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Abréviations 

ADH : hormone antidiurétique 

ADN : acide desoxyribonucléique 

ADP : adenosine 5‘-diphosphate 

AIF: apoptosis inducing factor 

AMP: adenosine 5’-monophosphate 

AMPK: adenosine monophosphate kinase 

ARN: acide ribonucléique 

ATF2: activating transcription factor 2 

ATP: adenosine 5’-triphosphate 

BSA : albumine bovine 

CBG : corticosteroid binding globulin 

CCCP : carbonyl cyanide m-chlorophenylhydrazone 

cGR : récepteur cytosolique aux glucocorticoïdes 

COX : cytochrome c oxydase 

CREB : cAMP response element binding 

CRF : corticotrophin releasing factor 

CS : citrate synthase 

DAG : diacylglycérol 

DNP : 2,4 Dinitrophénol 

EORs : espèces Oxygénées réactives 

FAD : flavine adenine dinucléotide  

FADH2 : flavine adenine dinucléotide hydrogénée 

FCCP : carbonylcyanide-p-trifluorométhoxyphénylhydrazone 

GABP : GA-binding protein 

GR : récepteur aux glucocorticoïdes 

GRE : élément de réponse aux glucocorticoïdes 

GRU : unité de réponse aux glucocorticoïdes 

G6Pase : glucose-6-phosphatase 

HIF1 : hypoxia-inducible factor 1 

HNF4-A: hepatic nuclear fator 4-A 

HSD (11β) : hydrosteroïde deshydrogénase 

HSP : heat shock protein 

IP3: inositol triphosphate 



MAPK: mitogen activated protein kinase 

mClCCP : identique au CCCP 

MEF2: myocyte-specific enhancer factor 2 

MERRF: myoclonus epilepsy associated with ragged-red fibers 

MELAS: Mitochondrial myopathy, encephalopathy, lactic acidosis, and stroke 

mGR : récepteur membranaire aux glucocorticoïdes 

MR : récepteur aux minéralocorticoïdes 

NAD+ : nicotinamide-adenine dinucléotide 

NADH : nicotinamide-adenine dinucléotide hydrogéné 

NFAT : facteur nucléaire des cellules T activées 

NFκB : facteur de nécrose de tumeur 

NLS : signal de localisation nucléaire 

NO : monoxyde d’azote 

NOS : NO synthase 

NRF1: nuclear respiratory factor 1 

NRF2: nuclear respiratory factor 2 

OXPHOS : phosphorylation oxydative 

PEPCK : phosphoenolpyruvate carboxykinase 

PGC1 : PPAR gamma coactivateur 1  

PiP2: phosphatidyl inositol bisphosphate 

PPAR γ: peroxysome proliferator-activated receptor γ 

PTP: pore de transition de perméabilité 

Sp1 : specifity protein 1 

TFAM : facteur de transcription mitochondriale A 

TIM : transporteur de la membrane interne mitochondriale 

TOM : transporteur de la membrane externe mitochondriale 

TORC: transducer of regulated CREB activity 

UCP: protéine découplante 

VDAC: porine ou voltage dependent anion channel 

YY1: facteur de transcription Yin Yang 1 

 

 
 
 
 



 

LISTES DES FIGURES 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Liste des figures  

Figure 1. .....................................................................................................verso page 6 

Figure 2..................................................................................................... verso page 8 

Figure 3..................................................................................................... verso page 8 

Figure 4....................................................................................................verso page 10 

Figure 5.................................................................................................... verso page 16 

Figure 6.................................................................................................... verso page 17 

Figure 7. ...................................................................................................verso page 18 

Figure 8....................................................................................................verso page 27 

Figure 9.................................................................................................... verso page 31 

Figure 10. ................................................................................................. verso page 31 

Figure 11................................................................................................... verso page 31 

Figure 12. .................................................................................................verso page 32 

Figure 13. .................................................................................................verso page 34 

Figure 14. .................................................................................................verso page 36 

Figure 15. .................................................................................................verso page 37 

Figure 16. .................................................................................................verso page 45 

Figure 17. ................................................................................................ verso page 82 

Figure 18. ................................................................................................ verso page 84 

Figure 19. .................................................................................................verso page 92 

Figure 20. ................................................................................................verso page 93 

Figure 21. .................................................................................................verso page 94 

Figure 22......................................................................................................... page 109 

Figure 23..........................................................................................................page 110 

Figure 24..........................................................................................................page 118 

Figure 25..........................................................................................................page 137 

Figure 26......................................................................................................... page 138 

Figure 27......................................................................................................... page 138 

Figure 28. ........................................................................................................ page 171 

Figure 29..........................................................................................................page 172 

Figure 30. ........................................................................................................page 175 

Figure 31. ........................................................................................................ page 183 

Figure 32......................................................................................................... page 184 

Figure 33..........................................................................................................page 185 

Figure 34......................................................................................................... page 186 

Figure 35..........................................................................................................page 187 

Figure 36......................................................................................................... page 188 



 

SOMMAIRE 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



AVANT-PROPOS ................................................................................... 1 

DONNEES BIBLIOGRAPHIQUES .....................................................4 

I. METABOLISME ENERGETIQUE CELLULAIRE .......................................................... 5 

II. METABOLISME ENERGETIQUE MITOCHONDRIAL ................................................... 6 

A. La mitochondrie : structure .......................................................................................................6 

B. La mitochondrie : fonctions ....................................................................................................... 7 

1. Fonctionnement ...............................................................................................................................8 

2. Composition: ....................................................................................................................................8 

III. REGULATION DU FONCTIONNEMENT DE LA PHOSPHORYLATION OXYDATIVE 

MITOCHONDRIALE ............................................................................................................12 

A. Variation de la phosphorylation oxydative. ........................................................................... 13 

1. Contrôle de la respiration mitochondriale. ................................................................................. 13 

2. Contrôle de l’efficacité de synthèse d’ATP. ................................................................................... 13 

3. Phosphorylation de sous-unités de complexes de la chaîne respiratoire. ................................. 17 

4. Contrôle transcriptionnel.............................................................................................................. 19 

B. Le dialogue mitochondrie/noyau : régulateur important du métabolisme mitochondrial ... 19 

C. Calcium et mitochondrie. ..........................................................................................................23 

1. Microdomaines calciques mitochondriaux..................................................................................23 

2. Transporteurs calciques mitochondriaux....................................................................................24 

3. Rôles du calcium dans le fonctionnement mitochondrial........................................................... 27 

IV. LES GLUCOCORTICOÏDES : DEFINITION...............................................................30 

A. Synthèse des glucocorticoïdes...................................................................................................30 

B. Les 11βHSD ................................................................................................................................ 31 

C. Les glucocorticoïdes de synthèse .............................................................................................. 31 

V. LES GLUCOCORTICOÏDES : EFFETS PHYSIOLOGIQUES........................................... 32 

A. Rôle immunosuppresseur et anti-inflammatoire ....................................................................32 

B. Contrôle de l’homéostasie cellulaire .........................................................................................32 

C. Rôle sur le métabolisme cellulaire ............................................................................................33 

1. Néoglucogenèse..............................................................................................................................33 

2. Protéolyse .......................................................................................................................................34 

3. Lipolyse...........................................................................................................................................35 

4. Insulinorésistance..........................................................................................................................35 

VI. LES GLUCOCORTICOÏDES : VOIES D’ACTION AU NIVEAU CELLULAIRE .................... 36 

A. Effets génomiques des glucocorticoïdes ...................................................................................36 

1. Les mécanismes d’action ...............................................................................................................36 

2. Le récepteur aux glucocorticoïdes (GR) ....................................................................................... 37 

3. Le récepteur aux minéralocorticoïdes (MR)................................................................................39 

B. Effets non génomiques des glucocorticoïdes............................................................................40 

1. Les effets rapides, non spécifiques, des glucocorticoïdes: ..........................................................40 

2. Les effets spécifiques rapides des glucocorticoïdes:.................................................................... 41 



C. Interactions entre le récepteur membranaire aux glucocorticoïdes et les effets génomiques

 …………………………………………………………………………………………………………………..45 

VII. LES GLUCOCORTICOÏDES : ACTIONS SUR LE METABOLISME ENERGETIQUE 

MITOCHONDRIAL………………………………………………………………………………………………..……….47 

A. Effets des glucocorticoïdes sur le fonctionnement de la chaîne respiratoire 

mitochondriale.……………………………………………………………………………………………………..47 

1. Rats traités par glucocorticoïdes. ....................................................................................................47 

2. Effets génomiques sur le fonctionnement de la mitochondrie ......................................................48 

B. Présence de récepteurs aux glucocorticoïdes dans la mitochondrie.......................................49 

MATERIEL ET METHODES .............................................................. 51 

I.  MATERIEL BIOLOGIQUE ET REACTIFS. ................................................................ 52 

A.  Cellules: .....................................................................................................................................52 

B.  Réactifs pour incuber avec les cellules en culture :..................................................................53 

II.  MESURE DE LA RESPIRATION CELLULAIRE SUR CELLULES ENTIERES NON 

PERMEABILISEES………………………………………………………………………………………………..……….53 

A.  Principe de la technique ............................................................................................................55 

B.  Réactifs .......................................................................................................................................56 

C.  Protocole .................................................................................................................................... 57 

1. Préparation des cellules.................................................................................................................... 57 

2. Mesure de la respiration par polarographie.................................................................................. 57 

3. Dosage de la concentration en protéines dans les échantillons....................................................58 

III.  MESURE DU POTENTIEL MEMBRANAIRE MITOCHONDRIAL PAR CYTOMETRIE EN 

FLUX………………………………………………………………………………………………..………………….……. 59 

A.  Principe de la technique ...........................................................................................................59 

B.  Réactifs .......................................................................................................................................59 

C.  Protocole.....................................................................................................................................60 

1. Préparation des cellules....................................................................................................................60 

2. Incubation avec les réactifs..............................................................................................................60 

3. Lecture de la fluorescence par cytométrie en flux.......................................................................... 61 

IV.  DOSAGE DE L’ACTIVITE NADH UBIQUINOL REDUCTASE (COMPLEXE I) SUR 

CELLULES........................................................................................................................ 62 

A.  Principe de la technique ............................................................................................................62 

B. Réactifs .......................................................................................................................................63 

C.  Protocole......................................................................................................................................64 

1. Préparation des cellules....................................................................................................................64 

2. Mesure de l’activité du complexe I par spectrophotométrie .........................................................64 

3. Calcul de l’activité du complexe I.....................................................................................................65 

V.  DOSAGE DE L’ACTIVITE SUCCINATE UBIQUINONE REDUCTASE (COMPLEXE II) SUR 

CELLULES……………………………………………………………………………………………………………………66 



A.  Principe de la technique .............................................................................................................66 

B.  Réactifs ........................................................................................................................................66 

C.  Protocole.....................................................................................................................................68 

1. Préparation des cellules....................................................................................................................68 

2. Mesure de l’activité du complexe II par spectrophotométrie ........................................................68 

3. Calcul de l’activité du complexe II ...................................................................................................69 

VI.  DOSAGE DE L’ACTIVITE UBIQUINONE CYTOCHROME C REDUCTASE (COMPLEXE III) 

SUR CELLULES . …………………………………………………………………………………….…………………….69 

A.  Principe de la technique ............................................................................................................69 

B.  Réactifs ........................................................................................................................................70 

C.  Protocole..................................................................................................................................... 72 

1. Préparation des cellules.................................................................................................................... 72 

2. Mesure de l’activité du complexe III par spectrophotométrie ...................................................... 72 

3. Calcul de l’activité du complexe III.................................................................................................. 73 

VII.  DOSAGE DE L’ACTIVITE DE LA CYTOCHROME C OXYDASE (COMPLEXE IV) SUR 

CELLULES........................................................................................................................ 73 

A. Principe de la technique ............................................................................................................. 73 

B.  Réactifs .......................................................................................................................................74 

C.  Protocole..................................................................................................................................... 75 

1. Préparation des cellules.................................................................................................................... 75 

2. Mesure de l’activité du complexe IV par spectrophotométrie....................................................... 75 

3. Calcul de l’activité du complexe IV .................................................................................................. 75 

VIII.  DOSAGE DE L’ACTIVITE CITRATE SYNTHASE (CS) SUR CELLULES.......................... 76 

A. Principe de la technique .............................................................................................................76 

B.  Réactifs .......................................................................................................................................76 

C.  Protocole..................................................................................................................................... 77 

1. Préparation des cellules.................................................................................................................... 77 

2. Mesure de l’activité du complexe IV par spectrophotométrie....................................................... 77 

3. Calcul de l’activité de la citrate synthase........................................................................................78 

IX. PREPARATION DE MEMBRANES PLASMIQUES A PARTIR DE CELLULES HEPG2 ET 

INCUBATION EN PRESENCE DE DEXAMETHASONE-FITC..................................................... 78 

A. Principe de la technique .............................................................................................................78 

B.  Réactifs .......................................................................................................................................78 

C.  Protocole.................................................................................................................................... 80 

1.  Préparation des cellules.................................................................................................................. 80 

2. Purification des membranes........................................................................................................... 80 

3. Incubation avec la dexamethasone-FITC ....................................................................................... 81 

X.  EXTRACTION DES ARN TOTAUX A PARTIR DE CELLULES...................................... 81 

A. Principe de la technique ............................................................................................................. 81 

B. Protocole......................................................................................................................................82 

1. Lyse des cellules.................................................................................................................................82 



2. Extraction des ARN totaux. .............................................................................................................82 

3. Elution des ARN totaux. ...................................................................................................................82 

4. Mesure de la concentration en ARN................................................................................................82 

XI. REVERSE TRANSCRIPTION .................................................................................83 

A. Principe de la technique .............................................................................................................83 

B.  Protocole.....................................................................................................................................83 

XII.  RT PCR QUANTITATIVE ....................................................................................84 

A. Principe de la technique .............................................................................................................84 

B.  Protocole.....................................................................................................................................84 

1. Préparation des standards ..............................................................................................................84 

2. PCR quantitative...............................................................................................................................85 

3. Vérification des produits d’amplification par migration sur gel d’agarose. ...............................85 

XIII.  WESTERN BLOT ................................................................................................86 

A. Principe de la technique .............................................................................................................86 

B. Réactifs ........................................................................................................................................86 

C. Anticorps .....................................................................................................................................89 

D.  Protocole.....................................................................................................................................89 

1. Préparation des échantillons. ..........................................................................................................89 

2. Préparation du gel d’acrylamide. ...................................................................................................90 

3. Dépôt des échantillons et migration. ..............................................................................................90 

4. Transfert sur membrane de nylon. ................................................................................................. 91 

5. Saturation des membranes. ............................................................................................................. 91 

6. Incubation avec l’anticorps primaire. ............................................................................................ 91 

7. Incubation avec l’anticorps secondaire........................................................................................... 91 

8. Révélation. ........................................................................................................................................92 

9. Quantification. ..................................................................................................................................92 

XII.  MESURE DE LA CONCENTRATION INTRACELLULAIRE EN CLACIUM PAR 

MICROFLUORIMETRIE …………………………………………………………………………………………………92 

A. Principe de la technique................................................................................................................92 

B. Réactifs...........................................................................................................................................93 

C. Protocole ........................................................................................................................................94 

1. Préparation des cellules....................................................................................................................94 

2. Mesure de la fluorescence des cellules. ...........................................................................................94 

RESULTATS ET DISCUSSION..........................................................95 

ARTICLE 1 .................................................................................................................... 96 

Introduction ........................................................................................................................................97 

Article 1 ...............................................................................................................................................99 

Résultats complémentaires ..............................................................................................................109 

Résultats et discussion.......................................................................................................................112 

ARTICLES 2 ET 3.......................................................................................................... 119 



Introduction .....................................................................................................................................120 

Article 2 ............................................................................................................................................. 123 

Résultats complémentaires de l’article 2......................................................................................... 137 

Article 3 .............................................................................................................................................140 

Résultats et discussion...................................................................................................................... 164 

TRAVAIL COMPLEMENTAIRE SUR LES CELLULES HEPARG ..............................173 

Introduction ...................................................................................................................................... 174 

Résultats ............................................................................................................................................ 176 

Discussion ......................................................................................................................................... 179 

CONCLUSION ET PERSPECTIVES .............................................. 189 

BIBLIOGRAPHIE ............................................................................. 196 

PUBLICATIONS................................................................................232 

 
 
 
 

 



 - 1 - 

 

AVANT-PROPOS 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 - 2 - 

L’équipe INSERM U694 développe un axe de recherche sur la régulation de la conversion 

énergétique mitochondriale dans différents modèles de stress métaboliques tels que la 

restriction calorique, la cachexie cancéreuse ou l’hypermétabolisme induit par le traitement 

par les hormones glucocorticoïdes. 

Les conséquences fonctionnelles mitochondriales de l’hypermétabolisme induit par les 

glucocorticoïdes ont été étudiées sur un modèle de rat traité par dexaméthasone (Dumas et al., 

2003, Roussel et al., 2003). Ces travaux ont permis de montrer, au niveau des mitochondries 

isolées de foie, une diminution de l’efficacité de la conversion énergétique mitochondriale 

associée à une augmentation de la fuite de protons. Ces travaux ayant mis en évidence l’action 

découplante de la dexaméthasone dans les mitochondries hépatiques, la question principale de 

mon projet de thèse était de savoir si ce phénomène correspondait à un effet non spécifique 

direct de l’hormone (modification de l’environnement lipidique membranaire…) ou bien un 

effet spécifique impliquant la voie classique du récepteur aux glucocorticoïdes.  

La première partie de ma thèse consiste en une étude bibliographique du métabolisme 

énergétique mitochondrial et ses régulations ainsi que l’analyse des voies d’action des 

glucocorticoïdes et de leurs effets sur le fonctionnement mitochondrial. 

La deuxième partie décrit le matériel et les méthodes que nous avons employés pour la partie 

expérimentale de ce projet. 

La troisième partie expose les travaux que nous avons menés sur le métabolisme cellulaire et 

mitochondrial des cellules HepG2 (lignée cellulaire issue d’un hépatocarcinome humain) dans 

deux situations de stress cellulaire touchant plus particulièrement la mitochondrie : le 

découplage artificiel induit par un composé chimique (le 2,4 dinitrophénol ou DNP) et le 

traitement par glucocorticoïdes. Dans le premier article, nous avons montré que le découplage 

mitochondrial était initiateur d’adaptations cellulaires pouvant compenser cette diminution 

d’éfficacité de conversion d’énergie mitochondriale. Nous avons ensuite montré que ce stress 

induit par les glucocorticoïdes activait graduellement différentes voies de signalisation 

aboutissant à des effets à court terme (non génomiques) et à long terme (génomiques) sur la 

mitochondrie. Au cours de ce travail, nous avons identifié le récepteur membranaire aux 

glucocorticoïdes comme un élément important dans l’initiation des effets rapides de ces 

hormones sur la mitochondrie (article 2). Le troisième article s’interesse plus particulièrement 

aux effets non génomiques des glucocorticoïdes et décrit les voies de signalisation impliquées 

dans ces effets. L’augmentation intracellulaire de calcium par relargage du calcium des stocks 

ainsi que l’activation calcium-dépendante de la protéine p38MAPK ont été identifiés comme 
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des éléments clés de cette cascade conduisant aux effets mitochondriaux rapides des 

glucocorticoïdes. 

Une dernière partie expose un travail complémentaire, effectué sur la lignée HepaRG, une 

lignée cellulaire présentant des caractéristiques de différenciation proches des hépatocytes 

primaires (C. Guillouzo, INSERM U522, Rennes). Nous avons analysé le fonctionnement de 

la chaîne respiratoire mitochondriale de ces cellules en mesurant leurs paramètres 

respiratoires dans différentes conditions de différenciation. Nous avons également étudié 

l’impact du traitement par glucocorticoïdes sur ces paramètres. Les premiers résultats 

montrent que cette lignée réagit différemment au traitement par glucocorticoïdes par rapport 

aux cellules HepG2. Des études complémentaires devront déterminer les raisons de ces 

divergences. 
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I. Métabolisme énergétique cellulaire. 

Pour assurer toutes ses réactions métaboliques de synthèse et de dégradation ainsi que ses 

nombreux processus physiologiques, la cellule a besoin de produire sa propre énergie à partir 

des nutriments apportés par l’alimentation.  

Glucides : la glycolyse est une série de réactions enzymatiques, se déroulant dans le cytosol 

de la cellule, conduisant à la dégradation d’une molécule de glucose pour fournir deux 

molécules de pyruvate, deux NADH, deux protons et deux molécules d’ATP. 

Lipides : les acides gras sont activés en acyl-coA dans le cytosol. Ces derniers pénètrent dans 

la mitochondrie et servent de substrats à la bêta oxydation. Cette voie métabolique permet la 

coupure successive du dernier groupement CH2-CH3 de la molécule d’acyl-coA. Ainsi, à 

chaque cycle, une molécule de NADH et de FADH2 sont produites. 

Acides aminés : la dégradation de ces molécules n’apporte que 10% des besoins énergétiques 

de l’organisme. Ces réactions conduisent à des produits finaux différents selon le statut 

nutritionnel. En période de jeûne, les acides aminés vont servir de base à la formation de 

glucose et de corps cétoniques, alors qu’à l’état nourri, ils vont donner des triglycérides qui 

seront stockés. Ainsi, le catabolisme des acides aminés est au carrefour des voies de la 

néoglucogénèse, de la cétogénèse et de la lipogénèse. 

Ces dégradations primaires, en conditions anaérobies, permettent la production d’une quantité 

restreinte d’ATP, la forme d’énergie directement utilisable par les cellules. Cependant, 

lorsque la cellule est en conditions aérobies, les métabolites que ces voies génèrent (acétyl-

coA, pyruvate …) et les équivalents réduits (NADH et FADH2) peuvent être utilisés par la 

mitochondrie pour fournir une quantité d’ATP nettement supérieure. En effet, le pyruvate 

peut entrer dans la mitochondrie et être transformé en acétyl-coA. Cette molécule sert de base 

aux réactions du cycle de Krebs qui génère à son tour 3 molécules de NADH, 1 FADH2, 2 

CO2 et une molécule d’ATP par molécule de pyruvate. Les équivalents réduits formés par les 

réactions décrites ci-dessus servent de donneurs d’électrons aux complexes de la chaîne 

respiratoire mitochondriale permettant ainsi la formation d’environ 32 molécules d’ATP par 

molécule de glucose consommée. 

 Dans une cellule eucaryote normale, environ 90 % de l’énergie nécessaire est fournie par la 

mitochondrie (Rolfe et Brown, 1997). Dans les cellules tumorales en revanche, cet équilibre 

métabolique peut être modifié. En effet, une augmentation de la glycolyse (par stimulation de 

la transcription des gènes codant pour les enzymes de cette voie notamment l’isoforme 2 de 

l’hexokinase et la phosphofructokinase 1) est retrouvée dans la plupart des types cellulaires 
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cancéreux par rapport au tissu sain. Ainsi, Otto Warburg, en 1930, a observé que les cellules 

cancéreuses possèdaient un métabolisme différent des cellules saines avec une utilisation 

accrue de la glycolyse pour produire de l’énergie même en présence d’oxygène. Cette 

caractéristique sera appelée par la suite « l’effet Warburg » (Pedersen 2007). Pour autant, la 

glycolyse n’est le seul fournisseur d’ATP de ces cellules, en effet, dans certains types de 

tumeurs, l’apport d’énergie est réalisé de manière égale par la glycolyse et la phosphorylation 

oxydative (hépatomes de Erlisch et cellules de cancer du sein MCF7 par exemple). Il existe 

même certaines tumeurs dites oxydatives dans lesquelles l’énergie est fournie majoritairement 

par la mitochondrie comme les mélanomes ou les oncocytomes (Moreno-Sanchez et al., 

2007). Ainsi, les cellules tumorales n’ont pas un type métabolique bien défini mais se 

positionnent plutôt sur une échelle allant d’un métabolisme exclusivement glycolytique à un 

fonctionnement essentiellement oxydatif. 

 

II. Métabolisme énergétique mitochondrial. 

A. La mitochondrie : structure. 

La plupart des cellules humaines contiennent entre 500 et 2000 mitochondries, mais ce 

nombre varie en fonction du type cellulaire et des besoins énergétiques. Par exemple, dans le 

foie les mitochondries représentent 20% du volume cytosolique alors que dans le muscle 

cardiaque, ce volume peut atteindre 40%. Les globules rouges matures, eux, n’en possèdent 

pas. Les mitochondries sont en mouvement continuel dans la cellule et subissent des 

phénomènes de fusion et de fission très régulés (Jakobs, 2006). Elles se déplacent également 

dans les zones très demandeuses en énergie (zone périnucléaire par exemple) au moyen de 

protéines associées au cytosquelette. Lorsqu’une mitochondrie est sous forme isolée, deux 

compartiments, délimités par deux membranes,  se distinguent (cf. figure 1). 

- l’espace intermembranaire : c’est un espace étroit d’environ 100 

angströms dont la composition est très proche de celle du cytosol. Il contient une forte 

concentration en protons qui lui confèrent une charge positive. 

- la matrice : compartiment interne de la mitochondrie, elle est le siège de 

nombreuses voies métaboliques telles que le cycle de Krebs ou l’oxydation des acides gras et 

contient donc toutes les enzymes nécessaires à ces deux voies. Elle renferme également 

l’ADN mitochondrial, des mitoribosomes et des ARN de transfert. L’ADN mitochondrial, une 

molécule d’environ 16 kilobases, est circulaire et dépourvu d’introns et d’histones. Chaque 
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mitochondrie possède un nombre variable de copies de cet ADN  qui code notamment pour 13 

protéines composantes de la chaîne respiratoire mitochondriale. 

- la membrane externe : c’est une bicouche lipidique composée d’environ 

50 % de protéines et 50% de lipides. Cette membrane a la propriété d’être perméable grâce à 

la présence d’une protéine transmembranaire, VDAC (Voltage-Dependent Anion Channel). 

Elle forme un canal qui laisse passer les molécules d’une taille inférieure à 10 kDa (anions, 

cations,  pyruvate, acides gras et nucléotides par exemple). Les molécules de poids 

moléculaire supérieur à 10 kDa, possédant un signal d’adressage mitochondrial, peuvent 

traverser la membrane au niveau de complexes d’importation constitués par une zone 

d’accolement entre la membrane externe et interne. Cette membrane contient des translocases 

(TOM : Translocase of the Outer Membrane) qui permettent le transport des grosses 

protéines. 

- la membrane interne : sa composition diffère des autres membranes 

biologiques. Elle contient environ 80 % de protéines et seulement 20 % de phospholipides. A 

cause de sa composition lipidique particulière (riche en cardiolipine ou 

diphosphatidylglycérol, qui intéragit avec certaines protéines de la chaîne respiratoire et 

détermine leur bonne orientation et leur activité), elle est très peu perméable aux ions et le 

passage de molécules à travers cette membrane nécessite la présence de transporteurs. Ainsi, 

les principaux transporteurs sont l’ANT (qui échange l’ATP mitochondrial en échange d’ADP 

cytosolique), le cotransporteur de phosphate inorganique/proton, le symport pyruvate/proton, 

la navette du glycérol-3-phosphate, la navette malate/aspartate, le transporteur du citrate, la 

carnitine-acylcarnitine translocase. Les protéines sont importées grâce à un système de 

translocases, les TIM (Translocase of the Inner Membrane). La membrane interne possède de 

nombreux replis qui forment les crêtes mitochondriales. Des études tomographiques (Dimroth 

et al., 2000, Hunte et al., 2000) ont permis de montrer que ces crêtes n’ont pas la même 

composition que la membrane interne. Elles seraient en fait reliées à la membrane interne par 

des jonctions de crêtes d’environ 30 nm de diamètre (Gilkerson et al., 2003). C’est au niveau 

de ces crêtes que sont préférentiellement enchâssés les complexes de la chaîne respiratoire 

mitochondriale et l’ATP synthase, responsable de la production d’ATP. 

B. La mitochondrie : fonctions. 

La mitochondrie est en effet le principal fournisseur d’ATP dans les cellules eucaryotes. Les 

réactions de phosphorylations oxydatives réalisées dans la membrane interne mitochondriale 



 - 8 - 

permettent la transformation de l’énergie contenue dans les nutriments en énergie utilisable 

par la cellule : l’ATP. 

Le système de phosphorylation oxydative est composé de la chaîne respiratoire 

mitochondriale (quatre complexes protéiques, eux-mêmes composés de différentes sous-

unités codées soit par le génome nucléaire soit par le génome mitochondrial) et de l’ATP 

synthase. 

1. Fonctionnement. 

La dégradation des nutriments permet de fournir à la chaîne respiratoire des équivalents 

réduits sous forme de NADH + H+ et de FADH2. Ces molécules sont réoxydées par transfert 

de leurs électrons sur un accepteur final : l’oxygène. Cette étape est réalisée par 

l’intermédiaire d’une chaîne de transport sur laquelle les électrons vont transiter en fonction 

de leur potentiel d’oxydo-réduction. Ainsi, le NAD+ ayant une faible affinité pour les 

électrons, sa forme réduite, le NADH, peut facilement perdre deux électrons. L’oxygène 

moléculaire possède une très forte affinité pour les électrons et capture facilement ceux des 

autres molécules. Il va donc s’établir le long de la chaîne respiratoire un gradient de potentiels 

d’oxydoréduction et les électrons vont transiter de molécules à faible potentiel (tels que le 

NAD+ qui a un potentiel de – 320 mV) vers des molécules à fort potentiel (tels que l’oxygène 

qui a un potentiel de + 816 mV) (cf. figure 2). Au niveau des complexes I, III et IV, le 

transfert des électrons s’accompagne d’un pompage de protons de la matrice vers l’espace 

intermembranaire, générant ainsi une force protonmotrice qui est la somme du gradient de pH 

et du potentiel membranaire d’environ -150 mV (négatif du côté matriciel). Ce gradient 

électrochimique est ensuite utilisé par l’ATP synthase pour la phosphorylation de l’ADP en 

ATP. L’ATP ainsi formé est alors exporté dans le cytosol grâce à la translocase des 

nucléotides adényliques (ANT). Ce phénomène est la base de la théorie chimioosmotique 

émise par Peter Mitchell en 1961. Dans ce processus, l’oxydation des substrats est donc 

couplée à la synthèse d’ATP par la force protonmotrice.  (cf. figure 3). 

2.  Composition. 

Le complexe I : ou NADH:ubiquinone oxydoreductase est la première enzyme de la chaîne 

respiratoire. Il catalyse le transfert de deux électrons du NADH à l’ubiquinone, couplé à la 

translocation de quatre protons au travers de la membrane, ce qui participe à la force 

protonmotrice (Sazanov, 2007). Cette enzyme est constituée d’environ 45 sous-unités (Carroll 

et al., 2006), la plupart (38) sont codées par le génome nucléaire, tandis que 7 autres sont 
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codées par le génome mitochondrial. Avec son poids moléculaire de 980 kDa environ, elle 

constitue l’un des plus gros complexes protéiques membranaires. Le domaine hydrophile de 

ce complexe contient le site de liaison du NADH, la flavine mononucléotide qui est le premier 

accepteur d’électrons et huit ou neuf centres Fer/Soufre (FeS) constituant le centre catalytique 

de l’enzyme (Sazanov, 2007). Le système de pompage des protons est quant à lui localisé 

dans la partie membranaire du complexe (Yagi et Matsuno-Yagi, 2003). Ce complexe étant 

une source majeure de production d’espèces oxygénées réactives (ou EORs), les mutations le 

touchant conduisent à diverses pathologies neurodégénératives (Schapira, 1998). De plus, les 

EORs produits par ce complexe peuvent endommager l’ADN mitochondrial et être une des 

causes du vieillisement (Balaban et al., 2005).  

Le complexe II : ou succinate deshydrogénase joue un rôle important dans la mitochondrie 

puisqu’il fait à la fois partie de la chaîne respiratoire et du cycle de Krebs (Briere et al., 2005). 

Il est composé de quatre sous-unités (A à D). Les sous-unités A et B constituent le domaine 

hydrophile de l’enzyme dépassant dans la matrice tandis que les sous-unités C et D 

constituent le domaine d’ancrage du complexe dans la membrane interne mitochondriale. Les 

quatre gènes codant pour ces quatre sous-unités font partie du génome nucléaire. Ce complexe 

qui oxyde le succinate en fumarate peut cependant, dans certaines conditions, fonctionner 

dans le sens inverse.  Ce phénomène cause, par exemple, lors de conditions hypoxiques, une 

augmentation de la production d’EORs dans les vaisseaux pulmonaires (Paddenberg et al., 

2003). De plus, dans certains tissus tels que le rein, la quantité de complexes II  est 

particulièrement élevée par rapport à certaines autres enzymes matricielles (la citrate synthase 

par exemple). Dans ce cas, la succinate deshydrogénase délivre aux ubiquinones une quantité 

d’électrons supérieure à ce que le cytochrome c peut transporter ce qui favorise une 

suroxydation des ubiquinones. Ce phénomène peut entraîner un flux réverse d’électrons au 

travers du complexe I (Briere et al., 2005), entraînant une réduction plus importante de ce 

complexe, ce qui favorise la production de EORs. Des défauts d’activité de ce complexe ont 

été corrélés au développement de pathologies neurodégénératives telles que l’ataxie de 

Friedrich (Rotig et al., 1997), la maladie de Huntington (Butterworth et al., 1985) ou certaines 

encéphalopathies infantiles rares (Bourgeron et al., 1995). Des mutations de sous-unités du 

complexe II ont également été décrites à plusieurs reprises comme un facteur important de 

tumorigénèse (Baysal, 2006). De même, une diminution de l’activité du complexe II a été 

corrélée à  une augmentation de la prolifération cellulaire associée à la formation de tumeurs 
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(Gimenez-Roqueplo et al., 2001) via l’activation du facteur HIF1 responsable de 

l’augmentation de la glycolyse et de l’angiogenèse dans les tumeurs.  

Le complexe III : ou ubiquinol cytochrome c réductase contient quatre groupes 

prosthétiques redox actifs : 2 cytochromes b (bL et bH,), le cytochrome c1 et un centre 

Fer/Soufre. Ce complexe est composé de 11 sous-unités protéiques parmi lesquelles les sous-

unités III, IV et V constituent les groupes redox, les 8 autres sous-unités ne comportant pas de 

groupement prosthétique. La majorité de ces sous-unités est codée par le génome nucléaire, 

seule la sous-unité comprenant les cytochromes b est codée par le génome mitochondrial 

(Borisov, 2002). Cette enzyme catalyse le transfert de deux électrons de l’ubiquinol au 

cytochrome c. Cette étape est associée au transfert de 4 protons de la matrice vers l’espace 

intermembranaire grâce au cycle Q décrit par Mitchell (1975). Ainsi, des électrons dérivant de 

l’oxydation de l’ubiquinol sont recyclés par le site ubiquinol réductase de cette enzyme ce qui 

permet le pompage des protons. Des défauts partiels du complexe III ont été identifiés chez 

des patients atteints de déficiences hépatiques néonatales et du syndrome de Leigh 

(Leshinsky-Silver et al., 2003). 

Le complexe IV : ou cytochrome c oxydase appartient à la superfamille des oxydases à 

hème-cuivre. Son isoforme humaine est composée de 13 sous-unités dont trois (COX I, COX 

II et COX III) sont codées par le génome mitochondrial (Borisov, 2002). Le site actif 

binucléaire de cette enzyme est composé d’un noyau hème de haut spin (hème a3) associé à 

un ion cuivre (CuB). En plus de ce centre binucléaire, la cytochrome c oxydase possède un 

hème de bas spin (hème a) et un autre centre cuivre (CuA). Les électrons cédés par le 

cytochrome c entrent dans ce complexe protéique par le centre cuivre CuA puis sont 

transférés successivement à l’hème a puis au site actif binucléaire où s’effectue la liaison de 

l’oxygène et sa réduction en eau (Abramson et al., 2001). Durant cette étape, 4 protons sont 

consommés et 4 autres sont transloqués de la matrice vers l’espace intermembranaire 

(Wikstrom et Verkhovsky, 2007). Des défauts d’activité de cette enzyme ont été associés au 

développement de différentes myopathies (Holt et al., 1989, Rahman et al., 1999, Zeviani et 

al., 1991), mais également à des dysfonctionnements hépatiques (Edery et al., 1994) et à 

plusieurs types d’encéphalopathies telles que le syndrome de Leigh (Adams et al., 1997, Lee, 

W. T. et al., 1996, Ohno et al., 1990, Savasta et al., 2001). 

L’ATP synthase : est composée de deux sous-complexes (figure 4). La partie F0 est insérée 

dans la membrane interne mitochondriale et conduit les protons depuis l’espace 

intermembranaire vers la matrice. Cette partie, chez les mammifère est composée de 5 sous-
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unités (A6, b, c, d et Oligomycin Sensitivity Conferral Protein). Le segment F1 est matriciel, 

au contact de la membrane interne et utilise le gradient de protons pour convertir l’ADP en 

ATP et vice versa. Il est composé de 5 sous-unités (α, β, γ, δ, ε dans un ratio 3,3,1,1,1). Des 

protéines accessoires (e, f, g et F6) sont également associées à ce complexe. Le 

fonctionnement de ce dernier repose sur les sous-unités c (au nombre de 10) de la partie F0 

qui, connectées à la sous-unité γ de F1, agissent comme un rotor qui utilise le passage des 

protons à travers le stator (sous-unités A6, b, d et OSCP) pour fonctionner. La sous-unité γ 

cause, quant à elle, un changement conformationnel dans le trimère circulaire de sous-unités α 

et β de la partie F1 et permet ainsi successivement la liaison de l’ADP puis la réaction avec le 

phosphate inorganique pour générer l’ATP et enfin le relargage de l’ATP (Schon et al., 2001).  

Des mutations dans les gènes codant pour des sous-unités de ce complexe (notamment la 

sous-unité F6) ont été reliées au développement de pathologies telles que le NARP 

(neuropathie, ataxie et rétinite pigmentaire, Holt et al., 1989) ou  le syndrome de Leigh (Tsao 

et al., 2001).  

Les supercomplexes : les expériences de co-précipitations de complexes, de microscopie 

électronique et d’électrophorèse sur gel « blue native » ont permis de mettre en évidence 

l’existence, dans la membrane interne mitochondriale, d’unités fonctionnelles composées de 

« supercomplexes » regroupant plusieurs complexes de la chaîne respiratoire (Bianchi et al., 

2004, Boumans et al., 1998, Dudkina et al., 2005, Schafer et al., 2006). La formation de ces 

structures est rendue possible grâce à la présence de cardiolipines (Zhang, M. et al., 2005). 

Quatre associations principales ont été retrouvées :  

• dimères d’ATP synthase (Arnold et al., 1998). Les monomères d’ATP synthase 

interagissent exclusivement au niveau des domaines Fo membranaires. Giraud et al. et 

Paumard et al. (2002) ont émis l’hypothèse que cette dimérisation de l’ATP synthase pouvait 

servir à stabiliser les crêtes mitochondriales puisque des mutations dans des sous-unités 

concernées par cette dimérisation entraînaient une désorganisation de la structure de la 

membrane interne mitochondriale.  

• supercomplexe III2+IV1-2 (Cruciat et al., 2000). Le premier modèle structural de ce 

supercomplexe a été obtenu chez la levure et montre que deux monomères de complexes IV 

sont associés à un dimère central de complexe III. Il peut également exister des assemblages 

entre le complexe III et un seul monomère du complexe IV. 

• supercomplexe I+III2 (Dudkina et al., 2005). Dans ce modèle, a été constatée une 

association latérale entre un dimère de complexes III et la partie membranaire du complexe I.  
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• supercomplexe I+III2+IV1-4 (Schafer et al., 2006, Schagger, 2002). Ces complexes 

représentent le plus grand assemblage de complexes OXPHOS et sont également appelés 

« respirasomes ». Comme pour le supercomplexe I+III, le complexe III est latéralement 

associé avec le bras membranaire du complexe I et le complexe IV stabilise l’ensemble en 

interagissant à la fois avec la partie membranaire du complexe I et en s’associant de manière 

latérale avec le complexe III.  

La formation de ces supercomplexes semble avoir une importance physiologique puisque ces 

structures pourraient augmenter la vitesse de transfert des électrons, avoir un rôle régulateur 

sur le fonctionnement de la chaîne respiratoire, influencer la structure des crêtes de la 

membrane interne, augmenter la stabilité des complexes et enfin augmenter la capacité 

d’insertion des protéines dans la membrane interne mitochondriale (Boekema et Braun, 2007). 

Ces interactions ont cependant été, pour la majorité, identifiées par des expériences de co-

immunoprécipitation et la fonctionnalité de ces structures in vivo doit encore être démontrée. 

 La phosphorylation oxydative mitochondriale fait donc intervenir un ensemble de réactions 

enzymatiques et constitue un  processus qui, pour fonctionner de manière optimale, nécessite 

des régulations fines à différents niveaux.  

 

III.  Régulation du fonctionnement de la phosphorylation 

oxydative mitochondriale. 

Le besoin en ATP des cellules varie en fonction du travail qu’elles doivent fournir (cellules 

musculaires) et des voies métaboliques activées (néoglucogenèse pour les cellules hépatiques 

par exemple). Les mitochondries doivent donc fournir des quantités d’ATP variables en 

fonction du besoin cellulaire. Trois moyens de s’adapter à ces besoins ont été récapitulés par 

Devin et Rigoulet (2007). Le premier consiste à modifier le fonctionnement global de la 

chaîne respiratoire. En effet, dans des conditions basales,  la chaîne respiratoire ne fonctionne 

pas à son maximum de capacité et possède donc une réserve lui permettant d’ajuster son 

fonctionnement au plus proche des besoins de la cellule. Le second moyen consiste à modifier 

un ou plusieurs des éléments excerçant un contrôle sur le fonctionnement de la chaîne 

respiratoire mitochondriale (par exemple par des mécanismes de phosphorylation, Kadenbach, 

2003). Ainsi, des modifications d’activité des complexes I et/ou IV aboutissent à une 

modification de l’équilibre de la phosphorylation oxydative. La troisième solution concerne 

une adaptation à plus long terme qui requiert une modification de la quantité d’enzymes de la 
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chaîne respiratoire dans la cellule (biogénèse mitochondriale), en gardant constante l’activité 

de chaque composant. Dans ce cas, la quantité d’enzyme est donc déterminante pour le 

fonctionnement de la chaîne respiratoire.  

A. Variation de la phosphorylation oxydative. 

La phosphorylation oxydative peut être régulée à deux niveaux : le taux de synthèse d’ATP 

(et donc le taux de respiration) et l’efficacité de cette synthèse d’ATP (Kadenbach, 2003).  

1. Contrôle de la respiration mitochondriale. 

Le taux de synthèse d’ATP varie en fonction de son utilisation par un mécanisme de 

rétrocontrôle nommé « contrôle respiratoire ». Ce phénomène a été défini à l’origine comme 

la stimulation de la respiration de mitochondries isolées en présence d’ADP (état 3) puis par 

son inhibition après la conversion d’ADP en ATP (état 4). La théorie chimiosmotique permet 

de l’expliquer puisque l’ajout d’ADP stimule le fonctionnement de l’ATP synthase, ce qui 

s’accompagne d’une augmentation de consommation du gradient de protons par cette 

dernière. La diminution de ce gradient stimule alors le fonctionnement des pompes à protons 

mitochondriales et donc la respiration (Kadenbach, 2003).  

2. Contrôle de l’efficacité de synthèse d’ATP. 

L’efficacité de la synthèse d’ATP est définie par la quantité d’ATP produite par molécule 

d’oxygène consommée (rapport ATP/O). Ce paramètre varie soit par modification de la force 

protonmotrice (découplage extrinsèque) soit par modification de l’efficacité de pompage des 

protons (découplage intrinsèque). 

a. Découplage extrinsèque. 

Le découplage extrinsèque correspond à une augmentation de la perméabilité membranaire 

aux protons et aux cations et donc à une diminution du gradient de protons à travers cette 

membrane. La fuite de protons à l’origine de ce découplage peut être basale, c’est-à-dire 

influencée par les propriétés physicochimiques de la membrane ou inductible. Dans ce dernier 

cas, elle dépend alors de la présence de facteurs particuliers (protéines découplantes ou acides 

gras notamment).  

La fuite basale : Dans les mitochondries fonctionnelles, la respiration et la synthèse d’ATP 

sont couplées par la force protonmotrice. Cependant, ce couplage n’est pas parfait et une 

partie des protons pompés retourne dans la matrice par simple diffusion au travers de la 
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membrane interne et ne sert donc pas pour la phosphorylation de l’ADP. L’intensité de cette 

fuite est variable et les mécanismes à l’origine de cette perméabilité partielle de la membrane 

interne mitochondriale ne sont pas entièrement élucidés. Ainsi, Brand et al. (1992) ont émis 

l’hypothèse que l’augmentation de la fuite de protons induite par les hormones thyroïdiennes 

pouvait s’expliquer par une augmentation de la surface de la membrane interne 

mitochondriale. La composition en acides gras de la membrane semble aussi jouer un rôle 

dans la fuite de protons. En effet, Bobyleva et al. (1997) ont démontré que l’intensité de la 

fuite de protons est proportionnelle à la quantité de cardiolipines. De plus, Pehowich (1999) a 

montré que la composition des phospholipides, notamment leur teneur en acides gras de la 

famille n-6 et n-3 influençait la perméabilité membranaire (plus le rapport n-6/n-3 est haut, 

plus la fuite de protons est élevée). Cette fuite de protons basale est importante 

physiologiquement puisqu’elle serait responsable de 33% de la respiration basale dans les 

hépatocytes (Brand et al., 1994) et représenterait environ 20% du métabolisme de base chez le 

rat (Rolfe et Brown, 1997).  

La fuite inductible : depuis la fin des années 1980, une famille particulière de protéines a été 

identifiée : les UCP (Uncoupling Proteins). La première isoforme, UCP1 a été découverte 

dans le tissu adipeux brun et est impliquée dans la thermogénèse (Lin et Klingenberg, 1980). 

Les isoformes UCP2 à UCP5 ont ensuite été identifiées dans différents tissus sur la base de 

leur homologies de séquence avec la protéine UCP1 (UCP2 : Fleury et al., 1997, UCP3 : Boss 

et al., 1997, UCP4 : Mao et al., 1999, UCP5 : Yu et al., 2000) . L’activité découplante 

d’UCP1 est expliquée par sa capacité à transporter des protons surtout lorsque des molécules 

d’acides gras se lient à cette protéine. L’activité catalytique de cette protéine n’est pas encore 

clairement élucidée puisque certains auteurs pensent qu’il s’agit réellement d’un transporteur 

de protons activé par les acides gras alors que d’autres suggèrent qu’elle permet le retour des 

acides gras vers l’espace intermembranaire sous forme anionique alors qu’ils ont traversé la 

membrane sous forme protonée pour atteindre la matrice mitochondriale (mécanisme de flip 

flop). Une activité de transport de protons a également été identifiée pour les protéines UCP2 

et UCP3 (Jaburek et al., 1999) et leur expression dans des cellules de mammifères permet un 

découplage. Cependant, dans ces expériences, les protéines sont nettement surexprimées par 

rapport à leur niveau physiologique et la présence de ce mécanisme in vivo n’est pas 

complètement établie. Un rôle dans la limitation de la production d’EORs par la chaîne 

respiratoire a été proposé pour les protéines UCP2 et UCP3. Ainsi, des souris dont le gène 

codant soit pour UCP2 soit pour UCP3 a été inactivé présentent une production d’EORs plus 
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importante que les souris contrôles (Arsenijevic et al., 2000, Vidal-Puig et al., 2000). Brand et 

al. (2004) ont proposé un modèle selon lequel les UCP pourraient répondre à une 

augmentation de la production matricielle d’ions superoxydes en induisant un découplage 

modéré (« mild uncoupling ») dans ces cellules. En effet, quand le potentiel de membrane 

mitochondrial est élevé, à cause d’une augmentation de la force protonmotrice, la production 

d’ions superoxyde augmente (Turrens, 1997), la dissipation du gradient pourrait donc servir à 

diminuer la production de ces EORs. Le concept de découplage modéré a été émis par 

Skulachev (1996) et stipule que ce dernier peut induire une augmentation assez faible de la 

conductance de la membrane interne mitochondriale aux protons, ce qui a pour effet de 

diminuer légèrement le potentiel de membrane et de diminuer ainsi la production de EORs. 

Echtay et al. (2002) ont montré que les UCP, ne contrôlaient pas seulement la production des 

EORs, mais étaient également la cible de ces dernières. Ainsi, les auteurs démontrent que les 

ions superoxydes sont capables d’activer les protéines UCP1, 2 et 3 par un mécanisme 

dépendant des acides gras. Une autre cible des UCP serait en effet les acides gras, qui comme 

les EORs participeraient à l’activité découplante de ces protéines (Garlid et al., 1998, Jezek et 

al., 2004). 

D’autres protéines ont un rôle dans ce découplage extrinsèque. Ainsi, Brand et al. (2005)  ont 

montré que des souris chez lesquelles le gène codant pour l’isoforme 1 de l’ANT a été 

inactivé présentent une conductance membranaire mitochondriale diminuée de 50 % dans le 

muscle. Ils ont montré également que la surexpression de l’ANT dans les mitochondries de 

drosophile augmente la perméabilité membranaire aux protons. De même, Shabalina et al. 

(2006) ont montré que l’ANT participait pour une large proportion à la fuite basale dans les 

mitochondries du tissu adipeux brun et proposent un modèle selon lequel l’ANT1 est 

responsable de cette fuite basale et que l’ANT2 est plutôt impliquée dans la partie de la fuite 

induite par les acides gras qui est dépendante de l’ANT. Le transporteur glutamate/aspartate 

pourrait également intervenir dans la fuite inductible par les acides gras en transportant ces 

derniers (Wojtczak et Wieckowski, 1999). 

Le découplage artificiel par des découplants chimiques : Après la description par Loomis et 

Lipman, en 1948, des propriétés découplantes du 2,4 dinitrophénol, la capacité de nombreuses 

autres molécules à induire un découplage a été démontrée. Ainsi, par exemple, les dérivés 

phénylhydrazone tels que le CCCP (carbonylcyanide-m-chlorophénylhydrazone) ou le FCCP 

(carbonylcyanide-p-trifluoromethoxyphénylhydrazone) sont de puissants découplants 

capables d’agir à des concentrations beaucoup plus faibles que le DNP, ce sont les composés 
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les plus classiquement utilisés pour dissiper, de manière expérimentale, le gradient de protons. 

Tous ces découplants sont en fait des acides organiques faibles avec une charge négative 

délocalisée, ce qui leur confère une forte hydrophobicité. Cette charge leur permet de 

traverser plus facilement les membranes biologiques. La molécule chargée négativement est 

transloquée au niveau de l’espace intermembranaire (chargé moins négativement que la 

matrice) où elle capte un proton. Le découplant protoné retourne alors dans la matrice où il 

relargue son ion H+ (cf. figure 5). Le gradient électrochimique créé par la chaîne respiratoire 

est ainsi dissipé et ne sert pas à l’ATP synthase pour la phosphorylation de l’ADP. Il en 

résulte donc un découplage entre les oxydations et la production d’ATP (Kadenbach, 2003). 

De même, certains antibiotiques, utilisés comme ionophores (tels que la valinomycine et 

l’ionomycine) sont capables de dissiper le gradient de protons au niveau de la membrane 

interne mitochondriale.  

b. Découplage intrinsèque. 

Le découplage intrinsèque est défini par une diminution de l’efficacité des pompes à protons, 

c’est-à-dire une diminution de la stœchiométrie protons/électrons ou protons/ATP. Ce 

patinage (ou slipping) peut en théorie se produire pour chacune des pompes à protons de la 

chaîne respiratoire mais en pratique, seuls les patinages au niveau du complexe IV et de 

l’ATP synthase se sont révélés comme ayant une signification physiologique. Ainsi, la 

diminution de la stœchiométrie protons/électrons au niveau du complexe IV a été retrouvée 

par de nombreux auteurs (Babcock et Wikstrom, 1992, Capitanio et al., 1991, Capitanio et al., 

1996, Ferguson-Miller, 1996, Murphy, M. P. et Brand, 1987, Papa et al., 1991, Pietrobon et 

al., 1981). Le mécanisme précis de ce phénomène n’est cependant pas clairement déterminé 

mais semble impliquer la structure de sortie de protons de cette enzyme (Capitanio et al., 

1996, Yoshikawa, 2003). Ainsi, Capitanio et al. (1996) émettent l’hypothèse qu’il existe deux 

voies de transferts des électrons impliquant ou non l’hème a et selon la voie empruntée, la 

stoechiométrie proton/électron est variable. De même, le pompage des protons par des sites de 

plus faible potentiel et séparés du site de réduction de l’oxygène semble jouer un rôle dans la 

diminution de la stœchiométrie protons/électrons (Papa et al., 2006). Ce patinage du 

complexe IV peut également être influencé selon les isoformes tissus-spécifiques des sous-

unités composant cette enzyme (notamment les sous-unités VIa, VIIa et VIII, Huttemann et 

al., 2000). En ce qui concerne l’ATP synthase, le patinage se produit au niveau de la partie F0, 

lieu de transduction entre l’énergie mécanique du rotor et l’énergie électrochimique (Junge et 

al., 2001). La quantité de sous-unités c est variable selon les espèces et il semble que ce 
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nombre de sous-unités influence la stœchiométrie protons/ATP et donc l’efficacité de l’ATP 

synthase (Kadenbach, 2003).  

Outre la stœchiométrie protons/électrons, le fonctionnement des complexes de la chaîne 

respiratoire peut être influencé par des régulations telles que des 

phosphorylations/déphosphorylations (Kadenbach, 2003).  

3. Phosphorylation de sous-unités de complexes de la chaîne 

respiratoire. 

A ce jour, au moins 25 kinases et 8 phosphatases ont été localisées dans la mitochondrie. Elles 

représentent à peu près toutes les familles de kinases et phosphatases, ce qui montre la 

diversité des régulations possibles du fonctionnement mitochondrial (cf. figure 6). Les 

principales protéines kinases localisées dans la matrice ou dans la membrane interne 

mitochondriale sont des tyrosines kinases (Src, Lyn, Fyn par exemple, Salvi et al., 2005), 

PKA, différents isoformes de PKC, AKT (Horbinski et Chu, 2005) et la pyruvate 

déshydrogénase kinase. Le complexe pyruvate déshydrogénase, même s’il ne fait pas partie, à 

proprement parler, de la chaîne respiratoire mitochondriale, est important pour le 

fonctionnement de cette dernière puisqu’il lui fournit une partie des équivalents réduits sous 

forme de NADH. Ce complexe possède, dans sa sous-unité α, trois sites de phosphorylation 

sur des résidus sérine (Dahl et al., 1987). La phosphorylation de ces sites  par les pyruvate 

déshydrogénases kinases (4 isoformes tissus spécifiques) inactive le complexe. Cette 

modification peut être réversée par des phosphatases (2 isoformes dont l’activité est calcium-

dépendante) qui rendent alors le complexe actif (Hansford, 1991).  

Parallèlement à la présence de protéines kinases dans les mitochondries, environ 60 

phosphoprotéines mitochondriales ont été identifiées (Pagliarini et Dixon, 2006). Parmi 

celles-ci, 18 sont des sous-unités des quatre complexes de la chaîne respiratoire et de l’ATP 

synthase (cf. figure 7). La régulation de l’activité des complexes I et IV  été la plus étudiée. 

Scacco et al. (2000) puis Papa (2002) ont montré que la sous-unité NDUFS4 du complexe I 

pouvait être activée par phosphorylation par la protéine PKA et désactivée par 

déphosphorylation par une phosphatase calcium dépendante. Une autre protéine phosphorylée 

a été récemment identifiée dans le complexe I de mitochondries de cœur de bœuf, il s’agit de 

la sous-unité MWFE (Chen, R. et al., 2004) qui présente 80% d’homologies avec la protéine 

humaine NDUFA-1. Cette protéine joue un rôle important dans l’assemblage des sous-unités 

du complexe I codées par le génome mitochondrial (Au et al., 1999).  
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Le complexe IV de la chaîne respiratoire est également la cible de phosphorylations par PKA. 

Ainsi, Bender et Kadenbach (2000) ont montré que l’inhibition allostérique ATP-dépendante 

de la cytochrome c oxydase pouvait être activée par phosphorylation et inhibée par 

déphosphorylation calcium-dépendante. Le résidu sérine en position 441 dans la sous-unité I 

du complexe IV a été identifié comme le site de phosphorylation/déphosphorylation. En effet, 

ce résidu étant situé à la face externe de la membrane interne mitochondriale, il peut être 

atteint par les kinases de l’espace intermembranaire (Lee, I. et al., 2002). Ce processus de 

phosphorylation du complexe IV pourrait servir à maintenir un potentiel de membrane 

mitochondrial assez bas pour optimiser le fonctionnement de la phosphorylation oxydative 

(Ludwig et al., 2001). Un autre site de phosphorylation par PKA a été identifié dans la sous-

unité I du complexe IV sur le résidu tyrosine en position 304 (Lee, I. et al., 2005). Le 

cytochrome c de cœur de bœuf possède également un site de phosphorylation par les tyrosine 

kinases qui ressemble très fortement à celui décrit dans le complexe IV (Lee, I. et al., 2006). 

De plus, Miyazaki et al. (2003) ont montré que la protéine kinase src pouvait être localisée 

dans les mitochondries d’ostéoclastes et qu’elle était capable de phosphoryler la sous-unité II 

de la cytochrome c oxydase. Dans ces cellules, l’activité du complexe IV est corrélée 

positivement à l’activité de la kinase src. L’utilisation de fibroblastes de souris où les gènes 

codant pour les kinases de la famille src ont été inactivés, a permis de montrer qu’une 

déficience en src entraîne une diminution de l’activité de la cytochrome c oxydase (Miyazaki 

et al., 2003). Enfin, la cytochrome c oxydase peut également être phosphorylée par la PKCε. 

Ogbi et Johnson (2006) ont démontré que dans les myocytes cardiaques de nouveaux nés, la 

phosphorylation de la sous-unité IV du complexe IV par PKCε augmentait l’activité de cette 

dernière. Les auteurs relient cette activation à l’effet bénéfique du préconditionnement sur 

l’ischémie reperfusion et proposent que cette activation permette d’améliorer l’efficacité du 

transfert d’électrons du cytochrome c à l’oxygène après une période d’ischémie. Cela aurait 

deux effets bénéfiques : aider à maintenir le gradient de protons mitochondrial et réduire la 

production d’EORs par les complexes I et III.  

L’ATP synthase peut également être la cible de phosphorylation sur différents sites. Ainsi, 

chez la levure, sept sous-unités de cette enzyme peuvent être phosphorylées (Reinders et al, 

2007). Chez l’Homme, Hojlund et al. (2003), ont identifié, dans le muscle squelettique, quatre 

formes phosphorylées différentes de la sous-unité β de la partie F1 de l’ATP synthase. Lee J. 

et al. (2007) ont également retrouvé une forme phosphorylée de cette sous-unité dans les 
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plantes et ont montré que cette phosphorylation induit le recrutement de la protéine 

mitochondriale 14-3-3 qui, en se liant à cette région phosphorylée, inhibe la synthèse d’ATP. 

La chaîne respiratoire mitochondriale peut être la cible de modifications post-traductionnelles 

rapides mais peut également subir des modifications transcriptionnelles à plus long terme. 

4. Contrôle transcriptionnel. 

La chaîne respiratoire mitochondriale requiert l’expression de gènes encodés à la fois par le 

génome nucléaire et le génome mitochondrial (Taanman, 1999). Le nombre de gènes codés 

par le génome mitochondrial étant restreint  et le bon arrangement des sous-unités des 

complexes de la chaîne respiratoire nécessitant une expression coordonnée, l’intervention de 

facteurs régulateurs codés par le génome nucléaire s’avère cruciale (Scarpulla, 2006). Ces 

facteurs transcriptionnels clés peuvent être classés en deux catégories : les facteurs de 

transcription qui gouvernent l’expression du génome mitochondrial (ARN polymérase 

mitochondriale, le facteur de transcription et de maintenance de l’ADN mitochondrial : 

TFAM, des facteurs spécifiques de transcription : TFB1M et TFB2M et un facteur de 

terminaison de transcription : mTERF) et les facteurs nucléaires qui contrôlent l’expression 

des gènes de la chaîne respiratoire codés par le génome nucléaire (facteurs de transcription 

qui se lient sur les promoteurs de gènes cibles et différents coactivateurs tels que PGC-1). Du 

fait de cette double origine des protéines de la chaîne respiratoire, un stress causé par une 

altération du fonctionnement de cette dernière va entraîner la mise en place d’un dialogue 

inter-organites mitochondrie/noyau conduisant à une activation coordonnée de la transcription 

des deux génomes.  

B. Le dialogue mitochondrie/noyau : régulateur important du 

métabolisme mitochondrial. 

L’expression des gènes codant pour les sous-unités de la chaîne respiratoire mitochondriale 

est régulée transcriptionnellement par une combinaison de facteurs de transcription 

spécifiques. Ainsi, l’expression des gènes nucléaires codant pour des protéines 

mitochondriales et les phénomènes de réplication/transcription de l’ADN mitochondrial sont 

coordonnés grâce à l’intervention de ces facteurs de transcription. Les principaux facteurs 

décrits sont : 

- Sp1 et YY1: ces facteurs généraux de transcription, exprimés de façon ubiquitaire,  

appartiennent à la famille des protéines à doigt de zinc et jouent un rôle dans la régulation de 

l’expression de nombreux gènes dont certains constituants de la chaîne respiratoire. Ainsi par 
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exemple, le degré de phosphorylation du facteur Sp1 pourrait influencer l’expression de 

certains gènes codant pour des sous-unités de la chaîne respiratoire mitochondriale (Goffart et 

Wiesner, 2003, Lenka et al., 1998) mais les effets de la surexpression de ce facteur sur la 

mitochondrie demeurent controversés et l’implication directe de ce facteur dans la biogénèse 

mitochondriale reste encore à étudier. Le facteur YY1 joue un rôle dans l’expression de la 

majorité des sous-unités de la cytochrome c oxydase (Lenka et al., 1998, Lescuyer et al., 

2002). Cependant, le rôle de ce facteur semble différent selon les gènes, ainsi, il stimule la 

transcription de la sous-unité VIIc de la COX (Seelan et Grossman, 1997) mais de manière 

opposée, il réprime l’expression de la sous-unité Vb de cette même enzyme (Basu et al., 

1997). 

-  NRF1 : ce facteur a été identifié pour la première fois par Evans et Scarpulla  (Evans 

et Scarpulla, 1989) comme le principal activateur transcriptionnel du gène du cytochrome c de 

rat. Par la suite des éléments de liaison à NRF1 ont été trouvés dans le promoteur de plusieurs 

gènes codant pour des sous-unités de la chaîne respiratoire mitochondriale ainsi que dans le 

promoteur du gène de la delta amino levulinate synthase (une enzyme de la matrice 

mitochondriale intervenant dans la synthèse de l’hème) et dans le promoteur de gènes 

impliqués dans la réplication de la transcription de l’ADN mitochondrial (pour revue : 

Garesse et Vallejo, 2001). Par son large rôle de régulateur transcriptionnel, NRF1 est un 

élément majeur des processus de biogénèse mitochondriale. 

- GABP/NRF2 : ce facteur se fixe sous forme de tétramère sur le promoteur de 

plusieurs sous-unités de la cytochrome c oxydase et régule ainsi leur transcription (Scarpulla, 

2002). 

Les facteurs NRF1 et NRF2 régulent en aval deux facteurs impliqués dans la réplication et la 

transcription mitochondriale : TFAM et MRP, permettant ainsi une expression coordonnée 

des gènes nucléaires et mitochondriaux afin d’assurer un fonctionnement mitochondrial 

correct.  

En plus de ces facteurs, de nombreux coactivateurs interviennent dans ce dialogue du noyau 

vers la mitochondrie. Ainsi, par exemple, PGC-1α (PPARγ-co-activator 1) est un important 

régulateur de la transcription des facteurs NRF1 et NRF2 et active également certains 

récepteurs hormonaux tels que le récepteur aux hormones thyroïdiennes ou aux 

glucocorticoïdes. C’est un facteur essentiel dans la régulation coordonnée du programme de 

biogénèse mitochondriale et du métabolisme cellulaire (néoglucogénèse lors du jeûne par 

exemple).  
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Ainsi, de nombreux facteurs coordonnent l’expression des gènes codés par les deux génomes 

(nucléaires et mitochondriaux) afin de permettre un assemblage fonctionnel des protéines de 

la chaîne respiratoire. Cependant, la voie de communication entre le noyau et la mitochondrie 

n’est pas à sens unique et lors de dysfonctionnements mitochondriaux, un dialogue rétrograde 

peut être mis en place. 

La signalisation rétrograde mitochondriale est une voie de communication initiée par la 

mitochondrie vers le noyau influençant de nombreuses fonctions cellulaires dans les 

conditions physiologiques et pathologiques (Butow et Avadhani, 2004). Il s’agit d’un 

processus adaptatif qui permet d’ajuster le métabolisme cellulaire lors de changements du 

statut fonctionnel de la mitochondrie. Il a été particulièrement étudié chez la levure 

Saccharomyces cerevisiae où différentes études ont permis d’établir un modèle de régulation 

impliquant les protéines RTG. La voie rétrograde la plus étudiée fait intervenir le gène CIT2 

codant pour une citrate synthase peroxysomale dont l’expression est augmentée 50 à 60 fois 

suite à un dysfonctionnement mitochondrial (Liao, X. S. et al., 1991). Trois régulateurs 

positifs (Rtg1p, Rtg2p et Rtg3p, Liao, X. et Butow, 1993) et quatre régulateurs négatifs de 

cette voie (Mks1 : Dilova et al., 2002, Lst8p : Liu et al., 2001, Bmh1p et Bmh2p : Liu et al., 

2003) ont été identifiés par la suite. Brièvement, quand la voie RTG est inactive, Rtg1p et 

Rtg3p phosphorylé sont séquestrés dans le cytoplasme. Lorsqu’il est activé, Rtg3p est 

déphosphorylé sous le contrôle de Rgt2p et entre dans le noyau avec Rtg1p où ils 

s’assemblent sur le promoteur de gènes cibles au niveau d’un site appelé R box (Butow et 

Avadhani, 2004). Une signalisation mitochondriale a également été mise en évidence dans les 

cellules de mammifères grâce à l’utilisation des cellules ρ0 déplètées en ADN mitochondrial. 

En effet, plusieurs études (Marusich et al., 1997, Wang, H. et Morais, 1997) ont montré que 

ce modèle présentait une augmentation de la quantité d’ARNm codant pour différentes 

protéines mitochondriales. Le dialogue rétrograde dans les cellules de mammifères à été 

initialement décrit dans les rhabdomyoblastes C2C12 (Biswas et al., 1999) puis dans les 

cellules de cancer du poumon A549 (Amuthan et al., 2002). Ainsi, dans ces études, un stress 

mitochondrial est généré (soit par dissipation du gradient de protons par le découplant FCCP 

et la valinomycine, soit par inhibition du fonctionnement de la chaîne respiratoire par ajout 

d’antimycine ou d’azide soit par déplétion partielle de l’ADN mitochondrial par traitement 

avec le bromure d’éthidium). Les auteurs montrent que ces traitements induisent une 

augmentation de la concentration intracellulaire en calcium et une augmentation de 

l’expression de gènes codant pour des protéines impliquées dans la signalisation par le 

calcium telles que le récepteur de la ryanodine du réticulum sarcoplasmique ou la 
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calcineurine. L’expression de facteurs de transcription tels que NFATc et ATF2 ainsi que 

l’expression du gène codant pour la sous-unité Vb de la cytochrome c oxydase sont  

également stimulées (Biswas et al., 1999). Lorsqu’ils utilisent des cellules ρ0 ayant subi une 

réversion, c’est-à-dire ayant retrouvé un taux d’ADN mitochondrial à peu près similaire à 

celui des cellules contrôles, les augmentations d’expression ne sont plus retrouvées. Ces 

adaptations ont donc bien été mises en place suite au stress appliqué à la mitochondrie. Une 

diminution de la quantité d’ADN mitochondrial de 20 à 25% étant suffisante pour activer 

cette voie, l’étude de son implication dans différentes pathologies semble être importante.  

D’autres médiateurs ont été proposés pour la mise en place de ce dialogue rétrograde et le rôle 

des EORs a été notamment étudié par Poyton et McEwen (1996). Ainsi, les auteurs décrivent 

une augmentation de la production d’EORs suite à un dysfonctionnement de la chaîne 

respiratoire mitochondriale, ces EORs pouvant par la suite servir de seconds messagers et 

aller activer différents facteurs de transcription, une telle activation a déjà été décrite pour le 

facteur NFκB. Les EORs causent en effet la dissociation du dimère formé par NFκB et son 

inhibiteur IκB. Deux protéines NFκB actives s’organisent alors en dimères et migrent dans le 

noyau. Les dimères se fixent ensuite sur le promoteur des gènes cibles et activent leur 

transcription (Baeuerle et Henkel, 1994). De même, Suzuki et al. (1998) ont traité des 

fibroblastes humains par un inhibiteur du complexe III de la chaîne respiratoire (antimycine) 

et montrent que le taux de transcrits des gènes codant pour le cytochrome b et c1 augmente 

après 24 heures de traitement. Cette stimulation est corrélée à une augmentation de la 

production de H2O2 au bout de 3 heures dans ces cellules. Ainsi, les auteurs suggèrent que les 

cellules peuvent répondre à un dysfonctionnement modéré de la chaîne respiratoire en 

augmentant l’expression des gènes mitochondriaux et nucléaires probablement par un 

mécanisme impliquant les EORs.  

Le monoxyde d’azote (NO) a également été évoqué comme médiateur du dialogue rétrograde 

(Nisoli et Carruba, 2006). Ainsi, la production de NO par les NOS synthase entraîne une 

inhibition de la chaîne respiratoire par inhibition compétitive de la cytochrome c oxydase 

(Cleeter et al., 1994). D’un autre côté, le traitement de cellules par des donneurs de NO 

entraîne une augmentation de la biogénèse mitochondriale via une augmentation de la 

transcription d’un coactivateur clé de cette voie : PGC1α (Kelly et Scarpulla, 2004). Ainsi, 

cette dualité dans le rôle du monoxyde d’azote en fait un candidat particulièrement intéressant 

pour l’initiation d’un dialogue mitochondrio-nucléaire.  
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La signalisation rétrograde active certains gènes marqueurs spécifiques des tumeurs tels que 

la cathepsine L (une protéase de la matrice extracellulaire), TGFβ et l’épiréguline (un ligand 

du récepteur de l’EGF). Cette signalisation induit également des changements dans la 

structure cellulaire et notamment la formation de structures ressemblant à des pseudopodes 

qui sont souvent retrouvées dans les tumeurs avec un fort pouvoir invasif. Ces données 

montrent que le dialogue rétrograde mitochondrie-noyau joue un rôle dans les modifications 

phénotypiques et dans la progression des cellules tumorales (Butow et Avadhani, 2004).   

Si de nombreux médiateurs potentiels de cette signalisation mitochondriale ont été évoqués, le 

calcium semble jouer un rôle particulièrement important puisque ce second messager permet 

l’activation de la transcription de nombreux gènes, non seulement ceux impliqués dans la 

biogénèse mitochondriale mais également ceux jouant un rôle dans d’autres fonctions 

biologiques dont l’homéostasie calcique (Biswas et al., 1999). De plus, le calcium joue un 

rôle particulièrement important dans la mitochondrie puisque, outre son rôle de réserve 

calcique, la mitochondrie possède également plusieurs enzymes dont l’activité est régulée 

directement ou indirectement par le calcium.  

C. Calcium et mitochondrie. 

1. Microdomaines calciques mitochondriaux. 

La mitochondrie des cellules de mammifères joue un rôle important dans le stockage et 

l’homéostasie du calcium. Le transport mitochondrial du calcium a été mis en évidence dans 

les années 1960. Les premières études ont conduit à un paradoxe, à savoir une forte 

accumulation de calcium dans les mitochondries isolées fonctionnelles associée à une faible 

affinité des systèmes mitochondriaux de captage du calcium (Dhalla, 1969). La séquestration 

de cet ion par les mitochondries ne paraissait donc pas possible dans des conditions 

physiologiques. Cette discordance apparente a cependant été résolue en partie grâce à la mise 

en évidence de microdomaines de forte concentration en calcium (Rizzuto et al., 1998) qui 

fournissent ce dernier aux systèmes d’import de calcium qui seront décrits dans le paragraphe 

suivant. Ces microdomaines calciques semblent se former dans des zones où les 

mitochondries sont situées à proximité des lieux de relargage du calcium par le réticulum 

endoplasmique (Csordas et al., 1999). Ces domaines de haute concentration calcique peuvent 

également être formés par couplage fonctionnel entre le système d’import mitochondrial et les 

canaux d’entrée du calcium de la membrane plasmique (Rizzuto et al., 1999). Une autre 

hypothèse a été avancée pour expliquer ce paradoxe : l’import de calcium par les 
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mitochondries pourrait être modulé par des protéines solubles qui orientent le calcium vers la 

mitochondrie suite à une stimulation par un agoniste. Cette voie d’action a notamment été 

démontrée pour certains isoformes de PKCδ et ζ  (Pinton et al., 2004) mais les mécanismes 

précis de ce mode de régulation n’ont pas encore été identifiés. 

2. Transporteurs calciques mitochondriaux. 

L’accès du calcium cytosolique à la matrice nécessite le passage de deux membranes : la 

membrane externe et la membrane interne mitochondriale. 

a. Passage de la membrane externe. 

La membrane externe mitochondriale contient des protéines qui forment de larges pores (les 

porines) tels que le canal sélectif des anions voltage-dépendant (VDAC). Une étude menée 

par Rapizzi et al., en 2002 a montré que la surexpression de l’isoforme 1 de la protéine 

VDAC facilitait le transfert du calcium du réticulum endoplasmique vers la mitochondrie, 

montrant ainsi une corrélation entre le nombre de porines enchâssées dans la membrane et la 

séquestration mitochondriale de calcium. De plus, Szabadkai et al. (2006) ont démontré en 

2006 que la protéine VDAC1 et la membrane externe étaient capables d’interagir avec le 

récepteur de l’IP3 du réticulum endoplasmique (IP3R) ainsi qu’avec d’autres protéines 

chaperonnes pour former un complexe de jonction entre ces deux organelles facilitant ainsi le 

transfert du calcium.  

Une fois la membrane externe traversée, les ions calcium s’accumulent dans l’espace 

intermembranaire. Compte tenu du caractère imperméable de la membrane interne, ces ions 

doivent emprunter différents systèmes de transports pour atteindre la matrice.  

b. Mécanismes d’entrée  du calcium dans la matrice mitochondriale.  

L’uniport calcique mitochondrial : Le potentiel membranaire mitochondrial négatif généré par 

la force protonmotrice conduit le calcium à entrer dans la mitochondrie par un transporteur 

électrogénique, l’uniport localisé dans la membrane interne mitochondriale. Ce transporteur 

possède un site d’activation ainsi qu’un site de transport (Gunter et Pfeiffer, 1990). La vitesse 

de transport du calcium requiert un certain seuil de concentration en calcium et en dessous de 

200 à 300 nM, le calcium n’est pas transloqué dans la mitochondrie par ce mécanisme. Il 

transporte les cations avec différentes affinités, soit dans l’ordre décroissant d’affinité : 

Ca2+>Sr2+>Mn2+>Ba2+>Fe2+>La3+ (Vainio et al., 1970). Cet uniport peut être activé à de 

faibles concentrations en calcium par des concentrations physiologiques de polyamines telles 
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que la spermine (Nicchitta et Williamson, 1984) mais aussi par la taurine (Palmi et al., 1999). 

Il est inhibé par les nucléotides triphosphates avec par ordre d’efficacité : 

ATP>CTP>UTP>GTP (Litsky et Pfeiffer, 1997). Les inhibiteurs pharmacologiques les plus 

utilisés pour étudier cet uniport sont le ruthénium red, un cation hexavalent qui se lie aux 

glycoprotéines et les ions lanthanides (Reed et Bygrave, 1974). Même si l’implication de cet 

uniport dans la séquestration du calcium a été clairement démontrée, les essais pour 

caractériser les protéines qui le composent sont restés assez infructueux. Une étude récente de 

Trenker et al., (2007) a néanmoins montré que les protéines UCP2 et UCP3 jouent un rôle 

dans l’uniport. Ainsi, dans cette étude, les auteurs montrent que la surexpression d’UCP2 et 

UCP3 dans des cellules endothéliales et les lignées cellulaires HeLa, HEK293 et At20 

entraîne une augmentation de la séquestration de calcium suite à la stimulation par l’IP3. 

L’effet inverse a été obtenu dans des cellules ayant été transfectées avec un siRNA dirigé 

contre UCP2 et UCP3. Pour conforter leur hypothèse, les auteurs ont montré que dans les 

cellules HeLa, qui n’expriment que l’isoforme 3 de la protéine UCP, l’expression artificielle 

d’UCP2 prévient la diminution de séquestration de calcium induite par l’inactivation d’UCP3. 

De plus, dans des souris dont le gène codant pour UCP2 a été inactivé, l’uniport calcique est 

absent. Enfin, leur dernier argument pour soutenir leur hypothèse concerne les possibles 

analogies entre les UCPs et l’uniport. Ainsi, ces deux protéines peuvent être activées par les 

acides gras et inhibées par les nucléotides (Esteves et Brand, 2005, Jezek, 1999, Jezek, 2002, 

Litsky et Pfeiffer, 1997). Cet uniport ne permet cependant pas à lui seul d’expliquer la totalité 

des mécanismes d’import du calcium dans la mitochondrie, notamment les situations où le 

calcium est capté très rapidement pendant les « pulses » calciques. Un autre mode d’import 

rapide a donc été décrit dans le foie, dans le cerveau et dans le cœur : le mode d’import rapide 

ou RaM (Gunter et al., 2000). 

Le RaM (Rapid Mode) : Sparagna et al. (1995) ont généré des « pulses » calciques qui 

s’apparentent à ceux retrouvés in vivo et ont mesuré l’incorporation du calcium dans les 

mitochondries isolées. Ils ont démontré que les mitochondries peuvent séquestrer le calcium 

très rapidement, pour une période courte. Ainsi, ce qui différencie le RaM de l’uniport, c’est 

la vitesse de captation du calcium qui s’effectue très rapidement au début du « pulse » pour le 

RaM. Pour ce dernier, l’import de calcium est inhibé très rapidement aussi, et après quelques 

secondes seulement, seul l’import par l’uniport est observé. L’hypothèse a donc été émise que 

le calcium induit par le « pulse » se lie sur un site externe et inhibe rapidement le RaM. En 

effet, des « pulses » de 350 nM de calcium pendant 1 à 10 secondes suffisent à inactiver le 
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RaM et une diminution de la concentration en calcium à 100 nM est nécessaire pour la 

dissociation du calcium sur le site et la réactivation du RaM. Ce mode rapide d’import de 

calcium est inhibé par les découplants mitochondriaux qui dissipent le gradient de proton 

suggérant que, comme l’uniport, le RaM se sert de la force protonmotrice pour fonctionner. 

De même, le ruthénium red inhibe le RaM dans les mêmes gammes de concentration que 

l’uniport. Aux vues de toutes ces similitudes entre les deux mécanismes d’import, la question 

de savoir si le RaM n’est pas seulement une conformation alternative de l’uniport peut être 

posée. La réponse n’est pas encore claire et seuls l’isolement, la purification, la caractérisation 

et le séquençage de cet uniport  permettront de trancher réellement.  

Mode d’entrée insensible au ruthénium red : Trenker et al (2007) grâce à l’utilisation de souris 

KO pour UCP2, ont mis en évidence un mode d’import du calcium insensible au ruthénium 

red. Ce mode a également été mis en évidence chez la levure par la même équipe. Cependant, 

il faut noter que de très fortes concentrations en ruthénium red réussissent à atténuer l’import 

de calcium par cette voie. La présence d’uniports modifiés pour expliquer ce phénomène n’est 

donc pas exclue.  

c. Mécanismes de sortie  du calcium hors de la mitochondrie.  

Efflux de calcium sodium-dépendant (NCE) : ce mécanisme est prédominant dans les 

mitochondries de cœur, de muscle squelettique et de cerveau. Cet échangeur sodium/calcium  

électrogénique, transporte 3 Na+ pour 1 Ca2+ et utilise la force protonmotrice pour fonctionner 

(Bernardi, 1999). Il existe de nombreux inhibiteurs pour ce transporteur : trifluoropipérazine 

(Hayat et Crompton, 1985), diltiazem (Rizzuto et al., 1987), vérapamil (Wolkowicz et al., 

1983), clonazepam (Chiesi et al., 1987) et amiloride (Jurkowitz et al., 1983).  

Efflux de calcium sodium-indépendant (NICE) : ce mécanisme est dominant dans le foie, le 

rein, le poumon et le muscle lisse. Il transporte les ions Ca2+, Sr2+ ou Mn2+ depuis la matrice 

vers l’espace intermembranaire contre le gradient électrochimique calcique. Ce transport est 

électroneutre mais il n’a pas été mis en évidence de cation spécifique susceptible d’être 

échangé ni d’anion cotransporté. C’est pour cela qu’il a souvent été caractérisé comme un 

échangeur actif Ca2+/2H+ qui est saturé à très faible concentration en calcium et qui relargue 

le calcium extrêmement lentement (Bernardi, 1999). Peu d’inhibiteurs sont connus pour ce 

transporteur excepté le cyanure (Wingrove et Gunter, 1986) et de très fortes concentrations de 

ruthénium red (Wingrove et Gunter, 1986). 
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Le pore de transition de perméabilité (PTP) : le stress oxydant peut permuter le mode 

d’import de calcium d’un régulateur physiologique vers un signal de mort cellulaire. En effet, 

lors d’un stress oxydant ou d’une agression mitochondriale, la captation de calcium peut 

induire l’ouverture d’un large pore dans la membrane interne mitochondriale ; le pore de 

transition de perméabilité (Duchen, 2000). Ce pore est formé par l’association de différentes 

protéines concentrées au niveau des sites de contact entre la membrane externe et la 

membrane interne (cf. figure 8). Les protéines recensées clairement dans ce complexe sont la 

porine, l’ANT et la cyclophiline D. Les protéines pro apoptotiques Bid, Bax semblent 

également impliquées (Crompton, 1999). La forte augmentation de la concentration 

intracellulaire en calcium ainsi que la déplétion en ATP, le stress oxydant et la forte 

concentration en phosphate inorganique ont été montrés pour activer l’ouverture de ce pore 

(Bernardi et al., 1999). En effet, par exemple, le calcium en interagissant avec la cyclophiline 

D permet l’ouverture du PTP (Basso et al ., 2005). Ichas et Mazat (1998) ont identifié la 

possibilité d’ouverture transitoire du pore permettant le relargage du calcium, la dissipation 

temporaire du gradient de proton et la dépolarisation mitochondriale. Ces auteurs proposent 

que le passage d’un état d’ouverture transitoire du pore à un état totalement ouvert soit 

contrôlé par le calcium et que la liaison du calcium sur le PTP conduise au gonflement 

mitochondrial.  

Les mécanismes d’influx et d’efflux du calcium semblent étroitement liés au fonctionnement 

de la chaîne respiratoire mitochondriale puisqu’ils utilisent la force protonmotrice qu’elle 

génère. En retour, le calcium régule en de nombreux points la fonction mitochondriale.  

3. Rôles du calcium dans le fonctionnement mitochondrial. 

Effets du calcium sur la morphologie mitochondriale : la morphologie et la motilité 

mitochondriale sont affectées par le calcium. Ainsi, une augmentation de la concentration 

intracellulaire en calcium entraîne la translocation de la protéine Drp1 initiant la fission qui 

résulte en une fragmentation du réseau mitochondrial (Breckenridge et al., 2003). 

Effets du calcium sur le métabolisme mitochondrial : la signalisation calcique mitochondriale 

apparaît comme un élément fondamental dans le contrôle du métabolisme mitochondrial. En 

effet, cet ion peut moduler l’activité de différents enzymes importantes pour le 

fonctionnement mitochondrial. Ainsi, McCormack et Denton (1980) ont montré que 3 

enzymes du cycle de Krebs pouvaient être activées par le calcium. En effet, la pyruvate 

déshydrogénase est activée par une étape de déphosphorylation calcium dépendante alors que 
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la NAD+-isocitrate deshydrogénase et la 2-cétoglutarate déshydrogénase sont, quant à elles, 

activées directement par le calcium. Une augmentation de la concentration matricielle en 

calcium stimule donc l’activité de ces trois deshydrogénases conduisant à une augmentation 

de la concentration en NADH qui sera utilisé par la chaîne respiratoire pour synthétiser de 

l’ATP. Des composants directs du système de phosphorylation oxydative ont également été 

identifiés comme des cibles du calcium. C’est le cas de l’ATP synthase dans le cœur (Territo 

et al., 2000), de l’ANT dans le foie (Moreno-Sanchez et al., 1995) et du complexe III de la 

chaîne respiratoire (Murphy, A. N. et al., 1990). Une régulation à long terme de la synthèse 

d’ATP mitochondriale par le calcium a été décrite par Jouaville et al (1999). Ces auteurs 

montrent non seulement qu’une élévation temporaire de la concentration mitochondriale en 

calcium peut stimuler la production d’ATP mais également que cette stimulation dépend de la 

disponibilité en substrats et qu’elle perdure jusqu’à une heure après que l’augmentation 

transitoire de la concentration en calcium ait eu lieu. Les auteurs mettent donc en évidence un 

mécanisme de mémoire mitochondriale permettant à ces organites de répondre à une demande 

soutenue en ATP. En outre, Robb-Gaspers et al. (1998) ont montré que l’activation de la 

pyruvate deshydrogénase par le calcium était biphasique et comprenait une première phase 

d’activation concomitante à l’augmentation de calcium mitochondrial puis une seconde phase 

beaucoup plus longue. Ces observations laissent penser que la pyruvate deshydrogénase 

pourrait être un bon candidat pour expliquer le phénomène de mémoire mitochondriale. 

Jouaville et al. (1999) proposent une autre hypothèse pour expliquer ce phénomène et 

évoquent la possibilité d’activation (ou d’inhibition) calcium dépendante d’une des étapes de 

la phosphorylation oxydative ; c’est-à-dire que le calcium pourrait induire un changement 

conformationnel d’une enzyme, ce qui modifierait son activité à long terme. Un tel 

changement a été démontré dans les mitochondries de cœur où un facteur inhibiteur de l’ATP 

synthase existe sous forme de dimères. Sous l’influence du calcium, ce dimère se dissocie et 

ne peut plus inhiber l’ATP synthase, l’augmentation de la concentration mitochondriale en 

calcium induit donc une levée d’inhibition du fonctionnement de l’ATP synthase d’où une 

augmentation de la production d’ATP (Harris et Das, 1991). Enfin, le fonctionnement de la 

chaîne respiratoire est influencé par le volume matriciel. Or, Halestrap (1989) ayant montré 

que le calcium augmentait ce volume, un lien peut donc être établi dans ce sens entre le 

calcium et le fonctionnement de la chaîne respiratoire. Le calcium régule également le 

fonctionnement de différents transporteurs de la membrane interne mitochondriale qui 

possèdent des sites de liaison du calcium. Les transporteurs calcium dépendants sont divisés 

en 2 groupes : les transporteurs aspartate/glutamate et les transporteurs ATP-Mg/Pi. Les 
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transporteurs « aralar » et « citrine » font partie de la famille des transporteurs 

aspartate/glutamate composant la navette malate/aspartate. Les transporteurs ATP-Mg/Pi, 

quant à eux, échangent l’ATP cytosolique contre le phosphate inorganique mitochondrial et 

sont impliqués dans la régulation du contenu mitochondrial en ATP suite à la stimulation par 

différentes hormones. Ces transporteurs sont des protéines intégrales de la membrane interne 

mitochondriale à 6 segments transmembranaires et possèdent tous un site de liaison au 

calcium situé sur la face externe de la membrane interne mitochondriale (Satrustegui et al., 

2007). Le calcium lié sur le transporteur stimule l’activité de ce dernier en favorisant la 

réaction de transport.   

Le calcium est aussi un régulateur avéré de l’activité de différentes protéines kinases et 

phosphatases. Or, il existe de nombreuses protéines matricielles qui sont susceptibles d’être 

phosphorylées ou déphosphorylées par ces enzymes. Le calcium pourrait donc aussi réguler le 

métabolisme mitochondrial indirectement en favorisant l’état de phosphorylation de 

différentes protéines matricielles.  

Effets du calcium sur le phosphoprotéome mitochondrial : Hopper et al. (2006) ont identifié 

par électrophorèse bidimensionnelle de nombreuses phosphoprotéines présentes dans la 

matrice de mitochondries de cœur de porc en réponse à une stimulation par le calcium. Le 

phosphoprotéome matriciel comprend des sous-unités de chacun des complexes de la chaîne 

respiratoire, de l’ATP synthase, des enzymes du cycle de Krebs, de la bêta oxydation des 

acides gras et du système antioxydant. Ainsi, le calcium module le métabolisme énergétique 

mitochondrial à tous les niveaux : approvisionnement en substrats par le cycle de Krebs et la 

bêta oxydation, fonctionnement des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale, 

détoxification des EORs. Pour ce qui est de cette dernière fonction, l’impact du calcium est 

assez contradictoire selon les études. Certains auteurs rapportent qu’une séquestration 

excessive de calcium dans la mitochondrie stimule la production d’EORs (Rego et Oliveira, 

2003, Reynolds et Hastings, 1995) alors que d’autres pensent que le calcium, en diminuant le 

potentiel membranaire mitochondrial, entraîne une diminution de la production d’EORs 

(Starkov et al., 2002, Votyakova et Reynolds, 2001).  

De manière réciproque, les EORs peuvent réguler l’homéostasie calcique, ces intéractions 

pouvant à la fois moduler le signal calcique de manière physiologique mais aussi, dans 

certains cas, conduisant à l’apoptose. 
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Effets du calcium sur les mécanismes apoptotiques : la mitochondrie joue un rôle central dans 

l’induction ou l’amplification des processus menant à l’apoptose. Un des éléments clés de 

cette voie est le relargage du cytochrome c et de l’AIF (apoptosis inducing factor) dans 

l’espace intermembranaire (Kroemer et al., 1995, Yang, J. et al., 1997). Le cytochrome c ainsi 

relargué et l’AIF activent alors la caspase 3 soit directement soit indirectement. Le 

gonflement mitochondrial induit par l’ouverture du pore de transition de perméabilité suite à 

une surcharge calcique peut entraîner la « fuite » de molécules telles que le cytochrome c hors 

de la mitochondrie et déclencher ainsi l’apoptose. Le rôle du calcium dans l’ouverture du PTP 

et dans le déclenchement de l’apoptose est avéré mais les mécanismes qui gouvernent cette 

action restent encore à définir.  

La mitochondrie n’est donc pas simplement l’usine énergétique de la cellule mais aussi un 

composant actif et finement régulé du métabolisme cellulaire capable d’adapter son 

fonctionnement à la variation de la demande en ATP non seulement par une modification 

directe de l’efficacité de conversion énergétique mitochondriale mais également par 

l’établissement d’un dialogue rétrograde vers le noyau aboutissant à des modifications de la 

quantité de protéines qui composent la chaîne respiratoire.  

La mitochondrie a été montrée comme étant la cible de régulation par de nombreuses 

hormones parmi lesquelles les hormones glucocorticoïdes qui interviennent dans de nombreux 

processus cellulaires et métaboliques et aboutissent à la mise en place d’un état 

hypermétabolique au niveau corps entier. Les voies d’action des glucocorticoïdes sont 

complexes et requièrent la mise en place séquentielle et coordonnée de différentes voies de 

signalisation intracellulaire. 

 

IV. Les glucocorticoïdes : définition. 

A. Synthèse des glucocorticoïdes. 

Les glucocorticoïdes sont synthétisés par le cortex surrénalien à partir du cholestérol. Ils sont 

ensuite sécrétés dans la circulation sanguine et transportés soit sous forme libre soit liés à une 

molécule d’albumine ou de transcortine également appelée CBG (corticosteroid-binding 

protein). La production de corticostéroïdes est influencée par l’apport alimentaire, le degré 

d’activité mais surtout la survenue d’un stress (Ramsey et al., 2000). Elle est sous dépendance 

de l’axe hypothalamo-hypophysaire et suit un rythme circadien (production maximale le 

matin). Ainsi, l’hypothalamus secrète du CRF (corticotropin releasing factor) qui stimule la 
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sécrétion d’ACTH par l’hypophyse antérieure, cette hormone stimulant elle-même la 

production de corticostéroïdes par les glandes surrénales (Blum et Maser, 2003). Une fois 

libérés, les corticostéroïdes vont exercer un rétrocontrôle négatif sur leur propre sécrétion en 

inhibant la production de CRF et d’ACTH (cf. figure 9). 

B. Les 11βHSD. 

Chez l’Homme, le cortisol (glucocorticoïde endogène) est le substrat de l’enzyme 11β 

hydroxystéroïde déshydrogénase (11βHSD). Ces enzymes appartiennent la famille des alcool 

deshydrogénases à courte chaîne. Elles possèdent quelques régions hautement conservées 

notamment un domaine d’ancrage responsable de leur localisation microsomiale, un domaine 

de liaison à différents cofacteurs et un domaine catalytique. Deux isoformes existent et sont 

responsables de l’interconversion du cortisol (forme active) et de la cortisone (forme inactive) 

(Krozowski 1999). La 11βHSD1, in vivo, agit surtout comme une réductase en transformant la 

cortisone inactive en cortisol actif alors que la 11βHSD2 possède uniquement une activité 

deshydrogénase et inactive le cortisol en cortisone. Dans les tissus cibles, ces deux enzymes 

servent à contrôler finement la quantité de cortisol intracellulaire disponible (Tomlinson et 

Stewart, 2001, cf. figure 10). L’isoforme 11βHSD1 est exprimée dans de nombreux tissus tels 

que le foie, le tissu adipeux, les gonades, les os, les muscles lisses et la peau. La 11βHSD2  est 

présente surtout dans les épithéliums tels que le poumon et dans le placenta. Ces enzymes 

jouent un rôle clé dans la régulation de l’action des glucocorticoïdes et une dérégulation tissu-

spécifique de leur activité a été associée au développement de pathologies telles que l’obésité 

(Desbrières et al., 2006) ou l’hypertension (Hatakeyama et al., 2001).  

C. Les glucocorticoïdes de synthèse. 

Des formes synthétiques dérivant des glucocorticoïdes naturels ont été élaborées notamment 

afin d’augmenter leur durée d’action et leur spécificité. La 9 alpha-fluoro-11 bêta,17 alpha,21-

trihydroxy-16 alpha-méthylprégna-1,4-diène-3,20-dione ou dexaméthasone (cf. figure 11) est 

couramment utilisée en clinique notamment pour ses propriétés anti-inflammatoires et 

immunosuppressives. Sa puissance d’action est environ 40 fois supérieure à celle du cortisol. 

V. Les glucocorticoïdes : effets physiologiques. 

Les glucocorticoïdes interviennent dans le contrôle de nombreux processus physiologiques 

tels que les réactions inflammatoires et immunitaires, le maintien de l’homéostasie cellulaire 

et le métabolisme cellulaire. 



 - 32 - 

A. Rôle immunosuppresseur et anti-inflammatoire. 

Les glucocorticoïdes affectent la production des molécules majeures responsables de 

l’inflammation (les prostaglandines) par trois voies distinctes. Tout d’abord, ils stimulent 

l’expression de l’annexine-1 dans les neutrophiles. Cette molécule, par son interaction avec la  

phospholipase A2α cytosolique, est capable d’inhiber la libération d’acide arachidonique et 

donc la production de prostaglandines notamment (Kamal et al., 2005). Les glucocorticoïdes 

activent également la transcription de la MAPK phosphatase-1 (Morand, 2007), un inhibiteur 

de la Jun N-terminale kinase (JNK). Or, cette kinase est un médiateur important de la réponse 

inflammatoire, puisqu’une fois stimulée, elle active le facteur de transcription AP-1. Ce 

dernier se fixe alors sur les éléments de réponse AP-1 situés sur les promoteurs de gènes 

proinflammatoires et active leur transcription. Les glucocorticoïdes, en inhibant JNK-1 ont 

donc un rôle inhibiteur sur les gènes proinflammatoires (cytokines, collagénases, molécules 

d’adhésions, métalloprotéinases …). Ce mécanisme d’inhibition est décrit comme le principal 

rôle anti-inflammatoire des hormones glucocorticoïdes (Barnes, 1998). Enfin, ces hormones 

bloquent à la fois l’activité transcriptionnelle du facteur NFκB et le rendent inactif par 

interaction protéine/protéine et empêchent ainsi la production de molécules proinflammatoires 

telles que les cytokines, les chémokines ou la cyclooxygénase 2, une enzyme indispensable 

pour la production de prostaglandines (cf. figure 12). Les glucocorticoïdes, à des doses 

physiologiques, ont également un rôle immunomodulateur en intervenant à la fois au niveau 

de la réponse immunitaire innée et des réponses immunitaires acquises cellulaires et 

humorales. En effet, les glucocorticoïdes inhibent l’activation des macrophages, la 

présentation de l’antigène, perturbent l’assemblage du récepteur à la surface des lymphocytes 

T (TCR) et induisent une réorientation de la réponse immunitaire en inhibant la réponse 

cellulaire au profit de la réponse humorale. Ces propriétés immunomodulatrices des 

glucocorticoïdes sont très utilisées en clinique pour le traitement des maladies auto-immunes. 

B. Contrôle de l’homéostasie cellulaire. 

Les glucocorticoïdes jouent un rôle important dans la régulation du tonus des vaisseaux, de 

l’intégrité endothéliale et de la perméabilité capillaire, notamment au cours des situations de 

stress pour maintenir la vasoconstriction induite par les catécholamines (Yang, S. et Zhang, 

2004). De plus, au niveau rénal, les glucocorticoïdes influencent l’équilibre hydrique en 

accroissant l’excrétion d’eau et en augmentant la rétention du sodium et l’excrétion 

potassique par levée d’inhibition de l’ADH.  
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C. Rôle sur le métabolisme cellulaire. 

La régulation du métabolisme énergétique cellulaire est sous la dépendance de nombreuses 

hormones (insuline, glucagon, hormones thyroïdiennes..) parmi lesquelles les 

glucocorticoïdes,  responsables d’une augmentation de la consommation d’énergie corps 

entier et d’une élévation du métabolisme de base (Brillon et al., 1995). Ces variations 

métaboliques induites par les glucocorticoïdes visent à maintenir un stock d’énergie suffisant 

en favorisant la néosynthèse de glucose dans le foie à partir de précurseurs non glucidiques 

(lipides, acides aminés …). Ces hormones contrôlent donc les principales voies métaboliques, 

anaboliques et cataboliques, dans différents tissus de manière coordonnée. 

1. Néoglucogenèse. 

La néoglucogenèse est le processus de synthèse de glucose de novo à partir de précurseurs 

non glucidiques tels que le lactate, le pyruvate, l’alanine ou le glycérol qui se produit surtout 

dans le foie et de manière minoritaire au niveau rénal et intestinal. Cette voie métabolique, 

très importante pour le maintien de concentration plasmatique en glucose lors de situations de 

stress métabolique (le jeûne par exemple), est sous une forte dépendance hormonale. En effet, 

outre sa régulation par l’insuline ou le glucagon, elle est la cible des glucocorticoïdes qui 

exercent à la fois un effet direct et permissif sur cette voie (Jones et al., 1993). Ce second effet 

se traduit par la modulation glucocorticoïdes-dépendante de la sensibilité hépatique au 

glucagon et aux catécholamines et par un approvisionnement accru de substrats issus de la 

protéolyse musculaire et de la lipolyse hépatique. Les effets directs des glucocorticoïdes sur la 

néoglucogenèse sont surtout des modifications de l’expression de gènes codant pour des 

enzymes clés de cette voie métabolique. Ainsi, les promoteurs de la phosphoénolpyruvate 

carboxykinase (PEPCK), l’enzyme responsable de la transformation de l’oxaloacétate en 

phosphoénolpyruvate, et de la glucose-6-phosphatase (G6Pase), la dernière enzyme de la voie 

qui hydrolyse le groupement phosphate du glucose-6-phosphate pour donner le glucose, 

contiennent une unité de réponse aux glucocorticoïdes (GRU) formée de deux sites de liaison 

à l’ADN pour le complexe hormone/récepteur aux glucocorticoïdes et des éléments de 

fixation pour différents cofacteurs (Cassuto et al., 2005). La fixation du complexe 

glucocorticoïdes/récepteur sur le GRU entraîne une activation de la transcription des gènes 

codant pour ces enzymes et ainsi une augmentation de la néoglucogenèse. Cependant, le 

promoteur de la G6Pase contient également un élément négatif de réponse aux 

glucocorticoïdes (nGRE), qui sous l’effet des glucocorticoïdes inhibe la transcription du gène 

de la G6Pase (Vander Kooi et al., 2005). La régulation de la néoglucogenèse par les 
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glucocorticoïdes n’obéit donc pas à la loi du tout ou rien mais constitue plutôt une réponse 

graduelle et finement régulée. En effet, la présence à la fois d’éléments activateurs et 

inhibiteurs de la transcription dans le promoteur des gènes de la néoglucogenèse permet ainsi 

une plus grande flexibilité et une meilleure régulation de la réponse. Les glucocorticoïdes ont 

également une action stimulatrice sur la pyruvate carboxylase, enzyme de la matrice 

mitochondriale à activité ligase responsable de la conversion du pyruvate en oxaloacétate et 

sur la fructose-1,6-bisphosphatase qui déphosphoryle le fructose-1-6 bis phosphate (Jones et 

al., 1993). Ces deux enzymes sont régulées réciproquement avec deux enzymes de la 

glycolyse (pyruvate déshydrogénase et phosphofructokinase) et vont être activées ou inhibées 

selon la concentration en ATP. 

En outre, les glucocorticoïdes régulent la glycogénolyse hépatique (Bollen et al., 1998). Sous 

l’influence de stimuli hormonaux, le glycogène est stocké dans le foie et sert de réserve de 

glucose pour les autres tissus. Les enzymes du métabolisme du glycogène permettent au foie 

de détecter les variations de glucose sanguin et ainsi de mobiliser ou stocker le glycogène en 

fonction des besoins périphériques. Les hormones glucocorticoïdes inhibent la glycogène 

phosphorylase et activent la glycogène synthase favorisant ainsi le stockage hépatique du 

glycogène. 

2. Protéolyse. 

L’effet catabolique des glucocorticoïdes est très marqué au niveau musculaire où ces 

hormones induisent une diminution de la synthèse protéique et une augmentation de leur 

dégradation (Tiao et al., 1996), les acides aminés ainsi libérés pouvant alors servir de substrat 

à la néoglucogenèse hépatique (cf. figure 13). Deux voies principales de dégradation 

protéique sont décrites dans les cellules animales. La voie majoritaire est celle dépendante du 

protéasome, elle fait intervenir des enzymes spécifiques, les ubiquitines ligases qui ciblent les 

protéines pour la dégradation en les conjuguant à une chaîne de poly-ubiquitines. Les 

protéines ainsi marquées sont alors dégradées par le protéasome 26S qui les clive en petits 

polypeptides (Argiles et al., 1999). Ce processus ATP dépendant est spécifique et étroitement 

régulé. Le calcium joue un rôle important dans cette voie car il peut activer des calpaïnes, des 

cystéine-protéinases intracellulaires capables de dégrader de nombreux substrats (enzymes, 

protéines de structure et de signalisation). La seconde voie est la dégradation protéique 

lysosomiale. Elle concerne plus particulièrement les protéines endocytées et membranaires et 

fait intervenir des enzymes protéolytiques, les cathepsines. Cette voie, peu spécifique, est 

surtout utilisée pour dégrader les protéines avec une durée de vie longue.  Les 
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glucocorticoïdes ciblent surtout la voie protéasome dépendante en entraînant une 

augmentation de la transcription de l’ubiquitine et de gènes codant pour des sous-unités du 

protéasome (Auclair et al., 1997). Cependant, les glucocorticoïdes ayant également un impact 

sur la concentration intracellulaire en calcium, l’hypothèse d’un rôle de ces hormones dans la 

protéolyse calcium dépendante a été émise (Hasselgren et al., 2005). 

3. Lipolyse. 

L’impact des glucocorticoïdes sur le métabolisme lipidique n’est pas clairement établi. En 

effet, certaines études montrent que les glucocorticoïdes augmentent la lipolyse par des effets 

directs (augmentation de l’activité de la lipoprotéine lipase) et des effets indirects (en 

facilitant l’effet lipolytique des catécholamines) dans le tissu adipeux (Pederson et al., 2003). 

Les acides gras ainsi déstockés seraient alors transportés par voie sanguine jusqu’au foie où 

ils seraient catabolisés par la bêta-oxydation pour fournir de l’énergie et des équivalents 

réduits à la néoglucogénèse. L’excédent d’acetyl coA  induit par l’augmentation de 

l’oxydation des acides gras pourrait alors servir de base à la formation de corps cétoniques 

(Fernandes-Figares, 2004). A l’inverse, d’autres auteurs décrivent une inhibition de la bêta-

oxydation des acides gras à courtes chaînes et moyennes chaînes ainsi qu’une diminution de 

la sécrétion des lipides par les glucocorticoïdes (Letteron et al., 1997, Dolinsky et al., 2004), 

ces modifications pouvant être impliquées dans le développement de la stéatose hépatique.  

Quelles que soient les modifications mises en évidence, les glucocorticoïdes semblent plutôt 

jouer un rôle plutôt indirect sur le métabolisme lipidique.  

4. Insulinorésistance. 

Un taux trop élevé de glucocorticoïdes a été corrélé dans de nombreuses études au 

développement d’une résistance à l’insuline, précédent l’installation du diabète de type II. 

Plusieurs hypothèses ont été émises quant au mécanisme reliant les glucocorticoïdes et 

l’insulinorésistance, cependant, les résultats sont souvent discordants et paraissent tissu-

dépendants. Il semble que les glucocorticoïdes exercent d’une part des effets inhibiteurs 

directs sur les kinases des cascades intracellulaires activées par le récepteur à l’insuline (PI 3-

kinase et AKT surtout), entraînant ainsi une mauvaise propagation du signal insulinique  

(Lowenberg et al., 2005) et d’autre part des effets indirects dus à l’augmentation de la 

néoglucogenèse hépatique qui induit ainsi une hyperglycémie. Cet effet hyperglycémiant des 

glucocorticoïdes est également un élément important de la programmation fœtale induite par 

ces hormones. En effet, le traitement par glucocorticoïdes durant la phase fœtale résulte chez 
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l’adulte en une activation permanente de l’expression de l’enzyme de la néoglucogenèse 

PEPCK. La transcription de ce gène est sous dépendance de facteurs de transcription 

hépatiques de la famille HNF (Hepatic nuclear factor). Or, il existe plusieurs isoformes de 

HNF exprimées différemment au cours du développement. Ainsi, les isoformes fœtales 

HNF4A 7/8 laissent peu à peu la place aux HNF4A 1 et 2, les formes retrouvées chez l’adulte. 

L’exposition fœtale aux glucocorticoïdes entraîne un changement précoce des isoformes 

fœtales vers celles adultes entraînant ainsi une augmentation de l’expression du gène PEPCK 

(Nyirenda et al., 2006). 

 

VI.    Les glucocorticoïdes : voies d’action au niveau cellulaire. 

Les glucocorticoïdes font partie des hormones stéroïdes. Ces hormones liposolubles sont 

connus pour influencer la transcription de gènes cibles par une entrée du complexe hormone 

récepteur dans le noyau. Cependant, ces effets génomiques, nécessitant quelques heures pour 

se mettre en place ne permettent pas d’expliquer certains des effets des stéroïdes qui 

apparaissent dans les secondes suivant l’ajout de l’hormone. L’hypothèse d’effets rapides, non 

génomiques des stéroïdes a donc été évoquée pour expliquer ces effets à court terme (Brann et 

al., 1995). Il est maintenant admis que les voies d’action cellulaires des stéroïdes sont 

multiples, tissus dépendantes et conduisent à des effets différents (cf. figure 14). 

A. Effets génomiques des glucocorticoïdes. 

L’action génomique des glucocorticoïdes repose sur l’interaction entre le complexe récepteur 

cytosolique aux glucocorticoïdes/hormone et des séquences spécifiques d’ADN contenues 

dans le promoteur des gènes cibles (cf. figure 15). 

1. Les mécanismes d’action.  

Lorsque le récepteur aux glucocorticoïdes (GR) n’est pas lié à l’hormone, il réside dans le 

cytosol sous forme d’un complexe avec les protéines chaperonnes HSP90, HSP70 et des 

immunophilines telles que FKBP51 (Grad et Picard, 2007). La fixation du ligand sur le site de 

reconnaissance à l’hormone induit des changements conformationnels du récepteur permettant 

la dissociation des chaperonnes et dévoilant ainsi un signal de localisation nucléaire (NLS). 

Sous l’action de protéines de transport telles que le facteur ATP-stimulated translocation 

promoter (ASTP), (Isohashi et Okamoto, 1993), le complexe hormone/GR est transloqué dans 

le noyau de la cellule. Les récepteurs, alors regroupés en dimères, peuvent se fixer sur des 
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régions cis-régulatrices spécifiques (appelées Glucocorticoid Response Element : GRE) 

situées dans le promoteur des gènes cibles. Le recrutement de coactivateurs, chargés de faire 

le lien entre le complexe GR lié à l’ADN et les facteurs généraux de transcription, permet 

l’activation de la transcription des gènes concernés. De nombreux coactivateurs ont été 

identifiés à ce jour parmi lesquels le facteur SRC-1 (Steroid Receptor Coactivator-1, 

interagissant avec le domaine de liaison du ligand), les facteurs CBP (des protéines qui lient le 

facteur CREB se fixant sur les éléments de réponse à l’AMPc des gènes cibles, Kamei et al., 

1996) ou encore la protéine p300. Ces trois protéines possèdent une activité histone 

acétyltransférase facilitant l’accès de l’ADN à la machinerie de transcription en décompactant 

la chromatine (Bannister et Kouzarides, 1996, Ogryzko et al., 1996, Spencer et al., 1997). Il 

existe également certains gènes dont l’expression est au contraire réprimée par les 

glucocorticoïdes. Deux mécanismes ont été évoqués pour médier cette répression (Meyer et 

al., 1997) : 

• la liaison du GR sur un nGRE (negative Glucocorticoid Response Element) entraînant 

le déplacement de liaison à l’ADN de facteurs de transcription actifs par des facteurs de 

transcription inactifs.  

• l’interaction protéine-protéine du GR avec d’autres facteurs de transcription tels que le 

facteur général de transcription AP-1 (Activated Protein-1), NFκB (Nuclear Factor κB), Smad 

(Sma and Mad-related Protein) et STAT (Signal Transduction and Activator of 

Transcription). L’effet anti-inflammatoire des glucocorticoïdes médié par NFκB décrit dans le 

paragraphe IIA passe surtout par cette voie. 

2. Le récepteur aux glucocorticoïdes (GR). 

L’ADNc codant pour le GR humain a été cloné pour la première fois en 1985 par Weinberger 

et al. puis identifié ensuite sur le chromosome 5q31-32 (Zhou et Cidlowski, 2005). L’épissage 

alternatif des transcrits codant pour le GR permet de générer deux isoformes du GR possédant 

des caractéristiques différentes (Falkenstein et al., 2000) :  

• le GRα composé de 777 acides aminés est responsable des effets génomiques 

classiques des glucocorticoïdes décrits ci-dessus. Il comprend 10 exons qui s’étendent sur 110 

kb. Deux motifs en doigt de zinc, codés par les exons 3 et 4, sont impliqués dans la liaison à 

l’ADN. Deux domaines transactivateurs (AF1 et AF2) sont codés respectivement par les 

exons 2 et les exons 5, 6, 7, 8 et 9α ou 9β. Les 5 exons codant pour le domaine AF2 

comprennent également le domaine de liaison du ligand (LBD). Des sites de liaison à 
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différents facteurs de transcription ont été retrouvés dans le promoteur de GRα  parmi lesquels 

les facteurs généraux de transcription AP-1, NF-1 (Zong et al., 1990), AP-2 (Nobukuni et al., 

1995), Sp1 et les éléments de liaison de facteurs CREB (cAMP Responsive Element Binding 

Protein, (Zong et al., 1990),  YY1 (Ying-Yang 1, Breslin et Vedeckis, 1998) et NFκB 

(Garside et al., 2004). 

• le GRβ composé de 742 acides aminés diffère de GRα par ses 15 derniers acides 

aminés c-terminaux. Il ne lie pas les glucocorticoïdes (Hollenberg et al., 1985) et ne module 

pas la transcription des gènes cibles des glucocorticoïdes (Giguere et al., 1986). Cette 

isoforme a été associée au développement de résistance aux glucocorticoïdes dans diverses 

pathologies comme l’asthme ou la polyarthrite rhumatoïde (Chikanza, 2002, Goleva et al., 

2006).  

D’autres formes tronquées du GR ont été retrouvées dans des cellules de myélome et ont été 

associées au développement de la résistance aux glucocorticoïdes de ces cellules (de Lange et 

al., 1999, Sanchez-Vega et al., 2006). Outre ces variations d’épissage, le GR peut subir des 

modifications post-traductionnelles qui vont moduler son activité (Zhou et Cidlowski, 2005). 

Ainsi, Bodwell et al. (1991) ont identifié 7 sites phosphorylés dans le GR de souris puis 5 

sites phosphorylés ont été retrouvés par Ismaili et Garabedian (2004) dans le GR humain. Les 

principales kinases qui seraient impliquées dans ce phénomène sont les MAPK (Mitogen-

Activated Protein Kinases), CDK (Cyclin-Dependent Kinases), GSK-3 (Glycogen Synthase 

Kinase-3) et JNK (c-Jun N-terminal Kinase), (Itoh et al., 2002). La phosphorylation du GR 

serait un processus dynamique en réponse à différents stimuli tels que la liaison du ligand, la 

phase du cycle cellulaire ou l’état physiologique des cellules (Zhou et Cidlowski, 2005). Une 

étude de Wang, Z. et al. (2002) montre que l’état de phosphorylation du récepteur influence 

sa localisation subcellulaire (cytosolique ou nucléaire) ainsi que son activité modulatrice de 

transcription génique. Cependant, ces données sont en discordance avec d’autres études 

antérieures (Mason et Housley, 1993, Webster et al., 1997, Yudt et Cidlowski, 2001) et 

l’importance de ces sites de phosphorylation dans l’activité du récepteur n’a pas encore été 

clairement déterminée.  

Wallace et Cidlowski (2001) ont également identifié par bioinformatique des sites potentiels 

d’ubiquitination dans le GR. Ainsi, la séquence du GR contient un site PEST, reconnu par les 

enzymes E2 et E3 d’activation de l’ubiquitine (Rogers et al., 1986). Ce site semble être 

important pour la dégradation du GR en se comportant probablement comme un site accepteur 

de l’ubiquitine, il reste cependant à déterminer si ce site est recruté in vivo lors de la 
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dégradation effective du GR. Le GR pourrait également subir des sumoylations, un processus 

proche de l’ubiquitination impliqué dans la régulation de certaines interactions 

protéines/protéines, de la stabilité protéique et de l’activité transcriptionnelle (Freiman et 

Tjian, 2003, Muller et al., 2001, Wilson et Rangasamy, 2001). En effet, deux études de Le 

Drean et al. et Tian et al. (2002) montrent que le GR peut être sumoylé mais les effets de cette 

modification sur l’activité du GR montrés dans ces études sont contradictoires. 

3. Le récepteur aux minéralocorticoïdes (MR). 

Le récepteur aux minéralocorticoïdes fait partie de la famille des récepteurs aux stéroïdes, il 

est exprimé préférentiellement dans les épithélia du côlon et du néphron distal (Bastl et al., 

1992, Marver, 1984) et dans plusieurs régions du système nerveux central dont l’hippocampe 

(De Kloet et al., 1998). Le MR possède de nombreuses homologies structurales et 

fonctionnelles avec le GR. L’aldostérone, minéralocorticoïde, se fixe avec une très forte 

affinité sur le MR et très faiblement sur le GR. Le cortisol, quant à lui, ligand du GR, peut 

également se lier au MR avec une affinité comparable voire supérieure à celle du GR. Le taux 

de cortisol circulant étant nettement supérieur à celui d’aldostérone, le MR pourrait être 

toujours occupé par les glucocorticoïdes. Il existe cependant un système de « protection » du 

MR puisque, dans les cellules épithéliales, la 11βHSD2 est exprimée (Krozowski et al., 1999, 

Wright et Paine, 1995). Elle transforme ainsi le cortisol actif en cortisone inactive et empêche 

l’activation du MR par les glucocorticoïdes. Les glucocorticoïdes de synthèse, tels que la 

dexaméthasone possèdent une très forte affinité pour le GR et une très faible affinité pour le 

MR. Malgré des possibles interactions entre ces deux types de récepteurs, le GR apparaît 

comme le principal médiateur des effets génomiques des glucocorticoïdes. Grâce à ses 

nombreux sites de fixation pour des facteurs de transcription ainsi que ses probables 

modifications posttraductionnelles, le GR exerce des effets variés en fonction des tissus et de 

différentes conditions physiologiques. Cependant, les effets transcriptionnels des 

glucocorticoïdes ne permettent pas d’expliquer tous les phénomènes modulés par ces 

hormones notamment ceux qui se produisent quelques secondes seulement après l’ajout de 

l’hormone, il existe donc d’autres mécanismes régulateurs notamment des effets non 

génomiques, à court terme des glucocorticoïdes. 

B. Effets non génomiques des glucocorticoïdes. 

Contrairement aux effets génomiques des glucocorticoïdes, les effets non génomiques sont 

caractérisés par une insensibilité aux inhibiteurs de la transcription (actinomycine D) ou de la 
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traduction et sont mis en place quelques secondes à quelques minutes après l’incubation avec 

l’hormone. Ces effets ont été très souvent reportés dans la littérature depuis les vingt dernières 

années, cependant, les mécanismes sous-tendant ces effets sont de différentes natures, mettant 

en relief l’hétérogénité de l’action non génomique des glucocorticoïdes. Dans le but de 

clarifier ces différents effets, une classification a été établie lors du « First Meeting on Rapid 

Response to Steroid Hormone » à Mannheim en Allemagne en 1998 (Falkenstein et al., 

2000). Les effets rapides des stéroïdes ont été divisés en deux catégories : 

• A : les effets directs où l’hormone exerce une action propre. 

• B : les effets indirects où l’action rapide nécessite le partenariat de l’hormone avec un 

autre agoniste.  

Chacune de ces deux catégories a alors été divisée en deux grands types d’effets : 

• les effets non spécifiques dans lesquels aucun récepteur n’est impliqué, ce sont les 

propriétés physico-chimiques de l’hormone (liposolubilité par exemple) qui sont prises en 

compte.  

• les effets spécifiques où une interaction spécifique ligand/récepteur est mise en jeu. 

Ces effets spécifiques sont eux-mêmes divisés en deux selon la nature du récepteur impliqué. 

Il s’agit soit du récepteur stéroïde nucléaire classique soit d’un autre type de récepteur 

(notamment couplé aux protéines G). 

1. Les effets rapides, non spécifiques, des glucocorticoïdes. 

Ces effets apparaissent en quelques secondes après l’administration de fortes concentrations 

d’hormones et semblent résulter d’interactions directes entre les glucocorticoïdes et les 

membranes biologiques. Par exemple, la méthylprednisolone ainsi que d’autres 

glucocorticoïdes sont capables d’inhiber des courants cationiques à travers la membrane 

plasmique. Ainsi, ces hormones peuvent inhiber la réaction immunitaire aigüe en inhibant 

l’augmentation de la concentration intracellulaire en calcium dans les leucocytes (Buttgereit, 

2000). Cependant, ces effets ne permettent pas d’expliquer la tissu-spécificité de l’action des 

glucocorticoïdes puisque ces hormones peuvent s’insérer dans n’importe quelle membrane 

biologique. 

2. Les effets spécifiques rapides des glucocorticoïdes. 

Les récepteurs qui interviennent dans ces effets non génomiques spécifiques des 

glucocorticoïdes ne sont pas clairement élucidés et l’existence de récepteurs spécifiques pour 

médier  ces effets non génomiques est toujours controversée.  
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a. Effets dépendants  du GR intracellulaire classique. 

Certains effets des glucocorticoïdes sont caractérisés par leur insensibilité aux inhibiteurs de 

la transcription et de la traduction couplée avec une sensibilité aux antagonistes du GR 

montrant l’implication d’un mécanisme dépendant du GR (Stellato, 2004). Koukouritaki et al. 

(1996) ont montré qu’un tel mécanisme est impliqué dans l’inhibition de la polymérisation de 

l’actine G induite par 15 minutes de traitement par dexaméthasone (100 nM) dans des cellules 

d’endomètre humain. Ce mécanisme est inhibé par un antagoniste du GR (RU486) mais pas 

par un inhibiteur de la transcription (actinomycine D). Les auteurs démontrent également que 

cet effet est réversé par l’ajout de forskoline, une molécule qui stimule la production d’AMPc. 

La cascade proposée pour expliquer la diminution de polymérisation de l’actine G par la 

dexaméthasone implique donc la fixation de la dexaméthasone sur le GR, qui 

indépendamment de son action transcriptionnelle, diminue la quantité d’AMPc et inhibe ainsi 

la polymérisation de l’actine. 

Un autre exemple de ce mécanisme est donné par Hafezi-Moghadam et al. (2002) qui 

montrent que le traitement de cellules endothéliales humaines avec de la dexaméthasone (100 

nM) entraîne une augmentation de l’activité eNOS (NO synthase endothéliale) par un 

mécanisme non génomique mais dépendant du GR. Cet effet apparaît dès 10 minutes de 

traitement et augmente jusqu’à 30 à 60 minutes où il atteint un maximum et redescend à une 

valeur basale en environ 24 heures. Les inhibiteurs du GR (RU486), de la protéine Pi3K 

(Wortmaninn et LY294002) et de la eNOS (L-NAME) bloquent l’activation de eNOS par la 

dexaméthasone, alors que l’actinomycine D, est sans effet sur cette activation. Les kinases 

Akt et GSK-3, situées en aval de Pi3K sont également impliquées dans ce phénomène. Ainsi, 

la dexaméthasone via sa liaison sur le GR recrute la Pi3K par un mécanisme non identifié 

mais ne nécessitant pas d’activation de la transcription. La cascade de signalisation impliquant 

Akt et GSK-3 est alors mise en place et aboutit à la stimulation de l’activité de la eNOS. Il en 

va de même pour l’expression des récepteurs aux opsonines dans les éosinophiles qui est 

stimulée par les glucocorticoïdes. La voie d’action décrite par Ten Hove et al. (2006) pour 

expliquer ce phénomène est l’activation de la mitogen-activated protein kinase-activated 

protein kinase 2 (MKK2) par le complexe hormone/GR. Cette protéine phosphoryle et active 

la p38MAPK qui à son tour phosphoryle et augmente l’expression des récepteurs aux 

opsonines à la surface des éosinophiles. Ces exemples montrent qu’en plus de son action 

transcriptionnelle, le GR est impliqué dans des effets rapides non génomiques des 
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glucocorticoïdes. Les voies en aval du GR sont très variées et selon la protéine recrutée ou la 

voie de signalisation empruntée vont conduire à des effets très différents.  

b. Effets dépendant d’un récepteur membranaire. 

Grâce à leur caractère liposoluble, les glucocorticoïdes diffusent librement au travers de la 

membrane plasmique et se fixent sur leurs récepteurs intracellulaires. Cependant, l’utilisation 

de composés stéroïdes couplés à l’albumine bovine (BSA) qui ne peuvent pas traverser la 

membrane a permis de mettre en évidence l’existence de récepteurs membranaires aux 

hormones stéroïdes, parmi lesquels des récepteurs qui lient les glucocorticoïdes. Si l’existence 

de ces sites est avérée, leur nature et leur rôle précis fait encore l’objet de controverses. 

α. GR membranaire apparenté au GR cytosolique.  

Au début des années 1990, plusieurs équipes ont identifié des sites de liaisons aux 

glucocorticoïdes sur la membrane plasmique d’hépatocytes de différentes espèces (rats : 

Allera et Wildt, 1992, Grote et al., 1993, Howell et al., 1989, Lackner et al., 1998, Quelle et 

al., 1988, Wright et Paine, 1995; souris : Trueba et al., 1989 et cellules d’hépatome humain : 

Daufeldt et al., 2003). Toutes ces études mettent en évidence une fixation des 

glucocorticoïdes sur la membrane plasmique, cependant la spécificité ainsi que la fonction de 

ce récepteur diffèrent selon les études. Ces sites membranaires de fixation aux 

glucocorticoïdes ont été trouvés dans d’autres tissus notamment dans l’utérus où une première 

étude de Giannopoulos et al. (1983) évoquait cette hypothèse confirmée par Sun et al. (1996). 

Plusieurs études ont également porté sur le GR membranaire (mGR) des cellules immunitaires 

notamment des lymphocytes dans lesquels Chen, F. et al. et Gametchu et al. (1999) ont mis 

en évidence à plusieurs reprises l’existence d’un tel récepteur. Gametchu et al. ont caractérisé 

plus précisement le mGR présent dans les lymphocytes. Grâce à l’utilisation d’anticorps 

dirigés contre le GR cytosolique (cGR), ils ont démontré que le site de fixation aux 

glucocorticoïdes situé sur la membrane plasmique des lymphocytes s’apparentait à un cGR 

modifié. Cependant, les analyses par western blot avec les anticorps anti cGR montrent que le 

mGR  possède plusieurs isoformes dont certaines ont un poids moléculaire beaucoup plus 

haut que le GR cytosolique. Les auteurs retrouvent de nombreuses homologies entre le cGR et 

le mGR puisqu’un élément de liaison à l’ADN identique à celui du cGR est présent dans la 

séquence du mGR (Gametchu et al., 1991) et qu’un site potentiel de phosphorylation a été 

retrouvé dans la forme membranaire du GR. De même, le mGR peut interagir avec différentes 

protéines chaperonnes du cGR telles que HSP70 et HSP90 (Powell et al., 1999). Cependant, 
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l’importance et le rôle de ces caractéristiques dans la fonction du mGR restent à déterminer. 

La spécificité de ligand du mGR est, en revanche, plus large que celle du cGR, notamment en 

ce qui concerne la progestérone qui est liée par le mGR avec plus d’affinité que la 

dexaméthasone. La fonction du mGR est encore peu connue même si la présence du mGR a 

pu être corrélée dans les lymphocytes à une augmentation de la sensibilité à l’apoptose induite 

par les glucocorticoïdes.  

β. GR membranaire différent du GR cytosolique. 

L’expression du mGR au niveau du système nerveux central  a également fait l’objet de 

nombreuses études (ffrench-Mullen, 1995, Han et al., 2002, Iwasaki et al., 1997, Lou et Chen, 

1998, Qiu et al., 1998). Dans ces études, les effets rapides des glucocorticoïdes observés ont 

été reliés à l’activation de récepteurs couplés aux protéines G (RCPG). Ainsi l’inhibition de 

l’activité des protéines G  (par utilisation d’un analogue non métabolisable du GTP, le GTP-γ-

S ou la toxine pertussique) entraîne une disparition de certains effets rapides des 

glucocorticoïdes (inhibition des canaux calciques activés par le voltage) dans les neurones de 

l’hippocampe, de la racine dorsale des ganglions et dans les cellules de phéochromocytomes 

PC12. Le type de protéine G couplée au RCPG varie selon le type cellulaire et peut avoir une 

action stimulatrice (protéine Gs) ou inhibitrice (protéine Gi).  

Une autre hypothèse a été émise par Allera et Wildt (1992) quant à la nature du site de 

fixation membranaire aux glucocorticoïdes. En effet, ces auteurs ont mis en évidence la 

présence d’un importeur de glucocorticoïdes sur la membrane plasmique des hépatocytes de 

rats. Ce complexe protéique serait chargé du transport des glucocorticoïdes bioactifs vers le 

cytosol. Sa spécificité est beaucoup plus large que celle du cGR puisque des stéroïdes non 

glucocorticoïdes tels que les estrogènes et la progestérone se lient sur l’importeur alors que ce 

ne sont pas des ligands du cGR. Ce complexe protéique semble par ailleurs être couplé à deux 

protéines G de 75 et 52 kDa.  

Quel que soit le type de récepteur impliqué, la fixation de l’hormone glucocorticoïde sur la 

membrane plasmique entraîne l’activation de cascades de signalisation intracellulaire 

aboutissant, dans la majorité des cas décrits dans les publications, à la modulation des 

propriétés d’ouverture de canaux ioniques.   

γ. Voies de signalisation activées par les glucocorticoïdes. 

• PKA : la protéine kinase A (PKA) est une protéine cytoplasmique composée de deux 

sous-unités régulatrices et de deux sous-unités catalytiques. Elle fait partie de la cascade de 
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signalisation intracellulaire induite par la protéine Gs. En effet, la fixation de l’hormone sur 

un RCPG couplé à une protéine Gs permet l’activation de cette dernière. La sous-unité alpha 

activée recrute l’adenylate kinase qui catalyse l’hydrolyse de l’ATP en AMPc. L’AMPc ainsi 

formé se fixe sur les sous-unités régulatrices de la PKA et permet la libération des sous-unités 

catalytiques et leur activation. Les cibles de phosphorylation par la PKA sont nombreuses et 

incluent des enzymes de la glycolyse, de la lipolyse et de la néoglucogenèse. Cette protéine a 

été identifiée comme étant impliquée dans certains effets rapides des glucocorticoïdes.  Ainsi, 

par exemple, la synthèse et la libération rétrograde des endocannabinoïdes induite par les 

glucocorticoïdes dans les neurones paraventriculaires sont régulées par la voie AMPc/PKA 

(Malcher-Lopes et al., 2006). De même Han et al. (2005) ont montré que PKA participait à 

l’inhibition rapide de l’influx de calcium ATP dépendant induit par les glucocorticoïdes dans 

les cellules de neuroblastome.  

• PKC : cette protéine fait partie de la cascade intracellulaire induite par la protéine Gq. 

L’activation de cette protéine permet le recrutement de la phospholipase C qui, en hydrolysant 

le phosphatidyl inositol bisphosphate (PiP2), va libérer la diacylglycérol (DAG) et l’inositol 

triphosphate (IP3). Le DAG est responsable de l’activation des protéines kinases C. La famille 

des protéines kinases C  (PKC) est composée de multiples isoformes qui peuvent être divisées 

en trois sous-groupes : 

- les PKC classiques : α, β1, β2, γ 

- les PKC nouvelles : δ, ε, η, θ, µ 

- les PKC atypiques : ζ, λ 

Cette classification est basée sur la nécessité de cofacteurs différents pour l’activation de 

protéines kinases et sur leur localisation tissulaire (Dekker et Parker, 1994). Ainsi, les 

isoformes conventionnelles de PKC peuvent être activées par le calcium alors que les 

nouvelles PKC et les PKC atypiques y sont insensibles. Les PKC peuvent jouer un rôle dans 

la régulation des fonctions membranaires comme la régulation négative de récepteurs, la 

modulation de canaux ioniques ainsi que l’hydrolyse des phospholipides générant des seconds 

messagers lipidiques (Harvey et al., 2002). Une étude de Kajita et al. (2001) démontre que les 

isoformes conventionnelles et atypiques de PKC sont impliquées dans la résistance à 

l’insuline induite par la dexaméthasone dans des adipocytes en culture. En effet, le traitement 

par dexaméthasone induit une relocalisation de PKC du cytosol vers la membrane plasmique 

de ces cellules. La protéine PKC membranaire ainsi activée phosphoryle le substrat du 

récepteur à l’insuline (IRS1) sur les résidus sérine et thréonine et inhibe son activité 

(Bossenmaier et al., 1997). De même, l’inhibition de la réabsorption du phosphate au niveau 



 - 45 - 

des tubules rénaux proximaux de lapin induite par les glucocorticoïdes implique l’activation 

de la phospholipase C et de PKC (Park et al., 2001). 

•     MAPK : les protéines de cette famille sont un composant essentiel pour coordonner 

les signaux générés par de nombreux médiateurs intra- ou extracellulaires. La phosphorylation 

spécifique des MAPK permet la transmission du signal en aval et l’activation notamment 

d’autres protéines kinases, de facteurs de transcription ou de protéines du cytosquelette (Cobb 

et al., 1996). Les glucocorticoïdes sont capables de causer l’activation rapide des MAPK 

(p38MAPK, JNK et ERK1) dans les neurones de l’hippocampe et les cellules de 

phéochromocytome PC12 via un mécanisme dépendant de PKC (Li, 2001). Une fois activées, 

les MAPK peuvent être transloquées dans le noyau et peuvent directement, ou indirectement, 

par l’intermédiaire d’autres protéines kinases, phosphoryler les facteurs de transcription, des 

coactivateurs ou des protéines nucléosomales et influencer ainsi l’accessibilité  de la 

chromatine pour le complexe d’initiation de la transcription (Hazzalin et Mahadevan, 2002). 

L’activation des MAPK par les glucocorticoïdes est un mécanisme non génomique mis en 

place rapidement, indépendamment du cGR. Cependant, une fois activée, cette protéine peut 

agir sur la transcription des gènes cibles. La protéine MAPK semble donc au carrefour entre 

les actions non génomiques et génomiques des glucocorticoïdes, phénomène défini par Chen, 

Y. Z. et Qiu (2001) comme une conséquence génomique d’effets non génomiques des 

glucocorticoïdes. Ce concept d’intrication des voies génomiques et non génomiques est 

retrouvé dans différents modèles. 

C. Interactions entre le récepteur membranaire aux glucocorticoïdes 

et les effets génomiques. 

Des interactions entre les effets non génomiques et génomiques ont été décrites pour de 

nombreux types de stéroïdes tels que les œstrogènes, la progestérone, la vitamine D et les 

glucocorticoïdes. Ces observations ont donné naissance au concept de MISS (Membrane-

Initiated Steroid Signaling, cf. figure 16). En ce qui concerne les glucocorticoïdes, ce 

phénomène a été étudié surtout par Daufeldt et al. (2003) sur des hépatocytes de rats. Dans ce 

modèle, les auteurs émettent l’hypothèse que le site de fixation aux glucocorticoïdes situé sur 

la membrane plasmique sert d’importeur aux glucocorticoïdes (et à d’autres hormones 

stéroïdes qui ne se fixent pas sur le cGR). Une fois cet import achevé, le cGR serait alors 

recruté et transloqué dans le noyau (avec ou sans ligand) pour activer la transcription des 

gènes cibles. Cependant, ils n’excluent pas la possibilité qu’après fixation de l’hormone sur le 
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site membranaire, ce complexe hormone/importeur soit endocyté en entier et migre en 

connexion avec le cGR vers le noyau. Des questions subsistent quant à la séquence 

d’évènements liant la fixation des glucocorticoïdes sur la membrane et l’activation de la 

transcription, notamment le rôle de deux isoformes de protéines G de 52 et 75 kDa dont 

l’activité est modulée par les glucocorticoïdes. Les interactions effets génomiques/non 

génomiques des stéroïdes ont été surtout étudiées avec les œstrogènes. Ainsi Zhang, D. et 

Trudeau (2006) ont proposé un modèle d’interactions entre les voies d’action initiées par le 

récepteur membranaire aux œstrogènes (mER) et le récepteur nucléaire (nER). La fixation de 

l’hormone sur le récepteur membranaire est capable d’induire différents modules de 

signalisation dont les trois principaux sont Ras-Raf-MEK-MAPK (Driggers et Segars, 2002), 

Src-Pi3K-Akt-eNOS (Segars et Driggers, 2002) et PLC-PKC-AMPc-PKA (Malyala et al., 

2005). Après l’activation de ces différentes voies, des facteurs transcription tels que CREB ou 

AP-1 sont induits et vont activer la transcription de gènes cibles ne contenant pas 

nécessairement un site de fixation pour le nER. De plus, le mER exerce un effet modulateur 

sur le nER en interagissant directement avec ce dernier ou avec ses coactivateurs (Zhang, D. 

et Trudeau, 2006). Compte tenu de l’existence d’une forme membranaire du récepteur aux 

œstrogènes et aux glucocorticoïdes ainsi que des nombreuses similitudes entre les voies de 

signalisation activées par ces deux hormones, la mise en place d’un mécanisme identique à 

celui décrit par Zhang et Trudeau pour les œstrogènes en réponse aux glucocorticoïdes semble 

très probable. 

Toutes ces voies d’actions des glucocorticoïdes (génomiques et non génomiques) concourent 

à réguler les grandes fonctions physiologiques décrites dans le paragraphe II. Parmi celles-ci, 

la régulation du métabolisme semble particulièrement importante puisque ces hormones sont 

responsables à la fois de l’établissement d’un état hypermétabolique particulièrement observé 

lors de situations pathologiques entraînant une élévation du taux circulant de glucocorticoïdes 

tels que le sepsis (Allary et Annane, 2005) ou la cachexie (Morley et al., 2006) et de 

l’installation d’une insulinorésistance précédant le développement du diabète de type II (Qi et 

Rodrigues, 2007). Les glucocorticoïdes requièrent donc une augmentation des besoins 

énergétiques cellulaires (Kellendonk et al., 2002). La mitochondrie, responsable de 90% de la 

production d’ATP dans les organismes eucaryotes apparaît donc comme une cible privilégiée 

des glucocorticoïdes. 
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VII.    Les glucocorticoïdes : actions sur le métabolisme 

énergétique mitochondrial. 

L’impact du traitement par glucocorticoïdes a été étudié dans différents types cellulaires. Les 

résultats obtenus dans les différentes études montrent une variation du fonctionnement de la 

chaîne respiratoire mitochondriale suite au traitement par glucocorticoïdes mais les effets de 

ces hormones sont soit stimulateurs soit inhibiteurs de la phosphorylation oxydative selon le 

tissu étudié, le temps et l’intensité du traitement.  

A. Effets des glucocorticoïdes sur le fonctionnement de la chaîne 

respiratoire mitochondriale. 

1. Rats traités par glucocorticoïdes. 

La fonction énergétique mitochondriale de rats traités par glucocorticoïdes a été très étudiée 

depuis les trente dernières années. La majorité de ces études a été réalisée sur le foie puisque 

cet organe est le siège de voies métaboliques très influencées par les glucocorticoïdes telles 

que la néoglucogenèse ou la synthèse des triglycérides. De plus, cet organe contribue à lui 

seul pour 20 à 30% de la dépense énergétique corps entier chez l’Homme (Ramsey et al., 

2000). Bien que divergentes sur les substrats utilisés ainsi que sur la durée de traitement, ces 

études rapportent une diminution de l’efficacité de la phosphorylation oxydative (Jani et al., 

1991, Kerppola, 1960, Kimberg et al., 1968, Roussel et al., 2003). Ainsi de précédents 

résultats obtenus dans notre équipe (Roussel et al., 2003) montrent que l’injection de 

dexaméthasone (1,5 mg par kg et par jour) pendant 5 jours résulte en une augmentation de la 

fuite de protons d’environ 40% dans les mitochondries de foie. Une étude publiée récemment 

par Arvier et al. (2007) montre que, dans les mitochondries de ces rats traités par 

dexaméthasone, la quantité d’ANT est augmentée et émet l’hypothèse que ce phénomène 

participe à l’augmentation de la fuite de protons induite par les glucocorticoïdes. 

L’effet découplant des glucocorticoïdes avait déjà été retrouvé dans les thymocytes par 

Buttgereit et al. (1994) où une analyse par top down de thymocytes traités par 

methylprednisolone montre que les glucocorticoïdes inhibent fortement les réactions 

d’oxydation des substrats et augmentent la part de la fuite de protons. Dans cette étude, ils 

émettent l’hypothèse que ces effets sont non spécifiques et résultent de l’insertion des 

hormones dans la membrane plasmique perturbant ainsi les propriétés physicochimiques de 

cette dernière ainsi que l’activité des protéines qui y sont enchâssées. La diminution des 
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courants sodiques et calciques au travers de la membrane plasmique pourrait donc expliquer 

la moindre utilisation d’ATP pour maintenir les pompes ioniques et  la concentration 

intracellulaire en calcium. De plus, des effets directs sur la membrane interne mitochondriale 

pourraient expliquer l’augmentation de la perméabilité aux protons et le découplage partiel de 

la phosphorylation oxydative qui en découle. Cependant, d’autres études sur des cellules 

d’hépatome traitées par dexaméthasone, montrent que les glucocorticoïdes possèdent 

également des effets spécifiques sur la mitochondrie en induisant la transcription de gènes 

codant pour des sous-unités de la chaîne respiratoire mitochondriale. De même, des récepteurs 

aux glucocorticoïdes ont été localisés dans ces organites dans plusieurs types cellulaires et 

pourraient ainsi réguler la transcription des gènes du génome mitochondrial (Scheller et 

Sekeris, 2003).  

2.  Effets génomiques sur le fonctionnement de la mitochondrie. 

Plusieurs études, réalisées dans différents types cellulaires, ont montré que le traitement par 

glucocorticoïdes affecte l’expression de certains gènes codant pour des sous-unités des 

complexes de la chaîne respiratoire. Ainsi, dans le côlon de rat, Rachamim et al. (1995) ont 

montré que la dexaméthasone induit une augmentation des transcrits des gènes 

mitochondriaux COXI, COXII et COXIII et du génome nucléaire COXIV. Van Itallie a publié 

en 1992 des travaux réalisés sur des cellules d’hépatome où il trouve que la dexaméthasone 

augmente de 3 à 4 fois la transcription du gène COXII codé par le génome mitochondrial mais 

pas celle du gène COXVa codé par le génome nucléaire. Weber et al. (2002) ont mené une 

étude en contradiction avec la précédente en montrant que l’effet de la dexaméthasone sur la 

transcription des gènes codant pour la chaîne respiratoire est spécifique au muscle 

squelettique et requière la participation du cGR. Le mécanisme par lequel se produit cette 

stimulation reste encore peu connu. Cependant, il est clairement établi que certains gènes de 

la chaîne respiratoire, codés par le génome mitochondrial, possèdent dans leur promoteur une 

séquence GRE (COXI, COXII et COXIII, Ioannou et al., 1988). De plus, des sites de liaison 

pour les facteurs de biogénèse mitochondriale NRF-1 et NRF-2 ont été retrouvés dans le 

promoteur de certains gènes codant pour des sous-unités du complexe II, III, IV et de l’ATP 

synthase (Scheller et Sekeris, 2003). Pour les hormones thyroïdiennes, une telle stimulation 

de la transcription par l’intermédiaire de NRF-1 a été démontrée (Weitzel et al., 2003), en 

revanche pour les glucocorticoïdes, aucune réponse précise n’a été apportée à ce jour.  
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B. Présence de récepteurs aux glucocorticoïdes dans la mitochondrie. 

Plusieurs études ont décrit la présence d’un récepteur aux glucocorticoïdes situé dans les 

mitochondries de différents types cellulaires (foie de rat : Demonacos et al., 1993, cerveau de 

rat : Moutsatsou et al., 2000, cellules de gliome de rat : Koufali et al., 2003, cellules 

d’ostéosarcome, de cancer du col de l’utérus et d’hépatocarcinome humains : Psarra, A. M. et 

al., 2005). Koufali et al. (2003) ont étudié la localisation dynamique du GR dans les différents 

compartiments intracellulaires de cellules de gliome de rat suite à la stimulation par la 

dexaméthasone. Dans des conditions basales, le GR est situé essentiellement dans le cytosol 

et le noyau et environ 10 % du contenu en GR des cellules est localisé dans les mitochondries. 

Suite à la stimulation par l’agoniste (dexaméthasone), il s’ensuit une diminution d’environ 50 

% de la quantité de GR cytosolique. Ce phénomène est accompagné d’une augmentation 

similaire de la quantité de GR nucléaire montrant bien la translocation du récepteur suite à 

l’ajout de l’hormone, ce phénomène est observable après 3 minutes de traitement. Les GR 

contenus dans la mitochondrie effectuent aussi une migration vers le noyau suite à l’ajout de 

dexaméthasone mais ce phénomène est plus lent que la translocation cytosolique et demande 

environ 20 minutes. Les auteurs montrent également que ce phénomène nécessite d’avoir un 

environnement cellulaire intact puisque le traitement de mitochondries isolées par 

dexaméthasone n’entraîne pas une telle translocation. Ce phénomène de migration du GR de 

la mitochondrie vers le noyau ne semble pas s’accompagner de perturbations de la 

perméabilité membranaire mitochondriale. En revanche, ce phénomène induit des 

modifications de la transcription de gènes codés par le génome mitochondrial puisque le 

nombre de transcrits du gène COXI est augmenté suite au traitement par dexaméthasone. Les 

auteurs émettent l’hypothèse d’un rôle répresseur de la transcription du GR lorsqu’il n’est pas 

lié à l’hormone. Une fois activé, sa translocation permettrait alors la transcription des gènes 

mitochondriaux contenant l’élément de réponse aux glucocorticoïdes. L’autre hypothèse pour 

expliquer cet effet serait que le GR existe à l’état inactif dans les mitochondries et qu’une fois 

activé, il puisse interagir avec le promoteur des gènes mitochondriaux. Cette augmentation de 

la transcription des gènes mitochondriaux s’accompagnerait d’une stimulation de la 

respiration à l’état 3 sur mitochondries isolées. Des études menées par Psarra et al. (2005 et 

2006) sur les cellules d’ostéosarcome SaOS2 et d’hépatocarcinome HepG2 ont montré qu’en 

plus de sa localisation cytosolique et nucléaire, le GRα était présent dans les mitochondries de 

ces deux types cellulaires. Le GRβ n’est en revanche pas retrouvé dans cet organite. Dans ces 

études, les auteurs proposent plutôt une translocation du GRα dans la mitochondrie suite à la 

liaison de l’hormone et une activation de la transcription des gènes mitochondriaux après 
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fixation du complexe hormone/récepteur sur le promoteur de ces gènes. Les mécanismes 

seraient donc identiques à ceux employés dans le noyau avec fixation de facteurs de 

transcription servant de coactivateurs puisque des sites potentiels de fixation pour des facteurs 

généraux de transcription et d’autres intervenant dans les processus d’inflammation, de 

prolifération cellulaire ou de biogénèse mitochondriale ont été retrouvés dans le génome 

mitochondrial (Solakidi et Sekeris, 2003). De plus, les facteurs AP-1, CREB, NF-κB et p53 

ont déjà été localisés dans la mitochondrie (Psarra, G. et al., 2006). Les processus de 

régulation de la transcription nucléaire et mitochondriale de gènes codant pour des sous-unités 

de la chaîne respiratoire suite au traitement par glucocorticoïdes sont coordonnés 

temporellement et spatialement. Ces résultats laissent en effet penser que la transcription des 

gènes codant pour les sous-unités de la chaîne respiratoire puisse être régulée directement par 

l’action des GR sur le génome nucléaire et mitochondrial et en parallèle par l’induction de 

facteurs de transcription mitochondriaux qui ne vont affecter que secondairement la 

transcription mitochondriale. 

VIII.    Position de la problématique du travail de thèse. 

La mitochondrie, afin d’adapter son fonctionnement à la demande en énergie de la cellule, 

subit des ajustements fins. Ainsi, le gradient de protons est l’un de ces éléments régulés en 

fonction des besoins énergétiques cellulaires et de l’environnement hormonal. Mais ce 

paramètre est également initiateur de signaux conduisant la cellule à s’adapter à certains 

dysfonctionnements mitochondriaux. Nous avons donc choisi d’aller plus loin dans l’étude de 

cette dualité d’effets du gradient de protons, et pour cela, nous avons développé deux 

modèles : 

 - le découplage artificiel par dinitrophénol (DNP) permettant de déterminer les 

adaptations cellulaires découlant d’une dissipation du gradient de protons mitochondrial 

 - le traitement par les hormones glucocorticoïdes, un exemple de régulation 

hormonale du gradient de protons, afin d’étudier les mécanismes mis en jeu lors de ce 

phénomène. 

La mesure des paramètres fonctionnels mitochondriaux (respiration cellulaire, mesure de 

l’activité des complexes de la chaîne respiratoire), l’étude de la régulation transcriptionnelle 

des gènes codant pour des sous-unités de la chaîne respiratoire ainsi que la détermination des 

éléments clés de signalisation intracellulaire aboutissant à ces effets mitochondriaux ont 

permis ainsi de confirmer l’importance du gradient de protons dans la réponse cellulaire à un 

stress mitochondrial. 
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I.  Matériel biologique et réactifs. 

A.  Cellules. 

Cellules HepG2 : La lignée HepG2 a été obtenue à partir d’un hépatocarcinome humain 

(ATCC HB 8065).  Elle est cultivée en milieu RPMI 1640 (PAA, Les Mureaux, France) 

supplémenté avec 10% de SVF (Institut de biotechnologies Jacques Boy, Reims, France), 1% 

de glutamine, 100U/ml de pénicilline, 100 µg/ml de streptomycine et 0,25 µg/ml 

d’amphotéricine B (Institut de biotechnologies Jacques Boy, Reims, France). Les cellules sont 

cultivées dans des flasks de 25 ou 75 cm2 et sont utilisées pour expériences lorsqu’elles 

atteignent environ 75 % de confluence. 

Cellules 143 B : La lignée 143 B dérive d’un ostéosarcome humain (ATCC CRL 8303). 

Les cellules sont cultivées et utilisées dans les mêmes conditions que les cellules HepG2 

excepté le milieu RPMI 1640 qui est remplacé par le DMEM F-12 (Institut de biotechnologies 

Jacques Boy, Reims, France). 

Cellules HepaRG : La lignée cellulaire HepaRG a été établie à partir de cellules 

d’hépatocarcinome prélevées chez une patiente atteinte de l’hépatite C (Gripon et al., 2002). 

Elle nous a été fournie par l’équipe INSERM U522 de Rennes (Madame Guguen-Guillouzo). 

Ces cellules sont pluripotentes et prolifèrent jusqu’à confluence, après quoi elles se 

différencient en hépatocytes et cellules biliaires. Elles sont cultivées en milieu de prolifération 

composé du milieu William’s E (Gibco, Invitrogen, Paisley, Angleterre) supplémenté avec 

10% de SVF (Fetaclone II, Hyclone, Perbio Science, Brebière, France), 1% de glutamine, 

100U/ml de pénicilline et 100 µg/ml de streptomycine (PAA, Les Mureaux, France). 5µg/ml 

d’insuline de pancréas bovin et 50 nM d’hydrocortisone hemisuccinate (Sigma Aldrich, Lyon 

France) sont également ajoutés dans le milieu de culture. Les cellules sont cultivées jusqu’à 

confluence (environ deux semaines), le milieu étant renouvelé tous les deux jours. Lorsque la 

confluence est atteinte, au milieu de prolifération est ajouté 2% de DMSO (milieu de 

différenciation afin de favoriser au maximum la différenciation de ces cellules). Ces cellules 

sont cultivées pendant quinze jours, et atteignent ainsi une différenciation optimale en 

s’organisant en hépatocytes, cellules et canaux biliaires.   
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B. Réactifs pour incuber avec les cellules en culture. 

2,4 Dinitrophenol  (Sigma Aldrich, Lyon France). 

Une solution à 50 mM est préparée en dissolvant 9,20 mg de 2,4 dinitrophenol dans 1 ml 

d’éthanol absolu. Cette solution est ensuite filtrée grâce à un filtre de 0,2 µm (Corning, 

Shiphol-Rijk, Pays-Bas) afin de la rendre stérile, elle se conserve pendant 1 mois à -20°C. Le 

jour de traitement, cette solution est diluée au 1/1000e dans le milieu de culture des cellules. 

Dexaméthasone-21-phosphate (Merck, Lyon, France). 

La solution stock est fournie sous forme d’ampoules à 4 mg/ml soit 78 mM. 

Extemporanément, 20 µl de cette solution sont ajoutés à 760 µl de PBS pour obtenir une 

concentration de 2 mM. Une dilution au ¼ puis au 1/1000e est effectuée dans le milieu de 

culture avant le traitement. La solution stock se conserve pendant 3 mois à 4°C. 

Dexaméthasone-hemisuccinate-BSA (Steraloids, Rhode Island, Etats-Unis). 

Dix milligrammes de dexaméthasone-BSA sont dissous dans 308 µl de DMSO de manière à 

obtenir une solution à 500 µM qui se conserve en aliquots pendant 6 mois à -20°C. Le 

mélange est longuement vortexé jusqu’à dissolution complète de la poudre. Cette solution est 

diluée au 1/1000e dans le milieu de culture. 

Dexaméthasone-21-Mesylate  (Steraloids, Rhode Island, Etats-Unis). 

Une solution à 50 mM est préparée en dissolvant 12 mg dans 513 µl de DMSO. Elle peut être 

conservée pendant six mois à -20°C. Cette solution mère est ensuite diluée au 1/100e puis au 

1/1000e dans le milieu de culture au moment du traitement des cellules. 

Mifépristone (Sigma Aldrich, Lyon France). 

Afin d’inhiber de manière efficace le récepteur aux glucocorticoïdes, la mifépristone doit être 

dix fois plus concentrée que la dexaméthasone. Une solution de 5 mM de mifépristone est 

donc utilisée. Pour ce faire, 2 mg sont dissous dans 931 µl d’éthanol absolu. Cette solution est 

stable pendant 3 mois à -20°C. Au moment du traitement, la mifépristone est diluée au 

1/1000e dans le milieu de culture.  
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Actinomycine D (Calbiochem, Merck chemicals, Nottingham, Angleterre). 

Une solution mère à 5mg/ml est préparée en dissolvant 5 mg dans 1 ml de DMSO. La solution 

ainsi préparée est diluée au 1/5e afin d’obtenir la solution à 1 mg/ml utilisée pour le traitement 

des cellules. La solution mère peut être conservée en aliquots pendant 3 mois à -20°C. 

In solutionTM Bisindolylmaleimide I (Calbiochem, Merck chemicals, Nottingham, 

Angleterre). 

La solution est fournie à une concentration de 1 mg/ml. Cette solution est diluée au 1/800e 

dans le milieu de culture afin d’obtenir une concentration finale de 3 µM. La solution 

commerciale de bisindolylmaleimide se conserve 6 mois à -20°C une fois aliquotée. 

Protein kinase A inhibitor 14-22 amide (Calbiochem, Merck chemicals, Nottingham, 

Angleterre). 

Deux milligrammes de cet inhibiteur sont repris 1,20 ml de milieu de culture. Cette solution 

est diluée au 1/10e (concentration de 50 µM) puis au 1/1000e dans la boîte de culture de 

manière à obtenir une concentration finale de 50 nM. La solution mère se conserve 3 mois à -

20°C en aliquots. 

U73122 (Calbiochem, Merck chemicals, Nottingham, Angleterre). 

Cinq milligrammes sont dissous dans 1,09 ml d’éthanol absolu de manière à obtenir une 

concentration de 10 mM. Cinquante microlitres de cette solution sont dilués dans 950 µl 

d’éthanol absolu (concentration de 500 µM). La solution fille ainsi préparée est diluée au 

1/1000e dans le milieu de culture au moment du traitement. La solution concentrée se 

conserve pendant 6 mois à -20°C. 

GDPβS (Calbiochem, Merck chemicals, Nottingham, Angleterre).  

Afin d’obtenir une solution à 20 mM, 10 mg de GDPβS sont dissous dans 1,05 ml de milieu, 

cette solution est stable 6 mois à -20°C en aliquots. Une dilution au 1/1000e dans le milieu de 

culture est effectuée juste avant le traitement. 

SB202190 (Sigma Aldrich, Lyon France). 

Une solution mère à 10 mM est préparée en dissolvant 3 mg de SB202190 dans 900 µl de 

DMSO puis est diluée au 1/1000e dans le milieu de culture servant à l’incubation de cet 

inhibiteur. La solution stock est stable pendant 6 mois lorsqu’elle est conservée à -20°C. 
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II.  Mesure de la respiration cellulaire sur cellules entières 

non perméabilisées. 

A.  Principe de la technique. 

La respiration mitochondriale des cellules est mesurée par polarographie avec une électrode à 

oxygène type « Clark » (Rank Brothers Ltd, Cambridge, Angleterre) sur des cellules intactes 

utilisant leurs substrats endogènes et ceux contenus dans le milieu de culture pour respirer.  

Principe de l’électrode de Clark :  

Elle est constituée d’une cathode en platinium et d’une anode en argent. Lorsqu’une 

différence de potentiel de -0,6 V est appliquée, l’électrode de platinium se charge 

négativement par rapport à celle en argent et chaque molécule d’oxygène dissoute dans le 

milieu diffuse à travers la membrane de Téflon perméable aux gaz, et est réduite à la cathode 

selon la réaction suivante : 

O2 + 4H+ + 4e-
→ 2H2O 

Une oxydation se produit de manière concomitante à l’anode : 

4Ag + 4Cl- → 4AgCl + 4e- 

L’équation bilan de la réaction peut donc se résumer sous la forme : 

4Ag + 4Cl- + O2 + 4H+ → 4AgCl + 2H2O 

Le courant ainsi généré est proportionnel à la concentration en oxygène dissous. 

Les résultats sont visualisés sur une table traçante sous forme de tracés de décroissance du 

courant en fonction du temps. La constante de saturation de l’oxygène (406 nmoles/ml) 

permet de transformer ces résultats en consommation en oxygène/minute.  

La consommation d’oxygène peut être déterminée à différents états : 

• routine : respiration basale de la cellule. 

• oligomycine : respiration insensible à l’ajout d’oligomycine (inhibiteur de l’ATP 

synthase), il s’agit donc d’une respiration en conditions non phosphorylantes, qui n’est 

pas couplée à la synthèse d’ATP. 

• FCCP : le gradient de protons est dissipé pas à pas par un protonophore (le FCCP). La 

respiration ainsi mesurée est contrôlée par le système d’oxydation et reflète donc la 
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capacité maximale de fonctionnement de la chaîne respiratoire dans des conditions 

découplées. 

La mesure de ces différents paramètres permet le calcul de deux rapports de contrôle 

respiratoire. Le RCR est le quotient de la capacité respiratoire maximale (FCCP) et de la 

respiration non couplée à la synthèse d’ATP (oligomycine). Il traduit la part de la capacité 

maximale de la chaîne respiratoire nécessaire pour compenser la fuite de protons. Le RCRp 

ou RCR phosphorylant est obtenu en soustrayant la respiration oligomycine de la respiration 

de routine et en divisant ce résultat par la respiration FCCP. Il représente la part de la capacité 

de la chaîne respiratoire utilisée pour synthétiser de l’ATP dans des conditions de 

fonctionnement normales de la chaîne. 

RCR = Oligomycine/FCCP 

RCRp = (Routine – Oligomycine/FCCP) 

B. Réactifs.  

Milieu + 5% SVF + 2mM glutamine  

Réactif Concentration finale Volume 

Milieu de culture  94 ml 

SVF 5% 5 ml 

Glutamine à 200 mM 2 mM 1 ml 

 

Milieu + 2mM glutamine  

Réactif Concentration finale Volume 

Milieu de culture  99 ml 

Glutamine à 200 mM 2 mM 1 ml 

 

Oligomycine (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Une solution à 6 mg/ml est préparée en dissolvant 3 mg d’oligomycine dans 500 µl d’éthanol 

absolu. Cette solution est stable pendant un mois à -20°C. 
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FCCP (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Quatre milligrammes de mClCCP sont dissous dans 978 µl d’éthanol absolu. La solution à 20 

mM ainsi préparée est diluée au 1/10e dans l’éthanol absolu et peut être conservée pendant un 

mois à -20°C. 

Antimycine A (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Deux milligrammes d’antimycine A sont repris par 1 ml d’eau distillée. Cette solution à 

2mg/ml est stable pendant un mois à -20°C.  

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Une flask de 75 cm2 à 75% de confluence (environ 30 millions de cellules) de cellules est 

trypsinée. Les cellules sont reprises par 10 ml de milieu + 5% SVF + 2mM glutamine. Un 

comptage cellulaire est effectué en triplicat sur cellule de Mallassez. Les cellules sont 

centrifugées pendant 5 minutes à 900 rpm puis le culot cellulaire est repris par 10 ml de 

milieu + glutamine 2 mM. Un volume correspondant à 5 millions de cellules est prélevé et 

mis dans un tube à centrifuger. Le reste servira à faire des culots secs pour les manipulations 

pouvant être effectuées sur cellules congelées. L’aliquot de 5 millions de cellules est 

centrifugé pendant 5 minutes à 900 rpm. Le surnageant est éliminé et le culot est repris par 

500 µl de milieu + glutamine 2 mM. 

2. Mesure de la respiration par polarographie. 

Avant la première mesure, l’électrode est calibrée afin d’obtenir des valeurs de 100% et 0% 

d’oxygène. Pour le 100%, la consommation d’oxygène est mesurée sous agitation, cuve 

ouverte avec du milieu + glutamine. Lorsque le tracé est bien stable, le 100 % d’oxygène est 

réglé sur l’appareil. Le 0% oxygène est réalisé par l’ajout de 2mg de sulfite de sodium, un 

agent réducteur qui va peu à peu consommer l’oxygène contenu dans le milieu et donner la 

valeur du 0% d’oxygène. Après cet étalonnage, la cuve de mesure est rincée trois fois à l’eau 

distillée et les 500 µl de suspension cellulaire préparée précédemment y sont introduits. Le 

bouchon est fixé sur la cuve et la consommation d’oxygène est mesurée. Lorsque la pente est 

régulière (environ 3 à 5 minutes), 1µl de la solution d’oligomycine à 6mg/ml est ajoutée. Un 

autre ajout d’1 µl d’oligomycine permet de s’assurer que ce réactif est bienen concentration 

saturante. Ensuite, des ajouts successifs de 0,5 µl de FCCP permettent d’effectuer une 

titration. En effet, il convient de déterminer la concentration optimale en FCCP nécessaire 
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pour stimuler de manière maximale la chaîne respiratoire. Au-delà d’une certaine 

concentration, le FCCP a un effet toxique sur les cellules et inhibe la respiration. Une fois 

cette concentration optimale dépassée (souvent après ajout de 600 à 800 nM), 2µl 

d’antimycine A à 2 mg/ml sont ajoutés. Ce réactif est inhibiteur du complexe III permettant 

de mesurer la consommation d’oxygène qui n’est pas due à la chaîne respiratoire 

mitochondriale. La valeur de cette respiration en présence d’antimycine A sera retranchée à 

toutes les autres mesures afin d’exprimer spécifiquement la respiration mitochondriale. 

3. Dosage de la concentration en protéines dans les échantillons. 

Après la mesure de la respiration en présence d’antimycine A, 400 µl de la suspension 

cellulaire sont prélevés dans la cuve et centrifugés pendant 5 minutes à 1500 rpm. Le 

surnageant est éliminé et le culot est resuspendu dans 400 µl de NaCl. Un aliquot de 20 µl de 

cette solution est prélevé et ajouté à 80 µl de NaCl (dilution à 1/5e). Deux fois 30 µl de cette 

solution diluée sont prélevés et placés dans deux tubes à hémolyse. Une méthode 

colorimétrique utilisant l’acide bicinchoninique est utilisée pour doser les protéines dans ces 

échantillons. 

Le principe de ce dosage est similaire à la méthode de Lowry et repose sur la formation d’ions 

Cu+ à partir d’ions Cu2+ par les liaisons peptidiques des protéines. Les ions Cu+ forment un 

complexe violet avec l’acide bicinchoninique en conditions alkalines, ce qui permet de suivre 

directement la réduction des ions Cu2+ en Cu+ par les protéines par lecture de l’absorbance à 

562 nm en spectrophotométrie. La concentration protéique de l’échantillon est calculée à 

l’aide d’une courbe étalon obtenue avec des concentrations connues d’albumine bovine (0,25 

et 0,50 mg/ml). 

Pour chaque échantillon, 600 µl de mélange de solution A + B (1 volume de B pour 49 

volumes de A) sont ajoutés aux 30 µl de suspension cellulaire diluée précédemment.  

La solution A est composée d’acide bicinchoninique et la solution B contient du sulfate de 

cuivre. Pour la gamme étalon, deux tubes contenant 30 µl de solution d’albumine bovine à 

0,25 mg/ml et 600 µl du mélange A + B et deux tubes avec 30 µl d’albumine bovine à 0,50 

mg/ml et 600 µl de mélange A + B sont préparés. Les échantillons et la gamme sont mis à 

incuber pendant 30 minutes à 37°C puis sont transférés dans des microcuves à usage unique 

(CML, Nemours, France). Les cuves sont placées dans le spectrophotomètre (Thermo 

Scientific, Perbio, Brebières, France) et l’absorbance est lue à 562 nm. 
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La détermination de la concentration en protéines dans les échantillons permet d’exprimer les 

résultats de polarographie en nmoles d’O2/minutes/milligrammes de protéines.  

 

III. Mesure du potentiel membranaire mitochondrial par 

cytométrie en flux. 

 
A. Principe de la technique. 

Les cellules sont incubées en présence de DiOC6(3) (3, 3’-dihexiloxacarbocyanine iodide). Ce 

fluorochrome est un cation lipophile, sensible au voltage, qui s’accumule sélectivement dans 

les mitochondries lorsqu’il est utilisé à faible concentration. La fluorescence des cellules est 

lue par cytométrie en flux et les cellules mortes sont exclues par marquage à l’iodure de 

propidium. La fluorescence obtenue est proportionnelle au potentiel membranaire 

mitochondrial, plus ce dernier est élevé, plus la sonde va s’accumuler dans la mitochondrie. 

B. Réactifs.  

Tampon PBS, 5% SVF, KCl 50 mM 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

PBS 1X  95 ml 

SVF 5% 5 ml 

KCl 50 mM 372,5 mg 

 

Sonde DiOC6(3) (Calbiochem, Nottingham, Angleterre). 

Cinquante milligrammes de sonde sont repris par 1 ml d’éthanol absolu pour obtenir une 

concentration de 87,3 mM, cette solution peut être conservée trois à quatre mois à -20°C.  

Le jour même, 2 µl de cette solution mère sont ajoutés à 2,18 ml de PBS, 5%SVF, KCl 50 

mM, la concentration en DiOC6 est alors de 80 µM. Une autre dilution au 1/800e dans le PBS, 

5% SVF, KCl 50 mM est effectuée en début de manipulation de manière à obtenir une 

solution de DiOC6 à 100 nM. 

Oligomycine (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Une solution mère d’oligomycine à 5 mg/ml est préparée en dissolvant 2,5 mg d’oligomycine 

dans 500 µl d’éthanol absolu. Cette solution est stable pendant un mois à -20°C.  
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En début de manipulation, cette solution mère est diluée au 1/500e dans le PBS, 5% SVF, KCl 

50 mM. 

mClCCP (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Quatre milligrammes de mClCCP sont dissous dans 978 µl d’éthanol absolu. La solution à 20 

mM ainsi préparée peut être conservée pendant un mois à -20°C. 

Extemporanément, cette solution mère est diluée au 1/100e dans le PBS, 5% SVF, KCl 50 

mM pour donner une solution de mClCCP à 200 µM. 

Iodure de propidium (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Deux milligrammes d’iodure de propidium sont repris par 400 µl d’eau distillée. Cette 

solution à 5mg/ml est stable pendant six mois à -20°C. Une dilution au 1/10e dans de l’eau 

distillée est effectuée à chaque début de manipulation. 

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Une flask de 25 cm2 à 75% de confluence (environ 15 millions de cellules) de cellules HepG2 

est trypsinée. Les cellules sont reprises par 10 ml de PBS, SVF 5%, KCl 50 mM. Le KCl 

utilisé dans ces expériences est nécessaire pour dépolariser la membrane plasmique et 

accentuer ainsi la spécificité du fluorochrome pour la mitochondrie. Un comptage cellulaire 

est effectué en triplicat sur cellule de Mallassez. Les cellules sont centrifugées pendant 5 

minutes à 900 rpm puis le culot cellulaire est repris par 1ml/million de cellules de PBS, 5% 

SVF, KCl 50 mM.  

Cent microlitres de cette suspension cellulaire (c’est-à-dire 0,1 million de cellules) sont 

déposés dans les puits d’une plaque 96 puits. 

2. Incubation avec les réactifs. 

Après dépôt des 100 µl de suspension cellulaire, la microplaque est centrifugée pendant 5 

minutes à 1500 rpm. Le surnageant est éliminé par renversement de la microplaque. Le culot 

cellulaire est incubé en présence des réactifs selon les conditions suivantes : 

a. cellules seules :  

Les cellules sont incubées seulement en présence de 100 µl de PBS, 5% SVF, KCl 50 mM 

sans fluorochrome afin de détecter l’autofluorescence des cellules. 
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b. cellules + DiOC6 : 

Les cellules sont incubées en présence de 25 nM de DiOC6 (25 µl de la solution à 100 nM) et 

75 µl de PBS, 5% SVF, KCl 50 mM. Cette condition expérimentale a pour but de détecter 

spécifiquement la fluorescence de la sonde DiOC6. 

c. cellules + DiOC6 + oligomycine : 

Les cellules sont incubées en présence de 25 nM de DiOC6 et de 5 µg/ml d’oligomycine (50 

µl de la solution à 10 µg/ml) qsp 100 µl de PBS, 5% SVF, KCl 50 mM. L’oligomycine  

permet d’inhiber l’ATP synthase et permet ainsi de détecter le potentiel membranaire 

mitochondrial nécessaire pour compenser la fuite de protons au travers de la membrane 

interne mitochondriale. 

d. cellules + DiOC6 + mClCCP : 

Les cellules sont incubées en présence de 25 nM de DiOC6 et de 10 µM de mClCCP (20 µl de 

la solution à 200 µM) qsp 100 µl de PBS, 5% SVF, KCl 50 mM. L’ajout du protonophore 

mClCCP permet de dissiper le gradient de protons de la membrane interne mitochondriale et 

donne ainsi un reflet de l’incorporation non spécifique du fluorochrome dans d’autres 

compartiments cellulaires. 

La microplaque ainsi préparée est incubée pendant 30 minutes à 37°C. Elle est ensuite 

centrifugée pendant 5 minutes à 1500 rpm et le surnageant est éliminé par renversement. 

Deux rinçages par 100 µl de PBS, 5% SVF, KCl 50 mM sont effectués. La suspension 

cellulaire est transvasée dans des tubes de transfert (Dominique Dutscher, Brumath, France). 

Trois microlitres d’iodure de propidium à 0,5 mg/ml sont ajoutés dans chacun des tubes sauf 

ceux destinés à lire l’autofluorescence des cellules (condition cellules seules). Les tubes sont 

conservés dans l’obscurité et la fluorescence est lue immédiatement par cytométrie en flux 

(FACScan, Becton-Dickinson, Le Pont-De-Claix, France). 

3. Lecture de la fluorescence par cytométrie en flux.  

Dans le tube contenant les cellules est placée une aiguille qui aspire la suspension cellulaire. 

Cette dernière traverse une source d’excitation lumineuse et diffracte la lumière selon 

plusieurs axes. La lumière diffractée dans l’axe (angle inférieur à 12°) est proportionnelle à la 

taille de la cellule (FSC : forward scatter). Celle qui est diffractée à 90° est un reflet du 

contenu cytoplasmique de la cellule (granulosité, SSC :Side scatter). Ces signaux optiques 

sont alors integrés par le logiciel d’analyse (Cell Quest Software.) et un graphique de FSC en 

fonction de SSC est tracé où chaque cellule est représentée par un point.   
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La sonde DiOC6 est excitée à une longueur d’onde de 488 nm par un laser argon et la 

fluorescence est collectée à 511 nm. L’intensité de fluorescence de chaque cellule est ensuite 

représentée en fonction de sa taille sur un graphique.  

Un histogramme monoparamétrique de la fluorescence est ensuite réalisé et permet d’obtenir 

la fluorescence moyenne de chaque population de cellules. 

La fluorescence de l’iodure de propidium est collectée à 610 nm et toutes les cellules mortes 

qui fluorescent à cette longueur d’onde sont écartées de l’étude.  

La fluorescence obtenue en présence de DiOC6 + mClCCP est retranchée à celle du DiOC6  

seul ou de DiOC6 + oligomycine. Les résultats obtenus sont alors un reflet du potentiel 

membranaire mitochondrial en conditions phosphorylantes (DiOC6 seul) ou non 

phosphorylantes (DiOC6 + oligomycine). En conditions non phosphorylantes, le gradient de 

protons est seulement utilisé pour compenser la fuite de protons, le potentiel membranaire 

mitochondrial est donc supérieur à celui obtenu en conditions phosphorylantes. La 

fluorescence en présence d’oligomycine doit donc être supérieure à celle en présence de 

DiOC6 seul. 

 

IV. Dosage de l’activité de la NADH ubiquinone réductase 

(complexe I) sur cellules. 

A. Principe de la technique. 

La technique de mesure de l’activité du complexe I est adaptée à partir de celle décrite par 

Kuznetsov et Gnaiger (Mitochondrial Physiology Network 8.15 (2003).  

La réaction enzymatique catalysée par le complexe I est la suivante : 

NADH + H+ + ubiquinone → NAD+ + dihydroubiquinone 

Lors de cette réaction, le NADH, qui absorbe la lumière à 340 nm, est oxydé en NAD+, un 

composé qui n’absorbe pas la lumière à cette longueur d’onde. 

Lors de la mesure spectrophotométrique, la diminution d’absorbance du NADH à 340 nm est 

donc suivie et sera proportionnelle à l’activité du complexe I de la chaîne respiratoire. 
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B. Réactifs.  

Tampon KH2PO4 100 mM, pH 7,4 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

1,36 g de KH2PO4 sont dissous dans 100 ml d’eau distillée et le pH est ajusté à 7,4 avec du 

KOH 5N. Ce réactif, une fois aliquoté, se conserve pendant 6 mois à -20°C. 

Ubiquinone-1 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Dix milligrammes d’ubiquinone-1 sont repris par 1 ml d’éthanol absolu et constituent une 

solution stock à 39,9 mM. Avant chaque expérience, 100 µl de cette solution sont ajoutés à 

1,398 ml d’éthanol absolu pour obtenir une concentration de 2,5 mM. La solution stock est 

stable pendant un mois à -20°C mais doit être protégée de la lumière. 

NADH (Roche, Rosny-sous-bois, France). 

Une solution à 15 mM de NADH doit être préparée extemporanément en dissolvant 11,5 mg 

de NADH dans 1ml d’eau distillée. La solution doit être conservée sur glace et protégée de la 

lumière. 

Azide de sodium (NaN3) (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Cet inhibiteur inhibe spécifiquement le complexe IV de la chaîne respiratoire. Soixante cinq 

milligrammes d’azide de sodium (NaN3) sont dissous dans 1 ml d’eau distillée. La solution à 

1M ainsi préparée se conserve pendant 6 mois à -20°C en aliquots. 

Roténone (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Cet inhibiteur est spécifique du complexe I. Une solution de roténone à 0,5 mM est préparée 

en reprenant 1,97 mg de roténone par 10 ml d’un mélange 50% éthanol/50% DMSO. Une fois 

aliquotée, cette solution peut être conservée pendant 1 mois à -20°C. 

Cyanure de potassium (KCN) (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Cet inhibiteur est spécifique du complexe IV de la chaîne respiratoire. Vingt-six 

milligrammes de cyanure de potassium sont dissous dans 800 µl d’eau distillée pour obtenir 

une concentration de 0,5 M. La solution se conserve pendant un mois à -20°C. 

Tampon A (tampon de reprise des cellules)  

Ce tampon est commun au dosage de tous les complexes de la chaîne respiratoire. 
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Réactif Concentration finale Masse à peser 

Saccharose 250 mM 8,56 g 

Tris base 20 mM 242,28 mg 

EDTA 2 mM 58,45 mg 

BSA 1 mg/ml 100 mg 

qsp 100 ml d’eau distillée 

pH 7,2 avec HCl 5 N 

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Ce protocole est réalisé à partir de culots secs de cellules (au moins 2 millions de cellules) 

conservés à -80°C. Le culot, une fois décongelé, est repris par 50 µl par million de cellules de 

tampon A et placé pendant 3 minutes dans l’azote liquide. Le culot est ensuite rapidement 

décongelé au bain-marie à 37°C. Cette étape permet d’éclater les cellules. La suspension 

cellulaire est ensuite centrifugée à 16000 g pendant 30 secondes et le culot est repris par du 

tampon A (250 µl par million de cellules). Les cellules sont transvasées dans un tube Kimble 

en verre lui-même placé dans un bécher contenant de la glace. La sonde du sonicateur est 

introduite dans le tube jusqu’au centre du liquide en prenant garde à ne pas toucher les bords 

du tube. La suspension cellulaire est alors soumise à un cycle de sonication de 6 x 5 secondes 

avec 30 secondes de repos entre chaque cycle afin de rendre le complexe I de la chaîne 

respiratoire plus accessible. 

2. Mesure de l’activité du complexe I par spectrophotométrie. 

Le dosage de l’activité du complexe I doit être réalisé juste après sonication des cellules. 

Le mélange réactionnel est préparé dans des tubes en verre : 

Réactif Volume Concentration finale 

KH2PO4 100 mM 815 µl 80 mM 

Ubiquinone-1 40 µl 0,1 mM 

Azide de sodium 2 µl 2 mM 

KCN 2 µl 1 mM 

 

Chaque dosage est effectué en duplicat. Ce mélange est incubé pendant 5 minutes à 37°C. 

Cent vingt-cinq microlitres de la suspension cellulaire (soit 0,5 million de cellules) sont 
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ajoutés puis la réaction est déclenchée par l’ajout de 20 µl de NADH 15 mM. Le mélange est 

ensuite rapidement transvasé dans des microcuves à usage unique (CML, Nemours, France). 

Les cuves sont placées dans le spectrophotomètre (Beckman U 640B, Beckman Coulter, 

Roissy CDG, France) thermostaté à 37°C et la cinétique de diminution de l’absorbance à 340 

nm est suivie pendant 2 minutes. Sans stopper la lecture, 4µl de roténone sont ajoutés dans 

chaque cuve et après homogenéisation avec le cône, l’absorbance est suivie à nouveau 

pendant deux minutes. Au bout de ce temps, un nouvel ajout de 2 µl de roténone est effectué 

et la réaction est suivie pendant deux minutes. La lecture est ensuite arrêtée et les pentes de 

décroissance sont notées :  

• la pente initiale avant l’ajout de roténone  

• la pente après le premier ajout de roténone 

• la pente après le second ajout de roténone 

3. Calcul de l’activité du complexe I. 

L’activité du complexe I est calculée en utilisant la formule suivante : 

    

 

 

∆DO(-R) : delta DO par minute mesurée avant addition de Roténone 

∆DO(+R) : delta DO par minute mesurée après une des additions de roténone en prenant l’inhibition 

la plus forte (delta DO la plus faible) 

l  : longueur de traversée du faisceau optique en cm, soit : 1 

εεεεNADH  : coefficient d’extinction du NADH à 340 nm et pH 7,4, en mM-1.cm-1, soit 6,22 

SnNADH  : nombre stoechiométrique du NADH dans l’équation de la réaction, soit : 1 

qcellules        : quantité de cellules ajoutée dans le mélange réactionnel  soit : 0,5 million 

 

 

Les résultats ainsi obtenus sont exprimés en nmoles/min/million de cellules. 

 

 

 

AS(cell) = 
∆DO(-R) – ∆DO(+R) 

l x εNADH x SnNADH 
x 

103 

qcellules 
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V. Dosage de l’activité de la succinate ubiquinone réductase 

(complexe II) sur cellules. 

A.  Principe de la technique. 

La technique de mesure de l’activité du complexe II est adaptée à partir de celle décrite par 

James et al. (Biochem J., 1996).  

La réaction enzymatique catalysée par le complexe II est la suivante : 

FADH 2 + ubiquinone → FAD + ubiquinol 

Lors de cette réaction, le succinate réduit l’ubiquinone en ubiquinol. Le dosage fait intervenir 

une seconde réaction impliquant un composé chimique de couleur bleue, le DCPIP 

(dichlorophenolindophenol) qui absorbe la lumière à 600 nm. Ce dernier va être réduit par 

l’ubiquinol-2 formé lors de la réaction précédente. Le DCPIP perd alors sa couleur bleue et 

n’absorbe plus de lumière. La réaction pour doser le complexe II va donc consister à suivre la 

diminution de l’absorbance du DCPIP à 600 nm, celle-ci étant proportionnelle à l’ubiquinol 

formé. 

B.  Réactifs.  

Tampon KH2PO4 100 mM, pH 7,5 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

1,36 g de KH2PO4 sont dissous dans 100 ml d’eau distillée et le pH est ajusté à 7,5 avec du 

KOH 5N. Ce réactif, une fois aliquoté, se conserve pendant 6 mois à -20°C. 

Ubiquinone-1 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Dix milligrammes d’ubiquinone-1 sont repris par 1 ml d’éthanol absolu et constituent une 

solution stock à 39,9 mM. Avant chaque expérience, 100 µl de cette solution sont ajoutés à 

1,398 ml d’éthanol absolu pour obtenir une concentration de 2,5 mM. La solution stock est 

stable pendant un mois à -20°C mais doit être protégée de la lumière. 

Acide succinique (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Une solution à 500 mM est préparée en dissolvant 29,5mg d’acide  succinique d’abord dans 1 

ml d’eau distillée puis, après ajustement du pH à 7 avec du KOH 5M, 1 ml d’eau distillée est 

ajouté. La solution se conserve en aliquots pendant 1 mois à -20°C. 
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EDTA (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Pour préparer la solution d’EDTA à 20 mM, 14,89 mg d’EDTA sont d’abord dissous dans 1 

ml d’eau distillée puis le pH est ajusté à 7 avec du KOH 5M et enfin 1 ml d’eau distillée est 

ajouté pour compléter. La solution est stable pendant 6 mois à -20°C. 

Cyanure de potassium (KCN) (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Cet inhibiteur est spécifique du complexe IV. Une solution à 10 mM est préparée en reprenant 

6,4 mg de cyanure de potassium par 10 ml d’eau distillée. Une fois aliquotée, cette solution 

peut être conservée pendant 1 mois à -20°C. 

Albumine bovine sans acides gras libres (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Deux cent cinquante milligrammes d’albumine bovine sont dilués dans 5 ml d’eau distillée. 

La solution à 50 mg/ml ainsi préparée est stable pendant 6 mois à -20°C. 

Dichlorophenolindophenol (DCPIP) (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Le jour même, 5,80 mg de DCPIP sont repris par 5 ml d’eau distillée et la solution à 4 mM est 

placée à 37°C jusqu’à utilisation.  

Triton X100 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Le triton est conservé à 4°C. La veille des manipulations, il est placé à température ambiante. 

Puis, une solution à 10% est préparée en diluant 1 ml de triton X100 dans 9 ml d’eau distillée. 

Ce réactif se conserve pendant 6 mois à -20°C. 

Antimycine A (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Il s’agit d’un inhibiteur du complexe III. Le contenu du flacon (10 mg) est dissous dans 1 ml 

d’éthanol absolu et peut être conservé pendant 1 mois à -20°C. Une solution diluée à 1mg/ml 

est préparée en prélevant 100 µl de cette solution mère et en les ajoutant à 900 µl d’éthanol 

absolu. 

Rotenone (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Ce réactif est un inhibiteur du complexe I. Deux milligrammes de roténone sont repris par 

2ml d’un mélange volume à volume d’éthanol absolu et DMSO. Cette solution à 2,5 mM se 

conserve 1 mois à -20°C en aliquots. 
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Thénoyltrifluoroacétone (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Une solution à 40 mM est préparée en dissolvant 8,8 mg de thénoyltrifluoroacétone dans 1 ml 

d’éthanol absolu, elle peut être utilisée pendant 3 mois après stockage à -20°C. 

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Ce protocole est réalisé à partir de culots secs de cellules (au moins 2 millions de cellules) 

conservés à -80°C. Le culot, une fois décongelé, est repris par 50 µl par million de cellules de 

tampon A (composition : cf dosage de l’activité du complexe I) et placé pendant 3 minutes 

dans l’azote liquide. Le culot est ensuite rapidement décongelé au bain marie à 37°C. Cette 

étape permet d’éclater les cellules. La suspension cellulaire est ensuite centrifugée à 16000 g 

pendant 30 secondes et le culot est repris par 50 µl de tampon A par million de cellules.  

2. Mesure de l’activité du complexe II par spectrophotométrie. 

Le dosage de l’activité du complexe II doit être réalisé juste après préparation des cellules. 

Le mélange réactionnel est préparé dans des tubes en verre : 

Réactif Volume Concentration finale 

KH2PO4 100 mM 500 µl 50 mM 

Eau distillée 160 µl  

EDTA 5 µl 0,1 mM 

Albumine bovine 20 µl 1 mg/ml 

Cyanure de 

potassium 

200 µl 2 mM 

Roténone 4 µl 10 µM 

Antimycine A 4 µl 2 µM 

Acide succinique 40 µl 20 mM 

DCPIP 16 µl 64 µM 

Triton 10X 2 µl 0,02 % 

 

Chaque dosage est effectué en duplicat. Ce mélange est incubé pendant 2 minutes à 37°C. 

Vingt cinq microlitres de la suspension cellulaire (soit 0,5 millions de cellules) sont ajoutés 

puis la réaction est déclenchée par l’ajout de 20 µl d’ubiquinone-1 à 2,5 mM. Le mélange est 
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ensuite rapidement transvasé dans des microcuves à usage unique (CML, Nemours, France). 

Les cuves sont placées dans le spectrophotomètre (Beckman U 640B, Beckman Coulter, 

Roissy CDG, France) thermostaté à 37°C et la cinétique de diminution de l’absorbance du 

DCPIP à 600 nm est suivie pendant 1 minute 30. Sans stopper la lecture, 5µl de 

thénoyltrifluoroacétone sont ajoutés dans chaque cuve et après homogenéisation avec le cône, 

l’absorbance est suivie à nouveau pendant 1 minute 30. La lecture est ensuite arrêtée et les 

pentes de décroissance sont notées :  

• la pente initiale avant l’ajout de thénoyltrifluoroacétone 

• la pente après ajout de thénoyltrifluoroacétone 

 

3. Calcul de l’activité du complexe II. 

L’activité du complexe II est calculée en utilisant la formule suivante : 

    

 

 

∆DO(-T) : delta DO par minute mesurée avant addition de thénoyltrifluoroacétone 

∆DO(+T)  : delta DO par minute mesurée après addition de thénoyltrifluoroacétone 

l  : longueur de traversée du faisceau optique en cm, soit : 1 

εεεεDCPIP : coefficient d’extinction du NADH à 600 nm et pH 7,5, en mM-1.cm-1, soit 19,1 

SnDCPIP  : nombre stoechiométrique du DCPIP dans l’équation de la réaction, soit : 1 

qcellules                    : quantité de cellules ajoutée dans le mélange réactionnel  soit : 0,5 million 

 

 

Les résultats ainsi obtenus sont exprimés en nmoles/min/million de cellules. 

 

VI. Dosage de l’activité de l’ubiquinol cytochrome c 

réductase (complexe III) sur cellules. 

A.  Principe de la technique. 

La technique de mesure de l’activité du complexe III est adaptée à partir de celle décrite par 

Rustin et al. (1993).  

AS(cell) = 
∆DO(-T) – ∆DO(+T) 

l x εDCPIP x SnDCPIP 
x 

103 

qcellules 
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La réaction enzymatique catalysée par le complexe III est la suivante : 

Cytochrome c oxydé + ubiquinol → cytochrome c réduit + ubiquinone 

Le dosage consiste à suivre la réduction du cytochrome c oxydé à 550 nm. En effet, le 

cytochrome c réduit absorbe la lumière à 550 nm, donc l’apparition de la forme réduite du 

cytochrome c entraînera une augmentation de l’absorbance à 550 nm qui sera proportionnelle 

à l’activité du complexe III. 

B. Réactifs. 

Tampon KH2PO4  20 mM, pH 7,8 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

272,2 mg de KH2PO4 sont dissous dans 100 ml d’eau distillée et le pH est ajusté à 7,8 avec du 

KOH 5N. Ce réactif, une fois aliquoté, se conserve pendant 6 mois à -20°C. 

EDTA (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Pour préparer la solution d’EDTA à 20 mM, 14,89 mg d’EDTA sont d’abord dissous dans 1 

ml d’eau distillée puis le pH est ajusté à 7 avec du KOH 5M et enfin 1 ml d’eau distillée est 

ajouté pour compléter. La solution est stable pendant 6 mois à -20°C. 

Cyanure de potassium (KCN) (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Cet inhibiteur est spécifique du complexe IV. Une solution à 10 mM est préparée en reprenant 

6,4 mg de cyanure de potassium par 10 ml d’eau distillée. Une fois aliquotée, cette solution 

peut être conservée pendant 1 mois à -20°C. 

Albumine bovine sans acides gras libres (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Deux cent cinquante milligrammes d’albumine bovine sont dilués dans 5 ml d’eau distillée. 

La solution à 50 mg/ml ainsi préparée est stable pendant 6 mois à -20°C. 

Antimycine A (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Il s’agit d’un inhibiteur du complexe III. Le contenu du flacon (10 mg) est dissous dans 1 ml 

d’éthanol absolu et peut être conservé pendant 1 mois à -20°C. Une solution diluée à 1mg/ml 

est préparée en prélevant 100 µl de cette solution mère et en les ajoutant à 900 µl d’éthanol 

absolu. 
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Rotenone (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Il s’agit du’n inhibiteur du complexe I. Deux milligrammes de roténone sont repris par 2ml 

d’un mélange volume à volume d’éthanol absolu et DMSO. Cette solution à 2,5 mM se 

conserve 1 mois à -20°C en aliquots. 

Cytochrome c oxydé (Acros Organics, Halluin, France). 

Une solution à 1mM est préparée en dissolvant 13 mg de cytochrome c dans 1 ml d’eau 

distillée. Cette solution doit être préparée le jour même et conservée sur glace. 

Décylubiquinol. 

Le décylubiquinol est préparé à partir de décylubiquinone, un analogue de l’ubiquinone. 

Pour cela, 20 mg de décylubiquinone (Tébu-bio, La Perray-en-Yvelines, France) sont dissous 

dans 4,77 ml d’éthanol absolu pour obtenir une concentration de 23 mM. Le spectre de 

l’ubiquinone oxydée est réalisé en diluant 10 µl d’ubiquinone dans 1 ml d’éthanol et en lisant 

l’absorbance entre 250 et 350 nm.  Un pic à 275 nm doit apparaître avec une absorbance 

d’environ 2,6.  

A partir de ce moment, toutes les étapes doivent être réalisées en plaçant la solution de 

décylubiquinone à l’obscurité dans un tube entouré de papier d’aluminium.  

La solution de décylubiquinone est réduite par quelques cristaux de borohydrure de sodium 

(Sigma Aldrich, Lyon, France) puis 30 µl d’acide chlorhydrique fumant (à 37%) sont ajoutés. 

Le tube est bouché avec un parafilm percé d’un trou pour permettre aux gaz produits par la 

réaction de s’échapper. Lorsque la solution est totalement décolorée, elle est centrifugée 

pendant 15 minutes à 4000 rpm. Le surnageant est réparti dans deux tubes en verre et dans 

chacun sont ajoutés 2,5 ml de tampon KH2PO4 100 mM / Sorbitol 250 mM pH 7,4 et 1 ml de 

cyclohexane. Le tube est bouché avec un parafilm percé d’un trou et agité fortement. Les deux 

solutions sont regroupées dans un même tube et centrifugées pendant 10 minutes à 1000g. La 

phase supérieure (organique) est recueillie dans un tube et mise à l’obscurité. L’extraction de 

la phase inférieure est répétée deux fois par reprise par 1 ml de cyclohexane et centrifugation 

à 1000g pendant 10 minutes. Les phases organiques sont regroupées et évaporées sous azote. 

Le tube contenant l’extrait sec est pesé sur une balance de précision puis repris par 2 ml de 

cyclohexane et aliquoté par 50 µl dans des tubes « microvials » (Agilent Technologies, Massy, 

France). Les tubes sont alors mis à évaporer sous azote puis bouchés rapidement et mis à 

l’obscurité à -80°C. Le tube ayant contenu l’extrait sec est pesé à nouveau et son poids est 
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retranché à celui en présence de l’extrait sec, ce calcul permet de déduire la masse de 

décylubiquinol contenu dans chaque microvial. Le décylubiquinol ainsi préparé peut être 

conservé pendant 3 mois. 

Le jour de la manipulation, reprendre un microvial par de l’éthanol absolu. Le volume 

d’éthanol sera calculé en fonction de la masse de décylubiquinol contenu dans les vials de 

manière à obtenir une concentration de 25 mM. 

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Ce protocole est réalisé à partir de culots secs de cellules (au moins 2 millions de cellules) 

conservés à -80°C. Le culot, une fois décongelé, est repris par 50 µl par million de cellules de 

tampon A (composition : cf dosage de l’activité du complexe I) et placé pendant 3 minutes 

dans l’azote liquide. Le culot est ensuite rapidement décongelé au bain marie à 37°C. Cette 

étape permet d’éclater les cellules. La suspension cellulaire est ensuite centrifugée à 16000 g 

pendant 30 secondes et le culot est repris par 50 µl de tampon A par million de cellules.  

2. Mesure de l’activité du complexe III par spectrophotométrie. 

Le dosage de l’activité du complexe III doit être réalisé juste après préparation des cellules. 

Le mélange réactionnel est préparé dans des tubes en verre : 

Réactif Volume Concentration finale 

KH2PO4 20 mM 500 µl 10 mM 

Eau distillée 307 µl  

EDTA 100 µl 2 mM 

Albumine bovine 20 µl 1 mg/ml 

Cyanure de potassium 24 µl 240 µM 

Roténone 2 µl 5 µM 

Cytochrome c oxydé 40 µl 40 µM 

 

Pour chaque échantillon, deux séries de tubes en duplicat sont préparées. Une série est 

incubée telle quelle et dans l’autre, 4 µl d’Antimycine A à 1mg/ml sont ajoutés. Ce mélange 

est incubé pendant 2 minutes à 37°C. Cinq microlitres de la suspension cellulaire (soit 0,1 

million de cellules) sont ajoutés puis la réaction est déclenchée par l’ajout de 2 µl de 
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décylubiquinol à 25 mM. Le mélange est ensuite rapidement transvasé dans des microcuves à 

usage unique (CML, Nemours, France). Les cuves sont placées dans le spectrophotomètre 

(Beckman U 640B, Beckman Coulter, Roissy CDG, France) thermostaté à 37°C et la cinétique 

d’augmentation de l’absorbance du cytochrome c réduit à 550 nm est suivie pendant 66 

secondes. La lecture est ensuite arrêtée et les pentes sont notées :  

• la pente des tubes sans Antimycine A 

• la pente des tubes avec Antimycine A 

3. Calcul de l’activité du complexe III. 

L’activité du complexe III est calculée en utilisant la formule suivante : 

    

 

 

∆DO(-T) : delta DO par minute mesurée sur les tubes sans antimycine A 

∆DO(+T)  : delta DO par minute mesurée sur les tubes avec antimycine A 

l  : longueur de traversée du faisceau optique en cm, soit : 1 

εεεεcytc : coefficient d’extinction du cytochrome c réduit à 550 nm et pH 7,8, en mM-1.cm-1, soit 

18,5 

Sncytc  : nombre stoechiométrique du cytochrome c dans l’équation de la réaction, soit : 1 

qcellules                    : quantité de cellules ajoutée dans le mélange réactionnel  soit : 0,1 million 

 

 

Les résultats ainsi obtenus sont exprimés en nmoles/min/million de cellules. 

 

VII. Dosage de l’activité de la cytochrome c oxydase 

(complexe IV) sur cellules. 

A. Principe de la technique. 

La réaction enzymatique catalysée par le complexe IV est la suivante : 

Cytochrome c reduit + ½ O2 → cytochrome c oxydé + H2O 

Le dosage consiste à suivre l’oxydation du cytochrome c réduit à 550 nm. En effet, le 

cytochrome c réduit absorbe la lumière à 550 nm, donc la disparition de la forme réduite du 

AS(cell) = 
∆DO(-A) – ∆DO(+A) 

l x εcytc x Sncytc 
x 

103 

qcellules 
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cytochrome c entrainera une diminution de l’absorbance à 550 nm qui sera proportionnelle à 

l’activité du complexe IV. 

B. Réactifs.  

Tampon KH2PO4  100 mM, pH 6,5 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

1,36 g de KH2PO4 sont dissous dans 100 ml d’eau distillée et le pH est ajusté à 6,5 avec du 

KOH 5N. Ce réactif, une fois aliquoté, se conserve pendant 6 mois à -20°C. 

Albumine bovine sans acides gras libres (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Deux cent cinquante milligrammes d’albumine bovine sont dilués dans 5 ml d’eau distillée. 

La solution à 50 mg/ml ainsi préparée est stable pendant 6 mois à -20°C. 

Laurylmaltoside (Fluka, Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Pour preparer une solution à 125 mM, 63,83 mg de laurylmaltoside sont dissous dans 1 ml 

d’eau distillée. Une fois aliquotée, cette solution est stable pendant 1 mois à -20°C. 

Cytochrome c oxydé (Sigma Aldrich, Lyon, France) 

Une solution à 1mM est préparée en dissolvant 3,72 mg de cytochrome c dans 300 µl de 

tampon KH2PO4 100 mM pH 6,5. Cette solution doit être préparée le jour même et conservée 

sur glace. 

Cytochrome c reduit. 

Ce dernier est préparé à partir de la solution de cytochrome c oxydé décrite ci-dessus. Pour ce 

faire, 250 µl de cytochrome c oxydé 1 mM sont dilués dans 4,75 ml de tampon KH2PO4 100 

mM pH 6,5. 

Deux cuvettes contenant 1 ml de cette solution sont préparées. Dans une deux cuvettes, 5 mg 

de cristaux de ferricyanure de potassium sont ajoutés pour obtenir une solution 0% reduite. 

Dans l’autre cuvette, 5 mg de sulfite de sodium sont ajoutés, une solution de cytochrome c 

100 % réduit est ainsi obtenue. 

Les densités optiques de ces deux solutions sont lues à 550 et 560 nm. Le rapport 550/560 nm 

doit être proche de 1,16 pour la solution 0% de réduction et compris entre 7,1 et 10 pour la 

solution 100% de réduction. Si tel est le cas, une fourchette de DO550 nm pour obtenir 92 à 

97% de réduction est calculée selon la formule suivante : 

• 92% de réduction : ((DO550nm red  - DO550nm ox) x 0,92) + DO550nm ox 
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• 97% de réduction : ((DO550nm red  - DO550nm ox) x 0,97) + DO550nm ox 

• Vingt microlitres de solution 100% réduite sont ajoutés à la solution de cytochrome c 

oxydée diluée et la DO est lue à 550 nm. Cette opération est répétée jusqu’à l’obtention 

d’une DO comprise dans la fourchette déterminée ci-dessus. Si la valeur de DO est 

supérieure à celle de 97% de réduction, il faut recommencer la préparation du 

cytochrome c réduit. 

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Ce protocole est réalisé à partir de culots secs de cellules (au moins 2 millions de cellules) 

conservés à -80°C. Le culot, une fois décongelé, est repris par 50 µl par million de cellules de 

tampon A (composition : cf dosage de l’activité du complexe I). 

2. Mesure de l’activité du complexe IV par spectrophotométrie. 

Le mélange réactionnel est préparé dans des tubes en plastique : 

Réactif Volume Concentration finale 

KH2PO4 100 mM 200 µl 20 mM 

Eau distillée 455 µl  

Albumine bovine 20 µl 1 mg/ml 

Cytochrome c reduit 300 µl 15 µM 

 

Pour chaque échantillon, les mesures sont effectuées en duplicat. Ce mélange est incubé 

pendant 3 minutes à 37°C. Cinq microlitres de la suspension cellulaire (soit 0,1 million de 

cellules) sont ajoutés puis la réaction est déclenchée par l’ajout de 20 µl de laurylmaltoside à 

125 mM. Le mélange est ensuite rapidement transvasé dans des microcuves à usage unique 

(CML, Nemours, France). Les cuves sont placées dans le spectrophotomètre (Beckman U 

640B, Beckman Coulter, Roissy CDG, France) thermostaté à 37°C et la cinétique de 

diminution de l’absorbance du cytochrome c réduit à 550 nm est suivie pendant 90 secondes. 

La lecture est ensuite arrêtée et la pente est notée. 

3. Calcul de l’activité du complexe IV. 

L’activité du complexe IV est calculée en utilisant la formule suivante : 
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∆DO : delta DO par minute mesurée pendant 90 secondes 

l  : longueur de traversée du faisceau optique en cm, soit : 1 

εεεεcytc : coefficient d’extinction du cytochrome c réduit à 550 nm et pH 7,8, en mM-1.cm-1, soit 

18,5 

Sncytc : nombre stoechiométrique du cytochrome c dans l’équation de la réaction, soit : 1 

qcellules                    quantité de cellules ajoutée dans le mélange réactionnel  soit : 0,1 million 

 

VIII.  Dosage de l’activité citrate synthase (CS) sur cellules. 

 
A.  Principe de la technique. 

La citrate synthase est la première enzyme du cycle de Krebs, elle catalyse la réaction 

suivante : 

Acetyl coA + oxaloacetate + H2O → citrate + coA-SH 

Le dosage fait intervenir l’acide 5,5’-dithiobis (2-nitrobenzoïque) ou DTNB. Le DTNB réagit 

avec les groupements thiols (SH) du coA-SH formé dans la réaction ci-dessus et forme du 

coATNB et du TNB. Ce dernier est un composé jaune qui absorbe la lumière à 412 nm. Le 

dosage consiste à suivre la formation de TNB à 412 nm. L’augmentation de l’absorbance à 

412 nm sera donc proportionnelle à l’activité de la citrate synthase. 

B. Réactifs. 

Tampon Tris 1M pH 8,1 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

12,1 g de Tris-base sont dissous dans 100 ml d’eau distillée et le pH est ajusté à 8,1  avec de 

l’HCl 5N. Ce réactif, une fois aliquoté, se conserve pendant 6 mois à -20°C. 

Acide 5,5’-dithiobis (2-nitrobenzoïque) (DTNB) (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Deux milligrammes de DTNB sont dilués dans 5 ml de tampon Tris 1M. La solution à 1mM 

ainsi préparée n’est utilisable que pendant une demi-journée et se conserve à l’abri de la 

lumière. 

AS(cell) = 
∆DO 

l x εcytc x Sncytc 
x 

103 

qcellules 
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Acétyl CoA (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Pour préparer une solution à 30 mM, les 25 mg du flacon d’acetyl coA sont dissous dans 1,03 

ml d’eau distillée. Cette solution est stable pendant 1 mois à -20°C. Le jour de la 

manipulation, cette solution est diluée au 1/3 en ajoutant 1 ml de la solution mère à 2ml d’eau 

distillée. 

Oxaloacétate (Sigma Aldrich, Lyon, France) 

Avant chaque manipulation, 6,6 mg d’oxaloacetate sont dilués dans 5 ml d’eau distillée afin 

d’obtenir une solution à 10 mM. 

Triton X100 (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Le triton est conservé à 4°C. La veille des manipulations, il est placé à température ambiante. 

Puis, une solution à 10% est préparée en diluant 1 ml de triton X100 dans 9 ml d’eau distillée. 

Ce réactif se conserve pendant 6 mois à -20°C. 

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Ce protocole est réalisé à partir de culots secs de cellules (au moins 2 millions de cellules) 

conservés à -80°C. Le culot, une fois décongelé est repris par 50 µl par million de cellules de 

tampon A (composition : cf dosage de l’activité du complexe I). 

 2. Mesure de l’activité de la citrate synthase par spectrophotométrie. 

Le mélange réactionnel est préparé dans des tubes en plastique : 

Réactif Volume Concentration finale 

DTNB 150 µl 150 mM 

Eau distillée 755 µl  

Acétyl coA 30 µl 300 µM 

Oxaloacétate 50 µl 500 µM 

Triton 10X 10 µl 0,1 % 

 

Pour chaque échantillon, les mesures sont réalisées en duplicat. Ce mélange est incubé 

pendant 2 minutes à 37°C. Cinq microlitres de la suspension cellulaire (soit 0,1 million de 

cellules) sont ajoutés pour déclencher la réaction. Le mélange est ensuite rapidement 

transvasé dans des microcuves à usage unique (CML, Nemours, France). Les cuves sont 
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placées dans le spectrophotomètre (Beckman U 640B, Beckman Coulter, Roissy CDG, 

France) thermostaté à 37°C et la cinétique d’augmentation de l’absorbance du TNB à 412 nm 

est suivie pendant 60 secondes. La lecture est ensuite arrêtée et la pente est notée. 

3. Calcul de l’activité de la citrate synthase. 

L’activité de la citrate synthase est calculée en utilisant la formule suivante : 

    

 

 

∆DO : delta DO par minute mesurée pendant 90 secondes 

l  : longueur de traversée du faisceau optique en cm, soit : 1 

εεεεTNB : coefficient d’extinction du DTNB réduit à 550 nm et pH6,5, en mM-1.cm-1, soit 13,6 

SnTNB : nombre stoechiométrique du cytochrome c dans l’équation de la réaction, soit : 1 

qcellules                    : quantité de cellules ajoutée dans le mélange réactionnel  soit : 0,1 million 

 

 

Les résultats ainsi obtenus sont exprimés en nmoles/min/million de cellules. 

 

IX. Préparation de membranes plasmiques  à partir de 

cellules HepG2 et incubation en présence de dexaméthasone-

FITC. 

 
A. Principe de la technique. 

Cette technique consiste en l’isolement de membrane par partition en deux phases aqueuses. 

Elle repose sur des centrifugations successives avec des milieux de densités différentes. 

B. Réactifs. 

PBS-EDTA 5 mM. 

Une masse de 146,12 mg d’EDTA est dissoute dans 100 ml de PBS 1X. Le pH est ajusté à 

7,4. La solution ainsi préparée est filtrée avec un filtre de 0,2 µM sous hotte à flux laminaire 

afin de rendre cette solution stérile. 

AS(cell) = 
∆DO 

l x εTNB x SnTNBc 
x 

103 

qcellules 
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Tampon 1. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Hepes KOH 10 mM 238,3 mg 

KCl 15 mM 111,8 mg 

Mg-Acetate 1,5 mM 21,3 mg 

Dithiothréitol 1 mM 15,4 mg 

qsp 100 ml H2O, pH 7,5 

Tampon 2. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Hepes KOH 80 mM 953,2 mg 

KCl 135 mM 503,2 mg 

Mg-Acetate 8,5 mM 60,5 mg 

Dithiothréitol 1 mM 7,7 mg 

qsp 50 ml H2O, pH 7,5 

Tampon 3. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

KH2PO4 200 mM 1,3606 g 

qsp 50 ml H2O, pH 7,2 

Tampon 4. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

KH2PO4 5 mM 64,1 mg 

Sucrose 250 mM 8,5570 g 

DEAE-Dextran 6,6 % (w/w) 6,0110 g 

Percoll 20 % (v/v) 20 ml 

qsp 100 ml H2O, pH 7,2 

Tampon 5. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Na2CO3 1mM 8,4 mg 

qsp 100 ml H2O, pH 7,2 

Ces cinq tampons peuvent être conservés pendant un mois à 4°C. 
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Dexaméthasone-FITC (Molecular Probes, Invitrogen Cergy-Pontoise, France). 

Ce composé est extrèmement sensible à la lumière, toute manipulation doit être réalisée dans 

l’obscurité. 

Une solution mère à 5 mM est préparée en dissolvant le flacon de 5 mg dans 1,19 ml de 

DMSO. Extemporanément, cette solution est diluée au 1/100e afin d’obtenir une concentration 

de 500 µM. Une dilution au 1/100e sera ensuite réalisée dans la boîte de culture. 

C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Afin de réaliser ces manipulations, trois cents millions de cellules HepG2 sont nécessaires. 

Les cellules sont donc cultivées dans des flasks de 175 cm2 jusqu’à atteindre 80 % de 

confluence. Deux flasks environ sont nécessaires pour obtenir cette quantité de cellules.  

Les cellules ne sont pas trypsinées afin de ne pas risquer de cliver le récepteur membranaire 

avec la trypsine. Elles sont seulement décollées de leur support par une incubation en PBS-

EDTA 5% pendant 20 minutes. Elles sont ensuite récoltées et centrifugées à 3000 rppm 

pendant 10 minutes. Le surnageant est jeté et le culot cellulaire est placé sur glace avant de 

procéder à la purification des membranes. 

2. Purification des membranes. 

Le culot cellulaire préparé précédemment est resuspendu dans 15 ml de tampon 1 et placé sur 

glace pendant 10 minutes afin de lyser les cellules. Le lysat est ensuite centrifugé pendant 10 

minutes à 3000 rpm à 4°C. Le culot est repris par 2 ml de tampon 1 puis potterisé avec un 

potter verre/verre (2 fois 20 allers-retours). Deux millilitres de tampon 2 sont ajoutés et 

l’homogénat est centrifugé à 1000 rpm pendant 10 minutes à 4°C afin d’éliminer le noyau et 

les cellules non broyées. Le surnageant est prélevé et centrifugé pendant 30 minutes à 10000 g 

à 4°C. Le culot est resuspendu dans 2 ml de tampon 3. Deux tubes sont préparés et placés sur 

glace : un contenant 14 ml de tampon 4 et 2 ml de tampon 2 (deux phases se forment) et un 

autre contenant 14 ml de tampon 4 et 2 ml de l’extrait préparé ci-dessus. Les 2 phases sont 

homogénéisées par 40 inversements de tube puis centrifugées pendant 5 minutes à 750 g 

(4°C) en utilisant un rotor à godets libres. La phase supérieure est récoltée et la phase 

inférieure est réextraite deux fois avec 2 ml de tampon 3. Finalement, les trois phases 

supérieures sont regroupées, diluées dans 5 ml de tampon 5 et centrifugées pendant 30 
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minutes à 10000 g à 4°C. Le culot obtenu contient les membranes purifiées. Les membranes 

peuvent se conserver une journée à 4°C. 

3. Incubation avec la dexaméthasone-FITC. 

Les membranes purifiées obtenues ci-dessus sont reprises dans 1 ml de tampon 5 et sont 

distribuées par 100 µl dans des tubes eppendorf. Un microlitre de dexaméthasone-FITC est 

ajoutée dans les tubes à l’obscurité. Afin de vérifier que la dexaméthasone-FITC se fixait bien 

sur les mêmes sites que la dexaméthasone, une incubation avec 500 nM de dexaméthasone 

non fluorescente et 500 nM de dexaméthasone-FITC a été réalisée. De plus, pour montrer que 

la dexaméthasone-FITC se fixait sur des sites spécifiques (et ne s’intercalait pas seulement 

dans la membrane), des essais de déplacements de fluorescence ont été réalisés en coincubant 

la dexaméthasone-FITC avec 500 nM de dexaméthasone-BSA ou en préincubant pendant 10 

minutes avec 500 nM de dexaméthasone-mesylate.  

Une gamme de dexaméthasone-FITC a été réalisée en incubant des membranes avec 

différentes concentrations de dexaméthasone-FITC (de 50 nM à 50 µM).  

Les extraits membranaires sont incubés pendant 10 minutes sous agitation avec ces réactifs 

puis les tubes sont centrifugés pendant 30 minutes à 10000 g à 4°C. 

Le surnageant est placé dans les puits d’une microplaque 96 puits noire adaptée pour la 

lecture en fluorescence. Le culot membranaire, repris par 100 µl de tampon 5 y est également 

placé. La fluorescence est lue dans chaque puits grâce au lecteur de fluorescence Mithras 640 

(Berthold Technologies). La sonde FITC est excitée à 490 nm et la fluorescence est lue à 520 

nm.  

La fluorescence due à la liaison de la dexaméthasone sur des sites membranaires est calculée 

de la manière suivante : F = fluorescence culot / (fluorescence surnageant + fluorescence 

culot). 

 

X. Extraction des ARN totaux à partir de cellules. 

 
A. Principe de la technique. 

Cette technique repose sur l’accrochage sélectif des ARN totaux sur une colonne de silice. 

L’utilisation d’un tampon fortement concentré en sels permet l’accrochage de plus de 100 µg 

d’ARN d’une taille pouvant atteindre 200 bases. Une première étape consiste à lyser 
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mécaniquement les cellules puis à inhiber les RNases dans un tampon de guanidine 

thiocyanate très dénaturant. Les lysats sont alors déposés sur colonne de silice et les ARN 

sont retenus alors que les contaminants sont élués. Enfin, les ARN sont décrochés de la 

colonne et élués (cf. figure 17). 

B. Protocole. 

1. Lyse des cellules. 

Les cellules sont conservées en aliquots de 5 millions en culots secs à -80°C.  Le culot, après 

décongélation, est repris par 600 µl de tampon RLT contenant du thiocyanate de guanidium. 

Le mélange est homogénéisé en vortexant les tubes. Le lysat est ensuite transféré dans les 

colonnes QIAshredder afin d’éliminer les agrégats et les débris cellulaires. Pour cela, les 

colonnes sont placées sur un tube collecteur et sont centrifugées pendant deux minutes à 

10000 g.  

2. Extraction des ARN totaux. 

Six cent microlitres d’éthanol à 70% sont ajoutés au lysat et cette préparation est transférée 

sur des colonnes RNeasy placés sur des tubes collecteurs et centrifugés à 10000 g pendant 15 

secondes. L’éluat est jeté et après ajout de 700 µl de tampon RW1 (contenant une petite 

quantité de thiocyanate de guanidium) au dessus de la colonne, une nouvelle centrifugation de 

15 secondes à 10000 g est effectuée pour laver la colonne. Deux lavages avec centrifugation 

sont ensuite effectués avec le tampon RPE pour éliminer les contaminants. Une dernière 

centrifugation est effectuée à vide, sans tampon pour laver totalement l’excès de tampon RPE. 

3. Elution des ARN totaux. 

Les ARN totaux retenus dans la colonne sont élués par 50 µl d’eau RNase-free par 

centrifugation à 10000 g pendant 1 minute. Les ARN totaux ainsi élués sont aliquotés et 

conservés à -80°C. 

4. Mesure de la concentration en ARN. 

La densité optique des échantillons est lue à 260 nm (longueur d’ondes d’absorption des bases 

puriques et pyrimidiques) et à 280 nm (longueur d’onde d’absorption des protéines) afin de 

s’assurer de la pureté des échantillons. 
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Sachant qu’une unité de densité optique correspond à 40 µg d’ARN simple brin, la 

concentration en ARN contenue dans les échantillons peut être calculée à partir de leur 

absorbance à 260 nm. 

 

XI. Reverse transcription. 

 
A.  Principe de la technique. 

La reverse transcription consiste à synthétiser de l’ADN à partir d’une matrice d’ARN. Cette 

étape est réalisée grâce à l’enzyme rétrovirale reverse transcriptase (MMLV : Moloney-

Murine Leukemia Virus). Cette technique est réalisée grâce au kit Advantage ® RT-for-PCR 

Kit (Clontech, Saint-Germain-en-Lay, France). 

B. Protocole. 

Un volume correspondant à 1 µg d’ARN est utilisé. De l’eau DEPC est ajoutée pour obtenir 

un volume de 12,5 µl. Un microlitre d’amorces hexamères est ajouté et le mélange est chauffé 

à 70°C pendant 2 minutes. Les tubes sont immédiatement placés sur glace pour stopper la 

réaction. Un mélange réactionnel est ensuite préparé comme suit :  

Pour un tube : - Tampon de réaction 5X : 4 µl 

- Mélange de dNTP (10 mM de chaque) : 1 µl 

- Inhibiteur de RNases recombinantes : 0,5 µl 

- Reverse transcriptase MMLV : 1 µl 

Le tampon de réaction est un tampon Trs-HCl 50 mM, pH8,3 contenant 75 mM de KCl et 3 

mM de MgCl2, cofacteur indispensable à la réaction de transcription. 

Le volume réactionnel est donc de 6,5 µl, le volume nécessaire doit être calculé pour n+1 

tubes. 

Ce mélange est ajouté dans chacun des tubes et la réaction de réverse transcription est réalisée 

en incubant les tubes pendant 1 heure à 42°C. La réaction est ensuite stoppée par 5 minutes de 

chauffage à 94°C. Cette étape permet également d’inhiber les éventuelles DNases. Les 

échantillons sont ensuite dilués au 1/50e en ajoutant 80 µl d’eau DEPC. Après 

homogénéisation, les ADNc ainsi synthétisés sont congelés à -80°C en aliquots. 
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Une PCR avec les amorces G3PDH fournies dans le kit peut-être réalisée pour vérifier la 

qualité des ADNc synthétisés. 

 

XII. RT PCR quantitative. 

 
A. Principe de la technique. 

Cette technique permet l’amplification de la séquence d’ADN cible et la quantification de 

l’amplicon formé grâce à l’utilisation d’une sonde fluorescente. La sonde fluorescente utilisée 

lors de ces manipulations est le SYBR green 1 qui se lie à toutes les molécules d’ADN double 

brin en émettant une fluorescence détectable à 521 nm. La fluorescence émise, détectée par un 

spectrofluorimètre, sera proportionnelle à la quantité d’ADN double brin synthétisé. Cette 

technique permet une détection assez sensible et rapide mais comme la sonde se fixe de 

manière non spécifique à tous les fragments d’ADN double brin, les dimères d’amorces 

peuvent également être détectés et conduire à une surestimation de la quantité de l’ADN cible 

(cf. figure 18). 

B. Protocole. 

1.  Préparation des standards. 

Afin de pouvoir analyser de manière quantitative l’amplification du gène d’intérêt, il est 

nécessaire d’établir au préalable une gamme de nombre de copies connues d’amplicons du 

gène cible. Pour cela, une PCR classique est réalisée : 2 µl d’ADNc sont ajoutés à 15 µl d’un 

mélange d’amorces (2µl d’amorces sens et antisens à 20 mM chacune et 11 µl d’eau) et à 23 

µl du mélange de PCR (4 µl de tampon 10X, 2,5 µl de MgCl2 à 25 mM, 4µl de dNTP à 2 

mM, 12 µl d’eau DEPC et 0,5 µl de l’enzyme Taq polymerase). Les ADNc sont d’abord 

dénaturés à 94°C pendant 3 minutes puis 35 cycles de dénaturation 94°C 30 secondes, 

hybridation au Tm du couple d’amorces 30 secondes, élongation à 72°C pendant 30 secondes 

et enfin 72°C pendant 10 minutes.  Les ADN amplifiés sont purifiés sur colonne (High Pure 

Product Purification kit, Boeringher) et sont quantifiés à la fois par lecture de la densité 

optique des ADN double brins à 260 nm et par quantification sur gel d’agarose à 2,5%. 

Le nombre de copies dans les échantillons est calculé grâce à la formule suivante : 

1 µg d’ADN de 1000 paires de bases correspond à 9,4 x 1011 copies. 
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Les échantillons sont dilués pour obtenir 1010 copies/µl. La gamme est ensuite réalisée par 

dilutions successives de cet échantillon. 

2. PCR quantitative. 

Le mélange réactionnel est préparé pour n+1 tubes. Il comprend 9 µl d’eau DEPC, 4 µl de 

master mix 5X (composé d’ADN polymérase et de la sonde SYBR Green 1) et 2 µl d’amorces 

sens et antisens à 10 mM chacune. Ce mélange est transféré dans les capillaires de verre 

Light-cycler® préalablement refroidis à 4°C. Deux microlitres d’ADNc y sont ajoutés et les 

tubes sont placés dans le carrousel du Light-cycler®. Le programme consiste en une étape de 

préincubation de 95°C pendant 5 minutes puis 45 cycles d’amplification (composés chacun 

d’une phase de dénaturation à 95°C pendant 1 seconde puis d’une phase d’hybridation aux 

Tm des amorces 10 secondes puis d’une phase d’élongation à 72°C pendant 10 secondes). La 

fluorescence est mesurée de manière ponctuelle à la fin de l’étape d’élongation de chaque 

cycle d’amplification. Elle permet ainsi d’établir une courbe de quantification représentant la 

fluorescence en fonction du nombre de cycles.  

Afin de s’assurer de la spécificité des produits de PCR amplifiés, une courbe de fusion est 

réalisée après la phase d’amplification. Elle consiste en une étape de dénaturation ponctuelle à 

95°C puis une hybridation à 65°C pendant 60 secondes et enfin une étape de fusion avec 

élévation progressive de la température jusqu’à 95°C par incrément de 0,1°C par seconde. La 

fluorescence est lue en continu pendant cette dernière phase de fusion. L’établissement de la 

courbe de fusion  (fluorescence en fonction de la température) permet de discriminer les 

dimères d’amorces et les produits de PCR spécifiques. 

Pour chaque manipulation, un témoin négatif (ne contenant pas d’ADNc mais de l’eau) est 

effectué pour s’assurer de l’amplification sélective du gène d’intérêt. La quantification est 

faite grâce au rapport du nombre de copies du gène cible sur le nombre de copies d’un gène 

de référence dont le nombre de copie est connu pour varier peu en fonction des conditions 

expérimentales (ici l’ARP : Acidic Ribosomal Protein). 

3. Vérification des produits d’amplification par migration sur gel 

d’agarose. 

Afin de s’assurer que les produits amplifiés correspondent bien au gène d’intêret, les 

capillaires sont placés à l’envers dans des tubes eppendorf et centrifugés à 5000 rpm pendant 

une minute. Les échantillons sont ensuite déposés sur gel d’agarose à 2,5% dans un tampon 

TBE 1X pH 8,3. La taille des bandes obtenues par électrophorèse est comparée à celle du 
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marqueur Phi X. La présence d’une seule bande à la taille attendue confirme bien la spécificté 

d’amplification du gène d’interêt par Light-cycler®. 

 

XIII. Western blot. 

 

A.  Principe de la technique. 

Cette technique permet de déterminer la présence ainsi que la quantité d’une protéine 

contenue dans un échantillon. Elle est basée sur la reconnaissance d’un motif antigénique 

d’une protéine par un anticorps primaire (monoclonal ou polyclonal). Cet anticorps est à son 

tour reconnu par un anticorps secondaire (IgG non spécifique) couplé à la péroxydase. La 

révélation du complexe antigène/anticorps primaire/anticorps secondaire se fait par 

chimioluminescence. 

B. Réactifs.  

Tampon A. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

NaCl 134 mM 783,1 mg 

KCl 5 mM 37,3 mg 

Na2HPO4 0,7 mM 9,9 mg 

Tris base 2,5 mM 30,3 mg 

qsp 100 ml H2O, pH 7,5 

 

Tampon B. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

NaCl 10 mM 58,4 mg 

MgCl2 1,5 mM 11,2 mg 

Tris base 10 mM 121,1 mg 

qsp 100 ml H2O, pH 7,5 
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Tampon C. 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Sucrose 2 M 68,4600 g 

EDTA 35 mM 1,2284 g 

Tris base 50 mM 605,7 mg 

qsp 100 ml H2O, pH 7,5 

Tampon Tris-SDS pH 8,8 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Tris-base 1 M 12,12 g 

SDS 30 mM 0,86 g 

qsp 100 ml d’eau distillée 

pH 8,8 avec de l’HCl 5N 

Tampon Tris-SDS pH 6,8 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Tris-base 300 mM 3,63 g 

SDS 30 mM 0,86 g 

qsp 100 ml d’eau distillée 

pH 6,8 avec de l’HCl 5N 

Tampon d’échantillon 

Réactif Concentration 

finale 

Masse à peser 

Tampon Tris-SDS pH 6,8 25 % 25 ml 

SDS 70 mM 2 g 

Glycérol 10 % 10 ml 

Bleu de bromophénol 1 % 0,1 % 0,1 ml 

2βMercapto Ethanol 5 % 5 ml 

qsp 100 ml d’eau distillée 

 

Tampon d’électrophorèse 10 X 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Tris-base 272 mM 32,95 g 
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Glycine 1,92 M 144,09 g 

SDS 35 mM 10,09 g 

qsp 1000 ml d’eau distillée 

pH 8,3 avec de l’HCl 5N 

Diluer au 1/10e juste avant utilisation 

Tampon de transfert 

Réactif Concentration finale  Masse à peser 

Tris-base 20 mM 2,40 g 

Glycine 150 mM 11,21 g 

Ethanol 20 % 200ml 

qsp 1000 ml d’eau distillée 

pH 8,3 avec de l’HCl 5N 

Solution de coloration des gels 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

Acide acétique glacial 10 % 100 ml 

Ethanol 50 % 500ml 

qsp 1000 ml d’eau distillée 

 

Solution de décoloration des gels 

Réactif Concentration 

finale 

Masse à peser 

Acide acétique glacial 10 % 100 ml 

Ethanol 30 % 300ml 

qsp 1000 ml d’eau distillée 

Tampon TBS 10X 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

NaCl 1,37 M 80,06 g 

KCl 2,7 mM 0,20 g 

Tris-base 25 mM 3,02 g 

qsp 1000 ml d’eau distillée 

pH 7,4 avec de l’HCl 5N 

A diluer au 1/10e juste avant utilisation 
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Ajouter 1 ml de Tween 20 (Sigma Aldrich, Lyon, France) 

C. Anticorps. 

Nom Fournisseur Concentration finale 

ANT Mitosciences 1/1000e 

COX I Mitosciences 1/1000e 

COX IV Mitosciences 1/2000e 

VDAC Mitosciences 1/1500e 

 

D. Protocole. 

1.  Préparation des échantillons. 

Une quantité de 100 millions de cellules est nécessaire pour réaliser l’extraction des 

mitochondries. Les cellules sont trypsinées et reprises dans 10 ml de PBS-10% SVF puis sont 

centrifugées à 900 rpm pendant 5 minutes. Le culot cellulaire est repris par 20 ml de tampon 

A et la suspension cellulaire est centrifugée pendant 5 minutes à 2500 rpm à 4°C. Le culot est 

resuspendu dans 12 ml de tampon B, un tampon hypotonique et laissé pendant 10 minutes sur 

glace. Les cellules sont ensuite lysées par potterisation avec un potter verre/verre (40 

allers/retours) puis 2 ml de tampon C sont ajoutés au lysat. Après centrifugation à 2500 rpm 

pendant 4 minutes à 4°C, le surnageant est conservé et le culot est  repris par 12 ml de tampon 

B et 2 ml de tampon C puis à nouveau centrifugé (2500 rpm, 4 minutes, 4°C). Les surnageants 

sont regroupés et centrifugés à 14 000 rpm pendant 20 minutes, les culots cellulaires obtenus 

sont enrichis en mitochondries.  

Pour le western blot, les mitochondries sont reprises dans 96µl d’eau additionnée de 4 µl 

d’antiprotéases 25 X (CompleteTM Protease inhibitor cocktail tablets, Roche, Mannheim, 

Allemagne).  

La concentration en protéines est alors dosée sur l’échantillon selon la méthode utilisant 

l’acide bicinchoninique (BC Assay protein quantification kit, Uptima, Interchim, Montluçon, 

France). Pour cette technique, l’échantillon est dilué au 1/10ème puis 30 µl sont prélevés et 

ajoutés à 600 µl du mélange acide bicinchoninique/sulfate de cuivre. Des standards 

d’albumine bovine à 0,25 et 0,50 mg/ml sont préparés de la même manière et serviront 

d’étalon. Chaque dosage est effectué en duplicat. Après 30 minutes d’incubation à 37°C, la 

densité optique de chaque tube est lue à 562 nm. 
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Un volume équivalent à 30 µg de protéines mitochondriales est alors prélevé dans 

l’échantillon et de l’eau distillée est ajoutée afin d’obtenir un volume final de 14 µl (volume 

maximal pouvant être déposé dans un puits). Ce mélange est dilué au demi par ajout de 14 µl 

de tampon d’échantillon. 

Afin de dénaturer les interactions protéiques, le mélange est ensuite chauffé à 100°C pendant 

10 minutes puis conservé sur glace à 4°C jusqu’au dépôt sur gel (sauf lorsque l’on veut 

detecter la protéine COXI car cette dernière est sensible à la chaleur, dans ce cas, l’échantillon 

ne doit pas être chauffé à plus de 40°C). 

2.  Préparation du gel d’acrylamide. 

La concentration d’acrylamide à utiliser dans le gel varie selon la taille des protéines d’intérêt. 

Dans nos expériences, le poids moléculaire des protéines à étudier allant de 19 à 35 kDa, un 

gel de séparation à 12,5 % d’acrylamide a été utilisé. Pour deux gels, 12,5 ml de tampon Tris-

SDS pH 8,8 ont été ajoutés à 10,4 ml d’acrylamide stock  à 30% (Bio-Rad, Hercules, Etats-

Unis) et à 2 ml d’eau distillée. La polymérisation de l’acrylamide est alors déclenchée par 

ajout de 250 µl de persulfate d’ammonium à 10% et de 12,5 µl de TEMED (Eurobio, Les 

Ulis, France). Le gel est alors immédiatement coulé entre deux plaques de verre et la surface 

de chaque gel est lissée par ajout d’1ml d’isopropanol. Pendant la polymérisation, le gel de 

concentration (à 3% d’acrylamide) est préparé. Pour cela, 5 ml de tampon Tris-SDS pH 6,8 et 

1 ml d’acrylamide stock sont mélangés à 4 ml d’eau distillée. Après polymérisation du gel de 

séparation (environ 30 min), l’isopropanol est retiré par renversement du système de coulage 

des gels. Cent microlitres de persulfate d’ammonium et 10 µl de TEMED sont ajoutés au 

mélange du gel de concentration et ce dernier est immédiatement coulé au dessus du gel de 

séparation et les peignes sont mis en place. Après 30 minutes de polymérisation, le système 

de coulage est démonté et les gels sont placés dans la cuve d’électrophorèse. Cinq cents 

millilitres de tampon d’électrophorèse sont ajoutés entre et autour des deux gels et les peignes 

sont retirés. 

3.  Dépôt des échantillons et migration. 

Cette étape a pour but de séparer les protéines des échantillons selon leur poids moléculaire. 

Après dénaturation, les 14 µl d’échantillon sont déposés dans les puits. Un marqueur de poids 

moléculaire est utilisé comme référence pour suivre la migration (PageBlue™ Protein 

Staining Solution, Euromedex, Souffelweyersheim, France). La cuve d’éléctrophorèse (Mini 

Protean 3 system, Bio-Rad, Hercules, Etats-Unis) est  fermée et reliée au générateur. Une 
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première migration de 20 minutes à 100V est alors réalisée afin de concentrer les échantillons 

dans le gel de concentration. Cette étape est suivie par une seconde migration d’1h30 à 140V 

afin de permettre une bonne séparation des protéines en fonction de leur poids moléculaire. 

Lorsque le front de migration atteint le bas du gel, la migration est stoppée. 

4.  Transfert sur membrane de nylon. 

Cette étape permet le transfert des protéines contenues dans le gel sur une membrane de 

nylon. La membrane (HybondTM – P Membrane Optimized for Protein Transfert, Amersham 

Biosciences, Bucks, Angleterre) est placée pendant 15 secondes dans un bain d’éthanol absolu 

afin d’être ionisée puis rincée 5 minutes dans de l’eau distillée puis équilibrée 30 secondes 

dans le tampon de transfert. Pendant ce temps, le gel est démoulé et placé dans l’appareil de 

transfert (Owl Separation system, Portsmouth, Angleterre) sur 3 épaisseurs de papier buvard 

(Whatman, Maidstone, Angleterre) imbibé de tampon de transfert. La membrane est déposée 

délicatement sur le gel et à son tour recouverte de deux épaisseurs de papier buvard. Le 

transfert des protéines sur les membranes est alors réalisé par application d’un courant de 260 

mA pendant 55 minutes. Après ce temps, l’efficacité de transfert est vérifiée par la coloration 

des protéines restées sur le gel grâce à deux bains successifs dans une solution de coloration 

puis de décoloration. La disparition sur le gel des bandes des protéines de faible poids 

moléculaire dans le marqueur révèle également un transfert efficace.  

5.  Saturation des membranes. 

Afin de saturer les sites de fixation non spécifiques, la membrane est placée dans une solution 

de saturation (TBS-0,1% Tween-5%lait écrémé) sous agitation pendant une nuit à 4°C. 

6.  Incubation avec l’anticorps primaire.  

La membrane est rincée 3 fois 5 minutes dans un bain de TBS-Tween 0,1% puis placée dans 

une poche à hybridation. Sept millilitres de TBS-Tween 0,1%-Lait 1% contenant l’anticorps 

primaire dilué à la concentration voulue sont ajoutés et la pochette à hybridation est 

thermosoudée et placée sous agitation pendant 3 h à température ambiante. 

Si l’anticorps primaire utilisé est celui anti-ANT, le lait est remplacé par 1% de BSA car les 

protéines du lait inhibent la fixation de l’anticorps sur sa protéine cible. 

7. Incubation avec l’anticorps secondaire. 

Après trois rinçages de 5 minutes en TBS-Tween 0,1%, la membrane est incubée en présence 

de l’anticorps secondaire dirigé contre les IgG de l’anticorps primaire et couplé à la 
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peroxydase. Cet anticorps est dilué au 1/20000e dans une solution de TBS-Tween 0,1%-lait 

1%. La membrane est placée sous agitation à température ambiante pendant 2h. 

8. Révélation. 

L’hybridation des anticorps sur la membrane à été revélée par chimioluminescence avec le kit 

ECL Plus (Amersham). Après incubation avec l’anticorps secondaire, la membrane est rincée 

2 fois dans le tampon TBS-Tween 0,1% et 1 fois en présence de TBS seul, le tween pouvant 

inhiber la révélation. Un mélange contenant 5 ml de la solution 1 du kit ECL Plus et 50 µl de 

la solution 2 est déposé uniformément sur la membrane. Après 5 minutes d’incubation, 

l’excès de réactif est retiré de la membrane et la membrane est placée dans l’appareil de 

détection biorad (ref). Différents temps d’exposition sont réalisés jusqu’à obtention de bandes 

d’intensité satisfaisante mais pas saturante.  

9. Quantification. 

L’intensité des différentes bandes est quantifiée grâce au logiciel quantity one (ref). Les 

résultats concernant la protéine d’intêret sont normalisés par rapport à la quantité d’une 

protéine de référence (ici VDAC). 

 

XIV. Mesure de la concentration intracellulaire en calcium 

par microfluorométrie. 

A.  Principe de la technique. 

Cette technique repose sur la mesure de la fluorescence émise par une sonde sensible au 

calcium. La sonde utilisée pour ces expériences est le FURA-2/AM (Sigma Aldrich, Lyon, 

France), un dérivé de l’EGTA, un chélateur de calcium. Il s’agit d’une sonde ratiométrique 

qui possède deux longueurs d’ondes d’absorption selon qu’elle est libre ou fixée au calcium 

(380 nm pour la sonde libre et 340 nm pour la sonde liée au calcium). Par contre, le FURA-

2/AM émet à une seule longueur d’onde: 510 nm (cf. figure 19). La sonde utilisée est sous 

forme acétométhylester, ce groupement permet à la sonde de diffuser librement à travers la 

membrane plasmique. Cependant, sous cette forme, la sonde est insensible au calcium et il 

faut que ce groupement soit clivé par les estérases présentes dans le cytoplasme pour que la 

sonde puisse se lier au calcium (cf. figure 20). Le calcul du ratio de fluorescence émise à 510 
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nm suite à une excitation à 340 et 380 nm permet de déterminer les variations de 

concentrations intracellulaires en calcium en fonction du réactif ajouté. 

B. Réactifs.  

Tampon PSS 2 mM Ca 

Réactif Concentration finale Masse à peser 

NaCl 140 mM 8,180 g 

KCl 4 mM 0,300 g 

MgCl2 1 mM 0,095 g 

NaH2PO4 0,33 mM 0,040 g 

Hepes 10 mM 2,380 g 

Glucose 11,1 mM 2,000 g 

CaCl2 2 mM 0,294 g 

qsp 1000 ml d’eau distillée 

pH 7,4 avec du NaOH 1M 

Tampon PSS 0 mM Ca 

Ce tampon est préparé de façon identique au PSS 2 mM Ca sauf qu’il n’y a pas de CaCl2. 

Thapsigargine (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Une solution stock de thapsigargine à 1 mM est préparée en reprenant 5 mg de thapsigargine 

par 1,53 ml d’éthanol et aliquotée par 10 µl à -20°C. Cette solution est stable pendant 3 mois. 

Avant chaque manipulation, un aliquot est dilué au 1/1000e dans du PSS. 

Ionomycine (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Un milligramme d’ionomycine est dissous dans 714 µl de DMSO de manière à obtenir une 

solution à 10 mM. Cette dernière est diluée au 1/1000e dans le PSS extemporanément. La 

solution stock se conserve pendant 1 an à 4°C. 

FURA-2/AM (Sigma Aldrich, Lyon, France). 

Cette sonde étant sensible à la lumière, toutes les étapes seront réalisées dans le noir.  

Un milligramme de sonde est repris par 900 µl de DMSO, ce qui constitue une solution stock 

à 1mM. Cette dernière est aloiquotée par 10 µl et stockée à l’obscurité à -20°C où elle peut se 

conserver pendant 1 à 2 mois. Avant chaque manipulation, un aliquot de FURA-2/AM est 

repris par 1 ml de PSS pour obtenir une concentration finale de 10 µM. 
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C. Protocole. 

1. Préparation des cellules. 

Deux jours avant la manipulation, les cellules sont ensemencées dans des cupules à fond en 

verre de 35 mm de diamètre (Fluorodishes, Word Precision Instruments, Stevenage, 

Angleterre) à une densité de 0,05 million de cellules par cupule et placées dans l’étuve à 37°C 

et 5% de CO2. Après deux jours, le milieu est retiré et les cellules sont incubées à température 

ambiante, dans l’obscurité, pendant 45 min en présence de 1 ml de FURA-2/AM à 10 µM. 

Pour enlever la sonde en excès, les cellules sont rincées par 1 ml de PSS et laissées pendant 

20 minutes à l’obscurité pour permettre la complète déestérification de la sonde.  

2. Mesure de la fluorescence des cellules. 

La cupule est placée sur la platine du microscope inversé (Nikon Eclipse TE2000-5, Nikon, 

Champigny-sur-Marne, France). Après mise au point, une cellule isolée est sélectionnée en 

diminuant l’ouverture du diaphragme de champ. Durant la période d’expérimentation, un 

sytème de perfusion et d’aspiration, amené juste à côté de la cellule sélectionnée, permet de 

renouveler en continu le milieu et d’apporter différents inhibiteurs. Une lampe 75 W à arc de 

Xénon couplé à un monochromateur (Cairn Optoscan, Cairn Research, Faversham, 

Angleterre) permet d’exciter alternativement la cellule à 340 et 380 nm pendant 50 ms toutes 

les 8 secondes. Cette lumière d’excitation est dirigée à travers un objectif à immersion à huile 

d’ouverture numérique 1,4 (Nikon Plan Apo, Nikon, Champigny-sur-Marne, France). La 

fluorescence émise par la cellule est redirigée à travers un filtre 510 ± 20 nm par un système 

de miroirs dichroïdes et collectée par le tube photomultiplicateur. Le signal analogique ainsi 

généré est transformé en signal digital par un convertisseur (Digidata 1322A, Axon 

Instruments, Molecular Devices, Sunnyvales, Etats-Unis) piloté par le logiciel Clampex 9.2 

(Axon Instruments, Molecular Devices, Sunnyvales, Etats-Unis) (cf. figure 21). 

Le bruit de fond est déterminé à la fin de chaque expérience en mesurant la fluorescence sur 

un champ dépourvu de cellules, les valeurs ainsi obtenues seront retranchées à celles 

précédemment mesurées sur la cellule. De même, afin de s’assurer que la dexaméthasone 

ajoutée dans la solution de perfusion n’entraînait pas une modification de la fluorescence, un 

enregistrement a été effectué sur des cellules non chargées avec le FURA-2/AM. La 

fluorescence étant alors identique au bruit de fond, la dexaméthasone ne modifie pas en elle-

même la fluorescence de la cellule. Une fois les mesures achevées, les données sont analysées 

sur le logiciel Clampfit 9.2 (Axon Instruments, Molecular Devices, Sunnyvales, Etats-Unis). 
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Introduction de l’article n°1. 

Un des sujets du laboratoire est l’étude de la régulation de la conversion énergétique 

mitochondriale dans des situations de perte de poids volontaires et involontaires parmi 

lesquelles le modèle d’hypercatabolisme chez le rat traité par dexaméthasone. Les premiers 

résultats ont montré que 5 jours de traitement par dexaméthasone entraînaient une diminution 

d’efficacité de conversion énergétique mitochondriale associée à une augmentation 

significative de la fuite de protons dans les mitochondries de foie de rat (Dumas et al., 2003, 

Roussel et al., 2003). 

 La fuite de protons apparaît comme un élément central de régulation de l’homéostasie 

métabolique cellulaire. Il semble en effet, que ce phénomène ait un caractère bénéfique en 

diminuant la production d’espèces réactives de l’oxygène (EORs) notamment dans le foie où 

l’ajout d’un découplant entraîne une diminution de la production de peroxyde d’hydrogène 

(Ganote et Armstrong, 2003, Okuda et al., 2002). La fuite de protons pourrait ainsi constituer 

une stratégie cytoprotective (notamment dans le cœur et le cerveau) au cours de situations de 

stress oxydant comme lors du diabète (Nishikawa et Araki, 2007), de l’ischémie reperfusion 

(Ganote et Armstrong, 2003) ou de l’athérosclérose (Blanc et al., 2003). Cependant dans 

d’autres modèles cellulaires tels que les fibroblastes, il a été montré que le traitement par un 

agent découplant (FCCP) inhibe la prolifération cellulaire et induit une sénescence cellulaire 

prématurée observée dès douze jours après le début du traitement. Ce vieillissement précoce 

semble être lié à une augmentation de la production d’EORs. Il apparaît donc que l’impact de 

la fuite de protons est dépendant du tissu considéré ainsi que de l’intensité de cette fuite. 

Lorsque la fuite de protons est trop importante et que l’augmentation de la respiration 

mitochondriale ne peut plus compenser le retour des protons dans la matrice mitochondriale, 

le potentiel membranaire mitochondrial s’effondre, phénomène très délétère pour la cellule. 

Cette dissipation du potentiel membranaire mitochondrial a été montrée comme impliquée 

dans les stades précoces de l’apoptose, dans certains modèles comme l’apoptose induite par le 

resveratrol dans les cellules de colon (Mahyar-Roemer et al., 2001) ou par l’antigène T du 

virus SV40 dans les embryons de rat (Vayssiere et al., 1994). Dans certains systèmes, la 

diminution drastique du potentiel membranaire mitochondrial a été associée au relargage du 

cytochrome c (Mignotte et Vayssiere, 1998) ainsi qu’à l’activation du facteur proapoptotique 

AIF (Larochette et al., 1999, Pardo et al., 2001). Le potentiel membranaire mitochondrial est 

donc un paramètre qui doit être hautement régulé afin d’éviter la survenue de l’apoptose. 

Lorsque la mitochondrie est soumise à un stress métabolique, elle peut initier une voie de 
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signalisation rétrograde vers le noyau permettant alors la transcription de différents gènes 

nucléaires dont certains codant pour des sous-unités de la chaîne respiratoire mitochondriale 

et à plus long terme entraîner une biogenèse mitochondriale (Biswas et al., 1999). Les 

éléments constitutifs de cette voie ont été très étudiés dans des modèles de levures mais, dans 

les cellules eucaryotes, de nombreux facteurs de cette voie n’ont pas encore été identifiés, 

bien que la voie calcium/calmoduline ait été clairement montrée comme importante pour ce 

dialogue. 

Aux vues de ces données, il nous est apparu intéressant d’étudier l’impact d’une augmentation 

artificielle de la fuite de proton (découplage modéré induit par le 2,4 dinitrophénol) sur le 

fonctionnement de la chaîne respiratoire mitochondriale et le métabolisme cellulaire dans 

deux lignées cellulaires possédant des orientations métaboliques différentes. Pour ce faire, 

nous avons traité les cellules HepG2 (cellules d’hépatocarcinome possédant un métabolisme 

plutôt oxydatif) et les cellules 143 B TK- (cellules d’ostéosarcome à métabolisme plus 

glycolytique) par différentes doses de 2,4 dinitrophénol (DNP). Nous avons montré que trois 

jours de découplage mitochondrial dans les cellules HepG2 induisaient une augmentation de 

la capacité oxydative ainsi qu’une augmentation de la transcription de COXIV et ANT3, deux 

gènes nucléaires codant deux protéines mitochondriales impliquées dans la phosphorylation 

oxydative et le transport de l’ATP. La consommation de glucose et la production de lactate 

restaient inchangées montrant que les adaptations des cellules HepG2 à un découplage 

chronique permettaient une production efficace et continue d’ATP par la mitochondrie sans 

besoin de stimuler la glycolyse. Dans les cellules 143B en revanche, le découplage ne 

modifiait pas la capacité oxydative mais augmentait la consommation de glucose ainsi que la 

production de lactate et de pyruvate. Dans ces cellules, malgré une forte stimulation du 

métabolisme glycolytique, la croissance cellulaire était fortement ralentie par le découplage. 

Nous montrons ainsi que les adaptations cellulaires à un découplage mitochondrial diffèrent 

selon le type de métabolisme prédominant dans les cellules et nous mettons en évidence 

qu’une augmentation de la fuite de protons peut constituer un signal bioénergétique interne 

pouvant initier, de manière coordonnée, une activation des gènes nucléaires et mitochondriaux 

codant pour des sous-unités de la chaîne respiratoire, ce qui permet aux mitochondries de ces 

cellules de s’adapter à un tel stress métabolique.  
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Abstract

Here, we show that 3 days of mitochondrial uncoupling, induced by low concentrations of dinitrophenol (10 and 50 μM) in cultured human

HepG2 cells, triggers cellular metabolic adaptation towards oxidative metabolism. Chronic respiratory uncoupling of HepG2 cells induced an

increase in cellular oxygen consumption, oxidative capacity and cytochrome c oxidase activity. This was associated with an upregulation of

COXIV and ANT3 gene expression, two nuclear genes that encode mitochondrial proteins involved in oxidative phosphorylation. Glucose

consumption, lactate and pyruvate production and growth rate were unaffected, indicating that metabolic adaptation of HepG2 cells undergoing

chronic respiratory uncoupling allows continuous and efficient mitochondrial ATP production without the need to increase glycolytic activity. In

contrast, 3 days of dinitrophenol treatment did not change the oxidative capacity of human 143B.TK− cells, but it increased glucose consumption,

lactate and pyruvate production. Despite a large increase in glycolytic metabolism, the growth rate of 143B.TK− cells was significantly reduced by

dinitrophenol-induced mitochondrial uncoupling. We propose that chronic respiratory uncoupling may constitute an internal bioenergetic signal,

which would initiate a coordinated increase in nuclear respiratory gene expression, which ultimately drives mitochondrial metabolic adaptation

within cells.

© 2005 Elsevier B.V. All rights reserved.
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1. Introduction

Mitochondrial oxidative phosphorylation produces most of

the energy in aerobic living system by coupling respiration

with the production of ATP. Respiration refers to the transfer

of electrons from substrates to oxygen, a process that creates

an electrochemical proton gradient across the inner mito-

chondrial membrane. The energy stored in this proton motive

force is then used either by ATP synthase to synthesize ATP

or by other proteins to drive ion and substrate transport. In

addition, the electrochemical proton gradient can also be

dissipated by proton leak reactions through either basal or

inducible proton conductance pathways [1]. Inner mitochon-

drial membrane proton leakage is an ubiquitous phenomenon

that diverts energy from ATP synthesis to thermogenesis,

thereby modulating the yield of ATP synthesis in the

mitochondria. It has been estimated that proton conductance

accounts for a high proportion of cellular metabolic rate [1–

3], causing up to 20% of standard metabolic rate in rats [2].

Accordingly, increased energy expenditure through increased

mitochondrial proton leak has been proved to represent a

treatment for obesity [4]. Mitochondrial proton conductance

may also represent a mechanism for the regulation of

mitochondrial reactive oxygen species production [5–8],

mediators of oxidative cell damage. In association with this

function, it has been suggested that mitochondrial proton leak
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might play a protective role in atherosclerosis [9,10] and in

the pathophysiology of diabetic complications [11]. Several

other studies also support the role for mitochondrial

uncoupling in the regulation of numerous other cellular

metabolic functions such as calcium signaling [12,13], lipid/

glucose metabolism [14–17] and beta cell glucose sensing

[18]. These findings therefore suggest that mitochondrial

proton leak might play a role in cellular metabolic

homeostasis, which includes, but is not restricted to, the

regulation of oxidative phosphorylation efficiency and heat

production.

Recently, some independent studies have provided data,

although scarce, suggesting that mitochondrial uncoupling

constitutes an internal metabolic signal triggering mitochon-

drial biogenesis that could culminate in an adaptation of

metabolic cell characteristics [19–21]. The aim of this work

was to further characterize the role of chronic mitochondrial

uncoupling in regulating cellular oxidative capacity and the

possible cross-talk with the nuclear transcription factor and

respiratory gene expression. We investigated the effect of 3

days of mitochondrial uncoupling induced by 2,4-dinitrophe-

nol (DNP) on substrate metabolism, respiratory capacity,

mitochondrial membrane potential and on the expression of

nuclear respiratory factor-1 (NRF1) and the nuclear genes that

encode mitochondrial proteins (COXIV, ANT2 and ANT3) in

human HepG2 and 143B.TK− cell lines. These two human

cell lines were chosen as they differ in their energetic

background, with HepG2 cells being more oxidative and

thereby being less dependent on glycolytic ATP as a source

of energy compared to 143B.TK− cells. We found that

uncoupling induced increased oxidative capacity in HepG2

cells, but not in 143B.TK− cells. This was associated with an

upregulation of HepG2 nuclear gene encoding COXIV and

ANT3 proteins. The intracellular signaling pathways poten-

tially involved in the reported causal link between mitochon-

drial uncoupling and adaptive changes in cellular respiratory

function are discussed.

2. Materials and methods

2.1. Cell lines and growth conditions

The HepG2 human hepatoma cell line was grown in RPMI 1640 medium,

supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS), 2 mM L-glutamine,

penicillin G (100 U/ml), streptomycin (2 mM) and amphoptericin B (0.25 μg/

ml). The osteosarcoma-derived cell line (143.TK−) was grown in DMEM F12

with 10% FBS, 2 mM L-glutamine and the same antibiotics as used for

HepG2 cells. Cells were seeded at a density of 15,000 cells per ml in a 20 ml

flask were grown at 37 °C in a humidified atmosphere (5% CO2–95% air) for

7 days in medium only (control) or in medium containing either 10 μM or 50

μM DNP. As DNP was made in ethanol solution, we used an experimental

control condition, in which cells were grown in medium supplemented with

ethanol (108 mM) only. Every 24 h (from J1 to J7), cells were collected by

trypsinization and resuspended in PBS containing 5% FBS. An aliquot of

each flask (control, ethanol, DNP 10 μM and DNP 50 μM) was colored using

erythrosine to test cell viability. Then, three independent countings were done

for each experimental culture condition. No differences in cell viability were

found between DNP-treated and control cells, reinforcing the fact that the two

concentrations of DNP used in the present work were not toxic towards

HepG2 and 143B.TK− cell lines [22].

Doubling time was determined for each culture condition (control, ethanol,

DNP 10 μM and DNP 50 μM) using the exponential phase of the proliferation

curve [log(cell number)= f (day of culture)] as follows:

Doubling Time¼ ðT2 T1Þ=½lnðcell number atT2=cell number at T1Þ=lnð2Þ#

where (T2−T1) is the duration of the exponential phase.

2.2. Measurement of oxygen consumption and FCCP titration of

respiration in intact cells

After 3 days of culture, control and DNP-treated HepG2 and 143B.TK− cells

were collected by trypsinization and washed once in RPMI (HepG2) or DMEM

(143B.TK−) containing 5% FBS and 2 mM L-glutamine. Two aliquots of each

experimental condition were removed for cell counting. Then, the remaining cell

suspensions were centrifuged (110 g for 5 min) and the pellet resuspended at a

final concentration of 10×106 cells per ml (HepG2) or 5×106 cells per ml

(143B.TK−) in 500 μl of the same medium supplemented with 2 mM L-

glutamine (without FBS, DNP or ethanol) and previously air-equilibrated at

37 °C. The supernatants were collected and stored at −80 °C until assayed.

The suspension was immediately transferred to the 1 ml chamber of a Clarke-

type oxygen electrode (Rank Brothers Ltd.) maintained at 37 °C using a

recirculating water bath and connected to a BD12E recorder model (Kipp and

Zonen). Basal endogenous coupled respiration rate of cells was determined by

measuring the linear rate of oxygen consumption, then oligomycin (12 μg/ml)

was added and the non-phosphorylating respiration rate recorded. After

recording the non-phosphorylating respiration rate, FCCP was added sequen-

tially at different concentrations (ranging from 100 to 1000 nM for HepG2 cells

and from 50 to 600 nM for 143B.TK−), and the uncoupled respiration rates

measured. This titration was done because the uncoupling activity of FCCP in

intact cells is biphasic, as shown in Fig. 1 for both hepatoma HepG2 and

osteosarcoma 143B.TK− cell lines. Therefore, we systematically achieved such

a titration in order to determine the optimal FCCP concentration that gives

maximal uncoupled respiration rate for each experimental condition.

Finally, myxothiazol (10 μM) was added to allow the measurement of non-

mitochondrial oxygen consumption rate in cells. Myxothiazol inhibited rates

were equally low in both untreated cell lines (6±2% of basal). In other words,

mitochondria accounted for 94±2% of basal respiration in both untreated

HepG2 and 143B.TK− cell lines, and its contribution to total cell respiration rate

was not significantly affected by DNP treatment (93±2% in 10 μMDNP-treated

and 92±2% in 50 μM DNP-treated cells compared with 90±3% of control

ethanol cells), excluding the possibility that non-mitochondrial oxygen

consumption rates differed between experimental conditions. The oxygen

solubility of the media was assumed to be 406 nmol O/ml. After recording

the respiration rates, 400 μl of cell suspensions were collected from the

chamber for total protein determination using the bicinchoninic acid procedure,

with bovine serum albumin used as standard (BC Assay kit®, Montluçon,

France).

Mitochondrial respiratory control ratio of cells was calculated as the ratio of

oxygen consumed by mitochondria in the presence of FCCP to that in the

presence of oligomycin, taking into account the myxothiazol rate [(VFCCP−

Vmyxo) / (Voligo−Vmyxo)]. To determine the respiratory activity of mitochondria in

intact cells, we expressed the basal endogenous respiration rate of mitochondria

as a fraction of their maximal respiration [(Vbasal−Vmyxo) / (VFCCP−Vmyxo)].

2.3. Measurement of mitochondrial membrane potential in intact

cells

Cells were grown as already described for the oxygen consumption

experiments. Three days after seeding, cells were collected by trypsinization and

washed in PBS with 10% FBS. The cells were then resuspended in PBS, FBS

5%, 50 mM KCl and incubated with 20 nM cationic fluorescent dye DiOC6(3)

in a 96-well plate (100,000 cells per well) for 30 min. In some wells, oligomycin

(5 μg/ml) or mClCCP (10 μM) was added before incubation, either to inhibit

ATP synthesis or to dissipate the proton gradient. After washing, the cells were

set in tubes containing propidium iodide (8 μg/ml) to check membrane integrity.

The fluorescent intensity was read using a flow cytometer (Becton-Dickinson).

Laser excitation of DiOC6(3) was at 484 nm and emission was read at 511 nm.
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Propidium iodide fluorescence was detected at 610 nm. Fluorescence analysis

was performed using Cell Quest software.

2.4. Mitochondrial enzyme activities

Cytochrome c oxidase and citrate synthase activities were measured using

standard spectrophotometric techniques [23]. The measurement of cytochrome c

oxidase activity was performed in cells following three freezing/thawing cycles,

by measuring decrease in absorbance resulting from the oxidation of reduced

cytochrome c at 550 nm. Citrate synthase activity was measured in the same

cells following the change in optical density of 5,5′-dithiobis(2-nitrobenzoic

acid) at 412 nm. The activity of complex I (NADH:Ubiquinone oxidoreductase)

was determined by monitoring the oxidation of NADH at 340 nm as described

by Kuznetsov and Gnaiger [24]. Briefly, a pellet of 5×106 cells was resuspended

in 250 μl PBS, froze in liquid nitrogen for 3 min. Then, frozen suspension was

thawed and centrifuged at 16,000×g for 30 s. The pellet was resuspended in PBS

at a final concentration of 1×106 cells per ml and sonicated on ice. An aliquot of

the resultant suspension was added to a K-phosphate buffer containing 0.3 mM

NADH, 0.1 mM Ubiquinone-1, 1 mM KCN and 2 mM NaN3, pH 7.4 and the

change in optical density of NADH was followed at 340 nm. After 120 s,

rotenone (1 μM) was added to measure rotenone-insensitive activity of the

preparation. Complex I activity was calculated as the total complex I activity

minus the rotenone-insensitive activity.

2.5. RNA analysis and quantitative real-time RT PCR

Total RNA was extracted from frozen pellets of cells cultured for

polarographic measurements (as described above) using the RNeasy Kit

(Quiagen). Reverse transcription of 1 μg total RNAwas performed in a total 20

μl volume. First, RNA was denaturated at 70 °C for 2 min with oligo dT (20

pmol). Then, 5× reaction buffer (50 mM Tris–HCl, pH 8.3, 75 mM KCl and 3

mMMgCl2), dNTPs mix (0.5 mM each), recombinant RNase inhibitor (1 U/μl)

and MMLV reverse transcriptase (200 units/mg RNA) was added.

Samples were finally incubated at 37 °C for 1 h and 5 min at 94 °C. 30 μl of

DEPC (treated with diethyl pyrocarbonate and autoclaved) water was added to

the reaction mixture to obtain a final 50 μl reaction volume (RT for PCR kit,

Clontech). cDNA previously synthesized were purified using the High Pure

PCR Product Purification Kit (Boerhinger, Mannheim, Germany). Amplifica-

tion products were then separated by gel (2.5% agarose) electrophoresis, stained

with ethidium bromide, visualized and quantified using an integrating camera

and analysis software (Molecular Analyst). Simultaneously, spectrophotomet-

rical quantification was done by measuring optical density of samples at 260 nm

(double strand DNA absorbancy wavelength) and 280 nm.

The levels of transcripts for adenine nucleotide translocator 2 (ANT2),

ANT3, cytochrome c oxidase subunit IV (COXIV) and NRF1 were evaluated by

quantitative real time RT PCR, using LightCycler™ (Roche Molecular

Biochemicals, Mannheim, Germany) and LightCycler-RNA Amplification Kit

SYBR Green I (Roche). Standard PCR products were generated by amplifying

cDNA templates. Amplified fragments were then electrophoresed on agarose

gels to confirm their expected size. Transcript levels were expressed in relation

to that of acidic ribosomal phosphoprotein (ARP). PCR was performed using the

following primers : ARP : 5′-CGA CCT GGA AGT CCA ACTAC-3′ (forward)

and 5′-ATC TGC TGC ATC TGC TTG-3′ (reverse), ANT2 : 5′-GCT TGT GTA

TGA TGA AA-3′ (forward) and 5′-AGA AAA CTG GTC AGA TGA AA-3′

(reverse), ANT3 : 5′-TCG AGA AAT TCC AGT TGT CTT T-3′ (forward) and

5′- AGA ACA CGA CTT GGC TCC TAC A-3′ (reverse), COXIV : 5′-TTG

GCA AGC GAG CAA CC-3′ (forward) and 5′-TTC TCC TTC TCC TTC AAT

GC-3′ (reverse), NRF1 : 5′-ATC TAT CCG GAA GAG GCA AC-3′ (forward)

and 5′-GTG TTC TGC CAG AGC AGA CT-3′ (reverse).

2.6. Western blot analysis

Cells were grown, collected and counted as described above for the oxygen

consumption experiments. Pellets of 5×106 cells were stored at −80 °C until

used for western blot analysis. Frozen cells were lysated by an hypoosmotic

shock (resuspension of the pellet in 96 μl of DEPC water and 4 μl of

antiproteases). Protein concentration was determined by the Bio-Rad DC protein

Assay kit (BioRad, Hercules, CA, USA). Whole-cell lysates were boiled for 10

min at 100 °C. Twenty micrograms of total protein were separated on a 12.5%

SDS-polyacrylamide gel and electroblotted to a PVDF membrane (Amersham

Biosciences, UK). Membranes were saturated with 5% non fat milk dissolved in

TBS-Tween 0.1% (pH 7.4, NaCl 137 mM, KCl 2.7 mM, Tris 23 mM, Tween 20

0.1%) for 1 h at room temperature and incubated overnight at room temperature

with monoclonal mouse anti-COXIV (1:5000 Interchim, Montluçon, France)

and anti-VDAC (1:2500 Calbiochem, San Diego, USA). Membranes were then

washed three times in TBS-Tween 0.1% and incubated with horseradish

peroxidase-conjugated rabbit anti-mouse secondary antibody (1:10,000) for 1

h at room temperature. The immunoreactive proteins were visualized with

enhanced chemiluminescence (ECL Western Blotting Detection Reagents,

Amersham Biosciences, UK). Band intensities were quantified with Quantity

One software (Bio-Rad).

2.7. Analysis of glucose, lactate and pyruvate

Glucose and lactate concentrations in the culture media were determined by

spectrophotometry, using appropriate enzymatic kits (Boerhinger, Mannheim,

Fig. 1. Representative FCCP titration curves of non-phosphorylating oxygen consumption rate in HepG2 (×) and 143 B.TK− cells (+). After endogenous respiration

rate measurement and the addition of oligomycin (12 μg/ml), small amounts of FCCP were sequentially added in the polarographic chamber and a titration curve was

drawn. See Materials and methods for further details.
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Germany) on a Hitachi-Roche apparatus (Roche Diagnostics GmbH, Man-

nheim, Germany). Pyruvate concentration was determined by measuring NADH

concentration decrease in presence of the lactate dehydrogenase enzyme using

spectrophotometry at a fixed wavelength of 340 nm. Glucose consumption and

lactate and pyruvate production were normalized to total cellular protein content,

as determined by the bicinchoninic acid assay kit (Uptima, Interchim,

Montluçon, France) with bovine serum albumin as standard.

2.8. Statistical analysis

Statistics were performed by a one-way analysis of variance (ANOVA). A

Scheffe's F test was subsequently used to test for differences between means.

Statistical significance was recognized at Pb0.05. Values are presented as

means±S.E.M.

3. Results

3.1. Determination of cell growth

Fig. 2A shows that the total number of cells harvested after 7

days of culture did not differ between each experimental growth

condition, suggesting that the proliferation rate of the HepG2

cell line remained unaffected by DNP treatment. This is

confirmed by the fact that the doubling time of DNP-treated

cells was similar to that of control cells (Fig. 2A, inset).

Nevertheless, cells incubated in the presence of 50 μMDNP split

up more slowly than control cells until 3 days after seeding,

however, they then recovered the same proliferation rate as the

control. Contrary to the HepG2 cell line, osteosarcoma-derived

human cell line (143B.TK−) proliferation was inhibited by DNP

treatment (Fig. 2B). The doubling time (Fig. 2B, inset) further

indicated that the more DNP-induced mitochondrial uncoupling,

the less 143B.TK− grew. Thus, unlike HepG2 cells, 143B.TK−

cells were not able to recover normal growth when incubated in

the presence of DNP. However, it is important to note that this

inhibitory effect of DNP on 143B.TK− cell proliferation was

reversible, and when uncoupled cells were seeded again, without

DNP, they grew at a rate similar to control cells (data not shown).

3.2. Glucose, lactate and pyruvate metabolism

Fig. 3 shows the effects of DNP treatment on glucose (panels

A and B), lactate (panels C and D) and pyruvate (panels E and F)

metabolism in both HepG2 (panels A, C and E) and 143B.TK−

cells (panels B, D and F). In HepG2 cell line, glucose

consumption (Fig. 3A), lactate (Fig. 3C) and pyruvate

production (Fig. 3E) were not significantly different between

control and uncoupled cells. In 143B TK− cells, contrary to the

HepG2 cell line, glucose consumption (R=0.79, Pb0.0001) and

lactate production (R=0.91, Pb0.0001) increased linearly with

the intensity of DNP-induced mitochondrial uncoupling, reach-

ing + 150%more in 50 μMDNP-treated 143B TK− cells than in

ethanol control cells, for both glucose consumption (Pb0.05,

Fig. 3B) and lactate production (Pb0.05, Fig. 3D). Lactate

production was also significantly and linearly related to glucose

consumption (R=0.96, Pb0.0001). The slope of the regression

line was 1.73, which means that 87% of the glucose consumed

was converted to lactate by glycolysis. This is calculated from

the ideal maximal value of 2 for the ratio of lactate production/

glucose consumption, as in glycolysis 1 mol of glucose is

converted into 2 mol of lactate. Finally, pyruvate was consumed

by 143B.TK− cells, except for cells incubated with DNP 50 μM,

in which case pyruvate was produced in large amounts (Fig. 3F).

3.3. Mitochondrial membrane potential

The results shown in Fig. 4 are expressed as the percentage

of cell fluorescence in relation to the fluorescence of ethanol

control cells. In the two cells lines, mitochondrial membrane

potential significantly decreased after cells were grown with

DNP 10 μM for 3 days (−37% in HepG2 cell line and −23% in

143B TK− cell line). When cells were grown in the presence of

DNP 50 μM, a slight but not statistically significant 24%

depolarization was noted in HepG2 cells (P=0.08), whereas a

significant 11% increase in fluorescence signal was found in

Fig. 2. Determination of cell growth. Cells were cultured for 7 days in control

conditions (open circles), or in the presence of ethanol (open triangles), or

treated with 10 μMDNP (gray triangles) or 50 μMDNP (black triangles). Every

day, one flask was counted three times for each culture condition. After 7 days, a

proliferation curve was drawn for HepG2 cells (A) and 143B TK− cells (B) and

the doubling time determined for each culture condition with the exponential

phase of the curve. Values are expressed as means±S.E.M. for n=2 independent

cell preparations.
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143B.TK− cells (Pb0.05), suggesting a hyperpolarization of

the membrane potential within cells.

3.4. Respiratory parameters of intact cells

The rates of basal endogenous respiration and FCCP-induced

maximal respiration were approximately 50% and 75% higher in

untreated HepG2 cells than in untreated 143B.TK− cells (18.0±

1.6 and 35.6±3.5 natom O/min mg protein in HepG2 cells

versus 12.1±0.8 and 20.3±1.5 natom O/min mg protein in

143B.TK− cells, respectively). We also noted a higher

oligomycin-insensitive respiration rate in HepG2 (7.4±0.8

natom O/min mg protein, Pb0.05) than in 143B.TK− cells

(5.3±0.5 natom O/min mg protein). However, respiratory

control ratio of HepG2 cells was not significantly different

from that of 143B.TK− , and in the basal state, mitochondria of

both cell lines operated at an average of 56±4% of maximal

respiration.

Table 1 shows the effects of DNP treatment on the rates of

basal endogenous respiration, oligomycin-insensitive respira-

tion and FCCP-induced maximal respiration in both HepG2 and

143B TK− cell lines. The rate of basal endogenous respiration

was significantly increased by approximately 30% in HepG2

cells treated with 50 μM DNP, an effect that was linearly

correlated with DNP concentrations (R=0.49, Pb0.05). Simi-

larly, FCCP-induced maximal respiration rates significantly

Fig. 3. Measurement of glucose, lactate and pyruvate concentrations. Three days after seeding, supernatant of cells in culture was removed and glucose (panels A and

B), lactate (panels C and D) and pyruvate concentrations in media (panels E and F) were measured in both HepG2 (panels A, C and E) and 143B.TK− (panels B, D

and F) for ethanol control cells (white bars), and for cells cultured in the presence of 10 μM DNP (gray bars) or 50 μM DNP (black bars). Values are expressed as

means±S.E.M., n=5 per group. *Pb0.05 compared with control ethanol.

25V. Desquiret et al. / Biochimica et Biophysica Acta 1757 (2006) 21–30



increased in HepG2 cells following 3 days of DNP treatment

regardless of the concentration used, suggesting an overall

stimulation of HepG2 respiratory capacity in response to DNP-

induced mitochondrial uncoupling. Finally, DNP treatment did

not significantly increase either the oligomycin-insensitive

respiration rate of HepG2 cells nor any of the oxygen

consumption rates (basal, oligomycin or FCCP) in 143B.TK−

cells. In fact, FCCP-uncoupled respiration rate of 143B.TK−

cells was rather decreased following 3 days of culture with DNP

50 μM, at least when compared with cell grown in the presence

of 10 μM of DNP (−38%, Pb0.05). Consequently, the

respiratory control ratio of 143B.TK− cells was lower following

3 days of treatment with DNP 50 μM compared with either

ethanol control (−42%, Pb0.05) or 10 μM DNP treated cells

(−37%, P=0.07) (Table 1). In the basal state, we calculated that

mitochondria of 143B.TK− cells treated with 50 μM of DNP

operated at 60±6% of maximal respiration, a mitochondrial

respiratory activity slightly higher than that observed in ethanol

control (43±5%, P=0.07) or 10 μM DNP-treated cells (42±

6%, P=0.05). In contrast, DNP treatment did not significantly

alter respiratory control ratios of HepG2 cells (Table 1) nor the

proportion of maximal respiratory activity used by mitochondria

in intact cells (55±3% in ethanol control, 43±5% in 10 μM

DNP-treated, 45±4% in 50 μM DNP-treated cells).

It must be emphasized here that all the respiratory parameters

above were obtained in the absence of DNP, as cells were

harvested and washed with incubation medium without DNP

before experimental data were recorded. Hence, these results do

reflect a true metabolic adaptation of cells to DNP-induced

chronic mitochondrial uncoupling which is distinct from an

acute effect of DNP on cell respiration.

3.5. Mitochondrial enzyme activities

Table 2 reports the enzymatic activities of citrate synthase

and cytochrome c oxidase of HepG2 and 143B.TK− cells for

each experimental condition. Both mitochondrial enzyme

activities were not affected by experimental conditions

regardless of the cell line used, except for the enzymatic

activity of COX, which was significantly increased in HepG2

cells cultured with DNP 50 μM (Pb0.05). Table 2 also shows

that the enzymatic activity of complex I in HepG2 cells was

unaffected by the experimental conditions.

3.6. Expression of ANT3, COXIV, ANT2 and NRF1 genes

In HepG2 cells, 3 days of DNP treatment at 50 μM resulted in

a marked induction of ANT3 and COXIV expression, whereas

no significant change in both ANT2 and NRF1 mRNA levels

was detected. Interestingly, a significant increase in COXIV

mRNA levels was also detected in HepG2 cells after 3 days of

incubation with only 10 μM DNP. In 143B.TK− cells, none of

the expression of the four genes considered was significantly

affected following 3 days of DNP treatment, regardless of the

concentration used (Table 3).

Fig. 4. Determination of mitochondrial membrane potential. Fluorescence of

ethanol control (empty bars), DNP 10 μM (gray bars) and DNP 50 μM (black

bars) cells pre-stained with DiOC6 (3) (20 nM) was determined by flow

cytometry. Residual fluorescence emitted in the presence of 10 μMmClCCPwas

subtracted from the fluorescence of cells incubated with DiOC6(3) (20 nM) and

oligomycin (5 μg/ml). Data is expressed as the percentage of fluorescence

intensity of ethanol control values and expressed as means±S.E.M. for n=3

independent cell preparations measured in duplicate. *Pb0.05 compared with

ethanol control.

Table 1

Oxygen consumption rates of control ethanol and dinitropenol(DNP)-treated

cells

Cell lines Respiratory

parameters

Treatments

Ethanol DNP 10 μM DNP 50 μM

HepG2 Basal respiration 15.1±0.7 16.9±0.7 20.3±1.5 ⁎

+oligomycin 6.5±0.6 7.9±0.8 8.1±0.8

+FCCP 26.6±2.4 41.4±3.2 ⁎ 44.5±2.8 ⁎

RCR 4.9±0.4 5.3±1.0 5.9±0.5

143B.TK− Basal respiration 9.7±0.6 11.7±1.1 10.4±0.6

+oligomycin 5.0±0.4 6.5±0.7 6.2±0.3

+FCCP 21.7±1.7 30.0±3.6 17.4±1.7

RCR 5.5±0.9 5.1±0.7 3.2±0.4

Oxygen consumption rates were measured by polarography in the basal

condition, in the presence of oligomycin (+oligomycin), and after the addition of

FCCP (+FCCP). Respiration rates are expressed in natom of oxygen/min mg of

protein. Respiratory control ratios (RCR) were calculated as the ratio between

FCCP and oligomycin respiration rates, taking into account the myxothiazol rate.

For more details see Materials and methods. Values are expressed as

means±S.E.M. for n=5 independent cell preparations measured in duplicate.
⁎ Pb0.05 compared with ethanol control treatment.

Table 2

Enzymatic measurements of cytochrome c oxidase, citrate synthase and

complex I activities

Cell lines Enzymes Treatments

Ethanol DNP 10 μM DNP 50 μM

HepG2 Cytochrome c oxidase 37.3±6.9 38.1±6.9 51.4±3.3 ⁎

Citrate synthase 305.4±14.4 294.2±17.8 319.2±32.2

Complex I 11.0±3.2 5.3±0.6 6.2±2.5

143B.TK− Cytochrome c oxidase 20.2±4.2 26.1±2.3 21.6±1.4

Citrate synthase 200.7±36.1 238.0±20.7 160.6±23.3

Cytochrome c oxidase, citrate synthase and complex I activities were determined

by enzymatic measurements. Results are expressed in nmol/min mg of protein.
⁎ Pb0.05 compared with ethanol control treatment.
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3.7. Expression of COXIV protein

In HepG2 cells, the level of COXIV protein was significantly

increased in HepG2 cells cultured with DNP 50 μMbut not with

DNP 10 μM (Fig. 5). In contrast, DNP treatment (10 or 50 μM)

did not succeed in elevating COX protein level in 143B.TK−

cells (data not shown).

4. Discussion

The current work provides evidence that chronic mitochon-

drial uncoupling may constitute an internal bioenergetic signal

that ultimately drives metabolic adaptation of HepG2 cells

towards oxidative metabolism.

Indeed, we found that 3 days of DNP-induced mitochondrial

uncoupling in HepG2 induced an increase in the rates of basal

endogenous and FCCP-induced maximal oxygen consumption

(Table 1), and in cytochrome c oxidase activity (Table 2).

Additionally, the unchanged activity of citrate synthase suggests

that the increased respiratory activity of uncoupled HepG2 cells

did not result from an increased mitochondrial content, as the

change in the activity of this marker enzyme of the citric acid

cycle is widely accepted as being reliable and a valid indicator of

changes in mitochondrial volume density [25]. This increased

oxidative activity was associated with an upregulation of

COXIV and ANT3 gene expression (Table 3), two nuclear

genes that encode mitochondrial proteins involved in oxidative

phosphorylation processes. Interestingly, the COXIV transcript

level has been previously reported to increase in 3T3-L1

adipocytes after 10 h of incubation with 150 μM DNP or in

mature adipocytes from transgenic mice expressing UCP1 in

their white adipose tissue [20]. Furthermore, the increased

COXIV transcript levels reported herein was associated with an

increased COXIV protein expression (Fig. 5) showing that the

reported increase in cytochrome c oxidase activity involves

increased enzyme content. Villani et al. [26] have shown that

there is a low reserve of COX activity in vivo in the respiratory

chain of a variety of human cell types, including HepG2 cells.

This suggests that the in vivo control of respiration by COX is

much tighter than has been assumed on the basis of experiments

carried out on isolated mitochondria. In this regard, the present

increase in the activity of COX has some significance for the

overall capacity of mitochondrial oxidative phosphorylation in

uncoupled HepG2 cells. Furthermore, the increase in the rate of

FCCP-induced maximal oxygen consumption strongly suggests

that other mitochondrial sites within the substrate oxidation

pathways (e.g., respiratory chain complexes other than complex

I (see Table 2), substrate dehydrogenases, substrate transport

systems) are involved in DNP-induced metabolic adaptation of

HepG2 cells. All these data clearly demonstrates that HepG2

cells develop their mitochondrial oxidative capacity in response

to chronicmitochondrial uncoupling, ametabolic adaptation that

allows HepG2 cells to produce energy efficiently to keep on

growing (Fig. 2A), without the need to increase glycolytic

activity (Fig. 3A and C).

As mentioned above, glucose consumption was not signif-

icantly changed in HepG2 cells following 3 days of DNP-

induced mitochondrial uncoupling. However, mitochondrial

membrane potential was depressed in uncoupled cells (Fig. 4), a

situation where mitochondria, and by extension cells, should

increase there substrate consumption. This relative discrepancy

results from our choice to focus the present study on the effects

of respiratory uncoupling upon glucose and glycolytic bypro-

ducts (lactate and pyruvate) rather than on oxidative substrate,

namely glutamine that was also present in the culture media (see

Materials and methods section). For this reason, the possibility

cannot be excluded that glutamine, for instance, was indeed

preferentially oxidized by uncoupled cells. This would be in line

with previous observations showing that overexpression of

uncoupling protein in cultured cells favours oxidative substrate

(e.g. fatty acid) versus glucose oxidation [14,15]. Although we

cannot substantiate this hypothesis, it should be noted that the

present study clearly shows that chronic respiratory uncoupling

Fig. 5. Expression of COXIV protein in HepG2 cells. HepG2 cells were cultured

in the presence of ethanol (white bar), 10 μM DNP (gray bar) or 50 μM DNP

(black bar) for 3 days. Cellular extracts were subjected to Western blotting using

VDAC and COXIV antibodies followed by densitometric quantitation of both

proteins. Values are expressed relative to ethanol control ratio as means±S.E.M.

for n=4 independent cell preparations measured in duplicate. *Pb0.05

compared with ethanol control.

Table 3

Quantification of COXIV, ANT3, ANT2 and NRF1 transcript levels

Cell lines Genes Treatments

Ethanol DNP 10 μM DNP 50 μM

HepG2 COXIV 0.09±0.02 0.19±0.02 ⁎ 0.18±0.04 ⁎

ANT3 0.27±0.04 0.28±0.03 0.57±0.06 ⁎

ANT2 0.29±0.01 0.29±0.05 0.32±0.01

NRF1 0.0031±0.0002 0.0050±0.0003 0.0020±0.0010

143B.TK− COXIV 0.08±0.02 0.10±0.01 0.08±0.0

ANT3 0.06±0.00 0.06±0.01 0.06±0.01

ANT2 0.63±0.02 0.63±0.05 0.65±0.02

NRF1 0.0062±0.0010 0.0053±0.0021 0.0041±0.0022

Total RNAwas extracted from cells following 3 days of culture in the presence

of ethanol, 10 μMDNP or 50 μMDNP. After reverse transcription, quantitative

RT PCRwas performed to determine the level of gene transcripts as described in

Materials and methods. Transcript levels were standardized with mRNA level of

ARP gene. Values are expressed as means±S.E.M. for n=3 independent cell

preparations measured in duplicate.
⁎ Pb0.05 compared with ethanol control.
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of HepG2 cells by dinitrophenol leads to compensatory up-

regulation of mitochondrial oxidative capacity.

Contrary to HepG2 cells, 3 days of DNP treatment did not

change the oxidative capacity of 143B.TK− cells, instead it

increased their glycolytic metabolism. Thus, in 143B.TK− cell

lines, DNP treatment significantly increased glucose consump-

tion (Fig. 3B) and lactate production (Fig. 3D) in a dose

dependent manner. The strong positive correlation between

glucose consumption and lactate production with a ratio lactate/

glucose of almost 2:1 (measured by the slope of the regression

line equation), indicating that most of the glucose uptake into

uncoupled 143B.TK− cells is reduced down the glycolytic

pathway to produce energy. Nevertheless, despite this stimula-

tion of glycolytic metabolism, the growth rate of 143B.TK−

cells was very sensitive to mitochondrial uncoupling, being

significantly reduced by DNP treatment (Fig. 2B). Interestingly,

treatment of 143B.TK− cells with 50 μM DNP induced a slight

but significant increase in the mitochondrial membrane

potential which corresponded with a large stimulation of

glycolysis and a drastic slow proliferation rate downwards.

These results would be consistent with the fact that glycolytic

ATP, the principal source of energy in 143B TK− cells, may

supply the energy for maintaining mitochondrial membrane

potential and cell proliferation [27]. In the presence of 50 μM

DNP, glycolysis may therefore not succeed in producing

enough ATP to allow 143B.TK− cells to grow efficiently

while maintaining their mitochondrial membrane potential.

Compared to HepG2 cell, our results show that the high

sensitivity to DNP-induced uncoupling in 143B.TK− cells may

be linked to their inability to develop mitochondrial energetic

pathway to synthesize ATP.

The dual genomic organization of the mitochondrial

oxidative phosphorylation complexes, which includes cyto-

chrome c oxidase, implies that any adaptive change in

mitochondrial characteristics must involve the coordinated

expression of genes originating from both nuclear and

mitochondrial genomes [28]. Therefore, the reported adaptive

increase in mitochondrial oxidative activity of HepG2 in

response to chronic respiratory uncoupling strongly suggests

that a signaling pathway must originate from mitochondria,

followed by the triggering of specialized transcription factors

that initiate a coordinated increase in nuclear respiratory gene

expressions (Fig. 6). Among the transcription factors, nuclear

receptors and coactivators that regulate the expression of

nuclear genes encoding mitochondrial proteins, NRF1 is the

only one for which expression had been studied in response to

respiratory uncoupling so far [19,20]. These studies reported

that respiratory uncoupling increased the expression of NRF1 in

HeLa cells 16 h after inducible expression of UCP1 [19] or in

3T3-L1 adipocytes incubated for 10 h with 150 μM DNP [20].

However, no significant change on NRF1 mRNA levels was

observed in mature adipocytes isolated from 7-month-old

transgenic mice expressing ectopic UCP1 in their white fat

[20]. As far as our study is concerned, the levels of NRF1

mRNAwere not significantly changed in HepG2 cells incubated

for 3 days with either 10 μM or 50 μMDNP, despite an adaptive

Fig. 6. Schematic diagram of the effect of chronic respiratory uncoupling on HepG2 cell metabolism. Three days of respiratory uncoupling induced by dinitrophenol

(DNP) upregulates the expression of COXIVand ANT3 genes and COXIV protein leading to increased mitochondrial oxidative activity in HepG2 cells. This metabolic

adaptation of uncoupled HepG2 cells results from mitochondrial cross-talk with the expression of nuclear respiratory genes, implies that intracellular signaling

pathway(s), followed by activation of specialized transcription factors initiates a coordinated expression of nuclear respiratory genes. At the onset of respiratory

uncoupling, at least two rapid events have been described that could form part of the initial signaling process leading to activation of various transcription pathways: (1)

lower cellular energy charge and the attendant increase in cytosolic AMP/ATP ratio [31,32] and (2) an increase in cytosolic calcium concentration [12,33]. The former

event is known to activate AMP-activated protein kinase [31,34,35], and the second event can activate a number of kinases (e.g. calcium/calmodulin-dependent protein

kinases, conventional protein kinase C) and phosphatases (e.g., calcineurine). These events would ultimately alter the expression of transcription factors and nuclear

coactivators toward an adjustment in mitochondrial metabolism within cells [36–38].
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increase in mitochondrial respiratory capacity (present study).

The relative discrepancy between these studies may simply

reveal the early molecular event that leads to mitochondrial

differentiation or proliferation in response to changes in cellular

bioenergetics. The hypothesis postulates that respiratory

uncoupling triggers the immediate expression of NRF1 (within

a few hours), followed by the up-regulation of NRF1-sensitive

genes, such as ä-aminolevulinate synthase [19], cytochrome c

and other nuclear genes required for respiratory chain expression

and function [29]. This would contribute to the cellular energy

metabolism adaptation and subsequent normalization of the

initial signaling event that had induced NRF1 expression.

Additionally, the increased COXIV transcript levels found in

uncoupled cells (present study, see also [20]), a gene that is not

sensitive to NRF1 [29,30], further suggests that other transcrip-

tion factors, in particular NRF2 in this case, are likely to be

involved in the stimulation of mitochondrial differentiation by

respiratory uncoupling. We are currently working on this

hypothesis in order to clarify whether the mitochondrial

respiratory adaptation reported herein could be related to the

early expression of NRF1 and other transcriptional activators

(NRF2, mtTFA) and coactivators (PGC1, PRC). Finally, the

present study provides evidence that modifications in mito-

chondrial bioenergetics influences the expression of nuclear

genes which would in turn regulate mitochondrial characteristics

and therefore cellular metabolism, at least in HepG2 (Fig. 6).
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Résultats complémentaires de l’article 1. 

Figure 22. 
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Figure 23. 
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Résultats complémentaires de l’article n°1. 

 
Figure 22: Consommation de glucose, production de lactate et de pyruvate dans les 

cellules HepG2 après 10 heures, 24 heures, 48 heures et 72 heures de traitement par 10 

ou 50 µM de DNP. 

Les concentrations en glucose et en lactate ont été dosées dans le milieu de culture des 

cellules HepG2 traitées par DNP (10 et 50 µM) pendant différents temps (10 heures, 24 

heures, 48 heures et 72 heures) par spectrophotométrie en utilisant les kits de dosages 

commercialisés par Boeringher, Mannhein, Allemagne. La concentration en pyruvate a été 

dosée en mesurant la consommation en NADH dans l’échantillon par l’enzyme lactate 

deshydrogénase. Pour cela, l’absorbance des échantillons a été lue à 340 nm (longueur 

d’ondes d’absorption du NADH). Les résultats ont été rapportés à la quantité de cellules 

présentes dans les boîtes de culture ainsi qu’au temps de culture.  

Figure 23 : Courbes de croissance et temps de doublement des cellules 143B cultivées en 

présence de 10 et 50 µM de DNP. 

Les cellules 143B ont été ensemencées à J0 à une concentration de 0,3 million de cellules par 

flask de 75 cm2. De J0 à J3, les cellules ont été cultivées en milieu contrôle ou avec de 

l’éthanol (solvant du DNP) ou présence de différentes concentrations de DNP. A J3, soit le 

milieu est remplacé par le même milieu que de J0 à J3 (figure A : contrôle, éthanol, DNP 10 

µM ou DNP 50 µM) ou par du milieu contrôle (figure B). De J4 à J7, les milieux sont 

renouvelés chaque jour. Les temps de doublement ont été calculés conformément à la 

méthode décrite dans la partie matériel et méthodes de l’article. Chaque jour, trois comptages 

indépendants ont été réalisés pour chaque condition de culture.  
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Résultats et discussion de l’article n°1. 

Dans cette étude, nous montrons que les cellules HepG2, soumises à un stress mitochondrial 

(découplage chronique par 50 µM de DNP), développent leur métabolisme oxydatif 

mitochondrial pour pallier la diminution d’efficacité de synthèse d’ATP induit par le 

découplage sans stimulation visible de la glycolyse après 72 heures de culture (consommation 

de glucose et production de lactate identique aux cellules contrôles). Il faut noter cependant 

que lorsqu’on mesure ces paramètres en cinétique, après 10 heures, 24 heures, 48 heures et 72 

heures de culture en présence de DNP (figure 22), on observe un pic de consommation de 

glucose et de production de lactate après 24 heures de découplage mitochondrial dans les 

cellules HepG2, la production de pyruvate est, quant à elle, inférieure dans les cellules traitées 

par 50 µM de DNP par rapport aux cellules contrôles. Ces résultats nous laissent penser que la 

glycolyse est stimulée de manière précoce dans les cellules HepG2 traitées par 50 µM de 

DNP. Après 3 jours de traitement, une stimulation de la capacité respiratoire mitochondriale 

semble se produire via une activation de la transcription de gènes nucléaires codant pour des 

protéines importantes pour le fonctionnement de la chaîne respiratoire mitochondriale (ANT3 

et COXIV). Cette augmentation des transcrits COXIV est correlée, pour les cellules traitées 

par la plus forte dose de DNP avec une augmentation de la quantité de protéine COXIV ainsi 

qu’avec une augmentation de l’activité de la COX. Pour 10 µM de DNP en revanche, bien 

que la quantité de transcrits COXIV soit significativement augmentée par rapport aux cellules 

contrôles, le taux de protéines COXIV n’est que faiblement augmenté (non significatif, 

p=0.08) et l’activité COX est inchangée par rapport aux cellules contrôles. En outre, dans les 

cellules HepG2 traitées par 10 µM de DNP, le potentiel membranaire mitochondrial est 

inférieur à celui des cellules contrôles, ce qui tend à prouver que la stimulation du 

métabolisme oxydatif dans ces cellules ne parvient pas à compenser totalement le découplage 

induit par le DNP. De même, la glycolyse n’est pas stimulée par 10 µM de DNP dans les 

cellules HepG2. Les cellules traitées par une dose plus forte de DNP (50 µM) sont, quant à 

elle, capables de compenser totalement le découplage mitochondrial par une stimulation de 

l’activité ainsi que de la quantité de la cytochrome c oxydase ainsi que de l’ANT3. Nous 

émettons donc l’hypothèse que, dans ces cellules, le dysfonctionnement mitochondrial induit 

par le traitement chronique par DNP entraîne la mise en place d’un dialogue rétrograde entre 

la mitochondrie et le noyau ayant pour but d’activer la transcription de gènes OXPHOS codés 

par le génome nucléaire permettant le développement du métabolisme oxydatif.  

Lorsque cette étude a été réalisée, les facteurs du dialogue rétrograde mitochondrie/noyau 

étaient très peu connus ((Biswas et al., 1999, Butow et Avadhani, 2004, Erol, 2005, 
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Giannattasio et al., 2005). Depuis, ce dialogue a été très étudié (Lim et al., 2006, Liu et 

Butow, 2006, Park et al., 2006, Rohas et al., 2007, Schieke et Finkel, 2006, Schroeder et al., 

2007) et plusieurs protéines y participant ont été identifiées. Ainsi, Rohas et al. (2007) ont 

récemment étudié l’impact du traitement par FCCP (50 µM et 200 µM) pendant différents 

temps (16 heures, 24 heures et 72 heures) sur le métabolisme de fibroblastes en culture. Les 

auteurs ont démontré que suite à un découplage chronique mitochondrial, un mécanisme 

compensateur impliquant PGC-1α est mis en place et permet ainsi de limiter la toxicité du 

découplage. Ainsi, après 16h de découplage, les transcrits des gènes codant pour des sous-

unités des complexes de la chaîne respiratoire (COXII, F1βATPase et cytochrome c) ainsi que 

le facteur de biogénèse mitochondrial NRF1 étaient augmentés dans les cellules découplées. 

L’induction de la transcription de ces gènes nécessite la mise en place d’un signal de 

dysfonctionnement initié par la mitochondrie entraînant une sortie de calcium du réticulum 

endoplasmique. Cette augmentation de la concentration cytosolique en calcium est 

indispensable à la cascade de signalisation et permet à la fois l’activation de la voie 

CREB/TORC (Tranducer of Regulated CREB Proteins) ainsi que de l’AMPK, ces deux voies 

aboutissant à l’augmentation de la transcription de PGC-1α et de ses cibles en aval de la 

cascade. Le découplage mitochondrial aboutit donc dans ce modèle à une stimulation de la 

biogénèse mitochondriale dès 16 heures de traitement par FCCP. 

Dans notre modèle, le découplage induit pendant 3 jours par 10 à 50 µM de DNP sur les 

cellules HepG2 ne semble pas entraîner d’augmentation de la masse mitochondriale.  En effet, 

nous n’avons pas observé d’augmentation de la transcription de NRF1, un facteur important 

impliqué dans la stimulation de la biogénèse mitochondriale ni de variation de l’activité 

enzymatique de la citrate synthase, une enzyme matricielle souvent utilisée comme marqueur 

de la masse mitochondriale. De même, nous n’avons pas observé de variation de la quantité 

de  VDAC (porine), protéine mitochondriale. Un mécanisme tel que celui évoqué par Rohas 

et al. impliquant PGC-1α ne semble donc pas intervenir dans notre modèle. D’autres études 

ont montré une augmentation de transcription du facteur NRF1 suite à l’induction d’un 

découplage mitochondrial (Li, B. et al., 1999, Rossmeisl et al., 2002). Cependant, dans toutes 

ces études, le temps de découplage ne dépasse pas 16 heures, nous ne pouvons donc pas 

exclure, dans notre modèle, une augmentation précoce de la transcription de NRF1 qui 

n’apparaît plus après trois jours de culture, la stimulation des gènes en aval (tels que les gènes 

OXPHOS) ayant déjà eu lieu. De plus, la transcription du gène nucléaire COXIV (que nous 

trouvons stimulée dans notre modèle) est sous dépendance, non pas de NRF1 mais de NRF2 

(GABP), un autre facteur de biogénèse mitochondriale possédant des sites de fixation dans le 
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promoteur de différents gènes OXPHOS (COX IV, COXVb ou ATP synthase β par exemple). 

Dans notre système, il ne semble pas se produire une activation de la biogénèse 

mitochondriale globale (comme retrouvé dans les études de Li, B. et al., 1999, Rossmeisl et 

al., 2002 et Rohas et al., 2007)  mais plutôt une stimulation spécifique des gènes codant pour 

des sous-unités de la chaîne respiratoire (COXIV et ANT3) afin de compenser le 

dysfonctionnement mitochondrial induit par le DNP. Cette différence peut peut-être 

s’expliquer par le fait que les doses de DNP utilisées dans notre modèle reflètent un 

découplage modéré (mild uncoupling) alors que les doses utilisées dans ces études sont 

supérieures à toutes les doses décrites comme dissipant totalement le gradient de protons 

(souvent 1 à 5 µM de FCCP, Johnson-Cadwell et al., 2007, Palmeira et al., 1996).  

Une augmentation de l’expression de l’ANT a déjà été identifiée dans les muscles de patients 

atteints de MERRF ou de MELAS présentant des défauts au niveau de la chaîne respiratoire 

mitochondriale (Heddi et al., 1993), les auteurs proposent que cette augmentation de 

l’expression de différents gènes important pour le métabolisme oxydatif mitochondrial (dont 

ANT1) soit un mécanisme compensateur du dysfonctionnement mitochondrial retrouvé dans 

ces deux pathologies. De même, plusieurs publications (Behan et al., 2005, Li, K. et al., 1995) 

ont montré que dans des cellules déplètées en ADN mitochondrial (Rho°) possédant donc une 

chaîne respiratoire déficiente,  la transcription des gènes COXIV et ANT est stimulée par 

rapport aux cellules contrôles. Ces résultats vont donc dans le sens de notre modèle où un 

dysfonctionnement de la phosphorylation oxydative mitochondriale entraîne une 

augmentation de la transcription des gènes OXPHOS pour compenser ce déficit.  

Le mécanisme moléculaire permettant d’expliquer cette stimulation de la transcription des 

gènes OXPHOS par un mécanisme autre que la voie classique de biogénèse mitochondriale 

n’a pas encore été élucidé. Plusieurs classes de facteurs de transcription peuvent influencer 

l’expression des gènes OXPHOS : les facteurs généraux YY1 (Lenka et al., 1998), Sp1 (Zaid 

et al., 1999) et MEF2 (Ojuka et al., 2002) ou encore les éléments OXBOX (présents 

uniquement dans les cellules musculaires) et REBOX (ubiquitaires, sensibles au statut redox 

des cellules, Chung et al., 1992). Cependant, aucun d’entre eux n’a clairement été identifié 

dans la mise en place du dialogue rétrograde entre la mitochondrie et le noyau. Le facteur Sp1 

retient cependant plus particulièrement notre attention car différentes études ont montré son 

implication dans la modulation de la transcription des gènes ANT et COX (dont COXIV). Or, 

nous avons montré que ces gènes étaient surexprimés suite au traitement par DNP dans les 

cellules HepG2. L’état de phosphorylation de ce facteur semble être déterminant pour son rôle 

d’activateur transcriptionnel (Goffart et Wiesner, 2003) ainsi il semble activé par 
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phosphorylation par certaines isoformes de PKC ou par p38MAPK (D'Addario et al., 2006, 

Zhang et al., 2006). Or, le découplage par DNP a été décrit comme un élément activateur de 

p38MAPK notamment dans le muscle squelettique (Taha et al., 1997) et dans les 

cardiomyocytes (Pelletier et al., 2005). Bien qu’il n’y ait pas encore de données sur 

l’activation de p38MAPK par le découplage dans le foie, ces éléments nous permettent de 

postuler que l’activation de la cascade p38MAPK  suite au découplage mitochondrial permet 

la phosphorylation de différents facteurs dont Sp1 qui active ensuite la transcription de ses 

gènes cibles parmi lesquels certains gènes importants pour le métabolisme oxydatif 

mitochondrial (ANT et COX par exemple). Parmi les éléments intervenant dans le dialogue 

retrograde mitochondrie/noyau, l’augmentation de la concentration intracellulaire en calcium 

semble jouer un rôle clé (Arnould et al., 2002, Biswas et al., 1999, Butow et Avadhani, 2004, 

Erol, 2005, Rohas et al., 2007). Biswas et al. (1999) notamment ont montré que l’induction 

d’un découplage dans les cellules musculaires C2C12 entraînait une augmentation de la 

concentration intracellulaire en calcium ainsi qu’une activation de la calcineurine. Cette 

phosphatase calcium-dépendante ainsi activée peut alors activer NFAT (un facteur de 

transcription connu pour contrôler l’expression des gènes des cytokines dans les lymphocytes 

mais pouvant aussi moduler l’expression de gènes dans d’autres tissus tels que le muscle ou le 

tissu adipeux) qui sera transloqué dans le noyau et exercera sa fonction d’activateur 

transcriptionnel. Or, Santini et al. (2001) ont montré que NFAT, une fois dans le noyau peut 

s’associer avec le facteur Sp1 et induire la transcription des gènes cibles. Une telle cascade 

d’activation pourrait ainsi relier la mise en place d’un dialogue rétrograde (entre la 

mitochondrie et le noyau) et l’augmentation de la transcription des gènes COXIV et ANT3 

que nous retrouvons dans notre modèle. Ces différentes voies sont résumées sur la figure 24. 

Les éléments en bleu sont ceux que nous avons étudiés dans notre article. Les éléments en 

rouge et vert sont les deux hypothèses que nous émettons pour expliquer l’augmentation de 

l’expression d’ANT3 et COXIV que nous trouvons dans notre modèle. 

Afin de tester ces hypothèses, il serait intéressant dans un premier temps de quantifier 

l’expression de Sp1 ainsi que son état de phosphorylation suite au traitement des cellules 

HepG2 par le DNP. Si l’activation de ce facteur est démontrée dans notre modèle, il pourrait 

être intéressant d’inhiber les protéines PKC, calcineurine et p38MAPK (respectivement par 

l’ajout de bisindolylmaleimide, de deltamethrine et de SB202190 dans le milieu de culture en 

plus du DNP) afin d’étudier leur implication dans l’activation de Sp1. Ces mesures devront 

être réalisées à plusieurs temps après l’ajout de DNP afin de déterminer le temps nécessaire à 
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la mise en place de ce dialogue (les temps choisis sont 10 heures, 24 heures, 48 heures et 72 

heures). 

Dans les cellules 143B, à métabolisme plus glycolytique que les cellules HepG2, le 

découplage mitochondrial s’accompagne d’une forte stimulation de la glycolyse représentée 

dans nos résultats par une augmentation de 2 fois de la consommation de glucose et une 

production de lactate multipliée par 4. En outre, dans ces cellules, le découplage n’induit 

aucune variation du métabolisme oxydatif mitochondrial (pas de variation de la respiration 

cellulaire ni de l’expression des gènes OXPHOS). Cette forte stimulation de la glycolyse dans 

les cellules 143B découplées s’accompagne d’une diminution drastique de la prolifération 

cellulaire (temps de doublement deux fois supérieur aux cellules contrôles). Cependant, il faut 

noter que cette inhibition est réversible (figure 23) car si on replace les cellules 143 B traitées 

pendant trois jours par DNP dans un milieu contrôle, elles retrouvent un temps de doublement 

identique aux cellules contrôles. Nous avons donc émis l’hypothèse que la stimulation du 

métabolisme glycolytique induit par le découplage dans ces cellules ne suffit pas à pallier le 

manque de synthèse d’ATP par la chaîne respiratoire mitochondriale et est donc délétère pour 

la croissance cellulaire. Un phénomène similaire est retrouvé dans les cellules Rho° dont la 

production d’ATP repose uniquement sur la glycolyse et qui possèdent une croissance 

nettement ralentie par rapport aux cellules contrôles (King et Attardi, 1989, Piechota et al., 

2006). En plus de la quantité d’ATP produite trop faible pour maintenir le taux de croissance, 

la diminution de prolifération dans les cellules déplètées en ADN mitochondriale a été 

corrélée, dans d’autres modèles, à la stimulation de la phosphorylation du facteur CREB par 

la calmodulin-dependent kinase IV (CAMKIV), une kinase induite suite à l’augmentation de 

la concentration intracellulaire en calcium. L’inhibition de la prolifération par CREB passerait 

par la phosphorylation, et donc l’activation des protéines p53 et, en aval, p21 qui inhibe 

l’activité des kinases cyclines dépendantes (CDK) et induit un arrêt du cycle cellulaire en 

phase G1 (Piechota et al., 2006). Plusieurs publications ont montré une augmentation de la 

transcription du facteur CREB lors d’un découplage mitochondrial (Biswas et al., 2005, 

Piechota et al., 2006, Rohas et al., 2007) mais Rohas et al. ont relié son activation à une 

augmentation de la biogénèse mitochondriale. Dans les cellules 143B, nous ne retrouvons 

aucune variation des transcrits des gènes OXPHOS, il semble donc peu probable que le 

facteur CREB soit impliqué dans l’inhibition de prolifération de ces cellules lorsqu’elles sont 

découplées. La seule production d’ATP d’origine glycolytique ne suffit pas à assurer la 

croissance cellulaire d’autant qu’une partie des molécules de glucose est sans doute dérivée 

vers la voie des pentose phosphates pour produire des nucléotides. 
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Une des questions que soulèvent ces résultats est de savoir pourquoi les cellules 143B ne sont 

pas capables d’induire une augmentation de la transcription des gènes OXPHOS pour 

compenser le dysfonctionnement mitochondrial induit pas le DNP ? L’hypothèse que nous 

émettons est qu’un des facteurs de transcription que nous avons cités dans le paragraphe 

concernant les cellules HepG2 est manquant ou non actif dans les cellules 143B. Une étude 

publiée par Duborjal et al. en 2002 a montré que, dans les cellules 143B déplètées totalement 

en ADN mitochondrial, la quantité de transcrits des gènes OXPHOS codés par le génome 

nucléaire n’était pas différent des cellules parentales (Duborjal et al., 2002). Nos résultats 

vont dans ce sens puisqu’aucune variation de la transcription de COXIV et ANT3 n’est 

observée dans les cellules traitées par DNP. Ainsi, un défaut de coordination entre la 

transcription nucléaire et mitochondriale peut peut-être expliquer l’absence de stimulation du 

métabolisme oxydatif suite à un dysfonctionnement mitochondrial dans ces cellules. De plus, 

certaines études (Szczepanowska et al., 2004, von Kleist-Retzow et al., 2007) ont identifié 

des défauts de l’homéostasie calcique mitochondriale dans les cellules 143B. Ainsi, les 

auteurs montrent que dans ces cellules, les mitochondries ne participent que très peu à 

l’homéostasie calcique intracellulaire, incorporant et relarguant des quantités très faibles de 

calcium. L’augmentation de la concentration intracellulaire en calcium ayant été décrite 

comme un élément clé de la voie de signalisation rétrograde permettant à la mitochondrie, 

lorsqu’elle est soumise à un stress métabolique, de stimuler l’expression des gènes OXPHOS 

codés par le génome nucléaire, les défauts d’homéostasie calcique mitochondriale décrits dans 

les cellules 143B pourraient expliquer la non-adaptation de ces cellules au découplage.  
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Figure 24 : Schéma récapitulatif des résultats obtenus dans l’article n°1 (flèches pleines) 

ainsi que des voies possibles de dialogue rétrograde mis en place dans ces cellules 

(flèches en pointillés). 
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Introduction des articles n°2 et 3. 

 
Les résultats précédents obtenus sur les cellules traitées par DNP ont permis de montrer que 

les cellules HepG2 soumises à un stress mitochondrial pendant trois jours sont capables de 

mettre en place des adaptations afin de développer leur métabolisme oxydatif.  

Le but du travail présenté dans ce deuxième article était initialement d’étudier, sur cette même 

lignée cellulaire, les conséquences mitochondriales d’un autre stress métabolique reconnu, le 

traitement par glucocorticoïdes. En effet, plusieurs études ont montré que le traitement par 

glucocorticoïdes induit un état d’hypermétabolisme (élévation du métabolisme de base, 

Brillon et al., 1995, Minet-Quinard et al., 2000). Ces variations métaboliques induites par les 

glucocorticoïdes visent à maintenir un stock d’énergie suffisant en stimulant notamment la 

protéolyse musculaire et la néoglucogenèse hépatique (Jones et al., 1993, Tiao et al., 1996). 

De plus, les glucocorticoïdes modifient le métabolisme oxydatif mitochondrial (notamment au 

niveau hépatique). En effet, de nombreuses études montrent une diminution de l’efficacité de 

la phosphorylation hépatique dans les mitochondries de foie de rats traités par ces hormones 

(Jani et al., 1991, Kerppola, 1960, Kimberg et al., 1968, Roussel et al., 2003). Outre leur rôle 

régulateur dans ces processus, les glucocorticoïdes influencent également la sensibilité à 

l’insuline (Qi et Rodrigues, 2007) et la production d’autres hormones dont la leptine (Lerario 

et al., 2001) et la triiodothyronine (T3) (Reyns et al., 2005). La T3, notamment, a été 

identifiée comme un régulateur important du métabolisme oxydatif mitochondrial,  stimulant 

la respiration mitochondriale à court et à long terme (Wrutniak-Cabello et al., 2000, 

Wrutniak-Cabello et al., 2001) et augmentant la fuite de protons dans les mitochondries 

hépatiques (Harper et al., 1993).  On peut se demander si l’effet découplant des 

glucocorticoïdes observé sur les mitochondries isolées de foie de rats traités par 

glucocorticoïdes est dû aux glucocorticoïdes eux-mêmes ou à leur effet stimulateur sur un 

autre élément (par exemple la production de T3), lui-même régulateur du métabolisme 

énergétique mitochondrial. Afin de déterminer si les glucocorticoïdes ont une action propre 

sur le fonctionnement mitochondrial, nous avons traité les cellules HepG2 par différentes 

doses de dexaméthasone et nous avons mesuré la respiration cellulaire, le potentiel 

membranaire mitochondrial ainsi que la quantité de protéines COXIV et ANT. Nos résultats 

(cf figure 25 et 26) montrent que cinq jours de traitement par 500 nM de dexaméthasone 

entraînent une augmentation de la respiration de routine (respiration endogène), de la 

respiration insensible à l’oligomycine (respiration non couplée à la synthèse d’ATP) ainsi que 

de la respiration découplée (capacité maximale de la chaîne respiratoire). En outre, le 
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potentiel membranaire mitochondrial en conditions non phosphorylantes (en présence 

d’oligomycine) est diminué dans les cellules traitées par dexaméthasone. Enfin, comme lors 

du traitement par DNP, la quantité de COXIV et ANT est augmentée dans les cellules 

incubées en présence de dexaméthasone. Afin de s’assurer de la spécificité de ces effets, nous 

avons traité les cellules HepG2 à la fois par 500 nM de dexaméthasone et 5 µM de 

mifépristone (ou RU486) un inhibiteur du récepteur intracellulaire aux glucocorticoïdes. Les 

résultats montrent que la stimulation de la capacité respiratoire des cellules (respiration 

découplée) est bien dépendante du récepteur intracellulaire aux glucocorticoïdes (cGR) mais, 

de manière surprenante, l’augmentation de la respiration de routine et de celle insensible à 

l’oligomycine restait supérieure à celle des cellules contrôles. Dans le but d’expliquer ces 

effets non cGR dépendants, nous nous sommes intéressés aux autres voies d’actions des 

glucocorticoïdes et notamment à celles passant par un récepteur aux glucocorticoïdes dans la 

membrane plasmique. Ce récepteur a été identifié dans différents tissus (dont les reins, le 

cerveau, le foie ainsi que les lymphocytes (Gametchu et al., 1999, Guo et al., 1995, Howell et 

al., 1989, Quelle et al., 1988) et est surtout décrit comme impliqué dans les effets non 

génomiques à court terme des glucocorticoïdes (Tasker et al., 2006). Cependant, bien 

qu’encore soumis à controverse, son rôle dans les effets génomiques des glucocorticoïdes a 

été mis en évidence dans différents modèles (Daufeldt et al., 2003, Trueba et al., 1989). De 

nombreux points d’interrogation subsistent quant à la nature de ce récepteur (identique au 

cGR, récepteur couplé aux protéines G …) ainsi que sa spécificité de substrats (certains 

auteurs ont montré que le mGR pouvait lier non seulement des glucocorticoïdes mais aussi 

certains dérivés de la progestérone et des œstrogènes (Daufeldt et al., 2003, Trueba et al., 

1989). Ces éléments rendent ainsi plus difficile sa mise en évidence dans les effets des 

glucocorticoïdes. Son implication est souvent démontrée par des moyens indirects tels que 

l’utilisation de dérivés stéroïdes couplés à la BSA (qui ne peuvent pas traverser librement la 

membrane plasmique). Aux vues de ces données, nous avons choisi de nous focaliser plus 

particulièrement sur les voies impliquées dans les effets mitochondriaux du traitement par 

glucocorticoïdes. Pour cela, nous avons traité les cellules HepG2 avec 500 nM de 

dexaméthasone pendant 10 minutes (pour étudier les effets à court terme) et 8 heures (effets à 

plus long terme). Grâce à l’utilisation de différents inhibiteurs et dérivés de la dexaméthasone, 

nous avons pu montrer que la mitochondrie était à la fois la cible d’effets à court terme , non 

génomiques et  mGR dépendants, de la dexaméthasone ainsi que d’effets génomiques à long 

terme médiés pour partie par le mGR et par le cGR.  
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Pour la suite de notre travail, présenté dans l’article n°3, nous nous sommes focalisés sur les 

effets non génomiques des glucocorticoïdes et nous avons voulu déterminer plus en détail les 

éléments clés de la signalisation en aval du récepteur couplé aux protéines G conduisant aux 

effets sur la mitochondrie. 

Parmi les effets rapides des glucocorticoïdes décrits dans la littérature, une modification de la 

concentration intracellulaire en calcium est très souvent rapportée (Han et al., 2005, Loechner 

et al., 1999, Namba et al., 2002, Priceman et al., 2006, Takahashi et al., 2002, Tong et al., 

2004, Yao et al., 2007). Or, ce second messager étant très largement utilisé dans les cellules 

pour la transduction du signal à partir des récepteurs membranaires, nous nous sommes, dans 

un premier temps, intéressés à l’activation de la voie protéine Gq/phospholipase qui aboutit à 

l’augmentation de la concentration intracellulaire en calcium. Nous avons montré que le 

traitement des cellules HepG2 par 500 nM de dexaméthasone pendant dix minutes induisait 

une activation de cette voie qui entraîne une augmentation de 80% de la concentration 

intracellulaire en calcium par rapport aux cellules contrôles.  
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c Université d’Angers, Angers F-49035, France
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Abstract

Glucocorticoid treatment is often linked to increasedwhole-body energy expenditure and hypermetabolism.Glucocorticoids affect

mitochondrial energy production, notably in the liver, where they lead tomitochondrial uncoupling reducing the efficacy of oxidative

phosphorylation. However, the signaling pathways involved in these phenomena are poorly understood. Here we treated HepG2 cells

with dexamethasone for different times and, by using different combinations of inhibitors, we showed that dexamethasone treatment

leads to recruitment of twomain signaling pathways. Thefirst one involves aG-protein coupledmembrane glucocorticoid binding site

and rapidly decreases complexes I and II activities while complex III activity is upregulated in a p38MAPK dependent mechanism.

The second one implies the classical cytosolic glucocorticoid receptor and triggers long-term transcriptional increases of respiration

rates and of complex IV activity and quantity. We concluded that mitochondria are the target of multiple dexamethasone-induced

regulatory pathways that are set up gradually after the beginning of hormone exposure and that durably influence mitochondrial

oxidative phosphorylation.
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1. Introduction

It has been thought for a long time that thyroid

hormones are the main regulator of mitochondrial

energy production (Menezes-Ferreira & Torresani,

1983). Recent findings show that others hormones

(steroids, leptin, insulin) may also regulate the efficiency

of mitochondrial oxidative metabolism. Among them,

glucocorticoids have been shown to interfere with mito-

chondrial energy production because of theirmodulating

role in many physiological processes requiring increase

in energy expenditure (immune function, homeostasis,

1357-2725/$ – see front matter © 2008 Elsevier Ltd. All rights reserved.
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stress response and cellular differentiation, Scheller &

Sekeris, 2003). In liver (which contributes to 20–30% of

resting energy expenditure in humans, Ramsey, Harper,

& Weindruch, 2000), a 5 days treatment of rats with

a synthetic glucocorticoid (dexamethasone) has been

shown to induce energy wastage in isolated liver mito-

chondria (Arvier et al., 2007;Dumas et al., 2003;Roussel

et al., 2003). Moreover, glucocorticoid can steadily

modify respiratory chain activity by increasing transcrip-

tion of nuclear and/or mitochondrial-encoded oxidative

phosphorylation genes (Kadowaki & Kitagawa, 1988;

Van Itallie, 1992).

Taken together, this accumulating evidence supports

the idea that glucocorticoids are key regulators of energy

metabolism, influencing directly mitochondrial respira-

tion and oxidative phosphorylation.

Despite its importance, the cellular mechanism lead-

ing to mitochondrial effect of glucocorticoid remains

poorly understood. According to the classical model

of steroid action, glucocorticoids enter the cell pas-

sively by diffusion through the lipid membrane and are

bound to the cytosolic glucocorticoid receptor (cGR).

This induces allosteric modifications enabling the hor-

mone/receptor complex to bind to the glucocorticoid

response element (GRE) of target genes and to mod-

ulate their transcription (Mangelsdorf et al., 1995).

However, some steroid responses (such as rapid feed-

back of neuroendocrine function, Di, Malcher-Lopes,

Marcheselli, Bazan, & Tasker, 2005) do not fit this

classical genomic model of steroid action in particu-

lar the short-term effects that occur immediately after

glucocorticoid administration. It has been proposed that

an additional membrane receptor might initiate non-

genomic phenomena.

Glucocorticoids have been shown to bind to hepa-

tocyte membrane suggesting the existence of a specific

membrane located glucocorticoids receptors. Moreover,

it has been proposed that the receptor (mGR)may partic-

ipate in various non-genomic actions of glucocorticoids

and also plays a role in nuclear transcription as the ini-

tiating element of membrane-initiated steroid signaling

(Trueba, Ibarrola, Ogiza, Marino, & Macarulla, 1991).

We recently reported that dexamethasone treatment

specifically affects mitochondrial energy metabolism

in the liver (Arvier et al., 2007; Dumas et al., 2003;

Roussel et al., 2003). Here, we aimed at discriminat-

ing the involvement of those two types of binding sites

in mitochondrial effects of glucocorticoids. For this pur-

pose, we observed the functioning of respiratory chain

after a short time (10min) and a longer dexametha-

sone treatment (8 h) on HepG2 cells. Our results show

that a G protein-coupled membrane receptor is involved

in rapid effects of glucocorticoid on HepG2 mitochon-

drial oxidative metabolism but also that the response to

dexamethasone is more complex and leads to the coordi-

nated activation of mGR and cGR for long-term effects.

2. Materials and methods

2.1. Materials

RPMI 1640, l-glutamine and antibiotics were

obtained from Gibco, Cergy-Pontoise, France; FBS

from Biochrom, Berlin, Germany; dexamethasone

from Merck, Lyon, France; dexamethasone-BSA and

dexamethasone-mesylate fromSteraloids, London, Eng-

land.Mifepristone and actinomycin Dwere bought from

Sigma–Aldrich, Lyon, France.

2.2. Methods

2.2.1. Cell line and growth conditions

The HepG2 human hepatocarcinoma cell line was

grown in the RPMI 1640 medium, supplemented with

10% fetal bovine serum (FBS), 2mM l-glutamine,

penicillin G (100U/ml), streptomycin (2mM) and

amphoptericin B (0.25mg/ml). Cells were grown in

a 75 cm2 flask either in a control medium or in a

medium supplemented with 500 nM of dexamethasone,

for 10min or 8 h at 37 ◦C in a humidified atmosphere

(5%CO2–95% air).

To test whether the addition of dexamethasone in the

culture media triggers a change in HepG2 cell growth,

a growth curve was constructed over a 5-day period.

No difference was observed between dexamethasone-

treated cells and controls proving the non-toxicity of the

quantities of dexamethasone used in this study (data not

shown).

Before the experiments, we performed respiration

ratesmeasurementswith different concentrations of dex-

amethasone (50 nM, 500 nMand 5mM).We chose to use

500 nM of dexamethasone because it was the minimal

concentration inducing mitochondrial effects.

2.3. Incubation with mifepristone, actinomycin D,

dexamethasone-BSA and dexamethasone-mesylate

Cells were grown for 4 days in the culture media

(medium was renewed every 2 days); on the 5th day,

medium was replaced either with control medium or

with medium supplemented with 500 nM of dexam-

ethasone or 500 nM of dexamethasone-BSA. For the

latter experiments, control medium used was supple-

mented with DMSO (vehicle of dexamethasone-BSA).

To determine pathways involved inmitochondrial effects
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of dexamethasone, we used the GR-antagonist mifepris-

tone (5mM) and the transcription inhibitor actinomycin

D (1mg/ml). Inhibitors concentration used in those

experiments where chosen according to the literature.

A concentration of 10mM of mifepristone has been

shown to have no intrinsic agonist activity in hepatoma

cells and to inhibit completely the transactivating action

of dexamethasone. The authors concluded that a 10-

fold excess of mifepristone over dexamethasone was

sufficient to antagonize glucocorticoid-induced trans-

activation (Honer et al., 2003). In our experiments,

we respected the 1–10 ratio and we used 5mM of

mifepristone to antagonize the effect of 500 nM of dex-

amethasone. The concentration of actinomycin D was

chosen to fully inhibit transcription but not to induce an

increase in cell apoptosis.

Another dexamethasone derivative coupled with a

mersalyl group (dexamethasone-mesylate) was used in

ourmodel to inhibit bothmembrane and cytosolic gluco-

corticoid binding sites. This compound reactedwith thiol

thanks to its methylsulfonate-group and bound cova-

lently to glucocorticoid receptors. Thus, by inhibiting

the reversibility of the interaction between dexametha-

sone and its receptor, dexamethasone-mesylate exerted

antiglucocorticoid activity (Daufeldt, Klein, Wildt, &

Allera, 2006).

2.4. Detection of a glucocorticoid membrane

binding site in HepG2 cells

Plasma membranes were isolated following the

method of aqueous two-phase partition described by

Navas, Nowack, and Morre (1989) on a pool of 300

millions of HepG2 cells.

Membranes collected by centrifugation (10 000 g,

30min), were diluted in 1mM NaHCO3 buffer, divided

into 100ml in microcentrifuge tubes and incubated

with dexamethasone-FITC. To ensure the specificity

of dexamethasone-FITC binding, incubation with dexa-

methasone-mesylate was performed 10-min before

adding dexamethasone-FITC to enable dexamethasone-

mesylate irreversible binding on glucocorticoid recep-

tors. A range of dexamethasone-mesylate (from 50 nm

to 10mM)was performed to determine the concentration

which abolish the maximum of dexamethasone-FITC

binding.

All incubations were performed in the dark. Tubes

were centrifuged (10 000 g, 30min). Supernatant was

kept on ice and the pellet was resuspended in 1mM

NaCO3 buffer. Samples were transferred in black 96-

well microplates for fluorescence measurement (Nunc,

Wiesbaden, Germany).

Dexamethasone-FITCwas excited at 490 nM and flu-

orescence was read at 520 nMwith a fluorescence reader

(Mithras LB940 Reader, Berthold, Thoiry, France).

Autofluorescence of all reagents and of membranes

was determined and subtracted to dexamethasone-FITC

fluorescence when necessary.

Specific membrane binding of dexamethasone-FITC

was calculated as a ratio of the fluorescence contained in

membrane pellet and the total fluorescence of the sample

(pellet + supernatant).

Dexamethasone-FITC fluorescence (0.31± 0.03)

can be displaced by non-fluorescent dexamethasone

(0.22± 0.02, p< 0.05) and by the non-permeant dexam-

ethasone derivative dexamethasone-BSA (0.17± 0.04,

p< 0.05). Dexamethasone-mesylate significantly

inhibits the binding of dexamethasone-FITC (0.20±

0.04, p< 0.05) which clearly suggest the presence

of a glucocorticoid binding site in HepG2 plasma

membrane. As Dexa-mesylate is known to inhibit

membrane and cytosolic glucocorticoid receptors,

residual fluorescence found in Dexa-mesylate +Dexa-

FITC cells cannot be due to presence of cytosolic

glucocorticoid receptors contaminants and can be

explained by non-specific dexamethasone-FITC bind-

ing with plasma membrane. Moreover, the role of the

classical cytosolic glucocorticoid receptor (cGR) on

dexamethasone binding on plasma membrane can be

excluded as mifepristone (a cGR inhibitor) does not

decrease the amount of dexamethasone-FITC bound to

plasma membrane (0.28± 0.02). Results are expressed

as mean±S.E.M. of six experiments performed in

duplicate. Dexamethasone-FITC, dexamethasone,

dexamethasone-BSA and dexamethasone-mesylate

were used at 500 nM and mifepristone at 5mM.

2.5. Incubation with dexamethasone and inhibitors

HepG2 cells were cultured as described herein.

Before dexamethasone treatment, hepG2 cells were

incubated during 30min with the following inhibitors—

p38MAPK inhibitor: SB202190 (10mM), PKC

inhibitor: bisindolylmaleimide I (BIM, 3mM) and

PKA inhibitor 14-22 amide (PKAi, 50 nM). SB202190

were from Sigma–Aldrich, Lyon, France. Bisindolyl-

maleimide I and PKA inhibitor 14-22 amidewere bought

from Calbiochem (Merck chemicals, Nottingham, UK).

2.6. Measurement of oxygen consumption and

FCCP titration of respiration in intact cells

Respiration rates were measured in intact HepG2

cells. The cells were collected by trypsinization, washed
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once in RPMI containing 5% FBS and 2mM l-

glutamine, and centrifuged (110× g for 5min). The

pellet was resuspended at a final concentration of

10× 106 cells per ml in 500ml of RPMI supple-

mented with 2mM l-glutamine (without FBS) after

air-equilibration at 37 ◦C. The suspension was imme-

diately transferred to the 1-ml chamber of a Clarke-type

oxygen electrode (Rank Brothers, Cambridge, England)

maintained at 37 ◦C. Respiration rates were measured as

described elsewhere (Desquiret et al., 2006). The routine

respiration rate of cells was determined by measuring

the linear rate of oxygen consumption, which reflects

the aerobic metabolic activity of cells with physiological

substrates in culture media. Oligomycin (12mg/ml) was

then added to determine the non-phosphorylating res-

piration rate. The uncoupling respiration rate was also

recorded by stepwise addition of FCCP (100–700 nM)

up to the optimal concentration representing the max-

imal capacity of the respiratory chain. Finally, the

non-mitochondrial oxygen consumption rate was deter-

mined by adding antimycin A (4mg/ml). The total

protein content was determined using bicinchoninic

acid, with bovine serum albumin used as the standard

(BC Assay kit®, Montluçon, France). Phosphorylat-

ing control ratios were calculated using the expression:

RCRp= (Routine-Oligo)/FCCP, which represents the

fraction of the respiration rate used to synthesize ATP

(Hutter et al., 2004).

2.7. Determination of enzymatic activities

All assays were performed on cell lysates, ther-

mostatically maintained at 37 ◦C, using a Beckman

spectrophotometer. All cells were resuspended in the

cell buffer containing 250mM saccharose, Tris 20mM,

EDTA 2mM, BSA 1mg/ml, pH 7.2 (50ml/106 cells).

To measure the activity of respiratory complexes

I and II, the cells were first disrupted by freez-

ing in liquid nitrogen, followed by rapid thawing at

37 ◦C. The cells were then centrifuged (2min, 800× g),

resuspended in the cell buffer (250ml/106 cells). For

complex I measurement, an additional sonication step

is required (6× 5 s with an MSE sonicator). Com-

plex I activity was immediately assayed on cell lysate

(0.5× 106 cells) in a KH2PO4 buffer (100mM, pH

7.4), containing 1mM KCN, 2mM NaN3, and 0.1mM

ubiquinone-1. After incubation for 5min, the reaction

was started by adding 0.3mM NADH and the rate

of disappearance of NADH was monitored at 340 nm.

Rotenone (5mM) was then added to determine the back-

ground rate, and the activity was calculated using the

value: εNADH = 6.22mM
−1 cm−1. Complex II (succi-

nate ubiquinone reductase) activity was measured as

described elsewhere (James, Wei, Pang, & Murphy,

1996), excepting that the background rate was measured

by the addition of thenoyltrifluoroacetone (200mM).

Complex III was measured after the frozen-thawing

cycle as described in (Rustin, Chretien, et al., 1994).

Complex IV (cytochrome c oxidase) activity and citrate

synthase (CS) activity were assayed following (Rustin,

Lebidois, et al., 1994).

2.8. Western blot

Cells were grown as described above for the oxy-

gen consumption experiments. Five days after seeding,

the cells were treated by dexamethasone (500 nM) and

mifepristone (5mM) and actinomycin D (1 ng/ml), col-

lected by trypsinization and counted. Then, 100 millions

cells aliquots were centrifuged (800 rpm, 5min). Mito-

chondria were isolated as described by Cui, Yoon,

Schinazi, and Sommadossi (1995).

Isolated mitochondria were resuspended in buffer

containing 10mM NaCl, 1.5mM MgCl2, 10mM Tris,

pH 7.5 and antiproteases cocktail was added. Pro-

tein concentration was determined by the Bio-Rad DC

proteinAssay (BioRad,Hercules, CA,USA). Tenmicro-

grams of protein was electrophoretically size separated

on a 12.5% SDS-polyacrylamide gel and then trans-

ferred onto a PVDFmembrane (AmershamBiosciences,

UK) by placing the gel in a blotting buffer (pH 8.3,

Tris 20mM, glycin 150mM, ethanol 20%) and apply-

ing a 260mA current for 1 h. Membranes were saturated

with 5% non-fat milk dissolved in TBS-Tween 0.1%

(pH 7.4, NaCl 137mM, KCl 2.7mM, Tris 23mM,

Tween 20 0.1%) at 4 ◦C overnight and incubated with

diluted monoclonal mouse anti-COXI and anti-COX IV

(1:1000 and 1:5000, Mitosciences, Montluçon, France)

and anti-VDAC (1:2000 Calbiochem, Merck Chemi-

cals, Nottingham, United Kingdom) antibodies at room

temperature for 2 h. Membranes were then washed

three times in TBS-Tween 0.1% and incubated with

horseradish peroxidase-conjugated rabbit anti-mouse

secondary antibody (1:20,000) for 2 h at room tempera-

ture. Finally, after three washes in TBS-Tween 0.1% and

one inTBS, the immunoreactive proteinswere visualized

with enhanced chemiluminescence.

2.9. Statistical analysis

A non-parametric Mann–Whitney test was used to

compare the treated groups and the controls. Differ-

ences were considered significant at p< 0.05. Results are

expressed as mean±S.E.M.



Please cite this article in press as: Desquiret, V., et al., Mitochondrial effects of dexamethasone imply both membrane and

cytosolic-initiated pathways in HepG2 cells, Int J Biochem Cell Biol (2008), doi:10.1016/j.biocel.2007.12.010

ARTICLE IN PRESS
+Model

BC-2612; No. of Pages 13

V. Desquiret et al. / The International Journal of Biochemistry & Cell Biology xxx (2008) xxx–xxx 5

Fig. 1. Enzymatic activities of the respiratory chain complexes of

cells treated by dexamethasone. The activities of complexes were

measured on frozen pellets of control cells (open bars) and 10-min

dexamethasone-treated cells (black bars) after a freezing/thawing cycle

for complexes II and III and an additional sonication for complex I.

The activities of complex IV and of citrate synthase were measured

immediately after resuspension of the centrifugation pellet in the cell

buffer. Results are the ratio of complex activity and citrate synthase

activity. They are expressed in percentage of activity of control cells.

n= 4 in duplicate. *p< 0.05 compared with control cells.

3. Results

3.1. Rapid, non-genomic effects of dexamethasone

3.1.1. Effects of 10 min of dexamethasone treatment

on the enzymes of the respiratory chain

Fig. 1 shows enzymatic activities of NADH:

ubiquinone oxidoreductase (complex I), succinate dehy-

drogenase (complex II), ubiquinone:cytochrome c

oxidoreductase (complex III) and cytochrome c oxidase

(complex IV) of HepG2 cells after a 10min dexametha-

sone treatment.

These results are presented after normalisation with

citrate synthase (CS) activity, a marker of mitochondrial

quantity, measured on the same cell samples. CS activity

was identical in control and 10-min dexamethasone-

treated cells (data not shown).

Short time dexamethasone treatment induced a dras-

tic decrease in complex I (−60% compared to control

cells) and complex II (−75%)maximal activities. On the

contrary, complex III activity was enhanced by dexam-

ethasone treatment (+100%).Activity of complex IVwas

not modified by the 10-min dexamethasone incubation.

Some rapid effects of glucocorticoid have been cor-

related with binding of hormone to a membrane-bound

form of glucocorticoid receptor and downstream acti-

vation of a G protein-coupled receptor (GPCR). To

investigate if dexamethasone-induced changes of respi-

ratory chain complexes activities were mediated by such

a pathway, we preincubated HepG2 cells with a non-

metabolizable GDP analogue (GDPbS) for 20min and

we added 500 nM of dexamethasone for a 10min addi-

tional incubation. Control cells used in this study were

HepG2 cells incubated only with the inhibitor GDPbS.

There was no significant difference between activities of

control and control +GDPbS cells. We found that inhi-

bition of G protein activation prevented the decrease of

complexes I and II activities and the increase in com-

plex III activity triggered by dexamethasone short-term

treatment (Fig. 2).

Downstream ofG protein activation, activation of dif-

ferent protein kinases families have been described in

mediating rapid glucocorticoid effects. Therefore, we

tested the involvement of p38MAPK, PKC and PKA in

rapid dexamethasone effects on the respiratory chain.

Bisindolylmaleimide I (PKC inhibitor) fully prevent

complex I decrease and complex III increase triggered

by dexamethasone but only partially prevent the drop

in complex II activity (Fig. 3B, p= 0.08 compared with

control +BIM treated cells). Inhibition of p38MAPK

prevented the inhibitory effects of dexamethasone on

complexes I and II activity and the stimulation of com-

plex III (Fig. 3). By contrast; complexes II and III

activities were still modified by dexamethasone in PKA

inhibitor treated cells and, although not statistically sig-

nificant, complex I activity tended to be decreased in

dexamethasone + PKA inhibitor cells (p= 0.07).

3.1.2. Respiration rates of 10 min

dexamethasone-treated cells

Fig. 4 shows respiration rates of HepG2 dexame-

thasone-treated cells. Short time incubation of cells with

dexamethasone did not modify routine respiration rate.

Fig. 2. Enzymatic activities of the respiratory chain complexes of cells

treated with dexamethasone plus GDPbS. After a 20min preincuba-

tion with GDPbS, cells were treated during 10min with 10mM of

GDPbS alone (open bars) or with 500 nM of dexamethasone plus

10mMGDPbS (black bars). Complexes II and III activities were mea-

sured on cell lysate after a freezing/thaw cycle. For complex I activity

a sonication step was necessary before enzymatic measurement. Cit-

rate synthase activity was measured immediately on cell suspension.

Results are expressed in percentage of activity of control cells. For

dexa +GDPbS condition (black bars), the control was cells treated

with the same amount of GDPbS but without dexamethasone (open

bars). n= 4 in duplicate. *p< 0.05 compared with control cells.
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Fig. 3. Activity of complexes of the respiratory chain after addition of

kinases inhibitors. HepG2 cells were first cultured during 10min with

10mMofSB202190 (p38MAPK inhibitor) orwith 3mMofBisindolyl-

maleimide (PKC inhibitor) or 50 nM of PKA inhibitor 14–22 amide.

After this incubation half of the flaskswere treated for 10minwith dex-

amethasone (black bars on the graph) and the other half were left with

the inhibitor only (control cells: open bars on the graph). Activities of

complexes I (panel A), II (panel B) and III (panel C) were measured on

frozen pellets and normalized with citrate synthase activity. Results are

expressed as percentage of control + inihibitor cells. n= 4 in duplicate,

*p< 0.05 compared with control + inhibitor cells.

Oligomycin-insensitive respiration of dexamethasone-

treated cells was slightly decreased compared with

control cellswhereas the capacity of the respiratory chain

(uncoupled) respiration was significantly increased.

3.2. Long-term effects of dexamethasone

3.2.1. Effects of 8 h dexamethasone treatment on the

enzymes of the respiratory chain

To test the involvement of membrane and cytosolic

glucocorticoid binding sites in mitochondrial dexam-

ethasone effects, we incubated HepG2 cells with a

cGR inhibitor (mifepristone), or with a dexamethasone

derivative specific of mGR (dexamethasone-BSA) or

Fig. 4. Respiration rates of HepG2 cells incubated for 10min with

dexamethasone. Cells were incubated for 10min with 500 nM of

dexamethasone and routine, oligomycin insensitive and uncoupled res-

pirations were measured on a 5 million cells suspension. Respiration

rates (dexamethasone-treated cells: black bars) are expressed as per-

centage of control cells (open bars). n= 6. *p< 0.05 compared with

control cells.

with dexamethasone-mesylate which impedes dexam-

ethasone binding on GR. Respiratory chain complexes

activitieswere thenmeasured on frozen pellets ofHepG2

treated cells.

The drastic decreases in complexes I and II

activities observed after a 10-min dexamethasone incu-

bation were maintained after 8 h of treatment. The

membrane-impermeant derivative dexamethasone-BSA

also triggered decreases in complexes I and II activi-

ties (Fig. 5, panels A and B, respectively). Inhibition of

cytosolic glucocorticoid receptor with mifepristone did

not prevent decreases in complexes I and II activities.

The increase in complex III activity which was present

after a 10-min dexamethasone treatment disappeared in

8-h dexamethasone-treated cells (Fig. 5C). Dexa-BSA

tended to increase complex III activity however this

increase was not statistically significant. Incubation with

both dexamethasone and mifepristone did not modify

activity of complex III. Complex IV maximal activity

was increased in dexamethasone-treated cells (+70%

compared with control cells, Fig. 5D). This increase

was not retrieved when a membrane-impermeant form

of dexamethasone (dexa-BSA) was used. Moreover, this

increase was sensitive to inhibition of cytosolic GR

since when cells were cultured with dexamethasone and

mifepristone, complex IV activity was similar to control

cells. When incubated with dexamethasone and actino-

mycin D, an inhibitor of transcription, the increase in

complex IV activity was abolished (data not shown).

To confirm the involvement of protein synthesis in

the increase of complex IV activity after dexametha-

sone treatment, we performed a western blot analysis of

both a nuclear encoded (COXIV) and a mitochondrially
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Fig. 5. Enzymatic activities of the respiratory chain complexes of cells

treated for 8 h by dexamethasone derivatives or dexamethasone plus

inhibitors. Cells were incubated during 8 h with 500 nM of dexametha-

sone alone or with 500 nM of dexamethasone coupled to BSA or with

500 nM of dexamethasone plus 5mM of mifepristone. The activities

of complex I (panel A) and complexes II and III (panels B and C) were

measured on frozen/thawed cell suspension. The activities of complex

IV (panel D) and of citrate synthase were measured immediately after

resuspension of the centrifugation pellet in the cell buffer. Results are

the ratio of complex activity and citrate synthase activity. They are

expressed in percentage of activity of control cells. n= 4 in duplicate.

*p< 0.05 compared with control cells.

encoded (COXI) complex IV subunits. Dexamethasone

treatment triggered a 70% increase inCOXIVquantity. It

was inhibited by mifepristone and actinomycin D treat-

ment emphasizing the necessity of cGR recruitment for

this transcriptional effect of dexamethasone. COXI (a

mitochondrially encoded COX subunit) was slightly but

not significantly modified by dexamethasone (Fig. 6).

3.2.2. Effects of 8 h dexamethasone treatment on the

respiration rates of HepG2 cells

Fig. 7A shows respiration rates of control and

dexamethasone-treated HepG2 cells. Routine, oligo-

mycin-insensitive and uncoupled respiration were

increased after long term dexamethasone treatment

(p< 0.05 compared with control cells). Incubation with

dexa-BSA also increased routine and oligomycin insen-

sitive respiration rates but not uncoupled respiration

(Fig. 7B). Results of dexamethasone-BSA treated cells

were compared with control cells treated with DMSO

(the vehicle used to dissolve dexa-BSA). This solvent

induced a slight decrease of all respiration rates (−10%

compared with untreated control cells). Dexa-BSA is

a component which cannot passively cross the plasma

membrane, so to exert its intracellular effect; this com-

pound needs to interact with a membrane-bound protein.

To ensure that the effect of dexa-BSA on the res-

piration rates was not due to residual free molecules

of dexamethasone, we used a mersalyl-coupled dexam-

ethasone derivative (dexa-mesylate) which irreversibly

bound with glucocorticoid receptors and severely

impeded their activities. We observed that membrane

glucocorticoid receptor inhibition with dexa-mesylate

prevented increases in respiration rates obtained after

dexa-BSA treatment (Fig. 7B, hatched bars).

In HepG2 cells coincubated with dexamethasone and

mifepristone, the stimulation of routine and oligomycin-

insensitive oxygen uptake persisted (p< 0.05 compared

with control cells treated with mifepristone, Fig. 7C).

Mifepristone alone did not modify respiration rates (data

not shown). However, these stimulations were totally

abolished when transcription was inhibited with 1mg/ml

of actinomycin D (routine respiration was even slightly

decreased). Control condition was represented by the

respiration rates of control cells treated only with acti-

nomycin D (Fig. 7D).

These modifications affected the respiratory fraction

dedicated to ATP synthesis. Thus, the phosphorylating

respiratory control ratio (RCRp), which represents the

fraction of the respiratory chain capacity used for ATP

synthesis, was decreased only in dexamethasone-treated

cells comparedwith control cells (−40%, Fig. 8) but was

not affected when cGR was inhibited by mifepristone or

when actinomycin D was added.

4. Discussion

Here, we highlight the double origin of mitochondrial

effects of dexamethasone. We found that a short time

dexamethasone treatment (10min) decreases activities

of complexes I, II and increases activity of complex III
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Fig. 6. Quantification of COXI and COXIV proteins after dexamethasone treatment. Western blotting was performed on mitochondria isolated from

HepG2 cells treated with 500 nM of dexamethasone (8 h), mifepristone (5mM) and actinomycin D (1 ng/ml). Primary monoclonal antibodies were

used to detected COXI (35 kDa), a mitochondrially encoded subunit of cytochrome c oxidase, COX IV (18 kDa, nuclear-encoded) and a-Tubulin

(60 kDa) as reference protein. COXI and COXIV quantities were normalized with a-Tubulin quantity. (A) Representative blot, (B) Bar graph of

n= 4 experiments in duplicate, open bars represent COXI/tubulin ratio and black bars COXIV/tubulin ratio. Results are expressed as percentage of

control cells treated with the same amount of inhibitor than dexamethasone treated cells. *p< 0.05 compared with control cells.

of the respiratory chain. A longer treatment (8 h) induces

an increase in mitochondrial respiratory chain capacity

(increase in complex IV activity and quantity) associated

with a decrease in oxidative phosphorylation efficiency.

To go further, we studied the different pathways that

could mediate the mitochondrial effects of dexametha-

sone.

4.1. Short-term non-genomic dexamethasone effects

In ourmodel,weobserved rapid effects of dexametha-

sone on respiratory chain enzymes activities which were

present as soon as 10min of dexamethasone treatment

(Fig. 1). Indeed, short term dexamethasone treatment

induced a drop in complexes I and II activities and an

increase in complex III activity. The decrease in the activ-

ities of complexes I and II after synthetic glucocorticoid

treatment has already been retrieved (Martens, Peterson,

& Lee, 1991) and it was proposed that dexametha-

sone acted on the iron–sulfur center between complex

I and coenzyme Q, decreasing the maximal activity of

complex I, and on succinate transport, thereby inhibit-

ing complex II. However, those hypotheses described

a direct unspecific effect of the hormone. It did not

fit with our model since rapid dexamethasone effects

were inhibited by the pan Ga protein antagonist GDPbS

underlying the involvement of a membrane glucocorti-

coid receptor G-protein coupled in those effects (Fig. 2).

To ensure that GDPbS entered in cells, we preincubated

HepG2 cells with this inhibitor before dexamethasone
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Fig. 7. Respiration rates of cells treated for 8 h by dexamethasone

derivatives or by inhibitors (mifepristone or actinomycin D). (A) Cells

were incubated for 8 h with 500 nM of dexamethasone (black bars)

or in control condition (open bars). Results are expressed as percent-

age from control cells±S.E.M. n= 6. *p< 0.05 compared with control

cells. (B) Cells were incubated for 8 h with 500 nM of dexamethasone-

BSA (black bars) or with DMSO, the solvent of dexamethasone-BSA

(open bars). Hatched bars represent cells incubated first during 20min

with 500 nM of dexamethasone-mesylate and then during 8 h with

dexamethasone-BSA.Results are expressed as percentage fromcontrol

cells treated by the same amount of DMSO±S.E.M. n= 6. *p< 0.05

compared with control cells +DMSO. n= 6. (C) Cells were incubated

for 8 hwith 500 nMof dexamethasone and 5mMofmifepristone (black

bars) or only with mifepristone (open bars). Results are expressed as

percentage from mifepristone-treated cells±S.E.M. n= 6. *p< 0.05

compared with mifepristone-treated cells. (D) Cells were incubated

for 8 h with 500 nM of dexamethasone and 1 ng/ml of actinomycin D

(black bars) or onlywith 1 ng/ml of actinomycinD (open bars). Results

are expressed as percentage fromactinomycinD-treated cells±S.E.M.

n= 6. *p< 0.05 compared with actinomycin D-treated cells.

treatment as described in other studies (Frangos, Huang,

& Clark, 1996; Lewerenz, Letz, & Methner, 2003;

Pietrobon, Soria, Dominguez, Monclus Mde, & Fornes,

2005; Qi, Qiu, Xiao, & Chen, 2005). Evidences of

membrane binding sites have been identified for the

majority of steroid hormones but the nature of this site

varied with studies (a non-nuclear location of the clas-

sical receptor, an unknown receptor or other receptors

Fig. 8. Phosphorylating respiratory control ratio (RCRp) of

dexamethasone-treated HepG2 cells. RCRp was calculated as the ratio

of (Routine-Oligo)/FCCP; it represents the fraction of the respiration

rate used to synthesize ATP. n= 6. *p< 0.05 compared with control

cells.

like receptor kinases or G-protein coupled receptors,

for reviews Wehling & Losel, 2006; Zhang & Trudeau,

2006). For glucocorticoid hormones, as for other steroid

hormones, the nature of the membrane-bound form of

GR remains controversial since some authors suggest

that mGR is more or less cGR bound to the plasma

membrane (Bartholome et al., 2004; Gametchu, Chen,

Sackey, Powell, & Watson, 1999; Gametchu, Watson,

& Wu, 1993; Spies et al., 2007), whereas others claim

that cGR and mGR do not share the same ligand speci-

ficity and are structurally different (Evans, Murray, &

Moore, 2000; Guo, Chen, Xu, & Fu, 1995; Orchinik,

Matthews, & Gasser, 2000). There is increasing evi-

dence that some rapid effects of glucocorticoid are

mediated by GPCR and subsequent activation of intra-

cellular second messengers and protein kinases (Maier

et al., 2005; Moore, Orchinik, & Lowry, 1995). In

the liver, a membrane-glucocorticoid receptor has been

retrieved and two G-protein isoforms (75 and 52 kDa)

have been demonstrated to be involved in function of this

receptor (Daufeldt et al., 2006). Although second mes-

sengers and downstream kinases activated by binding

of glucocorticoid on this membrane site are numer-

ous and seem to vary with the tissue and the function

considered, PKC, PKA and p38MAPK are the main

classes of kinases described as involved in glucocor-

ticoid rapid effects (Han, Lin, & Chen, 2005; Park,

Taub, & Han, 2001; Qi et al., 2005). In our study, we

demonstrate that PKC and especially p38MAPK are

important intracellular mediators of those effects on

mitochondrial metabolism (Fig. 3). Those results are

in accordance with Li (2001) who showed that treat-

ment of PC12 cells with corticosterone resulted in a

rapid activation of p38 and JNK protein kinases involv-

ing a membrane receptor and PKC-dependent. Such

proteins can directly influence mitochondrial respira-

tory chain functioning. Indeed, all those kinases have

been found in mitochondria where they can participate
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in the regulation of oxidative metabolism and in the

initiation of apoptotic processes (Gomel et al., 2007;

Pagliarini & Dixon, 2006). PKA is present both on the

outer membrane and in the inner compartment of rat

cardiomyocytes mitochondria (Sardanelli et al., 2006)

and, in the later, it is responsible for an increase in the

oxidation of FAD and a decrease in mitochondrial mem-

brane potential by increasingROSproduction (Nagasaka

et al., 2007). PKC can be translocated to mitochondria

(Wang, Biswas, Prabu, & Avadhani, 2006) and, once

activated, decreases the activity of NADH-ubiquinone

oxidoreductase. p38MAPK has also recently been found

in cardiac mitochondria (Baines et al., 2002; Wall et al.,

2006) and seems to decrease oxidative phosphorylation

and ROS generation in heart mitochondria (Wall et al.,

2006). In our model, p38MAPK seems to be in the cen-

ter of the regulatory pathway leading to modification of

mitochondrial respiratory chain activity after short-term

dexamethasone treatment.

Surprisingly, despite of the drop in maximal activ-

ities of complexes I and II, the overall functioning of

the respiratory chain was not affected by since maximal

respiration rate tented to be increased after 10min of

dexamethasone treatment (Fig. 4). However, it has been

shown (Rossignol et al., 2003) that it exist a threshold

effect below which the complex defect is not traduced

in functional defect. For example, James et al. (1996)

showed on various cell lines that mitochondrial respira-

tion was impaired only when the inhibition of complex I

was greater than 85%. We hypothesize that the increase

in complex III activity could be a compensatory mecha-

nism set up to cope with the decrease in complexes I and

II activities.

4.2. Long-term genomic dexamethasone effects

Mitochondria respiratory chain was also the target

of long-term genomic glucocorticoid effects as shown

by the increases in routine, oligomycin-insensitive and

FCCP respiration rates (Fig. 7). Indeed, those increases

were inhibited by actinomycin D underlying that those

effects were transcriptional. Although those effects were

all genomic, the initiating mechanism seems to differ.

4.2.1. Membrane initiated genomic effects

Routine and oligomycin-insensitive respiration rates

were similarly increased in cells treated either with

free dexamethasone or with dexa-BSA (Fig. 7). To

ensure that, in our model, the membrane initiated effects

that we found were not mediated by non-specific side

effects of dexa-BSA; we performed a first 10-min dexa-

mesylate incubation in order to impede both membrane

and cytosolic glucocorticoid receptor functioning before

adding dexa-BSA. As preincubation with dexa-mesylate

totally prevent dexamethasone-BSA effects, we can con-

clude that dexa-BSA effects on respiratory chain were

GRmediated.Moreover, we can exclude a possible bind-

ing of dexa-BSA on cGR because, when coincubation

with dexa-BSA and cGR antagonist mifepristone was

performed, dexa-BSA-induced respiration rates stimu-

lations were still present.

Mechanisms underlying those membrane-initiated

genomic effects are not well defined. On the one hand,

possible internalization of the mGR has been evocated

(Daufeldt et al., 2006) and in other hand some stud-

ies reported that mGR can activate downstream kinases

which interact with transcription factors (Li, 2001; Qi

et al., 2005) suggesting that it can participate in the

genomic effects of glucocorticoid in parallel with the

classical cytosolic receptor (Chen&Qiu, 2001). A study

of Kino et al. (2005), demonstrates that intracellular GR

can interact with the G proteinb and co-migrate either in

the nucleus where it suppress the transcriptional activity

of GR or in plasma membrane where it could modu-

late the G protein-dependent downstream effectors. On

light of those elements and of results presented in this

article, membrane-initiated glucocorticoid signaling and

genomic effects are not totally independent events but

rather components of interdependent signaling pathways

leading to intracellular modifications set up gradually

after glucocorticoid exposure.

4.2.2. Cytosolic glucocorticoid receptor dependent

effects

The stimulation of the respiratory chain overall capac-

ity (respiration FCCP) was present only when the

cytosolic GR was activated by the free dexamethasone.

This latter can be related to the increase in complex

IV enzymatic activity which was also cytosolic GR

dependent. It appears that this enzyme is the key reg-

ulator of respiratory chain activity in HepG2 cells. It

has been shown in HepG2 cells, by Piccoli, Scrima,

Boffoli, & Capitanio (2006) that, in uncoupled condi-

tions, complex IV possesses a low capacity of reserve

but exerts a large control on endogenous respiration

rate. The fact that, in our model, the part of phos-

phorylating respiration was decreased (Fig. 8) could

explain this increase in complex IV activity in order to

compensate the decrease in oxidative phosphorylation

efficiency. Complex IV activity increase is a transcrip-

tional mechanism inhibited by actinomycin D treatment.

This implies a coordinated stimulation of transcription

of both nuclear and mitochondrial genomes. Glucocorti-

coid has already been found to activate the transcription
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of genes encoding subunits of the respiratory chain com-

plexes (Kadowaki & Kitagawa, 1988; Rachamim et al.,

1995; Van Itallie, 1992; Weber et al., 2002) but results

varied with the treatment duration, the glucocorticoid

used and the tissue considered. Molecular mechanism

involved in those effects is poorly understood. In our

model, the quantity of cytochrome c oxidase subunit IV

protein, which is encoded by the nuclear genome, was

significantly increased in dexamethasone-treatedHepG2

cells (Fig. 6).

It has been established that several mitochondrial-

encoded cytochrome c oxidase subunits genes (COX I,

COXII andCOXIII) contain in their promoter sequences

showing strong similarities with glucocorticoid response

element (GRE) (Ioannou, Tsawdaroglou, & Sekeris,

1988). Moreover, Psarra et al. (2005) have identified the

a isoform of the glucocorticoid receptor in mitochon-

dria of HepG2 cells. However, in our model, although

slightly increased, COXI quantity was not significantly

increased by dexamethasone treatment.

As COXIV subunit has recently been reported to

play an important role in cytochrome c oxidase assem-

bly and in the control of oxidative phosphorylation (Li,

Park, Deng, & Bai, 2006), we could hypothesize that,

in HepG2 cells, the increase in COXIV quantity after

dexamethasone treatment could account for the increase

in respiratory chain capacity after dexamethasone treat-

ment.

The results presented in this paper extend our knowl-

edge on the molecular mechanisms of glucocorticoids

action on mitochondrial energy production of HepG2

cells. They point out that rapid glucocorticoid actions

on mitochondria are mediated via membrane-associated

receptors and that some transcriptional effects of GC

may require transport of the hormone across the plasma

membrane also by a membrane receptor. It remains to be

determined whether the membrane associated signaling

mechanisms are mediated by one or more membrane

associated receptors and how the membrane initiated

actions of glucocorticoids may provide an additional

mechanism for the regulation of gene transcription in

HepG2 cells. Daufeldt et al. (2006) have proposed that,

in hepatocytes, the interaction of glucocorticoid with

a membrane receptor initiates signal transduction via

the nuclear receptor but a precise description of cellular

events linking mGR and the cGR is still missing.

Data have emerged from several laboratories to

suggest that acute physiological effects of glucocor-

ticoids are mediated by actions associated with the

plasma membrane. Here we demonstrated that one of

the major functions of glucocorticoids, the regulation

of energy metabolism also involved membrane asso-

ciated glucocorticoid receptors coupled to downstream

G protein-dependent signaling cascades in hepatocarci-

noma cells. Since mitochondria are the principal source

for ATP production with glycolysis, the physiological

function of this regulation has to be clarified. In the

immune system, a correlation between the quantity of the

membrane bound receptors and the ability to induce lym-

phocytolysis has been reported leading to consider the

process as amechanism of negative feed-back regulation

(Tryc et al., 2006). In the liver, membrane glucocorti-

coid binding sites have been described both in primary

rat hepatocytes (Daufeldt, Lanz, & Allera, 2003) and

in hepatoma cells Hep3B, (Jain, Li, Kumar, & Sehgal,

2005) but, in this tissue, the functional relevance of the

pathway needs to be investigated in details.
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Résultats complémentaires de l’article n°2. 

Figure 25. 
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Figure 26. 
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Légendes des figures des résultats complémentaires de 

l’article n°2. 

 

Figure 25: paramètres respiratoire des cellules HepG2 traitées pendant 5 jours par 50 

ou 500 nM de dexaméthasone. 

Les cellules HepG2 ont été traitées pendant 5 jours par 50 (barres grises) ou 500 nM (barres 

noires) de dexaméthasone. A : les respirations de routine (endogène), insensible à 

l’oligomycine (non couplée à la synthèse d’ATP) et découplée (capacité maximale de la 

chaîne respiratoire) sont mesurées sur cellules entières non perméabilisées. n=6 en duplicate, 

* :p<0.05 par rapport aux cellules contrôle (barres blanches). B : rapport de contrôle 

respiratoire en conditions phosphorylantes. Il exprime la part de la capacité maximale de la 

chaîne respiratoire utilisée pour synthétiser de l’ATP. Il est calculé en retranchant la 

respiration non phosphorylante de la respiration de routine (ce qui donne la part de la 

respiration de routine couplée à la synthèse d’ATP) et en divisant ce résultat par la respiration 

découplée. n=6 en duplicate, * :p<0.05 par rapport aux cellules contrôles.  

 

Figure 26: potentiel membranaire mitochondrial des cellules HepG2 traitées pendant 5 

jours par 50 ou 500 nM de dexaméthasone. 

Les cellules HepG2 ont été traitées pendant 5 jours par 50 (barres grises) ou 500 nM (barres 

noires) de dexaméthasone. Les cellules ont été incubées ensuite en présence du fluorochrome 

DiOC6(3), un cation lipophile dont l’intensité de fluorescence est proportionnelle au potentiel 

membranaire mitochondrial. L’intensité de fluorescence de cette sonde est ensuite lue par 

cytométrie en flux. n=4 en duplicate, * : p<0.05 par rapport aux cellules contrôles (barres 

blanches). 

 

Figure 27: quantité de protéines COXIV et ANT dans les cellules traitées pendant 5 

jours par 50 ou 500 nM de dexaméthasone.  

Les cellules HepG2 ont été traitées pendant 5 jours par 50 (barres grises) ou 500 nM (barres 

noires) de dexaméthasone. La quantité de protéines COXIV et ANT a été déterminée par 

Western blot (Anticorps monoclonaux Mitosciences, Eugene, Etats-Unis). A : quantification 

de COXIV par rapport à VDAC, B : quantification d’ANT par rapport à α tubuline. n=6, 

* :p<0.05 par rapport aux cellules contrôles (barres blanches). 
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SUMMARY. 

Over the last years, a growing number of studies have focused on rapid non genomic effects 

of glucocorticoids. Although the involvement of a membrane glucocorticoid receptor has been 

shown for many of those effects, the exact nature of this receptor and signaling pathways 

activated differ with the studies and the tissue considered. Here, we have focused on rapid 

mitochondrial effects of the synthetic glucocorticoid dexamethasone. We show that those 

effects are mediated by a Gq protein-coupled receptor and that downstream increase of 

intracellular calcium concentration and p38MAPK activation are required for mitochondrial 

rapid effects of dexamethasone. 
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1. INTRODUCTION. 

Glucocorticoids play a regulating role in various pathways including immune function, 

homeostasis, stress response and cellular differentiation [1]. According to the classical model 

of steroid action, glucocorticoids enter the cell passively by diffusion through the lipid 

membrane and bind to the cytosolic glucocorticoid receptor (cGR). This triggers dissociation 

of chaperon proteins revealing the nuclear localization signal (NLS). The hormone/receptor 

complex is translocated to the nucleus where, after binding to the glucocorticoid response 

elements (GRE) on target genes, it modulates their transcription [2]. However, some 

glucocorticoids effects appear within seconds after hormone administration and cannot be 

explained by transcriptional modifications. Although discrepancies appear in described 

pathways, many studies report the involvement of additional membrane glucocorticoids 

binding sites which might initiate nongenomic phenomena by activation of different 

intracellular kinases [3-6].  

Such a binding site has been described on the plasma membrane of hepatic cells (isolated 

hepatocytes and hepatoma cell lines) [7-10]. The exact nature of the “receptor” is not clearly 

established, several studies reporting that it is an isoform of the cytosolic glucocorticoid 

receptor [11,12] while others favor the hypothesis of a G Protein Coupled Receptor (GPCR) 

[13-17]. We have recently shown that mitochondrial respiratory chain of HepG2 cells is the 

target of such non genomic effects that imply a GPCR [18]. Downstream of this membrane 

glucocorticoid binding site, different intracellular signaling pathways have been described 

such as cAMP/PKA [19], phospholipase C/PKC [20] and p38MAPK [21]. In this work, we 

aimed at determining which of these pathways are involved in rapid effects of dexamethasone 

in the mitochondria of HepG2 cells. We show that dexamethasone-induced rapid 

modifications of respiratory chain complexes activities are mediated by a calcium/p38MAPK-

dependent pathway.  
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2. RESULTS. 

a. Dexamethasone activates a Gq protein dependent signaling. 

We have previously shown the involvement of a GPCR-coupled glucocorticoid binding site in 

short term mitochondrial effects of dexamethasone. To go further on the characterisation of 

this membrane site, we measured Gq protein activation after 10 minutes of dexamethasone 

treatment. Figure 1 shows that IP1 concentration (which was the reflect of Gq protein 

activation) was increased of 57% in HepG2 cells treated with 500 nM of dexamethasone 

compared with control cells (p<0.05).  

b. Dexamethasone increases intracellular calcium concentration. 

Gq protein activation has often been linked to increase in intracellular calcium concentration 

via IP3 dependent intracellular calcium release. We therefore measured the intracellular 

calcium concentration after treatment of HepG2 cells with dexamethasone. As shown on 

figure 2 (panel A), during dexamethasone perifusion, intracellular calcium increased 

progressively during 6 minutes, reached a maximum value (170 % of control cells infused 

only with PSS) and stayed high for the rest of the measure. Addition of GDPβS, to inhibit G 

protein activity (panel B), of U73122 to inhibit PLC activity (panel C) or  

bisindolylmaleimide to inhibit PKC activity (panel D) in dexamethasone perifusion prevented 

the increase in intracellular calcium concentration underlying a role for G protein-coupled 

receptor, phospholipase C and PKC in this stimulation. It should be noticed that for G protein 

inhibition, cells were preincubated twenty minutes with GDPβS before the experiment. 

c. Dexamethasone-induced intracellular calcium increase involves intracellular calcium 

stores release. 

To determine the origin of intracellular calcium increase triggered by dexamethasone, we 

incubated HepG2 cells in a calcium free medium supplemented with dexamethasone. In those 

cells, dexamethasone still induced an intracellular calcium increase showing that calcium 

release of intracellular stores was involved (figure 3). Moreover, depletion of endoplasmic 
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reticulum (ER) stores by addition of 1 µM of thapsigargin 8 minutes before and during 

addition of dexamethasone resulted in a rapid increase of intracellular calcium after 

dexamethasone addition but this increase was transient and returned to basal level within 3 

minutes. Those results show that dexamethasone-induced calcium increase is a biphasic 

mechanism: a first rapid “ER-independent” increase and then a long -lasting “ER-dependent” 

increase (figure 3). 

d. Mitochondrial effects of dexamethasone are calcium and p38MAPK dependent. 

To test the involvement of the intracellular calcium increase in dexamethasone-induced 

changes in respiratory chain complexes activities, HepG2 cells were incubated either with 

chelator of calcium alone (1 µM of BAPTA-AM) or inhibitor of P38MAPK (10 µM 

SB202190) or both with inhibitor/chelator and dexamethasone. Results presented table 1 

showed that treatment with BAPTA-AM modified complex I activity. Indeed, chelation of 

intracellular calcium significantly increased the activity of complex I (+31% compared with 

control cells, p<0.05). p38MAPK inhibitor did not modify complexes activities. The 

incubation of HepG2 cells once with dexamethasone and BAPTA-AM or SB202190 

prevented all dexamethasone-induced variations in complexes activities (table 2).  

e. p38MAPK is a downstream effector of the intracellular calcium increase induced by 

dexamethasone. 

Figure 4 shows that dexamethasone treatment increases the phosphorylated form of 

p38MAPK (p<0.05 compared with control cells). This increase was prevented by incubation 

with p38MAPK inhibitor SB202190 validating the specificity of this inhibitor. Treatment 

with BAPTA-AM or BIM (PKC inhibitor) totally abolished the activation of p38MAPK 

emphasizing the role of the increase in intracellular calcium increase triggered by 

dexamethasone in p38MAPK activation.  

 

3. DISCUSSION.  
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In a previous study, we have shown that a ten-minute dexamethasone exposure of HepG2 

cells induced activation of a GPCR-initiated pathway leading to modifications of 

mitochondrial respiratory chain complexes activities [18]. The present study enables to go 

further on intracellular pathways involved on those mitochondrial dexamethasone effects. We 

showed that Gq protein activation triggered an increase of the intracellular calcium 

concentration within five minutes after the addition of hormone (figure 2). Calcium has 

previously been described as an important mediator of rapid GC effects in brain-derivated and 

lymphoblastic cells but studies reported either a decrease [22] or an increase [19,23] in 

intracellular calcium concentration after GC treatment. In our model, dexamethasone induced 

a biphasic intracellular calcium stores release: fisrtly a rapid ER-independent intracellular 

calcium release and secondly a prolonged ER calcium release (figure 3). We can exclude that 

the first calcium increase was due to incomplete thapsigargin-induced ER-emptying since a 

preliminary eight-minute incubation in absence of external calcium was performed with 

thapsigargin alone to empty ER calcium store and the reintroduction of calcium outside the 

cells induced an influx of calcium through CRAC (data not shown). Moreover, the fact that 

this increase was transient and of high amplitude confirmed that this increase was ER-

independent.  

Apart from the ER, involvement of other organites in intracellular calcium homeostasis has 

been described [24]. Indeed, Xu et al. have shown that outer nuclear membrane contained 

calcium pumps that were related to the sarcoplasmic/endoplasmic calcium ATPase (SERCA) 

family [25]. As, in liver, the calcium pumps are quite similar as the ER one [26], we can 

hypothesize that thapsigargin also inhibit nuclear envelope calcium pumps excluding a role of 

this organite in the ER-independent calcium increase. Golgi apparatus, which contained both 

SERCA-type and golgi-specific thapsigargin-insensitive type of calcium pumps [27,28], and 

mitochondria also play an important physiological role in intracellular calcium homeostasis 

[29]. In our model, the intracellular calcium increase was involved in dexamethasone-induced 
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mitochondrial respiratory chain defects thus the hypothesis of an implication of mitochondria 

in the ER-independent calcium increase was privileged. Moreover, as ER-mitochondria 

interactions have been described as pivotal in the control of calcium signaling notably in the 

control of ER calcium release [30], this early mitochondrial calcium release could be involved 

in the activation of the long lasting ER calcium mobilization. However, we can not exclude 

that golgi apparatus plays a role in initial calcium release and further studies using specific 

organite-targeted calcium-probes would be necessary to determine the exact origin of 

calcium.  Calcium ions are important modulators of the mitochondrial oxidative metabolism 

since they have been identified as activators of three Krebs cycle enzymes (pyruvate 

dehydrogenase, 2-oxoglutarate dehydrogenase and NAD+ isocitrate dehydrogenase) [29] and 

by this way increased the amount of NADH supply for the respiratory chain. This second 

messenger can also directly modulate respiratory chain functioning by activating 

mitochondrial kinases and phosphatases which targets are mitochondrial respiratory chain 

complexes subunits [31]. On the contrary, few studies report the impact of mitochondrial 

calcium release in oxidative metabolism and this event has often been linked to the outcome 

of apoptosis [32]. Indeed, mitochondrial permeability transition pore (PTP) can release large 

amounts of calcium leading to cell death. However, PTP opening can also be transient and 

allow diffusion of small molecules such as calcium ions and protons [33]. This transient PTP 

opening has been thought to participate in the modulation of calcium-sensitive ion channels 

such as the IP3 receptor (IP3R) of the ER [34]. Mitochondrial calcium release could therefore 

constitute the initiating signal of the ER calcium release. Moreover, it has been shown that 

decreased levels of mitochondrial calcium can be involved in mitochondrial dysfunctions. For 

example, defects in mitochondrial calcium homeostasis have been found in several 

mitochondrial disorders including complex I deficiency [35]. However, in our model, calcium 

does not seem to be directly involved in mitochondrial effects of dexamethasone but rather 

appears as the initiating event of the intracellular cascade since inhibition of downstream 
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p38MAPK totally inhibits the modifications of respiratory chain complexes activities induced 

by dexamethasone. Studies have yet reported a pivotal role for calcium in p38MAPK 

activation and a link with mitochondrial metabolism. Wright et al. have shown that raising 

intracellular calcium concentration in rat epitrochlearis muscles results in activation of the 

calcium/calmodulin protein kinase CAMK2 which activates p38MAPK [36]. This protein 

kinase downstream interacts with PGC-1α and promotes mitochondrial biogenesis. This study 

emphasizes the determinant role of p38MAPK in the regulation of energetic metabolism. 

p38MAPK and PKC have also been shown to be involved in the control mitochondrial 

calcium uptake [37]. Furthermore, p38MAPK seems to directly influence mitochondrial 

respiratory chain functioning since this protein has recently been found in cardiac 

mitochondria and seems to decrease oxidative phosphorylation and ROS generation [38]. 

Altogether, those elements point p38MAPK as the key mediator of short term mitochondrial 

effects of dexamethasone (figure 4), at the crossroads of calcium signaling and of 

mitochondrial functioning. 

Those results are in accordance with a previous study of Li et al [39] which showed that 

treatment of PC12 cells with corticosterone resulted in a rapid activation of p38 and JNK 

protein kinases involving a membrane receptor and PKC-dependent. 

The exact mechanism of p38MAPK-dependent variation of respiratory chain complexes 

activities (direct phosphorylation of complexes sub-units, conformational changes of enzymes 

…) remains to be determined. 

 Taken together, the results presented in this study enable to further show the critical role of 

the intracellular calcium and p38MAPK signaling in short time mitochondrial 

dexamethasone-induced effects.  

 

4. MATERIAL AND METHODS. 

Material.  
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RPMI 1640, L-glutamine and antibiotics were obtained from Gibco, Cergy-Pontoise, France; 

FBS from Biochrom, Berlin, Germany and dexamethasone from Merck, Lyon, France. 

FURA-2/AM and SB202190 were from Sigma-Aldrich, Lyon, France. IP1-ELISA kit was 

from Cisbio, Bedford, USA. Bisindolylmaleimide I, PKA inhibitor 14-22 amide, GDPβS and 

U73122 were bought from Calbiochem (Merck chemicals, Nottingham, UK). 

Methods. 

Cell line and growth conditions. 

The HepG2 human hepatocarcinoma cell line was grown as described in [18]. Medium was 

renewed every two days. On the fifth day, medium was removed and cells were treated with 

500 nM of dexamethasone for 10 minutes. Cells were then harvested, counted and frozen on 

pellets until enzymatic measurements. 

Protein Gq activation measurement. 

Protein Gq activation was measured using IP1-ELISA kit from Cisbio. This kit is based on the 

detection of IP1, one of the major products of phosphatidyl inositol cascade which 

concentration is tightly correlated with Gq protein activation by agonist. Briefly, HepG2 cells 

were seeded in a 24-wells plate at one million by well. The next day, medium was removed 

and was replaced by stimulation buffer supplemented or not with 500 nM of dexamethasone. 

This buffer contained lithium chloride salts to prevent IP1 degradation in samples. Cells were 

incubated during one hour at 37°C and were then lysed for 30 minutes at 37°C with 50 µl of 

2.5% lysis buffer provided in the kit. Fifty microliters of cell lysate were transferred to ELISA 

microplate wells and incubated during 3 hours with primary IP1 antibody and HRP-coupled 

secondary antibody. HRP substrate TMB was added after a wash step and a 30 minutes 

incubation was performed in the dark. One hundred microliters of stop solution were added in 

each well and optical density was read with a plate reader (Mithras LB940 Reader, Thoiry, 

France) at 450 nm with a background correction at 620 nm to correct imperfections of the 
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plate. An exponential titration curve was drawn to determine IP1 concentration in the 

samples.  

Measurement of [Ca2+] cyt using FURA-2/AM. 

HepG2 cells were seeded in 35 mm of diameter glass coverslips (Fluorodishes, Word 

Precision Instruments, Stevenage, England) at a density of 50.000 cells per dish and were 

grown in the RPMI 1640 medium, supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS), 2mM 

L-glutamine, penicillin G (100 U/ml), streptomycin (2mM) and amphotericin B (0.25 µg/ml). 

The day of the experiment, cells were loaded with 10 µM of Fura-2/AM at room temperature 

for 45 minutes in PSS buffer (140 mM NaCl, 4 mM KCl, 1 mM MgCl2, 330 µM NaH2PO4, 2 

mM CaCl2, 10 mM Hepes, 11.1 mM glucose, pH 7.4). Cells were washed once with 1 ml of 

PSS to remove the excess of FURA-2/AM, washed twice with PSS and incubated 20 minutes 

to allow the complete de-esterification of the dye. Fluorescence intensity of FURA-2/AM was 

measured as described in [40]. Briefly, the coverslip was placed on the stage of a Nikon 

Eclipse TE2000-5 inverted microscope (Nikon, Champigny-sur-Marne, France) and perifused 

with PSS medium. A 60 X Nikon Plan Apo oil immersion objective was used for 

epifluorecence measurement. Cell preparation was excited every two seconds at two 

excitations wavelengths (340 and 380 nm) for 50 ms by a 75 W xenon lamp coupled to a 

monochromator (Cairn Optoscan, UK). A photomultiplier tube was used to detect the 

fluorescence emission at 510±20 nm. The analogic signal that it generated was converted to 

digital signal by a Digidata 1322 A converter (Axon Instruments, Molecular Devices, 

Sunnyvales, Etats-Unis) at a sampling frequency of 2 kHz and analysed using Clampex 9.2 

(Axon Instrument). Background fluorescence was determined at 340 and 380 nm at the end of 

each experiment switching to an area of the coverslip free of cell. Data were analysed with 

Clampex 9.2 software (Axon Instruments). 

Determination of enzymatic activities. 

All assays were performed on cell lysates as described in [18] 
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Quantification of the phosphorylated form of p38MAPK. 

HepG2 cells were cultured as described herein. Before dexamethasone treatment, hepG2 cells 

were incubated during thirty minutes with the following inhibitors: p38MAPK inhibitor: 

SB202190 (10 µM), PKC inhibitor: bisindolylmaleimide I (BIM, 3 µM) or intracellular 

calcium chelator: BAPTA-AM (1 µM). Cells were harvested and lysed in cell lysis buffer (10 

mM Tris-HCl, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA, 1 mM EGTA, 1 mM NaF, 20 mM Na3VO4, 1% 

Triton X-100, 10% glycerol, 0.1% SDS, 0.5% sodium deoxycholate, 1mM PMSF and 

antiprotease cocktail, pH 7.4) during 30 minutes, vortexing at 10 minutes intervals. Cells 

lysates were centrifuged 10 minutes at 13 000 rpm at 4°C. Supernatant containing proteins 

was stored at -80°C until the assay. Phosphorylated-p38MAPK were assayed with the 

PhoshoDetect™ p38 MAP Kinase (pThr180/pThr182) ELISA kit (Calbiochem, Merck 

chemicals, Nottingham, UK) according to the manufacturer’s instructions. 

Statistical analysis. 

A non-parametric Mann-Whitney test was used to compare treated groups and controls. 

Differences were considered significant at p<0.05.  

Results are expressed as mean ± sem. 
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7. TABLES 

Table 1: Enzymatic activities of complexes I, II and III of the respiratory chain of control HepG2 cells treated with calcium chelator 

(BAPTA-AM) or p38MAPK inhibitor (SB202190). 

Cells were incubated during 30 minutes either in control medium or in medium supplemented with 1 µM of BAPTA/AM or with 10 µM of 

SB202190. Results are normalised by the activity of the citrate synthase and are expressed as percentage of control cells activities. n=4 in 

duplicate.  *: p<0.05 compared with control cells. 

 

Control Control + BAPTA Control + SB202190

Complex I 100.00 ± 2.99 131.90 ± 6.67 * 89.31 ± 11.99

Complex II 100.00 ± 14.78 79.95 ± 9.41 81.02 ± 15.84

Complex III 100.00 ± 19.65 133.82 ± 23.43 161.92 ± 42.77
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Table 2: Enzymatic activities of complexes I, II and III of the respiratory chain of HepG2 dexamethasone-treated cells.   

Complex activities were assayed on cell lysates after a frozen/thaw cycle and after six cycles of  five seconds of sonication for complex I. Results 

presented on this table are normalised by the activity of the citrate synthase and are expressed as percentage of control + inhibitor cells activities. 

n=4 in duplicate.  *: p<0.05 compared with control cells, §: p<0.05 compared with dexamethasone treated cells. 

 

Control Dexa Control Dexa Control dexa

Complex I 100.00 ± 2.99 49.78 ± 6.81 * 100.00 ± 5.05 109.45 ±1 6.82 
§ 100.00 ± 13.43 129.60 ± 27.54 

§

Complex II 100.00 ± 14.78 21.66 ± 4.46 * 100.00 ± 11.77 89.13 ± 6.43 § 100.00 ± 19.54 93.18 ± 21.44 
§

Complex III 100.00 ± 19.65 211.52 ± 67.68 * 100.00 ± 17.50 67.98 ± 0.58 
§ 100.00 ± 26.41 128.61 ± 8.61 

§

w/o inhibitor + BAPTA + SB202190
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8. FIGURES LEGENDS. 

Figure 1: IP1 concentration measurement in HepG2 dexamethasone treated cells. IP1 

concentration in HepG2 cells treated with 500 nM of dexamethasone was determined by 

ELISA with IP1-ELISA kit Cisbio kit. Results are expressed in nmol of IP1/million of cells. 

Open bars represent control cells and black bars dexamethasone treated cells. *: p<0.05 

compared with control cells, n=8 in duplicate. 

Figure 2: Intracellular calcium concentration of HepG2 cells. Cells were loaded with 5 µM 

of FURA-2/AM. Results are expressed as percentage of initial fluorescence of FURA-2/AM 

loaded cells in a physiological buffer (PSS). A: dexamethasone-treated cells, B: 

dexamethasone + 20 µM GDPβS, C: dexamethasone + 0.5 µM of U73122, D: dexamethasone 

+ 3µM of Bisindolylmaleimide. n=5 independent experiments. 

Figure 3: Characterisation of intracellular calcium stores involvement in 

dexamethasone-induced intracellular calcium concentration increase. Representative 

graph of intracellular calcium measurement in calcium-free media supplemented or not with 

thapsigargin. Results are expressed as percentage of the initial fluorescence ratio of FURA-

2/AM loaded cells in a calcium-free physiological buffer (PSS 0 Ca). Cells were incubated in 

PSS 0 Ca + 500 nM of dexamethasone to study the calcium release of intracellular stores 

(black diamonds) or in PSS 0 Ca + 500 nM of dexamethasone +1 µM thapsigargin to 

determine the ER-independent calcium release (grey triangles). The ER-dependent calcium 

release (open circles) was obtained by mathematical subtracting of the ER-independent 

calcium increase from the total intracellular calcium increase. n=5 independent experiments. 

Figure 4: Quantification of the phosphorylated form of p38MAPK. HepG2 cells were first 

cultured during ten minutes with 10 µM of SB202190 (p38MAPK inhibitor) or with 1 µM of 

BAPTA-AM (calcium chelator after de-esterification) or with 3µM of Bisindolylmaleimide 

(PKC inhibitor). Phosphorylated form of p38MAPK was detected by ELISA test. n=8 in 
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duplicate, *: p<0.05 compared with control cells, §: p<0.05 compared with dexamethasone-

treated cells. 
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9. FIGURES. 
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Résultats et discussion des articles n°2 et 3. 

Les résultats de l’article n°2 montrent que la mitochondrie est une des cibles des effets 

spécifiques du traitement par glucocorticoïdes. En effet, dans les cellules HepG2, ces 

hormones affectent le fonctionnement mitochondrial, non seulement par des effets 

génomiques, classiques, impliquant le récepteur intracellulaire aux glucocorticoïdes mais 

également par un mécanisme faisant intervenir un site de fixation membranaire aux 

glucocorticoïdes couplé aux protéines G. Ces effets des glucocorticoïdes sur la mitochondrie 

sont mis en place graduellement. Ainsi, après 10 minutes d’incubation, on observe une 

diminution de l’activité des complexes I et II et une augmentation de l’activité du complexe 

III par un mécanisme non transcriptionnel initié par la fixation de la dexaméthasone sur un 

« récepteur membranaire couplé aux protéines G » et impliquant les protéines p38MAPK et 

PKC. Après huit heures de traitement par dexaméthasone, viennent s’ajouter des effets 

transcriptionnels aboutissant à une stimulation de la capacité respiratoire mitochondriale ainsi 

qu’à une augmentation de l’activité du complexe IV. Enfin, la quantité de protéines COX IV 

et ANT est augmentée par un traitement à long terme par dexaméthasone. De plus, après huit 

heures de traitement par dexaméthasone, on observe une diminution de l’efficacité de la 

phosphorylation oxydative puisque, bien que la capacité respiratoire mitochondriale soit 

augmentée suite au traitement par glucocorticoïdes, la part de cette capacité utilisée pour 

synthétiser de l’ATP (RCRp) est diminuée de 40%.  

La diminution d’efficacité de conversion énergétique mitochondriale suite au traitement par 

glucocorticoïdes a déjà été retrouvée dans plusieurs publications (Jani et al., 1991, Kerppola, 

1960, Kimberg et al., 1968, Roussel et al., 2003), mais, les mécanismes impliqués dans ce 

phénomène n’étaient pas clairement définis. Différentes études ont montré une augmentation 

de la fuite de protons induite par le traitement par dexaméthasone, expliquant en partie la 

diminution d’efficacité de la phosphorylation oxydative. Cependant, des travaux menés 

récemment dans notre équipe (Arvier et al., 2007) ont permis de montrer, dans les 

mitochondries de foie de rat traité pendant 5 jours par dexaméthasone, que certes la 

dexaméthasone augmentait de manière significative la fuite de protons à l’état IV 

(consommation d’oxygène non couplée à la synthèse d’ATP) mais que lorsque les 

mitochondries étaient placées dans un état plus physiologique (entre l’état III, à concentration 

saturante en ADP et l’état IV), la synthèse d’ATP était augmentée sans diminution du rapport 

ATP/O.  

Dans notre modèle de cellules HepG2 traitées par dexaméthasone, la part de la capacité 

respiratoire utilisée pour synthétiser de l’ATP (RCRp) est diminuée dans les cellules traitées 
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par dexaméthasone, laissant penser que l’efficacité de synthèse d’ATP est inférieure à celle 

des cellules contrôles. Cependant, ce rapport mathématique (RCRp = [Routine-

Oligo]/Découplée) est calculé à partir de la différence entre la respiration de routine et celle 

insensible à l’oligomycine (état IV), ce qui donne une idée de la part de la respiration de 

routine utilisée pour synthétiser de l’ATP. Or, à l’état IV, la respiration mitochondriale est 

utilisée pour compenser la fuite de protons. Dans nos cellules traitées par dexaméthasone, 

cette fuite de protons étant augmentée, la respiration nécessaire au maintien du potentiel 

membranaire mitochondrial est donc plus importante. La respiration insensible à 

l’oligomycine augmente donc plus que la respiration de routine, d’où une diminution du 

paramètre (Routine-Oligomycine). De plus, la dexaméthasone entraîne une augmentation de 

la quantité de protéine COXIV, reliée à une augmentation de l’activité maximale du complexe 

IV ainsi qu’à une augmentation de la capacité de la chaîne respiratoire (respiration 

découplée). Cette augmentation de la respiration découplée dans les cellules traitées par 

dexaméthasone entraîne donc une diminution supplémentaire du RCRp dans ces cellules. 

Nous pouvons donc penser que ce calcul mathématique majore la différence d’efficacité de 

phosphorylation oxydative entre les cellules contrôles et dexaméthasone puisque les trois 

paramètres qui le composent sont modifiés suite au traitement par dexaméthasone. De plus, 

les mesures de respiration sur cellules entières, même si elles sont un meilleur reflet des 

conditions physiologiques, ne nous permettent pas de contrôler finement la quantité de 

substrats et d’ADP fournis à la chaîne respiratoire et ne nous permettent donc pas une étude 

aussi précise de la relation entre respiration et synthèse d’ATP.  

L’étude d’Arvier et al. sur mitochondries isolées de foie de rats traités par dexaméthasone et 

celle que nous avons menée sur cellules HepG2 traitées par ce même glucocorticoïde 

rapportent une augmentation de la quantité d’ANT suite au traitement par dexaméthasone. Ce 

transporteur situé dans la membrane interne mitochondriale, en permettant l’import de l’ADP 

cytosolique en échange d’ATP formé par l’ATP synthase, stimule donc la production d’ATP 

mitochondriale. La régulation de la transcription de ce gène par les glucocorticoïdes a été très 

peu étudiée. En revanche, il a été décrit une action activatrice de la triiodothyronine (T3) ainsi 

que des œstrogènes sur l’expression de différents isoformes de l’ANT (Dummler et al., 1996, 

Luciakova et al., 2000, Portman et al., 2000). Il a été proposé qu’un élément de réponse à la 

T3 soit présent dans le promoteur du gène ANT2 mais la séquence de cet élément n’a jamais 

été clairement identifiée. D’autres auteurs postulent que les hormones thyroïdiennes 

influenceraient non pas la transcription mais la stabilité des ARNm de l’ANT (Portman et al., 

2000). De nombreuses analogies dans les voies de régulation peuvent être trouvées entre les 
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hormones thyroïdiennes et les glucocorticoïdes. Nous pouvons donc raisonnablement penser 

qu’un mécanisme proche de celui observé avec la T3 puisse expliquer l’augmentation d’ANT 

dans notre modèle suite au traitement par dexaméthasone. Dans les cellules HepG2 traitées 

par glucocorticoïdes, nous retrouvons une augmentation de la quantité de protéines COXIV. 

Des variations d’activité ou de quantité de sous-unités du complexe IV suite au traitement par 

glucocorticoïdes ont été montrées dans plusieurs études (Djouadi et al., 1994, Kimberg et al., 

1968, Rachamim et al., 1995, Van Itallie, 1992, Weber et al., 2002). Bien que certains 

résultats soient tissus-spécifiques, la majorité des publications montrent une augmentation de 

la transcription de certaines sous-unités du complexe IV. Nous avons montré dans l’article 

n°1, qu’un dysfonctionnement mitochondrial (DNP) induit, dans les cellules HepG2, une 

augmentation de la transcription du gène COXIV pour pallier ce déficit. Or, la dexaméthasone 

augmente la fuite de protons, nous émettons donc l’hypothèse que la transcription de COXIV 

est augmentée suite au traitement par dexaméthasone dans notre modèle afin de compenser le 

découplage mitochondrial.  Une étude transcriptionnelle, par puce à ADN, des gènes 

différentiellement exprimés dans le foie de rat traité par dexaméthasone par rapport au foie de 

rat témoin a été réalisée par Matthieu Arvier (puce Mitoligo) afin de déterminer plus 

précisément les causes de ce gaspillage d’énergie induit au niveau de la mitochondrie par la 

dexaméthasone. Les résultats de ce travail de thèse sont en cours de publication. 

Pour ce qui est de l’impact de la dexaméthasone sur les autres complexes de la chaîne 

respiratoire, très peu de données sont disponibles. Une étude rapporte que le traitement par 

methylprednisolone inhibe la respiration liée à l’oxydation du NAD dans les mitochondries de 

foie probablement en agissant sur le centre fer/soufre ou une protéine de liaison au coenzyme 

Q du complexe I (Martens et al., 1991). Les auteurs montrent également une diminution de la 

respiration en succinate et relient cela à une inhibition du transport du succinate. Les effets 

d’inhibition de l’activité des complexes I et II que nous montrons suite au traitement par 

dexaméthasone dans les cellules HepG2 apparaissent à court terme et font intervenir un site 

de liaison membranaire aux glucocorticoïdes. De plus, l’activité que nous mesurons est une 

activité maximale et ne tient donc pas compte de la capacité de transport de la mitochondrie ni 

de la disponibilité en substrats dans ces cellules. Il apparaît donc peu probable qu’une 

diminution de la disponibilité en succinate puisse expliquer une telle diminution d’activité du 

complexe II dans notre modèle. Nous pensons plutôt que la dexaméthasone induit des 

modifications posttraductionnelles de certaines sous-unités des complexes telles que la 

phosphorylation de certains résidus. Cette hypothèse sera développée plus longuement dans la 

suite de la discussion.  Une étude décrit également une stimulation de l’activité du complexe 
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III suite au traitement par dexaméthasone mais aucun mécanisme n’est proposé (Allan et al., 

1983).  

Bien que de nombreuses publications aient décrit les effets des glucocorticoïdes sur la 

mitochondrie (Allan et al., 1983, Kerppola, 1960, Kimberg et al., 1968, Rachamim et al., 

1995), peu d’études se sont intéressées aux mécanismes permettant d’expliquer ces effets sur 

la mitochondrie. Buttgereit a rapporté que les effets inhibiteurs de la methylprednisolone sur 

la respiration des lymphocytes stimulés par la concavaline A sont dus à des effets non 

génomiques non spécifiques des glucocorticoïdes qui s’intercalent dans la membrane 

plasmique et modifient ainsi les propriétés physicochimiques de cette dernière et les activités 

des protéines associées à la membrane (Buttgereit, 2000). L’auteur émet l’hypothèse que les 

glucocorticoïdes inhibent de cette manière l’entrée de sodium et de calcium dans la cellule et 

s’enchâssent également dans la membrane interne mitochondriale entraînant une 

augmentation de la perméabilité membranaire aux protons. Cependant, ces effets non 

spécifiques des glucocorticoïdes se retrouvent à de fortes concentrations en hormone (à partir 

d’environ 10-5 M   de dexaméthasone), de tels mécanismes ne permettent donc pas d’expliquer 

les effets observés dans notre étude. De plus, les variations de respiration que nous retrouvons 

sont totalement inhibables par l’actinomycine D (donc transcriptionnelles) et ne font donc pas 

intervenir seulement des modifications de perméabilité membranaire. 

 Deux types d’effets des glucocorticoïdes sur la mitochondrie sont distinguables dans nos 

résultats : les effets à court terme non génomiques impliquant un site membranaire de fixation 

aux glucocorticoïdes (mGR) et les effets à long terme, transcriptionnels impliquant soit le 

mGR soit le récepteur intracellulaire aux glucocorticoïdes (cGR). 

Les effets transcriptionnels à long terme impliquant le récepteur cytosolique aux 

glucocorticoïdes sont les plus étudiés dans la littérature. En effet, classiquement, les 

glucocorticoïdes se fixent sur le cGR, induisent la dissociation des protéines chaperonnes et la 

dimérisation du complexe hormone/récepteur. Les complexes ainsi formés migrent alors dans 

le noyau où ils se fixent sur des éléments de réponses aux glucocorticoïdes (GRE) dans le 

promoteur des gènes cibles et activent ainsi leur transcription. Le complexe IV de la chaîne 

respiratoire semble une des cibles privilégiées pour les effets génomiques des 

glucocorticoïdes puisque des séquences GRE ont été identifiées à la fois sur des gènes 

nucléaires (COX Vb, (Scheller et Sekeris, 2003) et mitochondriaux (COX I et COX III, 

(Demonacos et al., 1995) codant pour des sous-unités de ce complexe. Nous pouvons donc 

raisonnablement penser que dans notre modèle, l’augmentation de l’activité du complexe IV 

que nous retrouvons après huit heures de traitement par dexaméthasone s’explique par une 



 - 168 -  

augmentation de la quantité de cette enzyme suite au traitement par glucocorticoïdes. De 

même, une séquence GRE a été identifiée récemment dans le promoteur du gène UCP3 dans 

le muscle squelettique (Amat et al., 2007). Les auteurs montrent que le traitement par 

glucocorticoïdes stimule la transcription du gène UCP3 par un mécanisme impliquant à la fois 

la fixation du GR activé sur une séquence GRE présente dans le promoteur de ce gène et 

l’activation de la protéine histone acétylase p300.  

Les effets non génomiques des glucocorticoïdes ont été définis par Lösel et Wehling comme 

« n’influençant pas initialement l’expression de gènes mais plutôt ayant des effets rapides 

comme l’activation de cascades de signalisation » (Losel et Wehling, 2003). En plus de cette 

rapidité de réponse, d’autres caractéristiques ont été établies pour définir les effets non 

génomiques : un profil pharmacologique différent puisque ces effets sont insensibles aux 

inhibiteurs de transcription et de traduction, une action sur les cellules non nucléées telles que 

les plaquettes, les érythrocytes et les spermatozoïdes et enfin la possibilité pour des stéroïdes 

couplés à la BSA (ne pouvant pas traverser la membrane plasmique) d’induire ces effets 

(Stellato, 2004). Les mécanismes d’action, même s’ils diffèrent selon le type cellulaire étudié 

et le stéroïde utilisé, sont souvent médiés par l’activation de seconds messagers, par des 

changements de flux ioniques ou l’activation de différentes protéines kinases. Certaines 

études rapportent la possibilité d’inhiber ces effets non génomiques par la mifépristone 

(RU486) montrant l’implication du récepteur intracellulaire (cGR) dans ces effets (Croxtall et 

al., 2000, Hafezi-Moghadam et al., 2002, Liu et al., 2007, Lowenberg et al., 2006, Solito et 

al., 2003). Cependant, certains effets, insensibles à ce type d’inhibiteur, impliquent un autre 

type de récepteur, situé dans la membrane plasmique (mGR). La caractérisation et 

l’identification précise de ce récepteur sont encore très incomplètes. Néanmoins, quelques 

études avancent la possibilité d’un récepteur à sept domaines transmembranaires, couplé aux 

protéines G (ffrench-Mullen, 1995, Lou et Chen, 1998, Orchinik et al., 1992, Orchinik et al., 

1991). Dans l’article n°2 nous montrons qu’un tel récepteur est impliqué dans les effets à 

court terme des glucocorticoïdes sur la mitochondrie. Ainsi, les effets inhibiteurs de la 

dexaméthasone sur l’activité des complexes I et II sont inhibables par l’addition de GDPβS, 

un analogue non métabolisable du GDP. De plus, lorsque la forme phosphorylée (donc active) 

de la protéine p38MAPK est inhibée, on ne retrouve plus les effets mitochondriaux des 

glucocorticoïdes. 

Dans l’article n°3, nous avons voulu déterminer de manière plus précise les éléments reliant 

l’activation d’un récepteur couplé aux protéines G par la dexaméthasone et les effets sur la 

chaîne respiratoire mitochondriale. Nous montrons que la fixation de la dexaméthasone sur le 
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récepteur membranaire entraîne l’activation d’une protéine Gq qui, en aval, conduit à une 

augmentation de la concentration intracellulaire en calcium. Ce second messager est 

indispensable pour la survenue des effets sur la mitochondrie puisque si le calcium 

intracellulaire est chélaté par le BAPTA-AM, les effets inhibiteurs de la dexaméthasone sur 

l’activité des complexes I et II de la chaîne respiratoire disparaissent. Dans l’article n°2, nous 

avions mis en évidence l’implication de p38MAPK dans la diminution d’activité des 

complexes I et II et l’augmentation de l’activité du complexe III de la chaîne respiratoire. Le 

calcium et p38MAPK apparaissent donc comme des éléments clés dans la signalisation 

induite par les glucocorticoïdes. Dans ce troisième article, nous démontrons que ces deux 

éléments sont situés sur la même voie d’activation, la phosphorylation de p38MAPK étant 

abolie lorsque les cellules sont cultivées en présence de BAPTA. P38MAPK est donc située 

en aval de l’augmentation de la concentration intracellulaire en calcium induite par la 

dexaméthasone. Des effets p38MAPK dépendants des glucocorticoïdes ont déjà été montrés 

par Qi et al (2005). Les auteurs démontrent que le traitement des cellules PC12 par cortisol ou 

cortisol-BSA induit l’activation et la translocation nucléaire des protéines p38MAPK et JNK. 

De même, Xia et al. ont démontré que le traitement à court terme par glucocorticoïdes induit 

une forte activation de la protéine p38MAPK, et ce par un mécanisme non inhibable par un 

antagoniste du cGR (Xia et al., 2003).  

Cette protéine kinase retient particulièrement notre attention puisqu’elle est au carrefour des 

voies non génomiques (activation rapide, modification d’activité de certaines protéines par 

phosphorylation) et des voies transcriptionnelles (p38MAPK peut être transloquée dans le 

noyau et modifier la transcription de certains gènes par phosphorylation de différents facteurs 

de transcription ou de résidus particuliers situés dans le promoteur des gènes cibles). Or, une 

liaison a pu être établie dans certains cas entre la fixation des glucocorticoïdes sur le mGR et 

les effets transcriptionnels de ces hormones, ce phénomène est abrégé en MISS (Membrane 

Initiated Steroid Signaling). La protéine p38MAPK, de par sa dualité d’effets (génomique et 

non génomique) apparaît comme un candidat intéressant pour participer à ce phénomène. 

En effet, en plus de son implication dans les effets non génomiques des glucocorticoïdes (Xia 

et al., 2003) p38MAPK est un régulateur important de plusieurs voies métaboliques au niveau 

du foie, notamment la lipogénèse (Xiong et al., 2007) et la néoglucogénèse (Cao, W. et al., 

2005, Cao, W. H. et al., 2007, Collins et al., 2006). p38MAPK joue en effet un rôle activateur 

sur la néoglucogénèse hépatique par phosphorylation et activation du facteur CREB et du 

coactivateur PGC-1α, deux éléments activateurs de la transcription des gènes 

néoglucogéniques phosphoénolpyruvate carboxykinase (PEPCK) et glucose-6-phosphatase 
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(G6Pase). Cette voie est une cible importante du traitement par glucocorticoïdes, on peut donc 

émettre l’hypothèse de l’implication de la protéine p38MAPK (et par là même du mGR) dans 

la stimulation de la néoglucogénèse hépatique par les glucocorticoïdes. p38MAPK peut 

également intervenir dans la régulation de l’activité même du récepteur cytosolique aux 

glucocorticoïdes. En effet, deux sites de phosphorylation (sérine 211 et sérine 246, 

respectivement activateur et inhibiteur) ont été identifiés dans le promoteur du cGR (dans les 

lymphocytes et les cellules Hela) comme des cibles de phosphorylation par p38MAPK (Miller 

et al., 2005, Szatmary et al., 2004). Enfin, cette protéine joue un rôle dans le métabolisme 

oxydatif mitochondrial, puisque Szanda et al. ont montré récemment qu’elle participait, avec 

PKC (nouvelle isoforme) à l’inhibition du captage du calcium par la mitochondrie induit par 

l’angiotensine II (Szanda et al., 2007). p38MAPK module également la composition de la 

chaîne respiratoire, dans le cœur, puisque la surexpression de la protéine MAP kinase kinase 6 

induit une diminution de l’expression de sous-unités des quatre complexes de la chaîne 

respiratoire ainsi que de l’ATP synthase.  

Aux vues de tous ces éléments, p38MAPK apparaît comme un élément crucial, à la fois dans 

la signalisation induite par les glucocorticoïdes et dans la régulation du métabolisme oxydatif 

mitochondrial. Il serait intéressant d’étudier la localisation subcellulaire des protéines 

p38MAPK suite au traitement par dexaméthasone afin de déterminer si les effets de cette 

kinase sur les complexes de la chaîne respiratoire peuvent être reliés à la localisation 

mitochondriale de cette dernière. De plus, les modifications post-transcriptionnelles 

(glutathiolation, myristoylation, phosphorylation…) des différents complexes de la chaîne 

respiratoire mitochondriale (surtout les complexes I et II) suite au traitement par 

glucocorticoïdes pourraient être étudiées dans les cellules HepG2, incubées ou non en 

présence de SB202190 (un inhibiteur de p38MAPK). Dans notre étude, nous n’avons pas 

mesuré la production d’EORs, or ce paramètre est un élément important de régulation de la 

fonction énergétique mitochondriale, et les variations d’activités des complexes I et III de la 

chaîne respiratoire suite au traitement par dexaméthasone sont susceptibles de modifier ce 

paramètre. 

De plus, ces travaux ont été obtenus sur une lignée cellulaire ayant perdu certains caractères 

de différenciation hépatocytaire. Il serait donc intéressant d’étendre cette étude à des cellules 

plus proches des hépatocytes primaires. Pour cela, nous avons testé l’influence du traitement 

par glucocorticoïdes sur la lignée cellulaire HepaRG possèdant des caractéristiques de 

différenciation proches des hépatocytes primaires. Les résultats (exposés dans la partie travail 

complémentaires) nous laissent penser que, dans ces cellules, le récepteur membranaire aux 
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glucocorticoïdes est absent ou non fonctionnel. Cependant, étant donné les conditions de 

culture particulières de ces cellules (en présence de fortes concentrations d’insuline et de 

glucocorticoïdes), on ne peut exclure une désensibilisation de ce récepteur membranaire aux 

glucocorticoïdes. Tout ceci nous amène à penser que cette lignée s’avèrant très utile dans les 

études de toxicité hépatique des xénobiotiques notamment n’est peut-être la mieux adaptée 

pour notre modèle. 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Schéma récapitulatif des éléments intracellulaires impliqués dans les effets 

de la dexaméthasone sur la mitochondrie dans les cellules HepG2 (article n°2). 

(Les flèches en traits pleins représentent les éléments que nous avons mesurés dans notre 

modèle ; celles en pointillés sont des éléments spéculatifs). 
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Figure 29 : Schéma récapitulatif des voies de signalisation impliquées dans les effets à 

court terme de la dexaméthasone sur la mitochondrie dans les cellules HepG2 (article 3). 

(Les flèches en traits pleins représentent les éléments que nous avons mesurés dans notre 

modèle ; celles en pointillés sont des éléments spéculatifs). 
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Travail complémentaire  
 

Caractérisation de la fonction oxydative mitochondriale des 
cellules HepaRG. 

Impact du traitement par glucocorticoïdes sur cette fonction. 
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Introduction du travail complémentaire. 

Les expériences concernant les effets mitochondriaux du traitement par dexaméthasone que 

nous avons décrits dans les articles 2 et 3 ont été réalisées sur des cellules d’hépatoblastome 

humain en culture : la lignée HepG2. Ces cellules sont utilisées comme modèles 

expérimentaux dans de nombreuses études portant notamment sur le métabolisme cellulaire. 

Elles présentent en effet l’avantage d’avoir une bonne capacité proliférative et possèdent 

encore certaines enzymes de phase I et II du métabolisme des toxiques (UDP-glucuronyl 

transférase et glutathion-S-transférase par exemple, Doostdar et al., 1988). Cependant, 

l’expression des principales enzymes de détoxification (notamment les cytochromes P450) est 

très faible dans cette lignée par rapport aux hépatocytes isolés et les isoformes exprimées 

s’apparent à celles retrouvées dans les hépatocytes fœtaux (Wilkening et al., 1997). De plus, 

les cellules HepG2 ont subi de nombreux réarrangements chromosomiques et  présentent un 

caryotype aneuploïde avec un nombre de chromosomes variant de 48 à 54 par cellule. Afin de 

vérifier que les effets mitochondriaux que nous retrouvions suite au traitement par 

dexaméthasone sur les cellules HepG2 n’étaient pas dûs à une faible capacité de 

détoxification de cette substance, nous avons voulu tester l’effet des glucocorticoïdes sur un 

modèle possédant des caractéristiques plus proche du foie « sain ». Notre première intention a 

été d’utiliser des hépatocytes isolés de rats ; cependant, ce modèle présentait le désavantage 

de n’avoir qu’une faible capacité proliférative (qui plus est limitée dans le temps : pas plus 

d’une semaine généralement) et de se dédifférencier assez rapidement en culture. Nous avons 

donc choisi de réaliser nos expériences sur les cellules de la lignée HepaRG qui nous ont été 

fournies par Madame Guillouzo (INSERM U522 à Rennes). Ces cellules ont été isolées à 

partir d’un hépatocarcinome développé par une patiente souffrant d’une hépatite C. Lorsque 

ces cellules sont ensemencées à une faible densité (2 millions par flask de 75 cm²) elles sont 

de forme allongée, très peu différenciées et prolifèrent très rapidement. Lorsqu’elles 

atteignent la confluence, deux types cellulaires se distinguent, des petites cellules granuleuses 

(ressemblant à des hépatocytes) et des cellules beaucoup plus grosses avec un cytoplasme 

clair. A ce stade, l’ajout de 2% de DMSO dans le milieu de culture induit la différenciation 

des structures « pseudohépatocytaires » en hépatocytes matures morphologiquement très 

proches des hépatocytes primaires. Des cellules apparentées à des canalicules biliaires se 

développent également sous l’influence du DMSO. Ces structures hépatocytaires sont bien 

différenciées et expriment différents marqueurs spécifiques du foie tels que l’aldolase B ou 

l’albumine. De plus, à ce stade de différenciation, la lignée HepaRG exprime les différents 
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isoformes de cytochromes aux mêmes niveaux que les hépatocytes humains en culture 

primaire (Guillouzo A et al. 2007).   

 

Figure 30 : Morphologie des cellules 

HepaRG 

 

A. Cellules HepaRG ensemencées à faible 

densité en phase de prolifération. 

 

 

 

 

 

B. Cellules HepaRG différenciées 

cultivées pendant 15 jours en milieu sans 

DMSO puis 15 jours dans un milieu avec 

2% de DMSO 

Tiré de Guillouzo A. et al., Chem Biol 

Interact. (2007)  

 

 

Aux vues de ces caractéristiques, les cellules HepaRG nous apparaissaient comme un bon 

compromis entre les cellules HepG2 et les hépatocytes en culture primaire. Nous avons donc 

testé l’impact du traitement par dexaméthasone sur le fonctionnement de la chaîne respiratoire 

mitochondriale de ces cellules. Cependant, afin d’éviter une apoptose massive des cellules 

lors de l’ajout du DMSO, ces dernières sont cultivées en présence de 10 µM d’hydrocortisone 

hemisuccinate  et de 5 µg/ml d’insuline. Afin de réaliser nos expériences, nous avons donc dû, 

dans un premier temps tester s’il était possible de sevrer la lignée en glucocorticoïdes et 

insuline pendant le temps de nos manipulations sans perdre le caractère différencié ni 

engendrer une augmentation de l’apoptose.  
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Résultats du travail complémentaire. 

1°. Caractérisation fonctionnelle de la chaîne respiratoire des cellules HepaRG en présence 

ou en absence d’insuline et de glucocorticoïdes.  

Afin de tester l’impact du sevrage en insuline et glucocorticoïdes sur la différenciation, la 

survie et les caractéristiques fonctionnelles de la chaîne respiratoire mitochondriale des 

cellules HepaRG, nous avons cultivé les cellules HepaRG (passages 9 à 15 maximum) 

pendant deux semaines dans le milieu de prolifération puis pendant une semaine dans un 

milieu de différenciation contenant 2 % de DMSO avec insuline et glucocorticoïdes puis 

pendant 5 jours supplémentaires avec ou sans insuline et avec ou sans glucocorticoïdes. 

Quatre groupes ont été ainsi constitués : 

- avec DMSO, avec glucocorticoïdes et avec insuline (+D+G+I) qui constitue 

notre condition contrôle 

- avec DMSO, avec glucocorticoïdes et sans insuline (+D+G-I) 

- avec DMSO, sans glucocorticoïdes et avec insuline (+D-G+I) 

- avec DMSO, sans glucocorticoïdes et sans insuline (+D-G-I) 

Nous avons fait des tests sur des cellules cultivées sans DMSO mais nous n’avons pas retenu 

cette condition expérimentale, les cellules perdant très vite leur morphologie différenciée et 

ayant une activité respiratoire mitochondriale très faible. 

a. Quantification de l’aldolase B, un marqueur de différenciation hépatocytaire.  

Les cellules HepG2 ont une faible expression de l’aldolase B, inférieure à celle des cellules 

HepaRG en phase proliférative. L’expression de ce marqueur augmente en fonction du stade 

de différenciation dans les cellules HepaRG. Le sevrage en glucocorticoïdes et insuline 

pendant 5 jours après une semaine de culture en milieu de prolifération ne semble pas affecter 

l’expression de l’aldolase B dans les cellules HepaRG (figure 31).  

b. Mesure de la respiration mitochondriale des cellules HepaRG sevrées en 

glucocorticoïdes et insuline.  

Les paramètres respiratoires des cellules HepaRG cultivées avec ou sans glucocorticoïdes et 

avec ou sans insuline sont identiques à l’exception des cellules cultivées avec 

glucocorticoïdes mais sans insuline qui présentent une respiration de routine et insesible à 

l’oligomycine significativement supérieure aux autres conditions expérimentales (p<0.05, 

figure 32). 

Nous concluons donc de cette étude sur les cellules HepaRG sevrées en insuline et 

glucocorticoïdes que le fait de cultiver les cellules HepaRG sans hormones pendant 5 jours à 

ce stade n’entraîne pas de dédifférenciation des cellules ni de modification des paramètres 
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respiratoires mitochondriaux de ces cellules. Pour la suite de nos études sur l’impact du 

traitement par dexaméthasone sur la chaîne respiratoire de ces cellules nous pourrons donc 

utiliser les cellules HepaRG différenciées sans glucocorticoïdes ni insuline comme contrôles. 

2°. Impact du traitement par dexaméthasone sur le fonctionnement de la chaîne respiratoire 

mitochondriale des cellules HepaRG traitées par dexaméthasone.  

a. Mesure des paramètres respiratoires des cellules HepaRG traitées par 

dexaméthasone.  

Le traitement par dexaméthasone pendant 8 heures des cellules HepaRG différenciées 

entraîne une augmentation de la respiration non phosphorylante (oligo) et découplée (FCCP) 

dès 50 nM de dexaméthasone. En revanche, la respiration de routine est stimulée dans les 

cellules traitées uniquement par 500 nM et 5 µM de dexaméthasone. La stimulation des 

paramètres respiratoires obtenue avec 5 µM de dexaméthasone n’est pas supérieure à celle 

obtenue en présence de 500 nM (figure 33).  

b. Mesure de l’activité du complexe IV des cellules HepaRG traitées par 

dexaméthasone.  

Dans les travaux menés sur les cellules HepG2, nous avions montré que la stimulation de la 

respiration maximale (respiration découplée obtenue en présence de FCCP) pouvait être reliée 

à une augmentation de l’activité du complexe IV dans ces cellules. Afin de voir si un tel 

mécanisme se retrouvait dans les cellules HepaRG, nous avons mesuré l’activité COX des 

cellules HepaRG différenciées traitées par 500 nM de dexaméthasone. Nous avons choisi 

cette dose car c’est la même que celle que nous avons utilisée sur les cellules HepG2 et cette 

dose est suffisante pour entraîner une stimulation de la chaîne respiratoire mitochondriale 

comparable à celles obtenues avec une dose plus forte (5µM). Lorsque l’on compare l’activité 

maximale de la COX entre les lignées HepG2 et HepaRG, on s’aperçoit que la capacité 

respiratoire des cellules HepaRG différenciées est nettement supérieure à celle des cellules 

HepG2 (multipliée par environ 3,5). Dans les deux lignées, le traitement pendant 8 heures par 

500 nM de dexaméthasone entraîne une augmentation d’environ 90% de l’activité COX par 

rapport aux cellules contrôles de la même lignée (figure 35). Ces résultats permettent de 

mettre en évidence un mécanisme commun de stimulation de l’activité COX dans les deux 

lignées par le traitement par dexaméthasone, cependant, les cellules HepG2 et HepaRG ne 

possèdent pas le même métabolisme, les cellules HepaRG différenciées possédant une activité 

COX plus de trois fois supérieures aux cellules HepG2. Il est intéressant de noter que 

l’activité COX des cellules HepaRG non différenciées est identique à celle des cellules 

HepG2 (non montrée ici).                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                     
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Comme c’était le cas dans les cellules HepG2, l’inhibition du récepteur cytosolique aux 

glucocorticoïdes par la mifépristone empêche la stimulation de l’activité COX par la 

dexaméthasone. Il faut noter cependant que dans les cellules HepaRG, le traitement par 

mifépristone entraîne une forte mortalité cellulaire dans l’heure qui suit l’application de cette 

drogue. Afin de réduire cette mortalité, il nous a fallu diminuer la dose par rapport à celle 

utilisée sur les cellules HepG2 (2.5 µM au lieu de 5 µM). Dans ce cas, la viabilité cellulaire à 

8 heures dépasse les 70% par rapport aux cellules contrôles et permet ainsi de faire les 

manipulations en présence de mifépristone.  

c. Mesure du potentiel membranaire mitochondrial des cellules HepaRG.  

Les résultats complémentaires de l’article 2 concernant les effets à 5 jours du traitement par 

dexaméthasone montrent que le potentiel de membrane à l’état IV (non phosphorylant) est 

diminué de 30 % dans les cellules traitées par dexaméthasone. Nous avons mesuré ce 

paramètre dans les cellules HepaRG contrôle (cultivées pendant 5 jours en milieu de 

différenciation sans insuline ni glucocorticoïdes) ainsi que dans celles ayant reçu 50 nM, 500 

nM ou 5µM de dexaméthasone. Les résultats de cytométrie en flux (dont un exemple est 

présenté figure 33) ont mis en évidence deux populations dans ces cellules : une à forte 

intensité de fluorescence (population minoritaire représentant environ 20 % des cellules) et 

une à faible intensité de fluorescence (représentant 80 % des cellules). La mesure de 

fluorescence du DiOC6 dans les cellules HepG2 mettait en évidence une seule population, 

homogène (figure 34), d’intensité de fluorescence similaire à la population la plus 

fluorescente retrouvée dans les cellules HepaRG. Ces deux populations n’ont donc pas permis 

une analyse plus précise de la variation du potentiel membranaire mitochondrial en fonction 

du traitement par dexaméthasone dans les cellules HepaRG. 
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Discussion des résultats complémentaires. 

Les cellules HepaRG ont été utilisées dans le but d’étudier les effets des glucocorticoïdes sur 

la fonction mitochondriale hépatique dans un modèle se rapprochant le plus possible du foie 

« sain ». Cependant,  la culture de ces cellules nécessitant l’utilisation de fortes concentrations 

de glucocorticoïdes et d’insuline et leur fonction oxydative mitochondriale n’ayant jamais été 

étudiée, des études préliminaires ont été nécessaires.  

La comparaison entre les cellules HepG2 et HepaRG a permis de montrer que ces dernières 

expriment de manière plus importante l’aldolase B, un marqueur de différenciation 

hépatocytaire et que cette expression n’est pas altérée par 5 jours de sevrage en 

glucocorticoïdes et insuline (figure 30). De plus, la capacité de la chaîne respiratoire 

mitochondriale (montrée par la respiration découplée) ainsi que l’activité maximale du 

complexe IV sont supérieures dans les cellules HepaRG (figures 33 et 35). En revanche, 

l’effet à court terme de diminution de l’activité du complexe II par dexaméthasone n’est pas 

retrouvé dans les cellules HepaRG (figure 36). 

En ce qui concerne l’impact du traitement par glucocorticoïdes sur le métabolisme oxydatif 

mitochondrial, un effet stimulateur sur les paramètres respiratoires mitochondriaux est 

retrouvé. Cet effet est croissant entre 50 et 500 nM de dexaméthasone mais atteint un plateau 

après cette dose. De plus, les effets ayant été reliés, lors des travaux menés sur les cellules 

HepG2, à l’activation du récepteur classique, intracellulaire aux glucocorticoïdes ont 

également été mis en évidence dans la lignée HepaRG. Ainsi, le traitement pendant 8 heures 

par 500 nM de dexaméthasone induit une augmentation de la capacité maximale de la chaîne 

respiratoire mitochondriale et une stimulation de l’activité du complexe IV. Les mesures du 

potentiel membranaire mitochondrial sur ces cellules ont montré la présence de deux 

populations de cellules (ou deux populations de mitochondries au sein des mêmes cellules) 

d’intensité de fluorescence différentes. Ce phénomène a été retrouvé dans différentes études 

sur des mitochondries isolées de foie de rat (Lopez-Mediavilla et al., 1995, Lopez-Mediavilla 

et al., 1989, Lopez-Mediavilla et al., 1992). La présence de mitochondries avec un potentiel 

membranaire différent a été reliée au stade de développement, le nombre de mitochondries à 

bas potentiel augmentant avec l’âge de l’animal (Lopez-Mediavilla et al., 1989) ainsi que 

dans les hépatocytes mis en culture. De plus, la proportion de ces deux populations dépend 

également du statut énergétique des mitochondries. Ainsi, l’étude de Lopez Mediavilla en 

1995 a montré que la dissipation du gradient mitochondrial, induite par l’ajout d’un agent 

découplant, affecte surtout la population mitochondriale à bas potentiel alors que l’inhibition 

de la synthèse d’ATP par l’oligomycine entraîne une augmentation de la fluorescence des 
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deux populations (Lopez-Mediavilla et al., 1995). Les auteurs concluent donc de cette étude 

que la population avec un plus fort potentiel est formée par des formes mitochondriales 

immatures, les deux populations présentant différents types fonctionnels de mitochondries. 

Dans les cellules HepG2, les mitochondries sont toutes localisées dans la population à fort 

potentiel mitochondrial, ce qui confirme les résultats obtenus avec le Western blot anti-

aldolase B selon lesquels ces cellules sont moins différenciées que les cellules HepaRG.  

Nous pouvons émettre l’hypothèse que cette dédifférenciation des HepaRG, bien qu’elle ne 

fût pas visible avec le Western blot anti-aldolase B, soit due au sevrage en glucocorticoïdes et 

insuline pendant les cinq jours qui précèdent la mesure. En effet, ces hormones sont 

importantes lors du processus de différenciation des cellules HepaRG et peut-être qu’après 

cinq jours d’arrêt, les cellules commencent à se dédifférencier. Il aurait été intéressant de 

mesurer le potentiel sur des cellules HepaRG cultivées en milieu classique de différenciation 

afin de confirmer notre hypothèse. L’hétérogénéité des populations mitochondriales présentes 

dans les cellules HepaRG a également été retrouvée dans des essais de mesure de production 

de ROS par les cellules HepaRG en utilisant la sonde dihydroéthidium (données non 

présentées) montrant que ces deux populations de mitochondries semblent avoir un statut 

fonctionnel différent. Ces données montrent que les deux types cellulaires étudiés (HepG2 et 

HepaRG) présentent des réponses différentes suite au traitement par glucocorticoïdes. Ceci 

nous amène à nous demander pourquoi une telle différence ?  

Plusieurs hypothèses sont avancées pour expliquer le fait que les effets imputés au récepteur 

membranaire aux glucocorticoïdes ne se retrouvent pas dans les cellules HepaRG :  

- l’absence de ce type de récepteur sur ces cellules. Afin de vérifier cette hypothèse, il faudrait 

reproduire les expériences d’incubation de membranes isolées de cellules HepaRG avec la 

dexaméthasone fluorescéine (expériences décrites dans la partie « matériel et méthodes ») afin 

de vérifier que la dexaméthasone peut se fixer sur les membranes et que cette fixation peut 

être déplacée par la dexaméthasone-BSA par exemple. 

- une « désensibilisation » aux glucocorticoïdes. Ces cellules étant cultivées en permanence 

avec une forte concentration d’hydrocortisone, nous pouvons émettre l’hypothèse que le site 

membranaire aux glucocorticoïdes est plus facilement saturable et que l’environnement riche 

en glucocorticoïdes induit une « résistance partielle aux glucocorticoïdes » dans cette lignée. 

- des voies de signalisation en aval du récepteur membranaire différentes ou non 

fonctionnelles. 

De par leur hétérogénéité de populations mitochondriales, les cellules HepaRG sont un 

modèle assez difficile à caractériser et à manipuler. Cependant, il reste intéressant car plus 
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proche des hépatocytes en culture et s’il s’avérait que ce modèle ne possédait réellement pas 

de récepteur membranaire aux glucocorticoïdes ou que ce récepteur, ou les voies en aval, 

étaient non fonctionnels, ces cellules réprésenteraient alors un modèle très intéressant afin de 

pouvoir discriminer entre les effets liés au récepteur membranaire et cytosolique et pourrait 

constituer un « contrôle » négatif pour l’étude des effets récepteur membranaire dépendants 

des glucocorticoïdes. 

 

Légende des figures : 

Figure 31 : Les cellules HepaRG ont été cultivées pendant 15 jours dans un milieu de 

prolifération puis pendant une semaine dans le milieu de différenciation (milieu de 

prolifération contenant 5 µM d’hydrocortisone plus 5µg/ml d’insuline) supplémenté avec 2% 

de DMSO. Au bout d’une semaine de différenciation, les cellules HepaRG ont été cultivées 

pendant 5 jours dans le milieu de différenciation (+D) avec ou sans glucocorticoïdes (+/- G) et 

avec ou sans insuline (+/- I). La condition « HepaRG Prolif » correspond à des cellules 

HepaRG cultivées pendant une semaine après repiquage dans le milieu de prolifération 

classique. Les cellules HepG2 ont été cultivées en milieu contrôle sans insuline ni 

glucocorticoïdes.  

 

Figure 32 : Paramètres respiratoires des cellules HepaRG cultivées avec ou sans 

glucocorticoïdes et avec ou sans insuline. Les cellules HepaRG ont été cultivées pendant 15 

jours dans le milieu de prolifération puis pendant une semaine dans le milieu de 

différenciation. Ensuite, les cellules ont été sevrées ou non en glucocorticoïdes et/ou insuline 

pendant 5 jours. Les cellules ont ensuite été trypsinées et leurs paramètres respiratoires ont été 

mesurés sur cellules entières par polarographie.  

A. Respiration de routine (avec les substrats endogènes) des cellules HepaRG différenciées 

(+D) avec ou sans glucocorticoïdes (+/- G) et avec ou sans insuline (+/- I).  

B. Respiration non couplée à la synthèse d’ATP mesurée en présence de 16 µg/ml 

d’oligomycine dans les cellules HepaRG différenciées (+D) avec ou sans glucocorticoïdes 

(+/- G) et avec ou sans insuline (+/- I).  

C. Respiration découplée (reflet de la capacité maximale de la chaîne respiratoire) obtenue par 

ajout d’un découplant (le FCCP) sur les cellules HepaRG différenciées (+D) avec ou sans 

glucocorticoïdes (+/- G) et avec ou sans insuline (+/- I).  
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Figure 33 : Paramètres respiratoires des cellules HepaRG cultivées avec ou sans 

dexaméthasone pendant 8 heures. Les cellules HepaRG ont été cultivées pendant 15 jours 

dans le milieu de prolifération puis pendant une semaine dans le milieu de différenciation. 

Ensuite, les cellules ont été cultivées pendant 8 heures en présence de différentes 

concentrations de dexaméthasone (de 50 nM à 5 µM). Les cellules ont ensuite été trypsinées 

et leurs paramètres respiratoires ont été mesurés sur cellules entières par polarographie.  

A. Respiration de routine (avec les substrats endogènes) des cellules HepaRG différenciées 

traitées pendant 8 heures par dexaméthasone.  

B. Respiration non couplée à la synthèse d’ATP mesurée en présence de 16 µg/ml 

d’oligomycine dans les cellules HepaRG différenciées traitées pendant 8 heures par 

dexaméthasone.  

C. Respiration découplée (reflet de la capacité maximale de la chaîne respiratoire) obtenue par 

ajout d’un découplant (le FCCP) sur les cellules HepaRG différenciées traitées pendant 8 

heures par dexaméthasone.  

 

Figure 34 : Histogrammes de fluorescence de la sonde DiOC6(3) dans les cellules HepG2 

(graphique A) et HepaRG différenciées (graphique B). Les cellules sont traitées par 500 nM 

de dexaméthasone pendant 8 heures puis elles sont incubées en présence de 20 nM du 

fluorochrome DiOC6(3) et 16µg/ml d’oligomycine, un inhibiteur de l’ATP synthase pendant 

une demi-heure. La fluorescence du DiOC6(3), proportionnelle au potentiel membranaire 

mitochondrial, est ensuite lue par cytométrie en flux. Les cellules mortes sont exclues de 

l’étude par marquage à l’iodure de propidium. 

 

Figure35 : Dosage de l’activité du complexe IV (cytochrome C oxydase) sur les cellules 

HepG2 et HepaRG traitées par 500 nM de dexaméthasone. Les résultats sont rapportés à 

l’activité de la citrate synthase (CS), un marqueur du volume mitochondrial dans les cellules.  

 

Figure 36 : Dosage de l’activité du complexe II sur les cellules HepG2 et HepaRG traitées 

pendant dix minutes par 500 nM de dexaméthasone. Les résultats sont rapportés à l’activité de 

la citrate synthase (CS), un marqueur du volume mitochondrial dans les cellules. 
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Figure 31. 
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Figure 32. 
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Figure 33. 
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Figure 34. 
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Figure 35. 
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Figure 36. 
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CONCLUSION GENERALE ET 

PERSPECTIVES 
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Notre projet consistait en l’étude du fonctionnement mitochondrial lors de situations de stress 

cellulaires touchant plus particulièrement les mitochondries tels que la dissipation du gradient 

de protons (découplage) ou le traitement par hormones glucocorticoïdes.   

La première partie de ce travail nous a permis d’étudier l’impact d’un découplage 

mitochondrial modéré sur le métabolisme mitochondrial et la prolifération cellulaire dans 

deux lignées cellulaires présentant une orientation métabolique différente (plutôt oxydative ou 

plutôt glycolytique). Nos résultats montrent que contrairement à ce que l’on pouvait penser, 

lorsqu’un stress est appliqué au niveau de la chaîne respiratoire mitochondriale (découplage 

induit par le DNP), les cellules les plus glycolytiques (cellules 143B) ont une prolifération 

fortement ralentie et ce, malgré une stimulation de la glycolyse. Par contre, le découplage de 

cellules plus oxydatives (cellules HepG2) n’induit pas de diminution de la croissance 

cellulaire et conduit à des adaptations mitochondriales afin de faire face à cette diminution 

d’efficacité de la conversion énergétique. Dans ces cellules, le découplage entraîne une 

stimulation de la transcription de deux gènes nucléaires importants pour le métabolisme 

oxydatif mitochondrial (COXIV et ANT3).  

La première interrogation soulevée par ces résultats est de savoir quels sont les éléments de 

signalisation intracellulaire impliqués dans la mise en place de ces adaptations 

mitochondriales au découplage dans les cellules HepG2 ? 

Ces adaptations passent par l’activation d’un dialogue rétrograde de la mitochondrie vers le 

noyau conduisant notamment à la stimulation de la transcription de ces deux gènes nucléaires. 

Ce dialogue rétrograde, mis en place par suite d’un dysfonctionnement mitochondrial a été 

très étudié chez la levure (Jazwinski, 2000, Jazwinski, 2005, Liao et Butow, 1993, Liu et al., 

2001, Rothermel et al., 1995, Sekito et al., 2000). D’autres études ont montré son existence 

dans les cellules eucaryotes (Biswas et al., 1999, Biswas et al., 2005, Butow et Avadhani, 

2004, Erol, 2005, Giannattasio et al., 2005, Liu et Butow, 2006, Park et al., 2006, Rohas et 

al., 2007, Schieke et Finkel, 2006, Schroeder et al., 2007) et différents éléments de cette 

cascade ont été identifiés. 

Il serait intéressant d’étudier les variations d’expression et ou de quantité de ces différents 

facteurs suite à l’induction d’un découplage dans les cellules HepG2. L’augmentation de la 

concentration intracellulaire en calcium  ayant été décrite comme un élément clé de cette 

cascade (Biswas et al., 1999, Rohas et al., 2007, Ryan et Hoogenraad, 2007), nous nous 

proposons de mesurer la concentration intracellulaire en calcium après différents temps de 

traitement par le DNP. De même, le facteur Sp1 a été identifié comme un régulateur important 

de la transcription de certains gènes OXPHOS (parmi lesquels COXIV, Carter et Avadhani, 
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1994) dont l’activité est régulée par phosphorylation par PKC ou p38MAPK (D'Addario et 

al., 2006, Zhang et al., 2006). L’inhibition ciblée de ces protéines kinases dans notre modèle 

ainsi que l’étude de l’état de phosphorylation du facteur Sp1 permettraient d’étudier leur 

implication dans le dialogue mis en place suite au découplage dans les cellules HepG2. 

La seconde question est de comprendre pourquoi les cellules 143B, dont le métabolisme est le 

plus glycolytique et donc le moins dépendant de la fonction oxydative mitochondriale, ne 

parviennent pas à s’adapter au découplage ?  

L’hypothèse d’un élément de signalisation manquant ou défaillant dans la cascade de 

signalisation précédemment citée est séduisante d’autant plus qu’il a été montré dans ces 

cellules des défauts d’homéostasie calcique (Szczepanowska et al., 2004, von Kleist-Retzow 

et al., 2007). Le relargage du calcium par la mitochondrie étant le point de départ de la mise 

en place de ce dialogue, il paraît intéressant de mesurer ce paramètre dans les cellules 143B 

soumises à un découplage mitochondrial. En outre, on peut penser que ces cellules utilisant de 

manière préférentielle la glycolyse ont une chaîne respiratoire mitochondriale moins 

fonctionnelle et un niveau d’utilisation du métabolisme oxydatif plus restreint. Elles 

présenteraient une capacité de réserve moins importante ne leur permettant pas de développer 

leur métabolisme oxydatif à la suite du stress mitochondrial, peut-être par un effet de seuil. 

L’effet découplant du DNP présente des applications intéressantes notamment dans la 

détoxification des EORs et peut-être même le traitement de l’obésité. Le découplage permet 

en effet d’augmenter la respiration mitochondriale et la dépense énergétique corps entier. Le 

DNP a d’ailleurs déjà été utilisé dans cette application mais la fenêtre de concentration 

permettant d’obtenir les effets positifs sur la dépense énergétique sans induction de l’apoptose 

est très mince et son utilisation abusive a d’ailleurs causé plusieurs décès. Une meilleure 

compréhension des mécanismes soutendant les adaptations métaboliques mises en place dans 

les cellules lors d’un découplage modéré ainsi que l’identification des éléments-clés de ses 

voies pourraient peut-être permettre de mieux contrôler les effets toxiques du DNP, tout en 

gardant les effets sur le métabolisme énergétique. Ainsi, utilisé dans des conditions bien 

contrôlées, comme suggéré par Rohas et al. (2007), le DNP (ou d’autres découplants plus 

faibles, des dérivés d’hydroxytoluène, qui, utilisés à des doses minimales, ont une fenêtre 

d’action beaucoup plus large, Lou et al., 2007) pourrait peut-être représenter une alternative 

thérapeutique intéressante dans le traitement de l’obésité.  

La seconde partie de ce travail avait pour but d’étudier l’effet du traitement par les 

glucocorticoïdes sur la chaîne respiratoire et le métabolisme énergétique des cellules HepG2 

ainsi que les voies de signalisation intracellulaires impliquées dans ces effets. Nos résultats 
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montrent que la mitochondrie est à la fois la cible d’effets rapides non génomiques et d’effets 

génomiques mis en place à plus long terme, ces deux types d’effets, spécifiques de la 

dexaméthasone, sont médiés par la fixation de cette hormone sur des récepteurs différents.  

Le traitement à long terme des cellules HepG2 par dexaméthasone entraîne une stimulation de 

la respiration mitochondriale ainsi qu’une diminution de l’efficacité de synthèse d’ATP. Ces 

effets sont notamment reliés à une augmentation de l’activité et de la quantité du complexe IV 

de la chaîne respiratoire par un mécanisme transcriptionnel dépendant du récepteur 

« classique » intracellulaire aux glucocorticoïdes.  

Pour autant, nous ne savons pas par quel mécanisme se produit le découplage dans ces 

cellules. On peut en effet exclure une action non spécifique des glucocorticoïdes (insertion 

dans la membrane mitochondriale par exemple) puisque lorsque la transcription est inhibée, 

on ne retrouve plus les variations de respiration mitochondriale. Le découplage est donc 

dépendant de l’activation d’une ou plusieurs protéines. Les principales protéines reconnues 

pour avoir un rôle découplant sont les UCP (Uncoupling Proteins) et l’ANT (Adenine 

Nucleotide Translocator). Or, l’activité des protéines UCP dans le foie n’est pas clairement 

définie. Plusieurs études ont montré que l’ANT participe à l’augmentation de la fuite de 

protons (Brand et al., 2005, Lombardi et al., 2002, Shabalina et al., 2006). Nos résultats après 

cinq jours de traitement par dexaméthasone montrent que la quantité de protéines ANT est 

augmentée dans les cellules HepG2. Cependant, aucune corrélation n’a été faite avec 

l’augmentation de la respiration que l’on retrouve également après cinq jours de 

dexaméthasone. Nous nous proposons d’effectuer des mesures de respiration cellulaire en 

réalisant une titration au carboxyatractylate, un inhibiteur de l’ANT, pour déterminer si cette 

protéine participe à l’augmentation de la fuite de protons que nous retrouvons dans ce modèle.  

Quant aux effets non génomiques précoces, nous montrons qu’après 10 minutes de traitement 

par dexaméthasone, les cellules HepG2 présentent une diminution de l’activité des complexes 

I et II de la chaîne respiratoire ainsi qu’une augmentation de l’activité du complexe III. Ces 

effets, non transcriptionnels, sont induits par la fixation de la dexaméthasone sur un site de 

fixation situé sur la membrane plasmique des cellules. Cette fixation entraîne l’activation 

d’une protéine Gq induisant en aval, par la voie de la phospholipase C, une sortie de calcium 

des stocks intracellulaires PKC-dépendante. Cette augmentation de la concentration 

intracellulaire en calcium est nécessaire pour les effets mitochondriaux de la dexaméthasone 

et ce, en activant la protéine kinase p38MAPK (cf figure 28). L’inhibition de l’activation de 

cette protéine entraîne une levée totale des effets de la dexaméthasone sur les complexes de la 

chaîne respiratoire. 
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Ces complexes peuvent subir des modifications post-traductionnelles rapides. En effet, deux 

sous-unités du complexe I peuvent être phosphorylées in vitro (Chen, R. et al., 2004) ce qui 

peut modifier l’assemblage et l’activité de ce complexe (Yadava et al., 2007). De plus, la 

possibilité de glutathiolation des complexes I et II de la chaîne respiratoire a été mise en 

évidence (Chen, C. L. et al., 2007, Chen, Y. R. et al., 2007). Il serait intéressant d’évaluer ces 

modifications post traductionnelles dans notre modèle après ajout de dexaméthasone et de 

l’inhibiteur de p38MAPK.  

La dexaméthasone induit donc dans les cellules HepG2, via le récepteur membranaire aux 

glucocorticoïdes, des effets non génomiques conduisant à une inhibition de la chaîne 

respiratoire mitochondriale. Or, ces effets rapides ne sont pas retrouvés dans les cellules 

HepaRG qui présentent, lorsqu’elles sont différenciées, un métabolisme beaucoup plus 

oxydatif que les cellules HepG2 (et proche des hépatocytes isolés). On peut donc se 

demander, si les cellules tumorales peuvent tirer partie de ce dysfonctionnement 

mitochondrial induit par la dexaméthasone pour leur prolifération. En effet, l’hypoxie ayant 

été corrélée positivement à l’agressivité tumorale (Boyle et Travers, 2006), l’inhibition du 

fonctionnement mitochondrial induit par l’activation du récepteur membranaire aux 

glucocorticoïdes pourrait être un des facteurs de stimulation du développement tumoral. Cette 

surreprésentation de la forme membranaire de récepteurs aux stéroïdes a d’ailleurs été mise en 

évidence dans d’autres types tumoraux tels que le cancer du sein ou de la prostate (Dressing et 

Thomas, 2007, Dambaki et al., 2005) où elle est reliée à l’agressivité de ces tumeurs. Dans ce 

cas, la présence d’une forme membranaire de récepteur aux stéroïdes confère aux cellules 

cancéreuses qui l’expriment de manière importante un caractère plus invasif et plus agressif. 

Kampa et Castanas (2006) ont d’ailleurs proposé le ciblage de ces récepteurs membranaires 

aux stéroïdes comme agent majeur ou adjuvant chimiothérapeutique. Ils concluent que ce 

ciblage peut représenter une alternative thérapeutique intéressante pour la destruction 

spécifique des cellules cancéreuses.  Les cellules immunitaires ne semblent pas obéir à cette 

règle puisque bien qu’une augmentation de la quantité de récepteurs membranaires aux 

glucocorticoïdes ait été retrouvée dans les cellules leucémiques ainsi que dans les cellules 

immunitaires de patients souffrant de pathologies auto-immunes (Gametchu et Watson, 2002, 

Tryc et al., 2006 et Spies et al., 2006), la présence de ce récepteur serait le marqueur d’une 

plus grande sensibilité cellulaire à l’apoptose. Dans ce cas, la présence d’un récepteur 

membranaire aux glucocorticoïdes représenterait plutôt un frein à la prolifération des cellules 

pathologiques plutôt qu’un avantage prolifératif pour les cellules concernées. Il semble donc 

que la signalisation en aval de ce récepteur ainsi que les protéines-clés qui composent ces 
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voies diffèrent selon les types cellulaires et que, selon la cascade de signalisation activée, les 

effets puissent être totalement opposés (effet anti- ou proapoptotique). La caractérisation 

précise des voies mises en jeu dans ces modèles pourrait permettre une meilleure 

compréhension des phénomènes reliant prolifération tumorale, métabolisme cellulaire et 

récepteurs membranaires aux stéroïdes. 

Les effets induits par le récepteur membranaire ne sont cependant pas totalement dissociables 

des effets dépendants du récepteur intracellulaire et cibler précisément le récepteur 

membranaire peut avoir des conséquences également sur les effets génomiques classiques de 

ces hormones. On peut se demander quelles interactions peuvent exister entre les voies 

d’action génomiques et non génomiques des glucocorticoïdes. En effet, autant les effets à 

court terme semblent avoir une action inhibitrice sur le fonctionnement mitochondrial autant 

les effets à long terme semblent entraîner une stimulation du métabolisme oxydatif par des 

mécanismes transcriptionnels (cf figure 29). La mise en place des effets à long terme 

constitue-t-elle une adaptation cellulaire pour pallier les déficits engendrés par les effets non 

génomiques ou ces deux voies sont-elles indépendantes, se mettant en place de manière 

graduelle ?  

L’implication du récepteur cytosolique aux glucocorticoïdes dans les effets à long terme nous 

laisse penser que les mécanismes de dialogue rétrograde mitochondrie-noyau, évoqués 

précédemment pour expliquer les effets du DNP, n’interviennent pas dans ce modèle. Il 

s’agirait plutôt d’une mise en place coordonnée des deux voies d’action des glucocorticoïdes. 

La stimulation du métabolisme oxydatif à long terme permettrait finalement la production 

d’ATP nécessaire pour approvisionner notamment la néoglucogenèse, voie stimulée par les 

glucocorticoïdes et consommatrice d’ATP. Les éléments permettant de relier l’activité de ces 

deux récepteurs restent à étudier. Certains auteurs ont émis l’hypothèse d’un recrutement et 

d’une activation du récepteur cytosolique par le récepteur membranaire (Daufeldt et al., 

2003). Dans notre modèle, certains des effets à long terme de la dexamethasone sont retrouvés 

avec un ligand ne passant pas la membrane plasmique (dexaméthasone-BSA) et que d’autres 

sont totalement inhibables par la mifépristone (inhibiteur spécifique du récepteur 

intracellulaire aux glucocorticoïdes), ce qui rend peu probable la mise en place d’une telle 

voie. On peut penser au contraire que l’activation du récepteur membranaire réprime les effets 

dépendants du récepteur cytosolique et que, c’est lorsque ces effets disparaissent que les effets 

à long terme se mettent en place. Deux études ont rapporté que le récepteur intracellulaire aux 

glucocorticoïdes pouvait être inhibé par une augmentation de la concentration intracellulaire 

en calcium (Sheppard, 1994) ainsi que par une activation de la protéine p38MAPK (Wang et 
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al., 2004). Ces deux messagers étant des éléments-clés des effets non génomiques des 

glucocorticoïdes, la possibilité d’une inhibition du GR intracellulaire par ces molécules puis 

une levée progressive de cette inhibition peut être envisagée. Il serait intéressant d’étudier les 

effets à long terme des glucocorticoïdes après inhibition de la protéine p38MAPK ou après 

chélation du calcium intracellulaire.  

Ces travaux nous ont permis de montrer que l’induction d’un stress au niveau de la 

mitochondrie (découplage chimique par DNP ou hormonal par dexaméthasone) induit des 

adaptations du fonctionnement de la chaîne respiratoire mitochondriale visant à stimuler sa 

capacité afin de pallier son manque d’efficacité (stimulation de l’activité du complexe IV, 

augmentation de la quantité de protéines COXIV et ANT). Cependant, si les conséquences sur 

la chaîne respiratoire sont à peu près identiques, les voies qui sont impliquées semblent 

totalement différentes. Lors d’un découplage par DNP, la mitochondrie paraît être un acteur 

des adaptations (par la mise en place d’une signalisation rétrograde). Par contre, le découplage 

induit par dexaméthasone semble plutôt être une conséquence des adaptations cellulaires 

visant à augmenter la production d’ATP qu’un phénomène à l’origine de ces adaptations.  
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Résumé : 

La mitochondrie est un centre de régulation métabolique à la fois intégrateur de signaux (visant à 
ajuster son fonctionnement selon les besoins énergétiques cellulaires) et initiateur de voies 
rétrogrades (permettant une réponse cellulaire à des changements d’états fonctionnels de la 
mitochondrie). Ce travail s’intéresse plus particulièrement au métabolisme oxydatif mitochondrial 
et aux voies de signalisation activées, dans les cellules HepG2, lors de deux situations de stress 
énergétique : le découplage mitochondrial et le traitement par les hormones glucocorticoïdes. Le 
découplage mitochondrial constitue un signal conduisant les cellules à développer leur 
métabolisme oxydatif sans modifier la glycolyse (notamment par activation de la transcription de 
gènes nucléaires codant pour des protéines mitochondriales). La mitochondrie est également une 
des cibles du traitement par glucocorticoïdes, ces hormones induisant à la fois des effets à court 
terme et à long terme. Les effets rapides (modification de l’activité des complexes I, II et III de la 
chaîne respiratoire mitochondriale) sont non génomiques et impliquent la fixation de la 
dexamethasone sur un récepteur membranaire. Ces effets sont médiés par l’activation calcium-
dépendante de la protéine p38MAPK. Les effets à long terme (augmentation de la capacité de la 
chaîne respiratoire) sont transcriptionnels et nécessitent le recrutement du récepteur intracellulaire 
classique aux glucocorticoïdes. Les modifications du fonctionnement de la chaîne respiratoire 
mitochondriale par les glucocorticoïdes sont induites par le recrutement graduel de différents sites 
de liaison aux glucocorticoïdes (membranaire et intracellulaire). 

 

Mots clés :    Mitochondrie, métabolisme énergétique, découplage, glucocorticoïdes, 

signalisation intracellulaire. 

 

English title :    MITOCHONDRIA AND ENERGETIC STRESS: SIGNALING 

PATHWAYS AND CELLULAR ADAPTATIONS. 

 

Abstract : 

 

Mitochondria are integrators of intracellular signaling (adjusting its functioning to cellular energy 
demand) and initiators of retrograde pathways (triggering cellular response to variations of 
functional status of mitochondria). This work focus on oxidative mitochondrial metabolism and 
signaling pathways, in HepG2 cells, in response of two energetic stresses: mitochondrial 
uncoupling and glucocorticoids treatment. Mitochondrial uncoupling triggers an increase in 
oxidative metabolism without any change in glycolysis (notably by a stimulation of nuclear 
transcription of genes encoding mitochondrial proteins). Mitochondria are also one of targets of 
glucocorticoids, hormones that induce short term and long term effects. Rapid effects 
(modification of respiratory chain complexes I, II and III activities) involve dexamethasone 
binding on a membrane glucocorticoid receptor. These effects are mediated by calcium dependent 
activation of p38MAPK. Long term genomic effects (increase in respiratory chain capacity) 
implicate the classical intracellular glucocorticoid receptor. Modifications of the respiratory chain 
functioning induced by glucocorticoids involve the gradual recruitment of glucocorticoid binding 
sites (located in plasma membrane or in cytosol). 
 

Keywords :    Mitochondria, energetic metabolism, uncoupling, glucocorticoids, intracellular 

signaling pathways. 

 

Discipline :    Biologie cellulaire. 



 
 
 
 

Figure 1 : Structure de la mitochondrie 
La mitochondrie est composée de deux membranes aux propriétés physico-chimiques très 
différentes. Elles délimitent deux compartiments : l’espace intermembranaire et la matrice. La 
membrane interne forme des replis membranaires appelés crêtes mitochondriales.  
Schéma adapté à partir du site http://www.vscht.cz 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 
Figure 2 : Réactions d’oxydoréductions au niveau de la chaîne respiratoire mitochondriale 

La chaîne respiratoire transfère de manière progressive les électrons des coenzymes réduits 
(NADH et FADH2) vers le dioxygène via une succession de systèmes redox intervenant dans un 
ordre établi selon leur potentiel d’oxydoréduction allant du plus réducteur vers le plus oxydant. 
Adapté du site www.ulysse.u-bordeaux.fr. 
 
 

 
 

Figure 3 : Structure schématique de la chaîne respiratoire mitochondriale. 
La chaîne respiratoire est située dans la membrane interne de la mitochondrie. Elle est composée 
de quatre complexes protéiques : le complexe I (NADH ubiquinol réductase), le complexe II 
(succinate ubiquinone oxydoréductase), le complexe III (ubiquinone cytochrome c 
oxydoréductase) et le complexe IV (cytochrome c oxydase). Le transfert des électrons depuis les 
équivalents réduits (NADH et FADH2) le long des complexes permet le pompage des protons par 
les complexes I, III et IV vers l’espace intermembranaire créant ainsi un gradient 
électrochimique. Le retour des protons dans la matrice par l’ATP synthase permet de coupler la 
respiration et la synthèse d’ATP. D’après le site www.phys-mito.u-bordeaux2.fr. 



 
 
 

Figure 4 : Structure de l’ATP synthase de mammifère. 
 

L’ATP synthase est composée d’une partie mobile (rotor, F0) et d’une partie fixe (stator, F1). Le 
passage des protons entre le rotor (formé par l’ensemble des sous-unités c) et la sous-unité a du 
stator cause la rotation de la tige γ qui entraîne des changements de conformation des sous-unités 
β contenant les sites actifs de synthèse d’ATP. D’après Walker et Dickson, Biochimica and 
Biophysica Acta, mai-juin 2006. 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 
 

 
 
 
 
Figure 5 : Schéma représentant l’action découplante du 2,4 Dinitrophénol 
Le 2,4 Dinitrophénol est un acide faible lipophile qui, grâce au pH acide de l’espace 
intermembranaire peut capter un proton. Sous forme protonée, il traverse la membrane interne 
mitochondriale provoquant ainsi un retour des protons dans la matrice. Le pH matriciel, basique, 
permet le relargage du proton pris en charge par le DNP. Cet agent entraîne donc la dissipation du 
gradient de protons de protons généré par la chaîne respiratoire. Les protons ne peuvent plus être 
utilisés par l’ATP synthase, la respiration et la phosphorylation de l’ATP ne sont donc plus des 
réactions couplées, on parle alors de réaction de découplage entraînée par le DNP. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 
 

EIM : espace intermembrnaire, M : matrice, ME : membrnae externe, MI : membrane interne. 
 

Figure 6 : Tableau des kinases et phosphatases présentes dans la mitochondrie. 
A ce jour, la majorité des familles de kinases et phosphatases ont été identifiées dans différents 
compartiments mitochondriaux montrant que la mitochondrie peut être une cible importante de 
phosphorylation par ces protéines. Cependant, leurs rôles dans la régulation du fonctionnement 
mitochondrial restent encore très peu connus. Adapté de Pagliarini et al., TRENDS in Biological 
Sciences, Vol 10, janvier 2006. 
 
 



 
 

Figure 7 : Liste des phosphoprotéines mitochondriales. 
Plus de 60 protéines mitochondriales ont été identifiées comme des phosphoprotéines. Elles sont 
présentes dans tous les compartiments mitochondriaux et sont impliquées dans différentes fonctions 
mitochondriales. Cependant, la phosphorylation de ces protéines a souvent été démontrée in vitro et 
leur existence dans des conditions physiologiques ainsi que leur implication dans le fonctionnement 
mitochondrial reste à déterminer. Tableau issu de Pagliarini et al., TRENDS in Biological Sciences, 
Vol 10, janvier 2006. 



 
 

 

 
 

 
 
Figure 8 : Représentation schématique du pore de transition de perméabilité mitochondrial. 

Le pore de transition de perméabilité mitochondrial (PTP) est un complexe multiprotéique situé aux 
points de contacts entre la membrane externe et la membrane interne de la mitochondrie. Il serait 
formé par les protéines suivantes : porine, ANT, cyclophiline D et d’autres composants encore non 
identifiés. En conditions physiologiques, son ouverture transitoire permet le passage de petites 
molécules de taille inférieure à 1500 Daltons. Cependant, le PTP occupe également une place 
centrale dans l’induction de la mort cellulaire. En effet, certains signaux proapoptotiques (dont une 
surcharge en calcium) convertissent cette association protéique en un pore non spécifique 
permettant la sortie de nombreuses protéines proapoptotiques parmi lesquelles le cytochrome c, 
élément important dans l’induction de l’apoptose. D’après Tsujimoto et al., Biochimica and 
Biophysica Acta, 2006. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

Figure 9 : L’axe hypothalamo hypophysaire.  
La région hypothalamo-hypophysaire est un élément central du système endocrinien. Le 
Corticotrophin Releasing Factor (CRF) est sécrété par l’hypothalamus et atteint l’adénohypophyse où 
il entraîne la sécrétion d’ACTH par l’hypophyse antérieure. L’ACTH stimule ensuite la sécrétion de 
cortisol en favorisant la conversion du cholestérol et pregnénolone dans les glandes surrénales. Le 
cortisol alors exerce un rétrocontrôle négatif sur la sécrétion de CRF par l’hypothalamus. Schéma 
adapté de David et al, Warde reports, Vol 15, 2004. 
 
 
 

 
 
 

Figure 10 : Interconversion du cortisol et de la cortisone par les enzymes 11βHSD.  
Il existe deux isoformes de 11βHSD qui interconvertissent le cortisol (actif) en cortisone (inactif). 
L’enzyme 11βHSD1 agit surtout comme réductase à cofacteur NADP(H) pour former du cortisol. Elle 
est surtout exprimée dans le foie, le tissu adipeux, les gonades et les musles. L’isoforme 11βHSD2 a 
une action deshydrogénase NAD-dépendante et inactive le cortisol en cortisone. Elle est exprimée 
dans le rein, le colon, les glandes salivaires et le placenta. Issu de Tomlinson et al. Best Pract Res 
Clin Endocrinol Metab. Mars 2001. 
 
 

 
 

Figure 11 : la molécule de dexamethasone.  
Issu du site www.emdbiosciences.com 



 
 

Figure 12 : mécanismes de l’immunosuppression induite par les glucocorticoïdes. 
Les glucocorticoïdes sont les molécules les plus efficaces pour traiter les maladies inflammatoires 
chroniques telles que l’asthme. En effet, ces hormones sont au centre d’un réseau de régulation 
responsable de l’inhibition de la réponse inflammatoire. Ils sont à la fois responsable du blocage de la 
transcription de nombreuses molécules pro-inflammatoires (cytokines, chémokines …) par 
l’intermédiaire des facteurs NFKB et AP1 et de l’activation de la transcription de molécules anti-
inflammatoires (annexine 1, IL10, IKB…). D’après Rhen et al, The New England Journal of 
Medicine, Octobre 2005. 



 
 
 
 

Figure 13 : Réactions métaboliques régulées par les glucocorticoïdes. 
Les glucocorticoïdes sont des hormones cataboliques. Au niveau des muscles squelettiques, elles 
stimulent la dégradation des protéines et ralentissent leur synthèse. Dans, le tissu adipeux, elles 
exercent un effet permissif sur la lipolyse. Les acides aminés issus de la dégradation protéique vont 
pouvoir être utilisés au niveau hépatique où ils vont servir de base à la néoglucogenèse, voie dont 
l’expression des enzymes clés (phosphoénolpyruvate carboxykinase et glucose 6 phosphatase 
notamment) est également stimulée par les glucocorticoïdes. D’après le site 
coproweb.free.fr/pagphy/physioan/ch9s2b.htm 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

 
Figure 14 : Classification des effets des glucocorticoïdes. 

 
Cette classification des effets génomiques et non génomiques des hormones stéroïdes a été établi lors 
du « First International Meeting on Rapid Response to Steroid Hormones » qui a eu lieu à Mannheim 
en 1998. Selon cette classification, les modes d’action des glucocorticoïdes et autres stéroïdes peut 
être divisés en deux (ici sont illustrées les voies d’action des glucocorticoïdes en particulier) : 

- des actions génomiques impliquant la fixation de l’hormone sur son récepteur cytosolique, la 
translocation du complexe GR (Glucocorticoid Receptor)/ligand dans le noyau, sa fixation sur les 
régions GRE (Glucocorticoid Response Element) des gènes cibles induisant l’activation ou la 
répression de l’expression de ces derniers. Ces effets génomiques se manifestent plusieurs heures 
après l’ajout de l’hormone.  

- des actions non génomiques mises en place quelques minutes voire quelques secondes après 
l’administration de l’hormone. Ces effets rapides peuvent eux-mêmes être divisés en deux classes : - 
les effets non spécifiques dus aux propriétés physico-chimiques des glucocorticoïdes et notamment à 
leur liposolubilité (modification de la conformation de certaines protéines membranaires parmi 
lesquelles certains canaux ioniques). 
              - les effets spécifiques nécessitant l’interaction entre l’hormone et un récepteur pouvant être 
le récepteur intracellulaire « classique » ou un récepteur membranaire apparenté ou non au GR 
cytosolique. D’après Lowenberg et al., Trends in Molecular Medicine, Avril  2007. 
 
 



 
 
 

Figure 15 : Actions génomiques des glucocorticoïdes.  
 

Les glucocorticoïdes diffusent librement à travers la membrane plasmique pour se lier de façon 
réversible à leur récepteur intracellulaire (GR). Cette fixation entraîne un changement de 
conformation permettant la libération des protéines chaperonnes (HSP 90 et immunophiline). Le 
complexe hormone/récepteur migre ensuite sous forme de dimère dans le noyau et par sa fixation sur 
une séquence GRE située dans le promoteur des gènes cibles (situation A) ou son interaction avec 
d’autres facteurs de transcription (situation B) régule l’expression de gènes cibles. Il existe des 
situations où le complexe hormone/ récepteur se fixe à la fois sur une séquence GRE et agit 
également par l’intermédiaire de facteurs de transcription fixés eux-aussi dans la région promotrice 
des gènes cibles (situation C). D’après Zhou et Cidlowski, Steroids, Mai 2005. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

 
Figure 16: Membrane Initiated Steroid Signaling. 

 
La liaison de l’hormone stéroïde sur son récepteur membranaire entraîne l’activation de différentes 
voies de signalisation intracellulaires aboutissant à l’activation de protéines kinases telles que les 
MAPK ou la protéine PKA, des protéines pouvant moduler, par phosphorylation, l’activité de certains 
facteurs de transcription. Par l’activation successive de protéines kinases, la fixation de l’hormone sur 
un site membranaire, impliqué surtout dans les effets rapides de ces hormones, peut également 
moduler, à plus long terme la transcription non seulement des gènes cibles de ces hormones mais 
également d’autres gènes ne contenant d’élément de réponse aux stéroïdes. D’après  Zhang et 
Trudeau, Comparative Biochemistry and Physiology, Juillet 2006. 
 
Abréviations : G, G protein; PLC, phospholipase C; AC, adenylyl cyclase; GABAR, GABA receptor; µ, µ-Opioid 
receptor; GRB2, growth factor receptor-bound protein 2; Ras, related RAS viral (r-ras) oncogene homolog; SOS, son of 
sevenless; Raf, v-raf-1 murine leukemia viral oncogene; MEK, mitogen/extracellular signal protein kinase. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

Figure 17 : Extration des ARN totaux à partir de cellules. 
(D’après RNeasy Mini Handbook, Qiagen, Courtaboeuf, France) 
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1.  Courbe de quantification de la fluorescence du SYBR Green 1 

 
 
 

 
 

2. Courbe de fusion 

 

 
Figure 18 : Courbes obtenues par microspectrofluorimétrie (technologie LightCycler®) 

(Données du site internet de Clontech, Takara bio Europe, Saint-Germain-en-Laye, France) 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 



 

 
 

1. La molécule de FURA-2/AM 

 

 
 
 

2. Fluorescence de la sonde FURA-2/AM en fonction de la longueur d’onde d’excitation 

 
 

 
3. Fluorescence de la sonde FURA-2/AM en fonction de la concentration en calcium 

 

Figure 19 : Description des propriétés de la sonde FURA-2/AM  

 
 
 



 

 

 

 

 

 
 
 

Figure 20 : Principe d’utilisation de la sonde FURA-2/AM 
(Adapté du site www.biotek.com) 
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Figure 21 : Schéma du système de mesure utilisé pour la détection de la fluorescence de la sonde FURA-2/AM. 
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