
Les tissus majeurs pour les qualités
des carcasses et des viandes ou chairs
chez les espèces d’intérêt agronomique
sont les muscles, constitués eux-mêmes
de plusieurs types tissulaires, et les
tissus adipeux (cf. Listrat et al 2015, ce
numéro). 

Les muscles sont composés principa-
lement de fibres musculaires capables de
se contracter, d’un tissu conjonctif qui
soutient les fibres musculaires et les relie
au squelette. Ils contiennent aussi des
adipocytes qui se développent le long
des faisceaux de fibres au niveau du
périmysium* (encadré 1) et au contact
des fibres au niveau de l’endomysium*.
Outre ce dépôt adipeux intramusculaire,
les dépôts adipeux les plus abondants se
situent au niveau sous-cutané, périvis-
céral et intermusculaire (au moins chez
le bovin et le porc). Les muscles et les
tissus adipeux présents dans différentes
localisations anatomiques possèdent des
propriétés structurales et fonctionnelles
différentes. Cette hétérogénéité et la pro-
portion relative de ces différents com-
partiments tissulaires contribuent aux
qualités des viandes et des chairs (aspect,
texture, tendreté, jutosité, flaveur…) et

des carcasses (proportion de tissus mus-
culaire et adipeux). Ces caractéristiques
cellulaires et tissulaires s’installent lors
des phases embryonnaire, fœtale et néo-
natale du développement. 

Le développement des muscles et des
tissus adipeux dépend de processus bio-
logiques complexes, continus et inter-
connectés qui résultent au cours de l’em-
bryogénèse de l’engagement de cellules
souches embryonnaires vers des voies
de différenciation particulières (muscu-
laire, adipocytaire…), puis d’une aug-
mentation du nombre (hyperplasie) et
du volume (hypertrophie) des cellules
constitutives de ces tissus lors des pha-
ses de croissance post-embryonnaires.
Comparé au muscle, le développement
des tissus adipeux est plus tardif. Cet
article a pour objectif de présenter les
bases biologiques du développement de
ces tissus, ainsi que les mécanismes
d’interactions possibles entre types cel-
lulaires. Il s’appuie préférentiellement
sur des données issues d’espèces agro-
nomiques complétées par des données
issues d’animaux modèles lorsque les
connaissances sur nos espèces d’intérêt
sont insuffisantes.

1 / Origine et croissance des
fibres musculaires chez les
vertébrés

La formation du muscle appelée
« myogenèse »* débute tôt au cours du
développement, dès le stade embryon.
Les muscles du tronc (musculature
axiale) et des membres (musculature
appendiculaire) résultent de la proliféra-
tion puis de la différenciation de cellu-
les myogéniques qui proviennent des
somites*. Les somites sont des structu-
res embryonnaires sphériques disposées
de part et d’autre du tube neural de
l’embryon et produites le long de l’axe
antéro-postérieur par segmentation du
mésoderme* paraxial. Au cours de leur
maturation, les somites sont progres-
sivement divisés en une partie ventrale
mésenchymateuse à l’origine du scléro-
tome* dont est issu le squelette axial, et
une partie dorsale à l’origine du dermo-
myotome* dont sont issus les muscles
(Duband 1993). La compartimentali-
sation du domaine dorsal du somite en
plusieurs territoires ayant chacun un
rôle distinct dans le développement et la
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Comprendre le développement des muscles
et des tissus adipeux : un préalable pour
maîtriser les qualités des carcasses et 
des produits des animaux d’élevage

La diversité des qualités des viandes (ou chair) et la variabilité de la composition corporelle
des espèces d’intérêt agronomique résultent en partie de l’hétérogénéité structurale, fonctionnelle
et numérique des cellules constitutives des muscles et des tissus adipeux. Cette hétérogénéité
s’établit au cours des différentes étapes du développement. Une meilleure connaissance des
types cellulaires et de leur dynamique de développement est donc un préalable pour mieux
maîtriser la qualité des produits animaux.

# Contribution égale des auteurs.
* Les termes suivis d'une étoile à leur première apparition dans le texte sont définis dans l'encadré 1.



croissance des muscles squelettiques
se fait selon des schémas qui ne sont
pas strictement identiques entre amnio-
tes* (oiseaux et mammifères) et pois-
sons (Rescan 2010) ; c’est pourquoi
nous considérerons séparément le déve-
loppement musculaire chez ces deux
taxons*. 

1.1 / Développement précoce
des fibres musculaires chez les
oiseaux et les mammifères

a) Myogenèse embryonnaire

La partie dorsale du somite des
amniotes produit un épithélium appelé

dermomyotome qui contribue à la forma-
tion du derme et des muscles du tronc et
des membres. Après sa formation, le
dermomyotome s’incurve en direction du
sclérotome et libère des cellules myogé-
niques qui s’allongent le long de l’axe
rostro-caudal* pour donner un myotome*
embryonnaire situé sous le dermomyo-
tome (figure 1a). Le myotome embryon-
naire participe à la formation de la mus-
culature épaxiale* (muscles dorsaux) et
hypaxiale* (muscles ventraux). L’évo-
lution des somites situés en regard des
bourgeons des membres est différente
de celle des autres somites. En effet, à leur
niveau, certaines cellules du bord ven-
trolateral du dermomyotome migrent
vers les régions latérales de l’embryon
pour former les muscles des membres
(figure 1a). Des régulateurs transcrip-
tionnels de la myogenèse de la famille
MyoD (i.e. Myf5, MyoD, myogénine et
mrf4) séquentiellement exprimés dans
les différentes populations cellulaires
myogéniques, orchestrent la différencia-
tion musculaire, c'est-à-dire l’expression
de protéines dont l’organisation en myo-
filaments assure la capacité contractile
des fibres musculaires. La formation de
fibres musculaires embryonnaires à par-
tir des quatre bords du dermomyotome
est suivie de la libération, dans le myo-
tome primaire sous-jacent, d’une
deuxième vague de précurseurs myogé-
niques provenant de la partie centrale du
dermomyotome (Manceau et al 2005)
(figure 1b). Ces précurseurs expriment
le facteur de transcription Pax7 et don-
neront des cellules musculaires embryon-
naires et fœtales (dont sont issues res-
pectivement les fibres primaires et
secondaires) et des cellules souches mus-
culaires (cellules satellites). Les cellules
satellites seront mobilisées pour la
croissance ultérieure des muscles axiaux
(Biressi et al 2007). Deux vagues de
myogenèse ont également lieu dans les
muscles des membres de l’embryon
avec formation séquentielle i) des fibres
embryonnaires primaires provenant de
progéniteurs cellulaires* exprimant Pax3
qui donnent également des cellules
endothéliales, puis ii) des fibres fœtales
et adultes (lentes et rapides) qui provien-
nent d’une population de progéniteurs
cellulaires exprimant à la fois Pax3 et
Pax7, cette population étant aussi à
l’origine des cellules satellites des mem-
bres. Chez le bovin, la première généra-
tion de cellules myogéniques (figure 2)
à l’origine du myotome embryonnaire
apparaît à environ 30 jours post-
conception (jpc) (10% de la durée de la
gestation). Ces cellules myogéniques se
différencient en fibres fœtales primaires
qui évolueront en fibres lentes à méta-
bolisme oxydatif (fibres de type I) à
environ 180 jpc (66% de la gestation).
Chez le porc, la première génération à
l’origine du myotome embryonnaire se
met en place entre 35 et 50-55 jpc (30 et
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Encadré 1. Définitions.

Axe rostro-caudal : axe parallèle à la colonne vertébrale chez les vertébrés,
encore appelé cranio-caudal.

Amniotes : vertébrés supérieurs possédant un sac amniotique qui protège l'embryon
ou le fœtus.

Cellule adaxiale : progéniteur musculaire initialement situé dans la région profonde
du somite du poisson et qui migre radialement pour former le muscle lent superficiel
du myotome. 

Dermomyotome : dérivé de la subdivision de la partie dorsale des somites, à
l'origine du futur derme recouvrant les muscles paravertébraux, et de la muscu-
lature striée.

Endomysium : gaine de tissu conjonctif enveloppant chacune des myofibres d'un
muscle.

Epaxial : dorsolatéral.

Epimysium : gaine de tissu conjonctif qui recouvre l'ensemble du muscle.

Hypaxial : ventrolatéral.

Mésoderme : feuillet intermédiaire de l'embryon des métazoaires qui se met en
place au moment de la gastrulation.

Myogenèse : processus développemental qui conduit à la formation des tissus
musculaires.

Myogénine : régulateur transcriptionel de la famille des « Muscle Regulatory
Factors » (MRF) qui participe à la différenciation musculaire.

Myotome : partie interne du dermomyotome, à l'origine de la musculature striée
squelettique.

Notochorde : ébauche de squelette axial des embryons de tous les vertébrés,
d'origine mésodermique.

Périmysium : gaine de tissu conjonctif qui sépare les différents faisceaux de fibres
musculaires. 

Progéniteur cellulaire : cellule déterminée (engagée dans un lignéage cellulaire)
qui après différenciation va donner un type particulier de cellule (cf. figure 6).

Sclérotome : dérivé de la partie ventro-médiane des somites à l'origine de la
formation du squelette axial.

Syndétome : dérivé des somites à l’origine des tendons axiaux (liés à la colonne
vertébrale).

Somites : sphères épithéliales qui dérivent de la segmentation du mésoderme
présomitique. Les somites sont à l’origine du squelette axial et du dermomyotome
qui donnera ensuite le derme et les muscles axiaux et appendiculaires.

Taxon : ensemble d’êtres vivants qui appartient à un même groupe de la classifica-
tion (espèce, genre, famille).

Ténocytes : cellules conjonctives spécialisées des tendons.



43-48% de la gestation). Enfin, chez le
poulet, les myotubes primaires sont iden-
tifiables autour de 5 jours d’incubation
(20 à 25% de la durée d’incubation)
(Picard et al 2010).

b) Myogenèse post-embryonnaire

La croissance musculaire post-
embryonnaire est un processus continu
qui résulte d’une augmentation du Nom-

bre Total de Fibres (NTF, hyperplasie) du
fait de la prolifération de progéniteurs
myogéniques de seconde génération
(figures 2 et 3), mais aussi d’une aug-
mentation du diamètre et de la longueur
des fibres (hypertrophie). Chez le bovin,
une deuxième génération de cellules myo-
géniques post-embryonnaires prolifère
entre 90 et 180 jpc (32 et 66% de la ges-
tation) et donne naissance à des fibres
secondaires qui se différencieront essen-
tiellement en fibres rapides de types IIA
et IIX ainsi qu’en fibres de type I et IIC
(hybrides) avant la naissance. Chez le
porc, une seconde génération de cellules
myogéniques est également observée
entre 50-55 et 90 jpc (43-48 et 80% de
la gestation) (Lefaucheur et al 1995).
Chez cette espèce, l’aspect biphasique de
la myogenèse est illustré par la disposi-
tion en rosettes des types de fibres chez
l’adulte, à savoir une juxtaposition des
îlots de fibres lentes entourés par des
fibres rapides. Chaque rosette correspond
à une fibre primaire qui s’est entourée
de plusieurs fibres secondaires. Chez le
poulet, la génération secondaire se met
en place au neuvième jour d’incubation
(43% de l’incubation, Berri et Duclos
2003).

A l’issue de la prolifération et de la
différenciation des progéniteurs myogé-
niques, le NTF est définitivement fixé
(Picard et al 2002) à environ 180 jpc
chez le bovin (66% de la gestation) et
90 jpc chez le porc (80% de la gesta-
tion), ce qui met en évidence un retard
modéré de maturité chez le porc par rap-
port au bovin. Le NTF d’un muscle est
dépendant du nombre de fibres primai-
res et du nombre de fibres secondaires
formées autour de chaque fibre primaire.
Des données suggèrent cependant l’exis-
tence d’une troisième génération (figure 3)
de fibres chez les mammifères de grande
taille (Lefaucheur et al 1995, Picard et
al 2002). Chez le porc, une augmenta-
tion du NTF pendant les premières
semaines post-natales correspondrait à
cette troisième génération de fibres qui se
distinguent par une petite taille et la pré-
sence de formes développementales
(embryonnaire et/ou fœtale) de chaînes
lourdes de myosine. Chez les espèces
aviaires, le NTF est généralement fixé à
l’éclosion (Berri et Duclos 2003). Toute-
fois, la néoformation de fibres musculai-
res (hyperplasie) a été rapportée après
éclosion dans une souche industrielle de
dindes lourdes (Cherel et al 1994). 

Une fois que le NTF est fixé, la
croissance du muscle résulte exclusi-
vement d’une hypertrophie des fibres
(Picard et al 2002). Chez le bovin et le
porc, comme dans d'autres espèces de
vertébrés (Biressi et al 2007), ce proces-
sus d’hypertrophie implique la prolifé-
ration et la fusion de cellules satellites
avec les fibres existantes dont les noyaux
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Figure 1. Le dermomyotome génère plusieurs phases successives de progéniteurs
musculaires. 
Représentation schématique d’une coupe transversale du tronc d’un embryon
d’amniote (mammifères et oiseaux) : 
a) Les cellules (en rouge) des lèvres du dermomyotome migrent entre le sclérotome
et le dermomyotome où elles se différencient pour former un myotome embryonnaire.
Une sous-population cellulaire générée par la lèvre ventrale migre en direction de
l’ébauche des membres pour produire les futurs muscles des membres ;
b) Les cellules (en vert) du dermomyotome central subissent ensuite une transition
épithélio-mésenchymateuse et migrent en direction du myotome embryonnaire où
elles prolifèrent, forment de nouvelles fibres ou fusionnent avec les fibres embryon-
naires. Certains progéniteurs musculaires libérés par le dermomyotome central
seront à l’origine des cellules souches musculaires adultes (cellules satellites) qui
contribueront à la croissance et à la régénération du muscle (d’après Rescan
2010).

Figure 2. Evénements cellulaires conduisant à la myogenèse chez les vertébrés.
Les vagues successives de progéniteurs musculaires contribuent à la formation des
muscles et à leur diversité. Les différentes générations de myoblastes, exprimant les
facteurs de transcription Pax3/Pax7, dérivent des somites (dermomyotome) et
conduisent aux différents types de fibres musculaires dans le muscle squelettique
(adapté de Tajbakhsh 2005, Biressi et al 2007).
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ne se divisent plus. Les cellules satellites
considérées comme une population de
cellules souches adultes (par opposition
aux cellules souches embryonnaires) sont
étroitement associées aux fibres muscu-
laires et sont localisées entre la lame
basale et la membrane sarcoplasmique
des fibres. Le stade d’apparition des
cellules satellites reste mal connu mais
leur existence a été détectée dès 63 jpc

chez le bovin (Russell et Oteruelo 1981)
et à 85 jpc chez le mouton (Greenwood
et al 1999) et entre 13 et 16 jours in ovo
chez l’oiseau. En plus des cellules satel-
lites, une population de cellules souches
situées au niveau interstitiel ou PICs
(« PW1+ intersticial cells »), a aussi été
décrite dans le muscle post-natal chez la
souris (Pannérec et Sassoon 2010) et le
porc (Lewis et al 2014). 

Les fibres musculaires sont hétéro-
gènes à la fois sur le plan morphologique
(taille) et fonctionnel (propriétés contrac-
tiles et métaboliques). Ceci résulte en
partie de la diversité des types cellulaires
à l’origine des fibres, mais aussi de leur
différenciation métabolique et contrac-
tile au cours de la croissance (Picard et
al 2002, Lefaucheur 2010). L’acquisition
de la maturité contractile et métabolique
des muscles résulte de modifications de
l’expression d’un grand nombre de gènes
codant notamment les isoformes de pro-
téines contractiles et d’enzymes du méta-
bolisme énergétique au cours du dernier
tiers de la gestation chez le bovin (Lehnert
et al 2007, Chaze et al 2008, Chaze et al
2009) et lors des premières semaines après
la naissance chez le porc (Lefaucheur et
Ecolan 2007). Comparés à ceux du porc,
les muscles des bovins sont plus matures
à la naissance, comme en témoignent la
disparition plus précoce des formes déve-
loppementales (embryonnaire et fœtale)
de chaînes lourdes de myosine (en fin de
gestation chez le bovin contre 15 jours
après le naissance chez le porc), la mise
en place des isoformes adultes (dernier
tiers de gestation chez le bovin et autour
de la naissance chez le porc) et la diffé-
renciation métabolique des fibres (der-
nier tiers de gestation chez le bovin et
premières semaines post-natales chez le
porc) (Picard et al 2002). Les différents
types de fibres musculaires constitutifs
des muscles squelettiques des différentes
espèces et leurs caractéristiques contrac-
tiles et métaboliques sont présentées par
Listrat et al (2015, ce numéro). 

1.2 / Développement précoce
des fibres musculaires chez les
poissons

a) La myogenèse embryonnaire ou primaire

Les poissons possèdent essentiellement
une musculature axiale (musculature du
tronc et de la queue) issue du somite. La
musculature axiale se divise en un mus-
cle « rouge, lent » périphérique, minori-
taire, à vitesse de contraction lente et
à métabolisme oxydatif et un muscle
« blanc, rapide » profond, majoritaire, à
vitesse de contraction rapide et à méta-
bolisme glycolytique. Le muscle lent
résulte de la différenciation précoce de
cellules dites adaxiales qui migrent
radialement de la région profonde du
somite vers sa périphérie (Devoto et al
2006) (figure 4a). Les cellules adaxiales
(encadré 2) sont les premières à exprimer
les régulateurs myogéniques de la famille
MyoD (Rescan 2008). L’expression pré-
coce de MyoD et l’acquisition du phéno-
type « lent » des cellules adaxiales est
induit, avant même leur migration, par le
facteur morphogène « Sonic Hedgehog »
libéré par la notochorde (encadré 2) (Blag-
den et al 1997). Le muscle embryonnaire
rapide, quant à lui, provient de la diffé-
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Figure 3. Evènements cellulaires conduisant à la croissance précoce des tissus
musculaires et adipeux chez le fœtus de bovin et de porc entre 20 et 80% de la
durée de gestation.

La phase précoce de la croissance des tissus musculaires et adipeux, qui a lieu
entre 20 et 80% de la durée de gestation, est caractérisée par une forte hyperplasie
et une différenciation des progéniteurs. 

a) Dans le muscle de bovin et de porc, la prolifération des progéniteurs et des 3
générations de myoblastes déterminera le nombre total de fibres musculaires. Ce
nombre, fixé à environ 66 et 80% de la durée de gestation respectivement chez le
bovin et le porc, résulte de la différenciation et de la fusion des myoblastes issus de
2 à 3 générations qui forment alors 2 à 3 générations de fibres musculaires. 
b) Les premiers tissus adipeux apparaissent à partir de 40% de la durée de gesta-
tion du fait de la détermination et de la prolifération de progéniteurs en adipoblastes
puis en préadipocytes qui eux-mêmes se différencient en adipocytes. Chez le bovin,
le premier tissu adipeux est périrénal et est constitué d’adipocytes blancs et bruns,
alors que chez le porc le premier tissu adipeux est sous-cutané et est constitué
exclusivement d’adipocytes blancs.



renciation des progéniteurs musculaires
situés dans la région postérieure du somite
épithélial (cellules adaxiales exclues). La
différenciation des fibres rapides, qui
implique l’expression de la myogénine
(figure 5b), se fait selon une vague médio-
latérale d’activations géniques, associée
à la migration radiale des progéniteurs
lents (Chauvigné et al 2005). Les cellules
de la partie antérieure du somite, qui
n’expriment pas les régulateurs myogé-
niques de type MyoD mais les gènes
Pax3 et Pax7, forment, par déplacement
vers la surface latérale du somite, un
épithélium qui recouvre les fibres lentes
du myotome embryonnaire (Hollway et al
2007, Stellabotte et al 2007) (figure 4a
et b). Cet épithélium externe qui exprime
aussi certains marqueurs de différen-
ciation dermogénique (Rescan 2008) est
considéré comme l’équivalent du dermo-
myotome des amniotes (Devoto et al
2006). Comme ce dernier, l’épithélium
externe des poissons est myogène puis-
qu’il fournit des progéniteurs musculaires
qui contribuent à la myogenèse secondai-
re chez la larve et à l’hyperplasie muscu-
laire mosaïque aux stades post-larvaires. 

b) L’hyperplasie stratifiée ou myogenèse
secondaire

Chez l’embryon tardif et la larve, il se
produit un élargissement du myotome
qui résulte de la formation de nouvelles
fibres à partir de progéniteurs musculaires
libérés par le dermomyotome (figure 4b).
Cette seconde phase de myogenèse, qui
rappelle la myogenèse fœtale et périna-
tale des amniotes, est appelée hyperplasie
stratifiée car elle prend place dans les
régions dorsale et ventrale du myotome
et à la surface des fibres embryonnaires
rapides. 

c) L’hyperplasie musculaire mosaïque ou
myogenèse tertiaire

L’hyperplasie stratifiée est ensuite
relayée par l’hyperplasie mosaïque qui
désigne la formation de nouvelles fibres
musculaires dans tout le myotome (Rescan
2008). L’hyperplasie mosaïque est ainsi
appelée car elle est à l’origine de la dif-
férence de taille des fibres musculaires :
plus une fibre est récente plus son dia-
mètre en coupe transversale sera réduit.
Il est intéressant de noter qu’il n’y a pas
d’hyperplasie mosaïque chez les amnio-
tes dont la croissance musculaire repose
uniquement sur l’hypertrophie des fibres
formées pendant la période embryonnaire,
fœtale ou périnatale. L’hyperplasie mosaï-
que, en augmentant la proportion de peti-
tes fibres, conditionne favorablement la
texture de la chair des poissons. L’hyper-
plasie mosaïque se maintient jusqu’à ce
que le poisson atteigne à peu près la moi-
tié de sa taille maximale. L’hypertrophie
des fibres musculaires qui se forment au
cours des myogenèses successives est en
revanche permanente. 
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Figure 4. Le domaine antérieur du somite des poissons forme un épithélium externe
qui produit des progéniteurs musculaires à l’origine de l’expansion du myotome
embryonnaire.
a) Représentation schématique en vue dorsale d’un somite d’un embryon de pois-
son, montrant le déplacement des cellules de la moitié antérieure vers la surface
externe où elles forment un épithélium recouvrant le myotome embryonnaire com-
posé de Fibres Rapides profondes (FR) et de Fibres Lentes superficielles (FL). La
formation des fibres lentes résulte de la migration latérale des Cellules Adaxiales
(CA).
b) Schéma d’une coupe transversale d’un embryon de poisson montrant la migration
des cellules myogéniques de l’épithélium externe vers le myotome embryonnaire.
Les flèches indiquent les chemins empruntés par les cellules de l’épithélium externe
(d’après Rescan 2010).

Encadré 2. Origine et propriétés des cellules musculaires et adipeuses.

- Le développement du muscle débute par la prolifération des cellules musculaires,
puis les cellules s’alignent et fusionnent pour former des fibres musculaires. Ce
processus se déroule au moins deux fois chez l’embryon et le fœtus et est à
l’origine de la détermination du nombre total et de la diversité des fibres muscu-
laires. 

- Trois types d’adipocytes blancs, beiges et bruns constituent les tissus adipeux
blancs ou mixtes (blanc/ beige) et bruns. Les adipocytes blancs stockent l’éner-
gie apportée par l’alimentation sous forme de triglycérides. Les adipocytes bruns
et beiges stockent puis mobilisent les triglycérides pour produire de la chaleur.
Une variabilité de la proportion d’adipocytes bruns/beiges et d’adipocytes blancs
contribuerait à une variabilité de la dépense énergétique et de la composition cor-
porelle.

- Les origines embryonnaires des adipocytes bruns, blancs et beiges sont diverses
et dépendraient de la localisation anatomique des tissus adipeux. 

- Lors du développement précoce, un « dialogue » entre les cellules musculaires
et adipeuses s’établit, impliquant des protéines synthétisées puis sécrétées par
les muscles (les myokines) et les adipocytes (les adipokines).

- Chez certains poissons, la croissance du muscle par hyperplasie des fibres
musculaires se poursuit tout au long de la vie.



2 / Origine et croissance du
tissu conjonctif musculaire

Le tissu conjonctif soutient et enveloppe
le muscle, et dans le muscle il contribue
à la connexion entre les réseaux de fibres
musculaires. Son abondance et ses carac-
téristiques structurales participent à la
détermination de la tendreté de la viande
des mammifères et à la tenue des filets
chez le poisson.

2.1 / Formation du tissu conjonctif
musculaire chez les mammifères

Le tissu conjonctif est constitué de
fibroblastes qui produisent de grandes
quantités de composants matriciels (en
particulier collagènes et protéoglycanes)
formant une matrice extracellulaire plus
ou moins rigide. Le tissu conjonctif du
muscle est organisé en enveloppes suc-
cessives : un endomysium qui entoure
chaque fibre musculaire, un périmysium
plus épais entourant des faisceaux de
fibres musculaires et enfin l’épimysium*
qui enveloppe le muscle lui-même
(Robelin et Casteilla 1990). Ces trois
enveloppes forment un ensemble continu
en relation avec la structure tendineuse
dont le rôle est de transmettre aux os
le mouvement généré par la contraction
des fibres musculaires. 

Les fibroblastes du tissu conjonctif
associé aux muscles des membres dérivent
d’une population cellulaire provenant non
pas de la lèvre ventrale du dermomyotome
comme c’est le cas des progéniteurs cellu-

laires des muscles des membres, mais
du mésoderme de la lame latérale. Cette
population cellulaire et les fibroblastes
qui en dérivent expriment spécifiquement
le régulateur transcriptionnel TCF4
(Kardon et al 2003). Les cellules qui
forment les tendons des muscles des
membres dérivent également du méso-
derme de la lame latérale. Ces cellules
expriment spécifiquement le régulateur
transcriptionnel Scléraxis et se distribuent
initialement dans les aires ventrales et
dorsales des membres en formation. 

Les structures tendineuses et l’aponé-
vrose des muscles axiaux dérivent de
la partie dorsale du sclérotome appelé
le syndétome*, structure reconnaissable
par l’expression du régulateur trans-
criptionnel Scléraxis. L’expression de
Scléraxis dans le syndétome et la dif-
férenciation des ténocytes* axiaux (cel-
lules progénitrices des tendons axiaux)
que le syndétome contient, sont induites
par des facteurs sécrétés de la famille
des FGFs qui proviennent du myotome
adjacent (Brent 2000). Il est vraisembla-
ble que le syndétome fournit également
les progéniteurs cellulaires à l’origine
des tissus conjonctifs internes (endomy-
sium et périmysium) des muscles axiaux. 

La croissance post-embryonnaire du
tissu conjonctif reste peu connue et les
rares données ont notamment été obte-
nues chez le bovin. Elles illustrent une
diminution de la proportion de tissu
conjonctif dans le muscle fœtal en
croissance, du fait de la diminution de la
proportion d’endomysium (28 et 11%,

respectivement à 70 et 260 jpc) et de
périmysium (42 et 16%, respectivement à
70 et 260 jpc). Cependant, l’organisation
du tissu conjonctif, la localisation des
molécules de la matrice extracellulaire
et les différences de teneurs en collagène
entre muscles sont identiques chez le
fœtus de 180 jpc et l’adulte. Les diffé-
rents types de collagènes et de protéo-
glycanes apparaissent selon une chrono-
logie spécifique, principalement entre 60
et 180 jpc (Listrat et al 1999). C’est donc
avant 180 jpc (période de différenciation
des générations primaires et secondaires
de myotubes) qu’ont lieu les principaux
évènements à l’origine du tissu conjonc-
tif chez le bovin.

2.2 / Formation du tissu conjonctif
musculaire chez les poissons

Le muscle axial est prépondérant chez
les poissons. Ce muscle est organisé en
une série longitudinale de segments
musculaires appelés myomères qui déri-
vent des somites. Les myomères sont
séparés entre eux par un feuillet de tissu
conjonctif appelé myosepte qui est l’équi-
valent de l’épimysium des amniotes. La
plupart des poissons présentent un com-
partiment conjonctif supplémentaire qui
n’existe pas chez les tétrapodes : le myo-
septe horizontal qui sépare la musculature
myotomale axiale en un domaine épaxial
et un domaine hypaxial. Les fibres
musculaires des poissons sont recouver-
tes par un endomysium comme chez les
amniotes. On trouve aussi un périmy-
sium plus épais qui entoure des fais-
ceaux de fibres musculaires (Bremner et
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Figure 5. Différenciation des fibres musculaires et mise en place du myosepte chez le poisson.
Embryon de truite (stade œillé) : 
a) Hybridation in situ montrant l’expression de la myogénine dans les somites de l’embryon de truite.
b) (coupe frontale) Hybridation in situ montrant l’expression du collagène V dans des fibroblastes (cellules myoseptales) ayant
envahi l’espace séparant deux somites adjacents.

INRA Productions Animales, 2015, numéro 2



Hallett 1985). Les somites, à l’origine
des myomères, présentent à leur surface
des composants matriciels comme le
collagène de type I. Ces composants
proviennent vraisemblablement des
somites eux-mêmes. A la fin de la somi-
togenèse, des cellules ressemblant à des
fibroblastes envahissent l’espace sépa-
rant deux somites/myomères. Ces cellules
myoseptales entourent progressivement
chaque somite/myomère pour former le
myosepte (figure 5b). Il est vraisembla-
ble que les tissus conjonctifs internes de
la musculature axiale dérivent des cel-
lules myoseptales. L’expression par les
cellules myoseptales de collagènes du
tendon et surtout de Scléraxis suggère
que les cellules myoseptales des pois-
sons sont homologues aux ténocytes
des amniotes (Bricard et al 2014). La
croissance post-embryonnaire du tissu
conjonctif reste à étudier chez les pois-
sons.

3 / Origine et croissance des
tissus adipeux musculaires et
non musculaires

Les adipocytes sont les cellules pré-
dominantes des tissus adipeux et sont
aussi présents dans d’autres tissus comme
le muscle squelettique (Gardan et al
2006). Deux types d’adipocytes, les adi-
pocytes blancs et les adipocytes bruns
constitutifs des tissus adipeux blanc et
brun, coexistent ou se succèdent au cours
de la croissance. A l’exception du porc
(Trayhurn et al 1989), la présence d’adi-
pocytes bruns est décrite chez de nom-

breux mammifères en particulier chez
les animaux hibernants, chez les petits
mammifères non hibernants comme les
rongeurs (Cannon et Nedergaard 2004)
et au cours de la vie fœtale des grands
mammifères (Robelin et Casteilla 1990,
Taga et al 2012). Très récemment, un
troisième type d’adipocytes a été mis en
évidence chez la souris : les adipocytes
beiges (tableau 1) qui émergent dans les
tissus adipeux blancs dans certaines
conditions comme l’exposition au froid
(Sanchez-Gurmaches et Guertin 2014).
Leur présence a aussi été suggérée chez
l’Homme (Pisani et al 2011) et le mouton
(Pope et al 2014). L’émergence de ces
derniers dans les dépôts adipeux blancs
est associée à une augmentation de la
dépense énergétique de l’organisme
entier. Ces différents types d’adipocytes
se différencient sur les plans morpho-
logique et fonctionnel (tableau 1). Une
conséquence pratique de la diversité des
adipocytes chez les mammifères d’intérêt
agronomique est que l’équilibre entre
adipocytes bruns/beiges et blancs condi-
tionnerait la thermogenèse et la survie
en période périnatale (en particulier pour
l’espèce ovine), mais aussi probablement
l’efficacité énergétique durant la vie pro-
ductive des ruminants. Chez l’Homme et
les rongeurs, les adipocytes bruns sont
essentiellement localisés dans les tissus
adipeux sous-cutanés interscapulaire et
sus-claviculaire alors que les adipocytes
blancs sont localisés dans les autres tissus
adipeux sous-cutanés, viscéraux et mus-
culaires (Cinti 2005). Chez les poissons
adultes, des adipocytes, exclusivement
blancs, sont trouvés dans le myoseptum
à la fois dans le muscle rouge superficiel

et dans le muscle blanc profond. Le
développement des tissus adipeux a lieu
chez l’embryon, le fœtus ou le jeune avec
des différences chronologiques selon les
espèces. Il est cependant plus tardif que
le développement des muscles chez l’en-
semble des espèces. Nous considèrerons
donc largement (et contrairement au
muscle) le développement post-natal des
tissus adipeux. 

3.1 / Origine embryonnaire des
adipocytes chez les mammifères

L’origine des progéniteurs adipeux et
les étapes conduisant à l’engagement de
cellules souches embryonnaires vers les
lignages adipocytaires ne sont connues
que de manière fragmentaire chez les
amniotes et pas du tout chez les pois-
sons. C’est pourquoi, le développement
embryonnaire adipeux est décrit unique-
ment chez les amniotes et plus précisé-
ment chez les rongeurs. 

Même si les connaissances sur l’origine
embryonnaire des adipocytes restent
imprécises à ce jour, il est admis qu’elle
est diverse et dépendrait du type d’adi-
pocytes et de leur localisation anatomique
(figure 6). Le suivi des cellules ayant
exprimé Myf5 (un marqueur précoce du
lignage musculaire) au cours de leur
histoire montre que les adipocytes bruns
et beiges/blancs de souris (des tissus
adipeux interscapulaire, sous-cutané
antérieur et rétro-péritonéal) dérivent des
cellules embryonnaires émanant du der-
momyotome et qui expriment Myf5
comme les cellules musculaires (Sanchez-
Gurmaches et Guertin 2014). Les adipo-
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Adipocyte brun 

 

Adipocyte beige 

 

Adipocyte blanc 

Fonction Thermogenèse, dépense énergétique Stockage d’énergie 
(triglycérides) 

Gouttelettes lipidiques   Plusieurs gouttelettes Une seule gouttelette 

Mitochondries Nombreuses Peu nombreuses 

Cytoplasme Bien développé Peu développé et repoussé 
à la périphérie de la cellule 

Localisations anatomiques 
majeures 

Tissus adipeux 
sous-cutané du tronc 
(interscapulaire  
et sus-claviculaire) 

Tissus adipeux blanc Tissus adipeux sous cutané, 
viscéraux et musculaires 

Expression de la protéine 
découplante UCP1 Elevée 

Expression après 
exposition au froid, 
stimulation par le système 
nerveux sympathique 
ou traitement chimique 

Non détectable 

Origine développementale  Commune avec le 
muscle : dermomyotome 

Commune avec les 
adipocytes blancs 
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Tableau 1. Fonctions et caractéristiques des adipocytes bruns, beiges et blancs.
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cytes blancs interscapulaires ou rétro-
péritonéaux sont issus de progéniteurs
Myf5+ mais aussi de progéniteurs Myf5-,
dont la proportion varie selon la localisa-
tion anatomique. L’orientation du progé-
niteur cellulaire exprimant Myf5 vers le
lignage adipogénique brun ou myogé-
nique est sous le contrôle du régulateur
transcriptionnel PRDM16 dont l’expres-
sion est régulée par la cytokine BMP7
(Tseng et al 2008). Chez la souris, le
suivi de cellules ayant exprimé Wt1 (un
marqueur du mésoderme latéral et des
cellules mésothéliales) en milieu de ges-
tation, indique que ces cellules sont à
l’origine de 30 à 80% des adipocytes des
six tissus adipeux viscéraux (périrénal,
gonadique, péricardiaque, rétro-péritonéal,
omental et mésentérique), mais pas des
tissus adipeux sous-cutanés (Chau et al
2014). Ces deux études suggèrent que
les adipocytes blancs rétro-péritonéaux
auraient pour origine des progéniteurs

exprimant Myf5 (Sanchez-Gurmaches
et Guertin 2014) et d’autres exprimant
Wt1 (Chau et al 2014). Ainsi, les adipocy-
tes auraient pour origines embryonnaires
le mésoderme paraxial (à l’origine des
progéniteurs Myf5+) et le mésoderme
latéral (à l’origine des progéniteurs Wt1+)
et probablement d’autres origines puisque
la provenance des progéniteurs Myf5-
reste à déterminer. L’origine embryon-
naire diverse des adipocytes est aussi
illustrée par les données qui montrent
que la crête neurale d’origine ectoder-
mique produit des adipocytes blancs
céphaliques chez la souris (Billon et al
2007). Enfin, les adipocytes blancs du
tronc se forment à proximité des vais-
seaux sanguins (Hausman et Richardson
2004) et dériveraient d’un progéniteur
cellulaire présent dans le réseau vascu-
laire adipeux (Tang et al 2008) également
à l’origine des cellules endothéliales.
L’origine de ce progéniteur reste à déter-

miner (Billon et al 2007, Sanchez-
Gurmaches et Guertin 2014) comme
c’est le cas pour les progéniteurs d’adi-
pocytes intramusculaires blancs. 

3.2 / Développement fœtal et néo-
natal des adipocytes blancs et
bruns chez les mammifères

La chronologie d’apparition des adi-
pocytes blancs et bruns varie selon leurs
localisations anatomiques et les espèces
(figure 3). Ainsi, les premiers groupes
d’adipocytes localisés dans les sites
anatomiques des futurs dépôts adipeux
sont observés durant la période fœtale
chez les mammifères de grande taille
comme le bovin, le mouton, le porc et
l’Homme alors que les tissus adipeux
sont à peine détectables avant la nais-
sance chez les rongeurs. Chez les grands
mammifères, la présence de tissu adipeux
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Figure 6. Origine développementale des cellules musculaires et des adipocytes blancs, bruns et beiges chez les mammifères.
Les fibres musculaires et les adipocytes blancs dérivent de trois progéniteurs distincts, dont seulement un exprime la protéine
Myf5. Chez la souris, les progéniteurs exprimant Myf5 seraient à l’origine des fibres musculaires, mais également des adipocytes
bruns et des adipocytes beiges/blancs des tissus adipeux sous-cutanés antérieurs et rétro-péritonéaux, alors que les adipocytes
blancs/beiges des tissus adipeux inguinal et périgonadique seraient issus d’un progéniteur n’exprimant pas Myf5. Selon la
localisation anatomique des tissus adipeux, les progéniteurs Myf5+ ou Myf5- sont à l’origine des adipocytes bruns et beiges,
sous le contrôle de protéines dont l’identification commence à être précisée. BMP7 via PRDM16 induit la détermination des
progéniteurs en cellules musculaires ou en adipocytes bruns et BMP4 et 2 en adipocytes blancs. Des adipocytes blancs des
tissus adipeux viscéraux sont aussi issus de progéniteurs exprimant Wt1. La trans-différenciation des adipocytes beiges en
adipocytes blancs constitue une origine additionnelle potentielle, mais non développementale, pour ces cellules.
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à la naissance leur confère entre autre une
capacité de thermogenèse (sauf chez le
porc dépourvu de tissu adipeux brun). Du
fait du faible développement adipeux à
la naissance, les rongeurs font face aux
variations périnatales de température
grâce à la présence du nid et de leurs
congénères de portée. Les premiers foyers
d’adipocytes apparaissent au niveau sous-
cutané entre 50 et 75 jpc (environ 43 à
65% de la gestation) chez le porc, et
autour des reins (périrénal) à 110 jpc
(soit 40 % de la gestation, Vernon 1986)
chez le bovin. Puis les tissus adipeux se
développent dans les régions péricar-
dique, épididymaire et périrénale à
environ 70 jpc chez le porc (61% de
la gestation (Desnoyers et al 1974,
Hausman et Thomas 1986) et au niveau
intermusculaire ou sous-cutané à environ
180 jpc chez le bovin (soit 40 et 66%
de la gestation, Vernon 1986). Chez ce
dernier, les tissus adipeux périrénal et
intermusculaire sont hétérogènes et
composés d’adipocytes bruns et blancs
(Taga et al 2011, Taga et al 2012), puis
perdent leurs caractéristiques métaboli-
ques de tissu adipeux brun pour exprimer
celles des tissus adipeux blancs quelques
semaines après la naissance (Casteilla
et al 1989, Casteilla et al 1994). Seul le
tissu adipeux sous-cutané serait blanc
dès sa formation (Alexander et al 1975,
Casteilla et al 1989). Les premiers adipo-
cytes intramusculaires ne se développent
qu’au cours du premier mois de vie post-
natale chez le porc (Hauser et al 1997),
et ne sont détectés qu’après 3 mois de
vie chez le bovin (Bas et Sauvant 2001).
Chez le porc et le bovin, les tissus adipeux
sous-cutanés et internes sont considérés
comme des tissus précoces avec un faible
potentiel de croissance par hyperplasie
par opposition aux tissus adipeux mus-
culaires considérés comme tardifs avec
un potentiel de croissance par hyper-
plasie plus élevé (Vernon 1986).

La croissance fœtale des tissus adipeux,
chez ces espèces précoces, résulte sur-
tout d’une hyperplasie des adipocytes
(Robelin et Casteilla 1990) c'est-à-dire
de la formation de nouveaux adipocytes
à partir de progéniteurs adipeux. Les
adipocytes n’ayant aucune capacité de
prolifération, ce sont les progéniteurs
adipeux embryonnaires puis fœtaux qui
prolifèrent. Après une phase d’hyper-
plasie, les progéniteurs se différencient
en adipoblastes qui eux-mêmes se diffé-
rencient en préadipocytes avant de don-
ner des adipocytes. La différenciation
des préadipocytes en adipocytes, c'est-
à-dire l’étape finale conduisant à un adi-
pocyte fonctionnel, a été bien décrite in
vitro à partir de lignées cellulaires de
rongeurs (Boone et al 2000). Ces méca-
nismes semblent communs à toutes les
espèces et aux adipocytes blancs et bruns,
même si la cinétique d’expression des
régulateurs transcriptionnels clés varie

(Ding et al 1999). La croissance fœtale
résulte aussi d’une augmentation du volu-
me des adipocytes liée au stockage des
lipides. 

Le développement néo- et post-natal
des tissus adipeux est prépondérant chez
toutes les espèces y compris le bovin et
le porc. En effet, les tissus adipeux
représentent de 4 à 7% du poids vif à
la naissance chez le bovin (Robelin et
Casteilla 1990) et peuvent varier pour
des bouvillons à l’âge d’abattage de 24
mois entre 7% pour un génotype très
maigre comme le Blanc Bleu Belge et
35% pour un génotype gras comme les
Noirs Japonais (Gotoh et al 2009). Chez
le porc, ils représentent seulement 1 à
2% du poids vif à la naissance (Frondas-
Chauty et al 2012) et de 15 à 20% de ce
poids à 110 kg (Gondret et al 2006). La
croissance post-natale des tissus adipeux
résulte d’une augmentation du nombre
(hyperplasie) et du volume (hypertrophie)
des adipocytes. Les données sur l’impor-
tance relative de ces deux processus
restent limitées. Le nombre d’adipocytes
augmenterait peu après la naissance et
serait fixé à l’adolescence chez l’Homme
(Spalding et al 2008) ou à 100 kg de poids
vif chez le bovin (Robelin et Casteilla
1990). Chez des individus adultes obèses
ou normo-pondérés, des variations de
poids d’environ 20% sur des périodes
de plusieurs mois/années modifient le
volume des adipocytes mais ne modifient
pas leur nombre total (Spalding et al
2008) ce qui suggère l’existence de méca-
nismes pour contrôler le nombre et le
volume des adipocytes d’un individu.
Même si l’hyperplasie est considérée
comme faible chez les mammifères
adultes, elle participerait néanmoins au
renouvellement des adipocytes qui a été
estimé à environ 10% par an chez l’Hom-
me (Spalding et al 2008). L’hyperplasie
participerait aussi à la croissance des
tissus adipeux quand l’organisme est
exposé à une prise calorique excessive.
Ainsi chez le bovin à l’engraissement, le
nombre d’adipocytes augmente lorsque
la taille moyenne des adipocytes atteint
90 µm (Bonnet et al 2010a). 

On ignore cependant si l’augmentation
post-natale du nombre d’adipocytes
résulte d’une hyperplasie réelle comme
durant la période fœtale ou de la simple
différenciation de cellules souches adul-
tes ou préadipocytes quiescents ou de la
dédifférenciation/transdifférenciation
d’adipocytes. La contribution de cellules
souches adultes est fortement suggérée
par leur présence dans les tissus adipeux
(Casteilla et al 2005). Chez le porc, les
tissus adipeux blancs sous-cutanés, vis-
céraux et intermusculaires hébergent
plusieurs types de progéniteurs dont la
proportion varie selon l’âge (Perruchot
et al 2013). Le muscle héberge aussi des
progéniteurs adipeux qui se distinguent

des cellules satellites par l’expression
de différents marqueurs de surface et par
leur localisation interstitielle. Ainsi, une
population de cellules qui exprime le
marqueur PDGFRα pourrait être à l’ori-
gine des adipocytes blancs du muscle
chez la souris (Joe et al 2010, Uezumi et
al 2010). Le marqueur PDGFRα a aussi
été utilisé pour isoler une population de
cellules mésenchymateuses, non myo-
géniques, qui a la capacité de se diffé-
rencier en adipocytes dans un muscle
des membres de bovin adulte (Huang et
al 2012). Ces cellules positives pour
PDGFRα n’expriment jamais Myf5 au
cours de leur histoire (Joe et al 2010) ni
le marqueur Pax3 qui est exprimé dans
les cellules satellites (Liu et al 2012) et
elles sont aussi négatives pour les mar-
queurs CD31 (marqueur endothélial) et
CD45 (marqueur hématopoïétique).
D’autres travaux montrent que les pro-
géniteurs adipeux du muscle sont aussi
CD31-, CD45-, Sca1+ et CD34+ (mar-
queurs de cellules souches) (Sanchez-
Gurmaches et Guertin 2014). Comme
cela a été montré dans le muscle humain
(Pisani et al 2010), plusieurs populations
de progéniteurs musculaires présentent
des capacités adipogéniques in vitro chez
le porc (Perruchot et al 2013).

Ainsi, les connaissances sur les pro-
géniteurs adipeux posent au moins deux
questions. Ces progéniteurs adipeux
participent-ils à la croissance embryon-
naire et fœtale ou sont-ils exclusifs de la
croissance post-natale ? Les progéniteurs
adipeux ou adipo-myogéniques du mus-
cle sont-ils identiques aux progéniteurs
d’adipocytes blancs des dépôts adipeux
non-musculaires ? Enfin, des processus
de dédifférenciation ou de transdifféren-
ciation seraient aussi impliqués dans la
formation de nouveaux adipocytes
(Barbatelli et al 2010). Ainsi, par exem-
ple, chez le bovin au cours de la période
post-natale, l’évolution des tissus adipeux
hétérogènes bruns/blancs sans variation
du nombre d’adipocytes (Robelin et
Casteilla 1990) pourrait résulter d’une
transformation des adipocytes bruns en
adipocytes blancs.

En période post-natale, le tissu adipeux
croît surtout par une hypertrophie des
adipocytes. La plasticité d’un adipocyte
est très importante puisque son diamètre
moyen passe d’environ 40 à 115 µm
entre la naissance et l’âge adulte chez le
bovin (Robelin et Casteilla 1990) ou de
38 à 62 µm entre 30 et 110 kg chez le
porc en croissance (Gardan et al 2006).
Le volume de l’adipocyte dépend essen-
tiellement de la quantité de triglycérides
stockés dans la (adipocytes blancs) ou les
(adipocytes beiges et bruns) vacuole(s)
lipidique(s) qui occupe(nt) la majeure
partie du volume cellulaire. Ce processus
d’hypertrophie, peu spécifique du déve-
loppement précoce des tissus adipeux,

Comprendre le développement des muscles et des tissus adipeux… / 145

INRA Productions Animales, 2015, numéro 2



ne sera pas décrit plus largement dans
cet article (pour des informations com-
plémentaires voir la revue de Bonnet et
al 2010b). 

3.3 / Développement post-embryon-
naire des adipocytes blancs chez les
poissons

Les connaissances sur le développe-
ment adipeux post-embryonnaire chez
les poissons sont très fragmentaires. Le
tissu adipeux des poissons serait exclu-
sivement composé d’adipocytes blancs
(malgré la détection d’un marqueur molé-
culaire d’adipocytes bruns) homologues
par leur structure histologique et leur
fonction aux adipocytes des mammifères
(Minchin et Rawls 2011). Des études
récentes d’imagerie corporelle in vivo ont
décrit la chronologie d’apparition des
adipocytes blancs dans différents sites
anatomiques chez le Zebrafish, avec
comme ordre l’apparition des adipocytes
au niveau pancréatique (entre les acini),
viscéral, sous-cutané et crânial. Le déve-
loppement du tissu adipeux viscéral
dépend de l’âge et est visible à 17 jours
post-fertilisation, alors que le dévelop-
pement des tissus adipeux pancréatique,
sous-cutané et crânial dépend de la lon-
gueur de l’alevin. Ces derniers sont
respectivement visibles chez des alevins
de 4,8, 8,2 et 9,4 mm (Imrie et Sadler
2010).

4 / Relations entre tissus
musculaires et adipeux et
entre cellules au sein du
muscle lors de la croissance

Les connaissances sur la croissance
des tissus suggèrent une priorisation ou
une compétition pour la croissance des
muscles comparativement à celle des
tissus adipeux. En effet, la croissance
du muscle précède celle du tissu adipeux
et les allométries de croissance des dif-
férents tissus montrent que la vitesse
de croissance relative du tissu adipeux
augmente avec l’âge quand celle du
muscle diminue. Ainsi, des co-régulations
affectant soit le nombre soit le volume
des fibres musculaires comparativement
aux adipocytes, se succéderaient et/ou
seraient concomitantes selon le stade de
développement des tissus. Elles sont
suggérées par des variations inverses et
simultanées du NTF et du nombre d’adi-
pocytes observées en réponse à des modi-
fications de l’environnement intra-utérin,
par exemple lorsque l’alimentation mater-
nelle est modifiée avant la période où le
NTF est fixé. Chez la brebis, une dimi-
nution de l’apport en nutriments de 50%
(par rapport aux besoins en énergie pour
l’entretien et la gestation) entre 28 et 80
jpc diminue le nombre de fibres secon-

daires et le rapport des nombres de fibres
secondaires/primaires dans le muscle
fœtal (Daniel et al 2007) et augmente le
poids de tissu adipeux périrénal du
fœtus en fin de gestation (Bispham et al
2005). Cette sous-nutrition maternelle
en début de gestation entraîne une aug-
mentation de l’épaisseur de tissu adipeux
sous-cutané et du poids absolu ou relatif
(par rapport au poids vif) des tissus adi-
peux viscéraux chez l’agneau entre 4
mois et 1 an d’âge (Daniel et al 2007,
Ford et al 2007). Chez le porc, des fœtus
présentant un retard de croissance intra-
utérin (reflet d’une sous-nutrition fœtale)
au sein d’une portée, ont un dépôt de
lipides dans les fibres musculaires plus
élevé pendant la période fœtale (Karu-
naratne et al 2009). A la naissance, ces
porcelets ont un NTF réduit (Gondret et
al 2005, Rehfeldt et Kuhn 2006), et pré-
sentent une adiposité corporelle et des
niveaux d’expression de marqueurs adi-
pocytaires plus faibles que leurs congé-
nères de portée de poids moyen (Wil-
liams et al 2009, Ramsay et al 2010). A
6 mois d’âge, ils présentent à l’inverse
une adiposité corporelle plus élevée
(tissu adipeux sous-cutané et périrénal),
une teneur en lipides intramusculaires
supérieure, et des fibres musculaires
plus grosses probablement en raison
de leur NTF plus faible (Gondret et al
2006). 

Une compétition pour la croissance
des muscles comparativement à celle
des tissus adipeux est également suggé-
rée par la comparaison de génotypes
extrêmes. Par exemple, les races bovines
diffèrent par leur aptitude de développe-
ment des tissus adipeux et des muscles.
Les races précoces dont la croissance
musculaire ralentit avec l’âge (Angus,
Noir Japonais, Holstein) ont une propor-
tion de tissu adipeux corporel plus élevée
que les races tardives (Gotoh et al 2009)
au potentiel de croissance musculaire
plus élevé (Blanc Bleu Belge, Blond
d’Aquitaine, Limousin). Comparative-
ment aux races tardives, les races préco-
ces ont en général un nombre d’adipo-
cytes plus élevé, des adipocytes plus
gros, des activités enzymatiques pour
le dépôt de lipides plus fortes et des
fibres musculaires, en particulier les
fibres rapides glycolytiques, plus peti-
tes (Bonnet et al 2010a). Des bovins
Blanc Bleu Belge, dont l’hypermuscula-
rité résulte d’une mutation du gène de
la myostatine, ont un NTF jusqu’à deux
fois plus élevé dans certains muscles,
et moins de dépôts adipeux dans les
muscles et le corps entier que des géno-
types non mutés (Bonnet et al 2010a).
Globalement, il semble qu’une réduc-
tion du NTF ou de la surface des fibres
en raison d’une sous-nutrition mater-
nelle ou du génotype diminue le poten-
tiel de croissance musculaire et coïn-
cide avec un développement accru des

dépôts adipeux pendant la période post-
natale. Le NTF étant fixé avant la nais-
sance chez les grands mammifères, les
co-régulations qui affecteraient le nom-
bre de fibres musculaires comparati-
vement aux adipocytes surviendraient
durant la vie fœtale. Ces observations
suggèrent un déterminisme précoce du
nombre de fibres musculaires et du nom-
bre d’adipocytes, néanmoins suscepti-
bles d’être régulés après la naissance du
fait de la présence de cellules progéni-
trices.

Des relations entre les muscles et les
tissus adipeux au cours de la croissance
connaissent aujourd’hui un début de
confirmations expérimentales. Des régu-
lations ou interactions entre cellules
adipeuses et musculaires ont, en effet, été
décrites au niveau du muscle, comme au
niveau de l’organisme entier. Chez la
souris, l’ablation génétique des cellules
musculaires facilite la différenciation des
adipocytes musculaires. Inversement,
l’ablation génétique des cellules adipo-
géniques altère profondément la régéné-
ration de muscle blessé (Liu et al 2012).
In vitro, la présence de progéniteurs fibro/
adipogéniques PDGFRα+ stimule la dif-
férenciation terminale des cellules satel-
lites, possiblement par la production
d’interleukine 6 (Joe et al 2010). Par
ailleurs, l’ablation génétique des fibro-
blastes exprimant TCF4 démontre le rôle
primordial de ces cellules dans la matu-
ration des fibres musculaires pendant le
développement (Mathew et al 2011). Il
a été proposé que les fibroblastes TCF4+
régulent la myogénèse en sécrétant des
facteurs de signalisation et/ou des pro-
téines matricielles (Kardon et al 2003,
Mathew et al 2011). Au niveau de l’orga-
nisme entier, et au-delà du développement
précoce des tissus, des protéines sont
produites et sécrétées par les muscles
(myokines) et les tissus adipeux (adipo-
kines). Elles participent au déterminisme
du rapport entre la masse des muscles et
celle des tissus adipeux, en agissant sur
la différenciation des cellules souches
adultes ou des progéniteurs engagés dans
les lignages adipeux ou myogéniques et
sur le partage des nutriments entre fibres
musculaires et adipocytes pour leur dif-
férenciation terminale et leur hypertro-
phie (Bonnet et al 2010a). Ainsi, la myos-
tatine inhibe la différenciation de préa-
dipocytes (Hirai et al 2007, Argilés et al
2012), mais stimule celle de cellules
souches adipeuses adultes (Argilés et al
2012). La myostatine freine aussi l’hyper-
trophie musculaire et stimule l’hyper-
trophie des adipocytes dans l’organisme
(Argilés et al 2012). Certaines myokines
peuvent par ailleurs modifier les carac-
téristiques métaboliques des adipocytes.
Ainsi, la protéine Irisin (ou FNDC5)
induit l’apparition d’adipocytes bruns/
beiges dans le tissu adipeux blanc
inguinal de souris (Bostrom et al 2012).
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La myonectine augmente le prélèvement
des acides gras par les tissus adipeux
blancs chez la souris, réduisant ainsi les
taux d’acides gras circulants (Seldin et
al 2012). Inversement, des adipokines
agissent sur le muscle. Ainsi, la co-
culture de cellules humaines montre que
les facteurs libérés par les adipocytes
induisent une résistance à l’insuline des
cellules musculaires (Dietze et al 2002).
Chez les bovins, une forte adiposité est
concomitante avec une augmentation de
la teneur plasmatique en leptine accom-
pagnée, au niveau du muscle, d'une aug-
mentation de l’oxydation des acides gras
et d'une diminution de la lipogenèse
(Bonnet et al 2010a). Ainsi chez le bovin,
comme chez les monogastriques, la lep-
tine favoriserait l’utilisation des acides
gras dans le muscle plutôt que leur stoc-
kage dans le tissu adipeux. D’autres
adipokines telles que l’adiponectine
auraient des effets similaires d’augmen-
tation de l’oxydation des acides gras dans
la cellule musculaire, stimulant ainsi la
sensibilité à l’insuline (Dyck 2009). 

Conclusion

Comprendre l’origine des différentes
cellules qui construisent le muscle (fibres
musculaires, cellules des tissus conjonc-
tifs et adipeux, intramusculaires) et les
tissus adipeux ainsi que les mécanismes
qui gouvernent leur co-développement
tout au long de la vie de l’animal cons-
titue un préalable pour pouvoir modifier
les proportions relatives de ces différents
compartiments tissulaires et ainsi mieux
contrôler la composition corporelle
(qualité des carcasses) et les caractéris-
tiques tissulaires qui déterminent les
qualités ultérieures de la viande (cf.
Listrat et al 2015, ce numéro). Etudier
l’influence des facteurs d’élevage ou
environnementaux sur le développement
des muscles et des tissus adipeux sera
nécessaire pour identifier des stratégies
permettant de répondre aux objectifs de
production quantitatifs et/ou qualitatifs
des filières animales et piscicoles. Par
exemple chez les mammifères, la com-

position corporelle future d'un animal
peut être programmée par l'environne-
ment maternel au cours des étapes initia-
les de son développement. Ainsi, des stra-
tégies d'alimentation des femelles en
gestation pourraient permettre de prendre
en compte l'effet de la programmation
fœtale sur le rendement futur des ani-
maux producteurs de viande. Des méca-
nismes épigénétiques, qui sont encore
largement à découvrir, pourraient y
jouer un rôle essentiel. 
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Résumé

Abstract

Les qualités des carcasses et des viandes/chairs des espèces d’intérêt agronomique (mammifères, espèces aviaires et poissons) dépendent
en grande partie des caractéristiques et des proportions relatives des différents compartiments tissulaires, principalement les fibres
et le tissu conjonctif musculaires et les tissus adipeux. Dans cette revue, nous décrivons la mise en place de ces trois compartiments
au cours du développement embryonnaire et fœtal, ainsi que leur croissance après la naissance ou l’éclosion. Les fibres musculaires
et le tissu conjonctif des muscles du tronc sont issus de domaines embryonnaires distincts de ceux à l’origine des muscles des membres
et de la tête. L’origine embryonnaire des adipocytes blancs reste à établir, mais est vraisemblablement multiple et dépendante de la
localisation anatomique des tissus adipeux. La croissance post-embryonnaire des muscles et des tissus adipeux implique la prolifération
puis la différenciation de cellules progénitrices non-embryonnaires. Le nombre total de fibres musculaires est fixé aux deux tiers ou
aux quatre cinquièmes de la gestation chez le bovin et le porc respectivement, et dès la naissance chez les volailles alors qu’il augmente
encore après l’éclosion chez certains poissons. Le nombre d’adipocytes augmente durant la croissance fœtale et dans une moindre
mesure après la naissance. Des interactions entre tissus au cours de la croissance, auparavant suggérées, sont maintenant démontrées
par l’identification de protéines sécrétées par les cellules musculaires et adipeuses qui participent au dialogue entre tissus.

Towards a better understanding of muscle and adipose tissue development: a prerequisite to control the quality of carcasses and meat /
flesh in livestock 

The qualities of carcasses and products of agronomic species depend largely on characteristics and relative proportions of the different
tissue components, mainly muscle fibers, muscular connective tissue and adipose tissues. This review is devoted to the prenatal and
neonatal development of these three components. The embryonic origin of myofibers and connective tissue from trunk muscle differs
from that of limb and head muscles. The embryonic origin of white adipocytes remains to be established and may depend on the
anatomical location of adipose tissues. The post-embryonic growth of muscles and adipose tissues involves the proliferation and then
the differentiation of fetal or adult progenitors. The total number of muscle fibers is fixed at around 66% (bovine) or 80% (pig) of
gestation or at birth in poultry, while it increases after hatching in some fishes. The number of adipocytes increases predominantly
during fetal growth and to a lesser extent after birth. Interactions between tissues during growth, formerly suggested, have now been
demonstrated by the identification of proteins secreted by muscle and adipose cells that participate in the cross-talk between tissues.

BONNET M.,  LOUVEAU I., CASSAR-MALEK I.,  LEFAUCHEUR L., RESCAN P.-Y., 2015. Comprendre le déve-
loppement des muscles et des tissus adipeux : un préalable pour maîtriser les qualités des carcasses et des produits des
animaux d’élevage. In : Numéro spécial, Le muscle et la viande. Picard B., Lebret B. (Eds). INRA Prod. Anim., 28, 137-150.

INRA Productions Animales, 2015, numéro 2


