exposition à la fumée de 

cigarette. 
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Après exposition pendant la gestation à la fumée de cigarette, la progéniture présente une 

masse corporelle inférieure aux contrôles. Il est bien connu que l'exposition prénatale à la 

cigarette chez les femmes pendant la grossesse réduit le poids corporel, la longueur et la 

circonférence de la tête des nouveau-nés, ces différences de poids pouvant être dues à la 

réduction des activités métaboliques ainsi que la diminution de l’appétit induite par la fumée 

de cigarette. Les cellules astrocytaires sont également compromises à plusieurs niveaux, allant 

de la mort cellulaire à des modifications plus spécifiques telles que la perturbation du système 

antioxydant endogène. L'effet stimulant de la cigarette sur la formation des ROS et l'altération 

du système antioxydant endogène sont probablement des mécanismes clés de l’action 

neurotoxique de la fumée. C’est ainsi que l'exposition à la fumée de cigarette au cours de la 

gestation réduit considérablement les activités des enzymes antioxydantes (SOD et catalase). 

Des études in vitro ont montré que les astrocytes isolés à partir de rats exposés au tabac in 

utero présentent une vulnérabilité accrue au stress oxydatif induit par H2O2. D’autres données 

indiquent que l'inhibition de l’activité de la SOD et/ou de la catalase dans les astrocytes en 

culture est associée à une exacerbation des dommages oxydatifs. Il est maintenant établi que 

l’exposition prénatale à la fumée de cigarette joue un rôle important dans le développement 

des maladies neurodégénératives et le déclanchement des accidents vasculaires cérébraux à 

l’âge adulte. Comme les cellules astrogliales contribuent à la défense des neurones 

environnants en libérant des facteurs neuroprotecteurs et des molécules antioxydantes telles 

que les endozépines et les précurseurs du glutathion, il est probable que la protection contre 

les agressions oxydatives des astrocytes soit essentielle pour prévenir les lésions neuronales et 

faciliter la récupération neuronale. 
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Abstract
The origin of macrophages has been considered since 
several decades to be a continuum from bone marrow 
(BM) to tissue via  monocytes as precursors. The deve-
lopment of new tools such as genetic lineage tracing, 

parabiosis and BM chimeras changed the paradigm of 
macrophage origin. In steady state, most resident macro-
phages are of embryonic origin, whereas a monocyte 
origin remains prominent in pathological conditions. 
The findings of a proliferation of mature macrophages 
will oblige us to reappraise the relationship between 
proliferation and differentiation in macrophages. This 
review is based on the recent explosion of high impact 
articles on macrophage biology. It summarizes new 
data on the origin of macrophages and their self-
renewal potential in steady states. While monocytes 
are required for intestinal macrophage development, 
the microglia is independent of monocyte influx and 
skin macrophages provide an excellent model of the 
balance between monocyte input and self-renewal. In 
addition, macrophage proliferation requires intrinsic and 
extrinsic factors including growth factors and cytokines. 
It also analyzes the impact of this new paradigm in 
human diseases such as athrosclerosis, cancer, infe-
ctious diseases and neurodegenerative diseases. In 
atherosclerosis, the finding of macrophage proliferation 
within the lesions will change our understanding of 
disease pathophysiology, this new paradigm may have 
therapeutical impact in the future.

Key words: Macrophages; Self-renewal; Proliferation; 
Homeostasis; Diseases

© The Author(s) 2015. Published by Baishideng Publishing 
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Core tip: The emergence of revolutionary technologies 
in myeloid cell research has deeply changed the 
paradigm of macrophage activation. It was believed 
that macrophage derive from myeloid precursors via  
circulating monocytes. Now, we can propose that 
resident macrophages are of embryonic origin in steady 
state whereas monocytes are recruited in pathological 
conditions. The second strong idea was that mature 
macrophages are unable to proliferate; we have strong 
evidence that macrophages can proliferate, which is 

REVIEW

131

Submit a Manuscript: http://www.wjgnet.com/esps/
Help Desk: http://www.wjgnet.com/esps/helpdesk.aspx
DOI: 10.5411/wji.v5.i3.131

World J Immunol 2015 November 27; 5(3): 131-141
ISSN 2219-2824 (online)

© 2015 Baishideng Publishing Group Inc. All rights reserved.

World Journal of 
ImmunologyW J I

November 27, 2015|Volume 5|Issue 3|WJI|www.wjgnet.com



the basis of self-renewal. The consequences of these 
new concepts will lead us to reappraise the role of 
macrophages in pathologies. 
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Changing the paradigm. World J Immunol 2015; 5(3): 131-141  
Available from: URL: http://www.wjgnet.com/2219-2824/full/
v5/i3/131.htm  DOI: http://dx.doi.org/10.5411/wji.v5.i3.131

INTRODUCTION
Historical point of view
The initial model of macrophage differentiation was 
proposed by Ralph Van Furth and Zanvil Cohn[1] in 
1968. Tissue macrophages arise from bone marrow (BM) 
progenitors via blood monocytes as intermediates[2]. 
However, this popular model is probably insufficient 
to describe how macrophage populations grow and 
mature. 

The introduction of new methods including genetic 
lineage tracing, parabiosis and BM chimeras as well 
as BM transplantations in animals and myelo-ablative 
irradiation or chemotherapy in patients enable a 
reappraisal of macrophage origin dynamics[3]. We will 
review the diversity of macrophage populations, the 
contribution of the self-renewal process to macrophage 
dynamics and the consequences on our understanding 
of human pathologies.

Macrophage populations
The mononuclear phagocyte system consists of mono-
cytes, macrophages and dendritic cells (DCs), which 
exhibit different morphologies, phenotypic characteristics 
and functions. For several years, it was believed that 
monocytes were released from BM into the circulation 
and that they were the precursors of macrophages and 
DCs[4]. 

In the past 20 years, use of specific membrane 
markers has allowed the discrimination of different 
subpopulations among mononuclear phagocytes. Hence, 
murine inflammatory monocytes are characterized by 
the high expression of LY6C, CCR2 and low level of 
CX3CR1. In contrast, patrolling monocytes are charac-
terized by the low expression of LY6C and CCR2 and 
high density of CX3CR1. A similar heterogeneity has 
been found in humans; the most prevalent population 
of so-called classical monocytes expresses high levels of 
CD14 and is equivalent to LY6Chi in mice. 

The level of CD14 and CD16 membrane expression 
enables the identification of two minor subsets of 
monocytes, CD14hiCD16lo (also called intermediate 
monocytes) and CD14loCD16hi (called non-classical 
monocytes) respectively, which are the equivalent 
of LY6Clo monocytes in mice[5]. It has been recently 
found that the relative proportion of human monocyte 
subsets is modulated during inflammatory and infectious 
diseases[6,7], although the role of these different 

monocyte subsets in these pathologies remains to 
be elucidated. The situation is even more complex 
for tissue macrophages. Indeed, macrophages are 
classified according to the type of tissue: Osteoclasts 
in bone, alveolar macrophages in lungs, Kupffer cells 
in liver, intestinal macrophages in the gut, microglia 
in the nervous system), placenta macrophages and 
macrophages in secondary lymphoid organs[8,9]. These 
macrophages exhibit a diversity of functions from host 
defense to metabolism and tissue remodeling.

Besides these resident macrophages, macrophages 
can be locally recruited in response to injuries and their 
phenotypic and functional characteristics will depend 
on the type of injury. Using some phenotypic features 
enables the distinction of recruited macrophages from 
resident cells. The former exhibit a low expression of 
F4/80, CD64, MerTK, CD14, are mobile and short-living 
cells; in contrast, the latter highly express F4/80, CD64, 
MerTK, CD14, are long-living but can be of yolk sac (YS) 
or hematopoietic stem cell (HSC) origin (see below). 
The responses of macrophages to different stimuli 
have led to the concept of macrophage polarization, 
which allows a classification of functional macrophage 
subsets. A reductionist model of activation has resulted 
in a definition of M1 macrophages that reflects the Th1 
immune response and M2 macrophages that reflects 
the Th2 immune response[10]. The lack of specific 
markers of M1 and M2 macrophages, respectively, has 
made the identification of these functional subsets in 
in vivo conditions difficult[11]. However, the use of high 
throughput methods such as microarray permitted the 
identification of transcriptional signatures that would 
require functional validation[12]. Studies of networks 
based on gene expression profiling have generated a 
resource data set to assess transcriptional regulation 
during macrophage activation by comparing diverse sets 
of agonists on a single microarray platform. Network 
modeling extends the current M1 vs M2 polarization 
model to a spectrum model with at least nine distinct 
macrophage activation programs[13]. In addition, the 
InnGen project has enabled the sorting of tissue ma-
crophages from C56BL/6 mice and the analysis of 
their gene expression program with whole genome 
microarray. This approach has revealed a considerable 
diversity among macrophage populations, which is 
higher than the distance between macrophages and 
DCs. This diversity is illustrated by the expression 
of unique transcripts according to each macrophage 
location. As an example, this bioinformatics approach 
has revealed that Langerhans cells are close to BM-
derived macrophages but surprisingly failed to cluster 
with macrophages[14]. The introduction of mass cyt-
ometry allowed a more precise analysis of murine 
myeloid cells. Indeed, alveolar macrophages, microglia 
and red-pulp macrophages are populations distinct from 
the other macrophages[15]. It is likely that new data will 
profoundly change our understanding of the relationship 
between the diversity of macrophage populations and 
their origin.
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NEW TOOLS TO DETERMINE THE ORIGIN 
OF MACROPHAGES: MONOCYTES VS 
MACROPHAGES
New tools have emerged these latter years to inve-
stigate the origin, the homeostasis and the functions of 
mononuclear phagocytes[16,17]. We will illustrate these 
methodological advances with a few examples. The 
study of mouse embryogenesis enables a chronological 
dissection of macrophage origin. First, the macrophages 
appear in YS in which primitive hematopoiesis occurs. 
Then, fetal liver and BM are populated by HSCs, which 
represent another source of tissue macrophages[18]. 
This dynamic and the dual origin of tissue macrophages 
(YS vs HSC) have been reported in a growing number 
of important papers[18,19]. These results question the role 
of monocytes in tissue colonization in both homeostasis 
and situations of danger. Clinical features highlight the 
new paradigm. Many tissue macrophage populations 
are not affected in patients with monocytopenia due to 
leukemia[20] or immune deficiencies[21]. 

The use of the radioelement 89Sr which targets 
monopoiesis does not reduce tissue macrophage 
content in the lung and liver of mice[19]. Similarly, the 
depletion of circulating monocytes in CCR2-/- mice has 
a limited impact on tissue macrophage populations[19]. 
Using genetic fate mapping techniques based on a 
recombination-induced expression of reporter genes 
under the control of a constitutive promoter (RUNX1, 
CSF1R, FLT3) enables identification and tracking of 
different embryonic macrophage populations into 
adulthood (Table 1)[18]. Nevertheless, the specificity 
and the efficiency of these approaches, such the 
labeling of YS-derived macrophages with RUNX1CreER 
or with Csf1rCreER, are questionable. Although FLT3-Cre 
labels specifically blood monocytes, FLT3-Cre negative 
tissue macrophages are also observed in HSC-derived 
macrophages[18]. These molecular tools have provided 
important data and a model was recently proposed in 

mice: Primitive macrophages would arise from erythro-
myeloid progenitors present in YS. These macrophages 
are the first wave of colonization of the brain and other 
fetal organs. A second wave would be characterized by 
the development of fetal monocytes in fetal liver; these 
latter cells would be the source of resident macrophages 
with the exception of the brain[22,23]. These major findings 
remain limited to murine models and their transposition 
to humans is an important scientific challenge.

MACROHAGE PROLIFERATION 
If tissue macrophage renewal does not result from 
monocyte influx, their proliferation is necessary. The 
proliferation of transformed lines of macrophages is 
well established, but their use is limited by the loss of 
macrophage functions and their poor differentiation 
compared with mature macrophages. Michael Sieweke’s 
group recently reviewed the self-renewal mechanisms 
of mature macrophages and identified extrinsic and 
intrinsic factors[3] (Figure 1). Among the extrinsic factors, 
the macrophage colony-stimulating factor (M-CSF) 
occupies a privileged position. The number of tissue 
macrophages is reduced in animals bearing mutations 
in M-CSF such as op/op mice and tl/tl rats and in mice 
deficient for M-CSF receptors (M-CSFR); the efficiency 
of macrophage depletion is higher in mice deficient 
for M-CSFR[24]. M-CSFR binds with not only M-CSF 
but also interleukin (IL)-34. Produced by neurons and 
keratinocytes, IL-34 is a good candidate for controlling 
the homeostasis of microglia and Langerhans cells[25] but 
seems more critical in the homeostasis of Langerhans 
cells than of microglia[26]. It is likely that the imbalance 
between M-CSF and IL-34 accounts for the differences in 
the macrophage replenishment of the skin and nervous 
system.

Granulocyte macrophage colony-stimulating factor 
(GM-CSF) is another important cytokine involved in 
the turnover of tissue macrophages. This has been 
clearly demonstrated with macrophages derived from 
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Methods and tools Results

Membrane markers CX3CR1hi/F4/80hi/CD11blo: YS macrophages
CX3CR1lo/F4/80lo/CD11bhi: HSC macrophages

Transcription factors MYB+: HSC macrophages
MYB-: YS macrophages

Depletion (clodronate, Abs) Non-specific depletion with clodronate. The CCR2-/- mice that are depleted from circulating 
monocytes exhibit normal tissue macrophage populations

Genetic fate mapping techniques: RUNX1 Early expression of RUNX1 in YS derived macrophages and identification of embryonic 
macrophages in adulthood (microglia, Langerhans cells)

Genetic fate mapping techniques: FLT3 Identification of a HSC stage in differentiation: + for monocytes and - for tissue macrophages
Genetic fate mapping techniques: CSF1R Labeling of 30% YS derived macrophages in the embryo and similar persistence in adult microglia
Genetic fate mapping techniques: CX3CR1 labeling of monocytes and miocroglia
Parabiosis Replacement of resident macrophages by chimeric monocytes
Sublethal irradiation and bone marrow transplant Chimerism in blood monocytes without eradicating resident macrophages. Risk of inflammation 

and membrane leakage

Table 1  Approaches to dissect the origins of macrophage lineages

YS: Yolk sac; HSC: Hematopoietic stem cell. This Table describes the methods to identify the origin of mononuclear phagocytes and the major results. It 
refers to recent reviews[16-18].
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macrophages from Gata6-deficient mice[34]. Other 
transcription factors regulate macrophage proliferation 
via their cooperation. The cooperation of cMyc and Klf4 
and MafB and cMaf seems necessary for macrophage 
self-renewal as described for stem cells[3]. Hence it has 
been reported that macrophages isolated from MafB- 
and cMaf-double deficient mice divide indefinitely; 
the self-renewal depends on cMyc and Klf4[19]. Taken 
together, these results suggest that other tissue-specific 
mechanisms may be identified in the future to account 
for the expansion of mature macrophages.

HOMEOSTASIS
Different strategies based on the proliferation of YS- or 
HSC-derived cells or monocyte influx are used by macro-
phages to maintain their population in peripheral tissues 
(Figure 2). It has been clearly shown that monocytes are 
involved in the control of homeostasis[35,36]. Experiments 
using Cre-loxP-based fate mapping methods or para-
biotic mice with mice lacking or not CCR2 have shown 
that circulating monocytes have a minimal contribution 
to the maintenance of tissue macrophages in the 
absence of injury[37,38]. Nevertheless, the sites in contact 
with microorganisms such as the intestine, skin and 
spleen are specialized areas in which monocyte in-
put is necessary to maintain macrophage population. 
Exposure to commensal microorganisms is likely to 
cause a low grade inflammation also called “primed 
homeostasis”, which is reminiscent of the recruitment of 
classical monocytes in fully inflammatory conditions[39]. 
This seducing hypothesis accounts in part for the 
homeostatic maintenance of macrophage populations 
such as intestinal macrophages. In mice, the colons of 
newborns contain macrophages of embryonic origin (F4/
80hiCD11blo) and hematopoietic origin (F4/80loCD11bhi); 
the embryonic population of macrophages is prominent 
after birth and dramatically decreases thereafter[40]. 
Although macrophages in adult mice retain the ability to 
divide locally, this ability is not sufficient to account for 
maintaining macrophage populations in the intestine. 

fetal liver macrophages with self-renewing potential. 
These cells are obtained by the culture of fetal liver and 
grow exponentially in the presence of GM-CSF before 
differentiation. The removal of GM-CSF blocks their 
proliferation[27]. In vivo, the peritoneal administration 
of GM-CSF also induces the proliferation of peritoneal 
macrophages[3]. In addition, it is likely that GM-CSF is 
involved in the control of the alveolar macrophage popul-
ation[28].

IL-4 shares with M-CSF the ability to polarize 
macrophages towards a M2 phenotype and is associated 
with the self-renewal of macrophages. IL-4 is probably 
sufficient to induce the proliferative expansion of macro-
phages in serous cavities, the liver, spleen and lungs[29]. 
The administration of IL-4 in mice causes macrophage 
proliferation and their accumulation in the liver, spleen 
and BM[30,31]. In contrast, IL-4 is unable to induce 
the proliferation of macrophages in vitro, suggesting 
that IL-4 acts in concert with other cytokines. Finally, 
among the extrinsic factors involved in the self-renewal 
of mature macrophages, one can evoke adenosine 
deaminases, known for their role in the regulation of 
adenosine levels which are associated with monocyte-
to-macrophage differentiation and macrophage proli-
feration[32].

The intrinsic factors playing a role in the self-renewal 
of macrophages include the signaling pathways of IL-4, 
IL-34, M-CSF and GM-CSF. In addition, transcription 
factors such as c-Myb and c-Myc, known for their role in 
cell proliferation, play a role in monocyte differentiation. 
Although their ectopic expression in mature macro-
phages re-initiates the cell cycle[3], they are not involved 
in the proliferation of mature macrophages[33]. The 
transcriptional factor Gata6 is specifically expressed 
by self-renewing peritoneal macrophages but not by 
monocytes recently recruited into the peritoneum after 
challenge. Gata6 deficiency impairs peritoneal macro-
phage renewal during steady state and in response to 
inflammatory challenge compromising the resolution 
of inflammation. Gata6 targets genes involved in 
cell proliferation since their expression is altered in 
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Figure 1  Extrinsic and intrinsic factors involved in macrophage proliferation. M-CSF: Macrophage colony-stimulating factor; GM-CSF: Granulocyte macrophage 
colony-stimulating factor; IL: Interleukin; PPARγ: Peroxisome proliferator-activated receptor γ.
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Different studies based on CX3CR1+GFP mice, the 
irreversible expression of YPC by CSF1R+ and parabiotic 
mice demonstrated that intestinal macrophages require 
constant replenishment through CCR2-dependent 
recruitment of LY6Chi monocytes[41]. It has also been 
demonstrated that the constant replenishment of 
intestine macrophages is related to the microbiota. 

Indeed, the administration of broad-spectrum 
antibiotics for 2 wk in conventional mice results in a 
small reduction of LY6Chi MHC+ macrophages but not 
in the number of LY6Clo MHC+ mature macrophages 
in the colon. Hence, homeostasis of resident intesti-
nal macrophages requires both the microbiota and 
the CCR2-dependent recruitment of inflammatory 
macrophages.

In contrast, the microglia cells are monocyte-
independent. They are localized in the central nervous 
system and exhibit different morphologies according 
to the type of activation[42,43]. After birth, the massive 
expansion of microglia cells that is observed is related to 
the in situ cell proliferation induced by M-CSF and IL-4, 
but not to monocyte input[44]. The microglia deletion 
results in decreased synaptic formation and learning[18]. 
Alveolar macrophages are derived from fetal monocytes 
that colonize the lungs shortly after birth in a process 
dependent on GM-CSF and peroxisome proliferator-
activated receptor (PPAR)-γ. Another example of 
macrophages that do not result from monocyte influx 

is provided by alveolar macrophages. They do not 
differentiate from blood monocytes because CD163-
DTR-mediated depletion results in repopulation by 
in situ proliferation[37,45]. However, when alveolar 
macrophages are depleted by a genotoxic injury such as 
a lethal irradiation, recruited monocytes can repopulate 
the alveolar macrophage niche[18]. Hence, alveolar 
macrophages do not require monocyte recruitment but 
can accommodate such requirement when required. 

The skin, which has been well studied in mice in 
recent years, provides an excellent model of the role of 
the balance between monocyte input and self-renewal. 
It contains two major macrophage populations, Langer-
hans cells in the epidermidis and dermal macrophages. 
The Langerhans cells originate from YS-derived myeloid 
precursors and monocytes from fetal liver. They und-
ergo an extensive proliferation after birth and a low rate 
of in situ proliferation that is sufficient to maintain their 
number in adulthood without further monocyte input. 
Dermal macrophages probably have a complex origin; 
they contain a pool of established prenatal macrophages 
and one postnatal pool derived from blood monocytes 
expressing high levels of CCR2 and LY6C. The dermal 
macrophages are clearly distinct from Langerhans cells 
and other dermal DCs[46]. 

Recent studies concern cardiac macrophages in 
which depletion experiments enable the description 
of repopulation strategies. There is evidence that 
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Figure 2  Macrophage origin and homeostasis.
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combined mechanisms are required. In steady state, 
the majority of cardiac macrophages are of embryonic 
origin and repopulation after depletion is supported by 
circulating monocytes[18]. All these findings have been 
based on murine models and their extrapolation to 
homeostasis of human macrophages will require original 
methodological approaches. 

MACROPHAGE IN DISEASES
It is well known that macrophages are necessary to 
fight against microbial pathogens or tumor cells, but 
they may also contribute to inflammatory and autoim-
mune diseases and the development of metastasis. 
While there is evidence that the self-renewal of tissue 
macrophages seems sufficient to maintain resident 
cells in steady state, pathological situations require 
exogenous contribution. Different models of response 
to injury have provided essential information. The 
most usual model consists of the injection of microbial 
or toxic agents inside the mouse peritoneal cavity 
in which resident macrophages are of embryonic 
origin. The initial response consists of the recruitment 
of blood monocytes. During the phase of resolution 
of inflammation, recruited monocytes mature into 
macrophages[38]. In a murine model of acute liver injury 
induced by N-acetyl-p-aminophenol, the number of 
resident Kupffer cells first decreases and then starts 
to increase without requiring LY6Chi monocytes during 
the resolution phase. In the necroinflammatory phase, 
LY6Chi monocytes are recruited in a CCR2-dependent 
manner. In addition, the transcriptional signatures of 
self-renewed Kupffer cells and recruited monocytes are 
clearly distinct[38]. In patients, some examples illustrate 
the fact that monocyte influx does not explain the 
response to inflammatory challenge. For instance, the 
macrophages present in ocular adnexae are polarized 
and express markers of proliferative activity[47]. During 
the acute inflammatory response in which inflammatory 
macrophages are recruited, tissue macrophages prolife-
rate intensively, suggesting a combination of mechanisms 
to restore homeostasis after an aggression[48]. We will 
briefly describe macrophage renewal in some clinical 
situations.

Atherosclerosis
Atherosclerosis is characterized by the accumulation 
of macrophages in atheromatous plaques; they ingest 
lipids and produce a panel of inflammatory mediators 
leading to an amplification loop. It has been shown at 
least in mouse models that lesional macrophages arise 
predominantly from circulating LY6Chi monocytes[49]. 
The introduction of cholesterol in the diet induces an 
influx of monocytes in atheromatous plaques after two 
weeks with a difference between monocyte subsets: 
monocytes expressing LY6C are more efficiently recr-
uited than monocytes which do not express LY6C and 
it is believed that the latter cells may promote vascular 
stability and play an atheroprotective role[50]. Recent 

papers suggest that the accumulation of macrophages 
in atheromatous lesions is not the only consequence 
of monocyte input. Hence, macrophage proliferation in 
atheromatous lesions has been reported in humans, 
rabbits and mice[50-52]. In apolipoprotein E-deficient 
mice (ApoE-/-) with a high-cholesterol diet, a rapid 
turnover of macrophages is observed within the lesions. 
The monocyte depletion does not affect the turnover 
of lesion aortic macrophages. In addition, using 
parabiosis reveals that monocyte recruitment cannot 
fully account for lesional macrophage accumulation in 
established atherosclerosis but it cannot be excluded 
monocyte circulating precursor is involved[50,53]. Using 
an adoptive transfer methodology in ApoE-/- mice under 
a high-cholesterol diet shows that proliferating aortic 
macrophages derive from non-proliferating circulating 
monocytes. The contribution of recruited monocytes 
seems to be prominent in early lesions, but it is likely 
that less than 20% of macrophages in established 
atheromatous lesions are due to monocyte influx, with 
local proliferation of macrophages accounting for the 
largest part of lesional macrophages[50]. Recently, the 
expression of type 1 scavenger receptor class A (Msr1) 
on lesional macrophages has been reported and seems 
to be correlated with macrophage proliferation. Hence, 
lesional macrophages from Msr1-/- mice proliferate 
poorly compared with wild type macrophages and are 
less abundant[53]. 

The persistence of lesional macrophages also reflects 
defective cell death. Hence, the lack of macrophage death 
at early stages of atherosclerosis increases macrophage 
burden and seems to reduce the progression of the 
disease in later stages[50,54].

Myocardial infarction is a complication of athero-
sclerosis and the heart lesion is characterized by 
an inflammatory response mediated by recruited 
neutrophils and monocytes, and the proliferation of 
local cardiac macrophages[55].The expansion of local 
macrophages is long lasting until healing and these 
macrophages display heterogeneity of activation states 
from M1 to reparative M2 macrophages. Healing 
requires cardiac macrophages whatever their origin 
(monocyte recruitment vs local proliferation) as assessed 
by numerous studies including clinical studies[56,57]. 

Recently, it has been reported that Osmr-/- (oncostatin 
M receptor) mice undergoing myocardial infarction 
exhibit a reduced number of myeloid cells expressing 
F4/80 and CD11b. In addition, Osm induces the 
expression of REG3β, which is a potent chemoattractant 
for macrophages. In REG3-/- mice with myocardial 
infarction, the macrophage burden is decreased, 
suggesting that the macrophages within infarcted lesions 
are of monocytic origin. Again, the functional activity 
of lesional macrophages is time dependent. Indeed, 
the monocytes recruited early within infarcted lesions 
lead to M1 macrophages whereas macrophages found 
during tissue remodeling are of M2 type, but these 
two macrophage functional subsets are controlled by 
REG3[58]. The inflammatory reaction seems to be similar 
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in the brain after a stroke. It is likely that the perivascular 
macrophages replenished by circulating monocytes, in 
contrast to microglia, drive the recruitment of inflam-
matory cells in lesions of cerebral tissue. In contrast, 
microglia may play a role in post-ischemic inflammation 
and also in tissue repair[59]. Finally, another feature 
of atherosclerosis is its association with obesity in 
which macrophages accumulate in adipose tissue and 
it has been recently reported that local macrophage 
proliferation is related to obesity-associated adipose 
tissue inflammation[60].

Cancer
The abundance of tumor-associated macrophages 
(TAMs) in solid tumors is often correlated with the 
prognosis of the tumors[9,61]. TAMs are usually of 
M2 type and may be considered to be repairing the 
cancer lesions, but the acquisition of tumorigenic 
properties may involve a complex dialogue between 
macrophages, tumor cells and stromal cells[62]. The pool 
of TAMs results from circulating monocytes. Monocyte 
recruitment depends on the tumor microenvironment 
and occurs mainly in hypoxic regions of the tumors[63], 
as demonstrated by different murine tumor models. For 
instance, in lung adenocarcinoma, two populations of 
TAMs designated MHCIIlo and MHCIIhi are present and 
derive from LY6Chi monocytes[64]. In addition, the spleen 
is a reservoir for TAM precursors in a CCR2-dependent 
way[65]. Besides the monocyte origin of TAMs, there 
is growing evidence that they may also result from a 
self-renewal process of in situ macrophages. It has 
been reported that TAMs proliferate in human breast 
carcinomas[66]. Fully differentiated macrophages and 
not blood-borne precursors drive TAM accumulation 
in a mouse model of spontaneous mammary carcino-
genesis[67]. The situation seems more complex in gliomas 
in which microglia and TAMs derived from monocytes 
are present within and around the tumor cells. 

Although they exhibit a M2 phenotype under the 
influence of glioma cells, their origin remains to be 
determined[43]. It has also been shown that cancer can 
promote extra-medullary monocytopoiesis in spleen 
red pulp. In murine lung adenocarcinoma, angiotensin 
is directly involved in the self-renewal of HSCs and 
macrophage progenitors; the blockade of its production 
restrains the number of TAMs[68]. In cancer, the 
recruitment of monocytes seems to be prominent but 
understanding of the nature of the dialogue between 
macrophages and tumoral cells is only in the early 
stages.

Infectious diseases
The recruitment of monocytes and their maturation in 
macrophages is essential for defense against microbial 
pathogens[5]. Indeed, monocytes enter sites of infec-
tion and draining lymph nodes to promote adaptive 
immunity. For instance, the recruitment of inflammatory 
monocytes in the lungs in response to Mycobacterium 

tuberculosis is necessary to T-cell activation and 
tuberculosis control[69]. In several infectious diseases, 
CCR2-mediated monocyte mobilization plays a pro-
minent role. The recruitment of monocytes mediated 
by CCR2 is required for the control of Legionella 
pneumophila infection in mice[70]. The protective role 
of LY6Chimonocytes via the CCR2 pathway has been 
reported in infections with Plasmodium chabaudi 
and Cryptococcus neoformans[5]. Most of these 
inflammatory monocytes mature in tissue lesions and 
granulomas into macrophages and DCs, and exhibit a 
M1 profile[71]. Cytomegalovirus (CMV) infection is known 
to reprogram monocytes towards a M1 phenotype[72]. 
In a mouse model of congenital CMV infection, the 
virus is responsible for neurological lesions, disruption 
of the self-renewal of neural stem/progenitor cells and 
increased number of activated macrophages (meningeal 
macrophages and parenchyma microglia) in infection 
foci. The increased macrophage infiltration may be due 
to the recruitment of macrophage precursors[73].

Besides the prominent mechanism related to mo-
nocyte influx, M2-polarized macrophages are asso-
ciated with the self-renewal of macrophages in tissues 
in some parasitic infections. In experimental filariasis, 
Litomosoides sigmodontis worms are killed in the 
pleural cavity in resistant C57BL/6 mice; the depletion 
of blood monocytes does not prevent the expansion of 
macrophages in the pleural cavity of infected mice. The 
expansion of resident macrophages can be mimicked 
by the administration of IL-4[30]. Nevertheless, M2 
macrophages in the intestinal tract of nematode-
infected mice are largely monocyte-derived and the 
macrophages of lamina propria from these mice are 
able to proliferate, thus demonstrating the complexity 
of macrophage origin in helminth infections[29]. It will 
be important to determine if the self-renewal of macro-
phages is only a property of helminthiasis infections 
and what the role of this property of human infectious 
diseases is.

Neurodegenerative diseases
The pathogenesis of neurodegenerative diseases is 
critically associated with the neuroinflammation that 
involves several cell types including microglia. The 
blood-brain barrier slows down the traffic of monocytes 
from the blood to the central nervous system and has 
to be integrated to understand neuroinflammation. 
Parabiosis and BM transplant studies in mice have 
revealed the infiltration of monocytes in experimental 
autoimmune encephalomyelitis and that this infiltration 
is related to the progression of the disease and the 
breakdown of the blood-brain barrier. The recruited 
monocytes are eliminated over time whereas microglia 
cells expand locally through proliferation in a persistent 
manner[36,74]. While monocyte-derived macrophages 
may be responsible for demyelination, microglia maybe 
involved in clearance of cellular debris[17]. Alzheimer 
disease is characterized by the deposition of amyloid-β 
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into parenchyma, the formation of neurofibrillary 
tangles and neuroinflammation. 

Although there is no overall change in microglia cell 
numbers in the late stages of Alzheimer disease, the 
chronic stimulation of microglia may result in microglia 
loss and further replenishment within the brain in the 
early stages of the disease through the proliferation 
of tissue-resident microglia[75]. IL-34 induces the 
proliferation of microglia which results in the clearance 
of soluble oligomeric amyloid-β; co-cultivating primary 
neurons with microglia in the presence of IL-34 
attenuates the neurotoxicity of amyloid-β. The protective 
effect of IL-34 has been observed in a mouse model 
of Alzheimer disease in which IL-34 is administered in 
intra-cerebral ventricles[76]. Alternatively, macrophages 
of BM origin may also contribute to Alzheimer disease 
pathogenesis. It has been proposed that self-renewing 
microglia produce chemoattractants that may also attract 
myeloid cells to neuroinflammation sites[42]. Other studies 
have reported that CCR2-expressing macrophages 
are the preferential population recruited to amyloid-β 
deposits and CCR2 deficiency is associated with impaired 
amyloid-β clearance[77]. Finally, Huntington disease is due 
to the expansion of the trinucleotide CAG in the gene 
encoding huntingtin, which is associated with microglial 
activation. A proliferation of microglia seems to be critical 
in the pathogenesis of the disease. Indeed, experiments 
based on cultures of microglia and brain slices have 
revealed the activation of microglia and their proliferation 
in the vicinity of degenerating neurons expressing 
mutated huntingtin[78].

CONCLUSION
The introduction of new molecular tools has greatly 
modified our vision of the origin of macrophages. 
The role of circulating monocytes in replenishing ma-
crophage populations seems to be limited in steady 
state conditions even if they play an important role 
in pathological conditions. The demonstration of 
mature macrophages’ ability to proliferate has pro-
foundly changed our vision that this proliferation 
reflects macrophage immaturity. The proliferation of 
macrophages seems to be associated with macrophage 
polarization in pathological conditions. These new results 
open fascinating perspectives in different pathologies. 
The interference with the recruitment of monocytes 
with therapeutic monoclonal antibodies is already a 
means to modify the microenvironment of tumors for 
instance, but this strategy may be a source of potential 
complications including infectious complications. Better 
knowledge of the origin of macrophages in lesions may 
lead to the reprogramming of macrophages to enhance 
their beneficial functional properties without promoting 
deleterious effects.

REFERENCES
1 van Furth R, Cohn ZA. The origin and kinetics of mononuclear 

phagocytes. J Exp Med 1968; 128: 415-435 [PMID: 5666958]
2 Gordon S. The macrophage: past, present and future. Eur J 

Immunol 2007; 37 Suppl 1: S9-17 [PMID: 17972350 DOI: 10.1002/
eji.200737638]

3 Gentek R, Molawi K, Sieweke MH. Tissue macrophage identity 
and self-renewal. Immunol Rev 2014; 262: 56-73 [PMID: 25319327 
DOI: 10.1111/imr.12224]

4 Auffray C, Sieweke MH, Geissmann F. Blood monocytes: 
development, heterogeneity, and relationship with dendritic cells. 
Annu Rev Immunol 2009; 27: 669-692 [PMID: 19132917 DOI: 
10.1146/annurev.immunol.021908.132557]

5 Shi C, Pamer EG. Monocyte recruitment during infection and 
inflammation. Nat Rev Immunol 2011; 11: 762-774 [PMID: 
21984070 DOI: 10.1038/nri3070]

6 Ka MB, Gondois-Rey F, Capo C, Textoris J, Million M, Raoult D, 
Olive D, Mege JL. Imbalance of circulating monocyte subsets and 
PD-1 dysregulation in Q fever endocarditis: the role of IL-10 in 
PD-1 modulation. PLoS One 2014; 9: e107533 [PMID: 25211350 
DOI: 10.1371/journal.pone.0107533]

7 Ziegler-Heitbrock L. Monocyte subsets in man and other species. 
Cell Immunol 2014; 289: 135-139 [PMID: 24791698 DOI: 10.1016/
j.cellimm.2014.03.019]

8 Ben Amara A, Gorvel L, Baulan K, Derain-Court J, Buffat C, 
Vérollet C, Textoris J, Ghigo E, Bretelle F, Maridonneau-Parini I, 
Mege JL. Placental macrophages are impaired in chorioamnionitis, 
an infectious pathology of the placenta. J Immunol 2013; 191: 
5501-5514 [PMID: 24163411 DOI: 10.4049/jimmunol.1300988]

9 Murray PJ, Wynn TA. Protective and pathogenic functions of 
macrophage subsets. Nat Rev Immunol 2011; 11: 723-737 [PMID: 
21997792 DOI: 10.1038/nri3073]

10 Biswas SK, Mantovani A. Macrophage plasticity and interaction 
with lymphocyte subsets: cancer as a paradigm. Nat Immunol 2010; 
11: 889-896 [PMID: 20856220 DOI: 10.1038/ni.1937]

11 Murray PJ, Allen JE, Biswas SK, Fisher EA, Gilroy DW, Goerdt 
S, Gordon S, Hamilton JA, Ivashkiv LB, Lawrence T, Locati M, 
Mantovani A, Martinez FO, Mege JL, Mosser DM, Natoli G, 
Saeij JP, Schultze JL, Shirey KA, Sica A, Suttles J, Udalova I, van 
Ginderachter JA, Vogel SN, Wynn TA. Macrophage activation 
and polarization: nomenclature and experimental guidelines. 
Immunity 2014; 41: 14-20 [PMID: 25035950 DOI: 10.1016/
j.immuni.2014.06.008]

12 Ka MB, Daumas A, Textoris J, Mege JL. Phenotypic diversity and 
emerging new tools to study macrophage activation in bacterial 
infectious diseases. Front Immunol 2014; 5: 500 [PMID: 25346736 
DOI: 10.3389/fimmu.2014.00500]

13 Xue J, Schmidt SV, Sander J, Draffehn A, Krebs W, Quester I, De 
Nardo D, Gohel TD, Emde M, Schmidleithner L, Ganesan H, Nino-
Castro A, Mallmann MR, Labzin L, Theis H, Kraut M, Beyer M, 
Latz E, Freeman TC, Ulas T, Schultze JL. Transcriptome-based 
network analysis reveals a spectrum model of human macrophage 
activation. Immunity 2014; 40: 274-288 [PMID: 24530056 DOI: 
10.1016/j.immuni.2014.01.006]

14 Gautier EL, Shay T, Miller J, Greter M, Jakubzick C, Ivanov S, 
Helft J, Chow A, Elpek KG, Gordonov S, Mazloom AR, Ma’ayan 
A, Chua WJ, Hansen TH, Turley SJ, Merad M, Randolph GJ. Gene-
expression profiles and transcriptional regulatory pathways that 
underlie the identity and diversity of mouse tissue macrophages. Nat 
Immunol 2012; 13: 1118-1128 [PMID: 23023392 DOI: 10.1038/
ni.2419]

15 Becher B, Schlitzer A, Chen J, Mair F, Sumatoh HR, Teng KW, 
Low D, Ruedl C, Riccardi-Castagnoli P, Poidinger M, Greter M, 
Ginhoux F, Newell EW. High-dimensional analysis of the murine 
myeloid cell system. Nat Immunol 2014; 15: 1181-1189 [PMID: 
25306126 DOI: 10.1038/ni.3006]

16 Chow A, Brown BD, Merad M. Studying the mononuclear 
phagocyte system in the molecular age. Nat Rev Immunol 2011; 11: 
788-798 [PMID: 22025056 DOI: 10.1038/nri3087]

17 Varol C, Mildner A, Jung S. Macrophages: development and tissue 
specialization. Annu Rev Immunol 2015; 33: 643-675 [PMID: 
25861979 DOI: 10.1146/annurev-immunol-032414-112220]

138 November 27, 2015|Volume 5|Issue 3|WJI|www.wjgnet.com

Belhareth R et al . Macrophage self-renewal



18 Epelman S, Lavine KJ, Beaudin AE, Sojka DK, Carrero JA, 
Calderon B, Brija T, Gautier EL, Ivanov S, Satpathy AT, Schilling 
JD, Schwendener R, Sergin I, Razani B, Forsberg EC, Yokoyama 
WM, Unanue ER, Colonna M, Randolph GJ, Mann DL. 
Embryonic and adult-derived resident cardiac macrophages are 
maintained through distinct mechanisms at steady state and during 
inflammation. Immunity 2014; 40: 91-104 [PMID: 24439267 DOI: 
10.1016/j.immuni.2013.11.019]

19 Sieweke MH, Allen JE. Beyond stem cells: self-renewal of 
differentiated macrophages. Science 2013; 342: 1242974 [PMID: 
24264994 DOI: 10.1126/science.1242974]

20 Golde DW, Finley TN, Cline MJ. The pulmonary macrophage in 
acute leukemia. N Engl J Med 1974; 290: 875-878 [PMID: 4522205 
DOI: 10.1056/NEJM197404182901603]

21 Hambleton S, Salem S, Bustamante J, Bigley V, Boisson-Dupuis 
S, Azevedo J, Fortin A, Haniffa M, Ceron-Gutierrez L, Bacon 
CM, Menon G, Trouillet C, McDonald D, Carey P, Ginhoux 
F, Alsina L, Zumwalt TJ, Kong XF, Kumararatne D, Butler K, 
Hubeau M, Feinberg J, Al-Muhsen S, Cant A, Abel L, Chaussabel 
D, Doffinger R, Talesnik E, Grumach A, Duarte A, Abarca K, 
Moraes-Vasconcelos D, Burk D, Berghuis A, Geissmann F, Collin 
M, Casanova JL, Gros P. IRF8 mutations and human dendritic-
cell immunodeficiency. N Engl J Med 2011; 365: 127-138 [PMID: 
21524210 DOI: 10.1056/NEJMoa1100066]

22 Gomez Perdiguero E, Klapproth K, Schulz C, Busch K, Azzoni 
E, Crozet L, Garner H, Trouillet C, de Bruijn MF, Geissmann 
F, Rodewald HR. Tissue-resident macrophages originate from 
yolk-sac-derived erythro-myeloid progenitors. Nature 2015; 518: 
547-551 [PMID: 25470051 DOI: 10.1038/nature13989]

23 Hoeffel G, Chen J, Lavin Y, Low D, Almeida FF, See P, Beaudin 
AE, Lum J, Low I, Forsberg EC, Poidinger M, Zolezzi F, Larbi A, 
Ng LG, Chan JK, Greter M, Becher B, Samokhvalov IM, Merad 
M, Ginhoux F. C-Myb(+) erythro-myeloid progenitor-derived fetal 
monocytes give rise to adult tissue-resident macrophages. Immunity 
2015; 42: 665-678 [PMID: 25902481]

24 Ginhoux F, Tacke F, Angeli V, Bogunovic M, Loubeau M, Dai 
XM, Stanley ER, Randolph GJ, Merad M. Langerhans cells arise 
from monocytes in vivo. Nat Immunol 2006; 7: 265-273 [PMID: 
16444257 DOI: 10.1038/ni1307]

25 Wang Y, Szretter KJ, Vermi W, Gilfillan S, Rossini C, Cella M, 
Barrow AD, Diamond MS, Colonna M. IL-34 is a tissue-restricted 
ligand of CSF1R required for the development of Langerhans cells 
and microglia. Nat Immunol 2012; 13: 753-760 [PMID: 22729249 
DOI: 10.1038/ni.2360]

26 Greter M, Helft J, Chow A, Hashimoto D, Mortha A, Agudo-
Cantero J, Bogunovic M, Gautier EL, Miller J, Leboeuf M, Lu G, 
Aloman C, Brown BD, Pollard JW, Xiong H, Randolph GJ, Chipuk 
JE, Frenette PS, Merad M. GM-CSF controls nonlymphoid tissue 
dendritic cell homeostasis but is dispensable for the differentiation 
of inflammatory dendritic cells. Immunity 2012; 36: 1031-1046 
[PMID: 22749353 DOI: 10.1016/j.immuni.2012.03.027]

27 Fejer G, Wegner MD, Györy I, Cohen I, Engelhard P, Voronov E, 
Manke T, Ruzsics Z, Dölken L, Prazeres da Costa O, Branzk N, 
Huber M, Prasse A, Schneider R, Apte RN, Galanos C, Freudenberg 
MA. Nontransformed, GM-CSF-dependent macrophage lines are a 
unique model to study tissue macrophage functions. Proc Natl Acad 
Sci USA 2013; 110: E2191-E2198 [PMID: 23708119 DOI: 10.1073/
pnas.1302877110]

28 Shibata Y, Berclaz PY, Chroneos ZC, Yoshida M, Whitsett 
JA, Trapnell BC. GM-CSF regulates alveolar macrophage 
differentiation and innate immunity in the lung through PU.1. 
Immunity 2001; 15: 557-567 [PMID: 11672538]

29 Rückerl D, Allen JE. Macrophage proliferation, provenance, and 
plasticity in macroparasite infection. Immunol Rev 2014; 262: 
113-133 [PMID: 25319331 DOI: 10.1111/imr.12221]

30 Jenkins SJ, Ruckerl D, Cook PC, Jones LH, Finkelman FD, 
van Rooijen N, MacDonald AS, Allen JE. Local macrophage 
proliferation, rather than recruitment from the blood, is a signature 
of TH2 inflammation. Science 2011; 332: 1284-1288 [PMID: 
21566158 DOI: 10.1126/science.1204351]

31 Milner JD, Orekov T, Ward JM, Cheng L, Torres-Velez F, Junttila 
I, Sun G, Buller M, Morris SC, Finkelman FD, Paul WE. Sustained 
IL-4 exposure leads to a novel pathway for hemophagocytosis, 
inflammation, and tissue macrophage accumulation. Blood 2010; 
116: 2476-2483 [PMID: 20570861 DOI: 10.1182/blood-2009-11-25
5174]

32 Zavialov AV, Gracia E, Glaichenhaus N, Franco R, Zavialov AV, 
Lauvau G. Human adenosine deaminase 2 induces differentiation 
of monocytes into macrophages and stimulates proliferation of T 
helper cells and macrophages. J Leukoc Biol 2010; 88: 279-290 
[PMID: 20453107 DOI: 10.1189/jlb.1109764]

33 Molawi K, Sieweke MH. Transcriptional control of macrophage 
identity, self-renewal, and function. Adv Immunol 2013; 120: 
269-300 [PMID: 24070388 DOI: 10.1016/B978-0-12-417028-5.00
010-7]

34 Rosas M, Davies LC, Giles PJ, Liao CT, Kharfan B, Stone TC, O’
Donnell VB, Fraser DJ, Jones SA, Taylor PR. The transcription 
factor Gata6 links tissue macrophage phenotype and proliferative 
renewal. Science 2014; 344: 645-648 [PMID: 24762537 DOI: 
10.1126/science.1251414]

35 Auffray C, Fogg D, Garfa M, Elain G, Join-Lambert O, Kayal 
S, Sarnacki S, Cumano A, Lauvau G, Geissmann F. Monitoring 
of blood vessels and tissues by a population of monocytes with 
patrolling behavior. Science 2007; 317: 666-670 [PMID: 17673663 
DOI: 10.1126/science.1142883]

36 Ginhoux F, Jung S. Monocytes and macrophages: developmental 
pathways and tissue homeostasis. Nat Rev Immunol 2014; 14: 
392-404 [PMID: 24854589 DOI: 10.1038/nri3671]

37 Hashimoto D, Chow A, Noizat C, Teo P, Beasley MB, Leboeuf 
M, Becker CD, See P, Price J, Lucas D, Greter M, Mortha A, 
Boyer SW, Forsberg EC, Tanaka M, van Rooijen N, García-
Sastre A, Stanley ER, Ginhoux F, Frenette PS, Merad M. Tissue-
resident macrophages self-maintain locally throughout adult 
life with minimal contribution from circulating monocytes. 
Immunity 2013; 38: 792-804 [PMID: 23601688 DOI: 10.1016/
j.immuni.2013.04.004]

38 Yona S, Kim KW, Wolf Y, Mildner A, Varol D, Breker M, Strauss-
Ayali D, Viukov S, Guilliams M, Misharin A, Hume DA, Perlman 
H, Malissen B, Zelzer E, Jung S. Fate mapping reveals origins and 
dynamics of monocytes and tissue macrophages under homeostasis. 
Immunity 2013; 38: 79-91 [PMID: 23273845 DOI: 10.1016/
j.immuni.2012.12.001]

39 Zigmond E, Jung S. Intestinal macrophages: well educated 
exceptions from the rule. Trends Immunol 2013; 34: 162-168 [PMID: 
23477922 DOI: 10.1016/j.it.2013.02.001]

40 Bain CC, Scott CL, Uronen-Hansson H, Gudjonsson S, Jansson 
O, Grip O, Guilliams M, Malissen B, Agace WW, Mowat AM. 
Resident and pro-inflammatory macrophages in the colon represent 
alternative context-dependent fates of the same Ly6Chi monocyte 
precursors. Mucosal Immunol 2013; 6: 498-510 [PMID: 22990622 
DOI: 10.1038/mi.2012.89]

41 Bain CC, Bravo-Blas A, Scott CL, Gomez Perdiguero E, 
Geissmann F, Henri S, Malissen B, Osborne LC, Artis D, Mowat 
AM. Constant replenishment from circulating monocytes maintains 
the macrophage pool in the intestine of adult mice. Nat Immunol 
2014; 15: 929-937 [PMID: 25151491 DOI: 10.1038/ni.2967]

42 Heneka MT, Kummer MP, Latz E. Innate immune activation in 
neurodegenerative disease. Nat Rev Immunol 2014; 14: 463-477 
[PMID: 24962261 DOI: 10.1038/nri3705]

43 Saijo K, Glass CK. Microglial cell origin and phenotypes in health 
and disease. Nat Rev Immunol 2011; 11: 775-787 [PMID: 22025055 
DOI: 10.1038/nri3086]

44 Ajami B, Bennett JL, Krieger C, Tetzlaff W, Rossi FM. Local self-
renewal can sustain CNS microglia maintenance and function 
throughout adult life. Nat Neurosci 2007; 10: 1538-1543 [PMID: 
18026097 DOI: 10.1038/nn2014]

45 Guilliams M, De Kleer I, Henri S, Post S, Vanhoutte L, De Prijck 
S, Deswarte K, Malissen B, Hammad H, Lambrecht BN. Alveolar 
macrophages develop from fetal monocytes that differentiate 
into long-lived cells in the first week of life via GM-CSF. J Exp 

139 November 27, 2015|Volume 5|Issue 3|WJI|www.wjgnet.com

Belhareth R et al . Macrophage self-renewal



Med 2013; 210: 1977-1992 [PMID: 24043763 DOI: 10.1084/
jem.20131199]

46 Malissen B, Grégoire C, Malissen M, Roncagalli R. Integrative 
biology of T cell activation. Nat Immunol 2014; 15: 790-797 [PMID: 
25137453 DOI: 10.1038/ni.2959]

47 Herwig MC, Holz FG, Loeffler KU. Distribution and presumed 
proliferation of macrophages in inflammatory diseases of the ocular 
adnexae. Curr Eye Res 2015; 40: 604-610 [PMID: 25111002 DOI: 
10.3109/02713683.2014.943909]

48 Davies LC, Rosas M, Smith PJ, Fraser DJ, Jones SA, Taylor PR. 
A quantifiable proliferative burst of tissue macrophages restores 
homeostatic macrophage populations after acute inflammation. Eur 
J Immunol 2011; 41: 2155-2164 [PMID: 21710478 DOI: 10.1002/
eji.201141817]

49 Swirski FK ,  Libby P, Aikawa E, Alcaide P, Luscinskas 
FW, Weissleder R, Pittet MJ. Ly-6Chi monocytes dominate 
hypercholesterolemia-associated monocytosis and give rise to 
macrophages in atheromata. J Clin Invest 2007; 117: 195-205 
[PMID: 17200719 DOI: 10.1172/JCI29950]

50 Randolph GJ. Mechanisms that regulate macrophage burden in 
atherosclerosis. Circ Res 2014; 114: 1757-1771 [PMID: 24855200 
DOI: 10.1161/CIRCRESAHA.114.301174]

51 Gordon D, Reidy MA, Benditt EP, Schwartz SM. Cell proliferation 
in human coronary arteries. Proc Natl Acad Sci USA 1990; 87: 
4600-4604 [PMID: 1972277]

52 Rosenfeld ME, Ross R. Macrophage and smooth muscle cell 
proliferation in atherosclerotic lesions of WHHL and comparably 
hypercholesterolemic fat-fed rabbits. Arteriosclerosis 1990; 10: 
680-687 [PMID: 2403295]

53 Robbins CS, Hilgendorf I, Weber GF, Theurl I, Iwamoto Y, 
Figueiredo JL, Gorbatov R, Sukhova GK, Gerhardt LM, Smyth 
D, Zavitz CC, Shikatani EA, Parsons M, van Rooijen N, Lin HY, 
Husain M, Libby P, Nahrendorf M, Weissleder R, Swirski FK. 
Local proliferation dominates lesional macrophage accumulation in 
atherosclerosis. Nat Med 2013; 19: 1166-1172 [PMID: 23933982 
DOI: 10.1038/nm.3258]

54 Gautier EL, Huby T, Witztum JL, Ouzilleau B, Miller ER, Saint-
Charles F, Aucouturier P, Chapman MJ, Lesnik P. Macrophage 
apoptosis exerts divergent effects on atherogenesis as a function of 
lesion stage. Circulation 2009; 119: 1795-1804 [PMID: 19307478 
DOI: 10.1161/CIRCULATIONAHA.108.806158]

55 Lambert JM, Lopez EF, Lindsey ML. Macrophage roles following 
myocardial infarction. Int J Cardiol 2008; 130: 147-158 [PMID: 
18656272 DOI: 10.1016/j.ijcard.2008.04.059]

56 van Amerongen MJ, Harmsen MC, van Rooijen N, Petersen AH, 
van Luyn MJ. Macrophage depletion impairs wound healing and 
increases left ventricular remodeling after myocardial injury in 
mice. Am J Pathol 2007; 170: 818-829 [PMID: 17322368 DOI: 
10.2353/ajpath.2007.060547]

57 Leuschner F, Rauch PJ, Ueno T, Gorbatov R, Marinelli B, Lee 
WW, Dutta P, Wei Y, Robbins C, Iwamoto Y, Sena B, Chudnovskiy 
A, Panizzi P, Keliher E, Higgins JM, Libby P, Moskowitz MA, 
Pittet MJ, Swirski FK, Weissleder R, Nahrendorf M. Rapid 
monocyte kinetics in acute myocardial infarction are sustained by 
extramedullary monocytopoiesis. J Exp Med 2012; 209: 123-137 
[PMID: 22213805 DOI: 10.1084/jem.20111009]

58 Lörchner H, Pöling J, Gajawada P, Hou Y, Polyakova V, Kostin 
S, Adrian-Segarra JM, Boettger T, Wietelmann A, Warnecke H, 
Richter M, Kubin T, Braun T. Myocardial healing requires Reg3β-
dependent accumulation of macrophages in the ischemic heart. Nat 
Med 2015; 21: 353-362 [PMID: 25751817 DOI: 10.1038/nm.3816]

59 Iadecola C, Anrather J. The immunology of stroke: from 
mechanisms to translation. Nat Med 2011; 17: 796-808 [PMID: 
21738161 DOI: 10.1038/nm.2399]

60 Amano SU, Cohen JL, Vangala P, Tencerova M, Nicoloro SM, 
Yawe JC, Shen Y, Czech MP, Aouadi M. Local proliferation of 
macrophages contributes to obesity-associated adipose tissue inflam-
mation. Cell Metab 2014; 19: 162-171 [PMID: 24374218 DOI: 
10.1016/j.cmet.2013.11.017]

61 Bingle L, Brown NJ, Lewis CE. The role of tumour-associated 

macrophages in tumour progression: implications for new anticancer 
therapies. J Pathol 2002; 196: 254-265 [PMID: 11857487 DOI: 
10.1002/path.1027]

62 Ostuni R, Kratochvill F, Murray PJ, Natoli G. Macrophages and 
cancer: from mechanisms to therapeutic implications. Trends 
Immunol 2015; 36: 229-239 [PMID: 25770924 DOI: 10.1016/
j.it.2015.02.004]

63 Raggi C, Mousa HS, Correnti M, Sica A, Invernizzi P. Cancer 
stem cells and tumor-associated macrophages: a roadmap for 
multitargeting strategies. Oncogene 2015; 132: Epub ahead of print 
[PMID: 25961921 DOI: 10.1038/onc.2015.132]

64 Laoui D, Van Overmeire E, Di Conza G, Aldeni C, Keirsse J, 
Morias Y, Movahedi K, Houbracken I, Schouppe E, Elkrim Y, 
Karroum O, Jordan B, Carmeliet P, Gysemans C, De Baetselier P, 
Mazzone M, Van Ginderachter JA. Tumor hypoxia does not drive 
differentiation of tumor-associated macrophages but rather fine-
tunes the M2-like macrophage population. Cancer Res 2014; 74: 
24-30 [PMID: 24220244 DOI: 10.1158/0008-5472.CAN-13-1196]

65 Cortez-Retamozo V ,  Etzrodt M, Newton A, Rauch PJ, 
Chudnovskiy A, Berger C, Ryan RJ, Iwamoto Y, Marinelli B, 
Gorbatov R, Forghani R, Novobrantseva TI, Koteliansky V, 
Figueiredo JL, Chen JW, Anderson DG, Nahrendorf M, Swirski FK, 
Weissleder R, Pittet MJ. Origins of tumor-associated macrophages 
and neutrophils. Proc Natl Acad Sci USA 2012; 109: 2491-2496 
[PMID: 22308361 DOI: 10.1073/pnas.1113744109]

66 Campbell MJ, Tonlaar NY, Garwood ER, Huo D, Moore DH, 
Khramtsov AI, Au A, Baehner F, Chen Y, Malaka DO, Lin A, 
Adeyanju OO, Li S, Gong C, McGrath M, Olopade OI, Esserman 
LJ. Proliferating macrophages associated with high grade, hormone 
receptor negative breast cancer and poor clinical outcome. Breast 
Cancer Res Treat 2011; 128: 703-711 [PMID: 20842526 DOI: 
10.1007/s10549-010-1154-y]

67 Tymoszuk P, Evens H, Marzola V, Wachowicz K, Wasmer MH, 
Datta S, Müller-Holzner E, Fiegl H, Böck G, van Rooijen N, Theurl 
I, Doppler W. In situ proliferation contributes to accumulation of 
tumor-associated macrophages in spontaneous mammary tumors. 
Eur J Immunol 2014; 44: 2247-2262 [PMID: 24796276 DOI: 
10.1002/eji.201344304]

68 Cortez-Retamozo V, Etzrodt M, Newton A, Ryan R, Pucci F, Sio 
SW, Kuswanto W, Rauch PJ, Chudnovskiy A, Iwamoto Y, Kohler R, 
Marinelli B, Gorbatov R, Wojtkiewicz G, Panizzi P, Mino-Kenudson 
M, Forghani R, Figueiredo JL, Chen JW, Xavier R, Swirski FK, 
Nahrendorf M, Weissleder R, Pittet MJ. Angiotensin II drives the 
production of tumor-promoting macrophages. Immunity 2013; 38: 
296-308 [PMID: 23333075 DOI: 10.1016/j.immuni.2012.10.015]

69 Peters W, Scott HM, Chambers HF, Flynn JL, Charo IF, Ernst JD. 
Chemokine receptor 2 serves an early and essential role in resistance 
to Mycobacterium tuberculosis. Proc Natl Acad Sci USA 2001; 98: 
7958-7963 [PMID: 11438742 DOI: 10.1073/pnas.131207398]

70 Serbina NV, Pamer EG. Monocyte emigration from bone marrow 
during bacterial infection requires signals mediated by chemokine 
receptor CCR2. Nat Immunol 2006; 7: 311-317 [PMID: 16462739 
DOI: 10.1038/ni1309]

71 Benoit M, Desnues B, Mege JL. Macrophage polarization in 
bacterial infections. J Immunol 2008; 181: 3733-3739 [PMID: 
18768823 DOI: 10.4049/jimmunol.181.6.3733]

72 Chan G, Bivins-Smith ER, Smith MS, Smith PM, Yurochko 
AD. Transcriptome analysis reveals human cytomegalovirus 
reprograms monocyte differentiation toward an M1 macrophage. 
J Immunol 2008; 181: 698-711 [PMID: 18566437 DOI: 10.4049/
jimmunol.181.1.698]

73 Sakao-Suzuki M, Kawasaki H, Akamatsu T, Meguro S, Miyajima 
H, Iwashita T, Tsutsui Y, Inoue N, Kosugi I. Aberrant fetal 
macrophage/microglial reactions to cytomegalovirus infection. 
Ann Clin Transl Neurol 2014; 1: 570-588 [PMID: 25356429 DOI: 
10.1002/acn3.88]

74 Ajami B, Bennett JL, Krieger C, McNagny KM, Rossi FM. 
Infiltrating monocytes trigger EAE progression, but do not 
contribute to the resident microglia pool. Nat Neurosci 2011; 14: 
1142-1149 [PMID: 21804537 DOI: 10.1038/nn.2887]

140 November 27, 2015|Volume 5|Issue 3|WJI|www.wjgnet.com

Belhareth R et al . Macrophage self-renewal



75 Serrano-Pozo A, Gómez-Isla T, Growdon JH, Frosch MP, Hyman 
BT. A phenotypic change but not proliferation underlies glial 
responses in Alzheimer disease. Am J Pathol 2013; 182: 2332-2344 
[PMID: 23602650 DOI: 10.1016/j.ajpath.2013.02.031]

76 Mizuno T, Doi Y, Mizoguchi H, Jin S, Noda M, Sonobe Y, 
Takeuchi H, Suzumura A. Interleukin-34 selectively enhances 
the neuroprotective effects of microglia to attenuate oligomeric 
amyloid-β neurotoxicity. Am J Pathol 2011; 179: 2016-2027 [PMID: 
21872563 DOI: 10.1016/j.ajpath.2011.06.011]

77 Mildner A, Schlevogt B, Kierdorf K, Böttcher C, Erny D, Kummer 
MP, Quinn M, Brück W, Bechmann I, Heneka MT, Priller J, Prinz M. 
Distinct and non-redundant roles of microglia and myeloid subsets 
in mouse models of Alzheimer’s disease. J Neurosci 2011; 31: 
11159-11171 [PMID: 21813677]

78 Kraft AD, Kaltenbach LS, Lo DC, Harry GJ. Activated microglia 
proliferate at neurites of mutant huntingtin-expressing neurons. 
Neurobiol Aging 2012; 33: 621.e17-621.e33 [PMID: 21482444 
DOI: 10.1016/j.neurobiolaging.2011.02.015]

P- Reviewer: Capasso R, Ferrante A, Kwon HJ    
S- Editor: Qiu S    L- Editor: A    E- Editor: Jiao XK

141 November 27, 2015|Volume 5|Issue 3|WJI|www.wjgnet.com

Belhareth R et al . Macrophage self-renewal



                                      © 2015 Baishideng Publishing Group Inc. All rights reserved.

Published by Baishideng Publishing Group Inc
8226 Regency Drive, Pleasanton, CA 94588, USA

Telephone: +1-925-223-8242
Fax: +1-925-223-8243

E-mail: bpgoffice@wjgnet.com
Help Desk: http://www.wjgnet.com/esps/helpdesk.aspx

http://www.wjgnet.com


	thèse part1.pdf
	figure1
	figure2
	figure3
	figure4
	figure5
	figure6
	figure7
	figure8
	sup table1
	sup table2
	sup table3
	sup figure1
	sup figure2
	these part 2
	articele2
	thèse part3
	WJI-5-131
	131
	WJRv5i3-Back Cover




